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Chapitre 1 : Introduction 

I. Le pancréas 

1. Anatomie 

Le pancréas est situé dans la partie supérieure de l’abdomen, entre l’intestin grêle et 

la rate, juste derrière l’estomac à proximité du foie et de la vésicule biliaire. Il mesure 

environ 15 cm de long par 4 cm de large et 2 cm d’épaisseur, il est divisé en 3 parties : 

la tête, le corps et la queue. Ces séparations anatomiques du pancréas ne jouent 

aucun rôle dans la séparation fonctionnelle. En effet, les îlots de Langerhans sont 

dispersés dans le tissu exocrine (Figure 1).  

Le canal de Wirsung, qui le traverse de la tête à la queue, permet la libération des sucs 

pancréatiques nécessaires à la digestion dans le duodénum. C’est un organe très 

vascularisé, traversé par de nombreux capillaires permettant la libération des 

hormones synthétisées, notamment l’insuline et le glucagon, par les îlots de 

Langerhans directement dans le sang. 

 

Figure 1. Anatomie du pancréas : a) Anatomie macroscopique du pancréas b) Le pancréas exocrine c) Acinus d) Ilot de 
Langerhans intégré dans le tissu exocrine (adapté de Bardeesy et DePinho. 2002 [1]) 
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2. Fonctions 

Le pancréas est un organe vital, faisant partie de la famille des glandes1, qui compose 

le système digestif de l’Homme. C’est une glande amphicrine ou « mixte » car elle 

exerce des fonctions endocrines et exocrines distinctes.  

La partie endocrine, qui ne représente que 2% du tissu pancréatique, assure le rôle 

de régulateur hormonal majeur dans le métabolisme des glucides. Les différentes 

cellules endocrines2 permettant la synthèse d’hormones sont regroupées en îlots 

appelés îlots de Langerhans. Les hormones sécrétées sont ensuite libérées dans la 

circulation sanguine via les capillaires se trouvant en périphérie des îlots. 

La partie exocrine, constituée des cellules canalaires et des acini sous forme de 

lobules, assure un rôle essentiel dans la digestion alimentaire par la sécrétion du suc 

pancréatique. Il est composé d’enzymes digestives et d’une sécrétion 

hydroélectrolytique. Cette partie représente 80% du tissu pancréatique. 

II. Le cancer du pancréas 

1. Généralités 

Le cancer du pancréas est l’un des cancers les plus mortels avec un pronostic 

extrêmement sombre. En effet, le taux de survie à 5 ans reste très faible (de 3 à 9 % 

seulement) et la médiane de survie est de moins de 6 mois. Sa forme la plus courante 

est l’adénocarcinome canalaire pancréatique (PDAC) qui touche le pancréas exocrine 

et représente plus de 90% des cas [2]. Son incidence croissante depuis les années 70 

en fait un enjeu de santé publique majeur [3]. Entre 2010 et 2019, le nombre de décès 

liés aux cancers du pancréas aux États-Unis a considérablement augmenté avec près 

de 11 000 morts en plus (36 800 en 2010, 47 050 en 2019, hommes et femmes 

confondus) et plus de 57 600 nouveaux cas en 2019 (données American Cancer 

Society 2020) [4]. En France, c’est plus de 14 000 nouveaux cas tous sexes confondus 

en 2019 (données INCa et SNFGE 2019). Le cancer du pancréas était la 4ème cause 

de mortalité liée au cancer en 2010, actuellement 3ème avec une incidence quasi-

identique à la mortalité avec 458 918 nouveaux cas par an dans le monde [5]. Les 

 
1 Organe synthétisant une substance qui sera sécrétée dans la circulation sanguine pour les glandes endocrines, 

ou dans des cavités corporelles ou dans le milieu extérieur, on parle alors de glande exocrine. 
2 Les cellules A (synthèse du glucagon), B (insuline), D (somatostatine), F (polypeptide pancréatique) et E 

(ghréline). 
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projections le placent au 2ème rang en 2030 devant le cancer du sein et le cancer 

colorectal [6]. 

Il n’y a pas de facteurs de risque clairement associés à l’apparition du cancer du 

pancréas, l’âge serait un critère déterminant. En effet, la majorité des patients sont 

diagnostiqués après 50 ans avec un pic d’incidence vers 70-80 ans. Bien que le tabac 

soit l’un des facteurs les plus importants, la consommation élevée d’alcool, les diabètes 

de type 1 et 2, l’obésité ou le manque d’activité physique seraient aussi des facteurs 

favorisant les cancers pancréatiques [7]. Le facteur héréditaire est aussi à prendre en 

compte car 10% des patients ont des antécédents familiaux.  

Le PDAC se développe à partir de trois types de lésions précancéreuses des tissus 

exocrines : les « Néoplasies intracanalaires papillaires et mucineuses (IPMNs) », les 

« Néoplasies cystiques mucineuses (MCNs) » et les « Néoplasies pancréatiques 

intraépithéliales (PanINs) » [8]. Ces dernières sont les plus courantes (90% des cas) 

et se développent de manière séquentielle (de la PanIN-1A à la PanIN-3). Ces stades 

se caractérisent par des changements morphologiques progressifs et des 

désorganisations architecturales de l’épithélium (Figure 2) [9]. Les lésions 

précancéreuses se développent à partir du tissu épithélial exocrine. Les cellules 

augmentent en nombre et en taille évoluant initialement d’une hyperplasie vers une 

dysplasie puis un carcinome in situ et enfin vers un carcinome invasif [10]. 

 

Figure 2. Schéma du modèle de progression des lésions précurseurs néoplasiques PanINs [9] 
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2. Les thérapies 

a. La chirurgie 

Il n’existe actuellement aucun traitement efficace pour le cancer du pancréas, la 

chirurgie est le seul traitement curatif proposé à ce jour [11]. En raison d’un diagnostic 

tardif dû au manque de moyens de détection précoce et d’un développement 

asymptomatique de la pathologie, seulement 15 à 20% des patients peuvent bénéficier 

d’une résection chirurgicale qui consiste principalement à ôter la tête du pancréas et à 

un remaniement complexe du système digestif [12]. Malheureusement, avec cette 

thérapie le taux de survie à 5 ans reste inférieur à 20% et la médiane de survie est 

d’environ 20 mois [13]. Il est important de noter que cette intervention s’accompagne 

de nombreuses complications et qu’il existe un taux de rechute important. C’est 

pourquoi la chirurgie est suivie de traitements adjuvants comme la radiothérapie ou la 

chimiothérapie (Figure 3). 

Pour la majorité des patients (80%), la chirurgie n’est pas possible car ils sont 

diagnostiqués à un stade où les lésions cancéreuses sont localement avancées ou 

métastatiques [14]. 

b. La chimiothérapie 

Pour les patients ne pouvant être opérés, le traitement proposé est la chimiothérapie 

palliative associée ou non à la radiothérapie [15]. Le premier agent 

chimiothérapeutique actif était le 5-Fluorouracile (5-FU), jusqu’en 1995, c’était alors le 

seul traitement pour le cancer du pancréas. La médiane de survie avec ce traitement 

était de 4,41 mois [16]. Par la suite, un traitement à base de gemcitabine GEMZAR® 

a permis d’augmenter la médiane de survie à 6,8 mois. La gemcitabine est 

actuellement le traitement de référence pour les cancers du pancréas avancés. Plus 

récemment, le protocole FOLFIRINOX combinant 4 molécules (l’oxaliplatine (OXA), 

l’irinotecan (IRI), le 5-FU et l’acide folinique (leucovorine - FOL)) a été proposé en 

clinique. Par rapport au traitement par la gemcitabine, les résultats sont plus 

prometteurs avec une augmentation de la médiane de survie à 11,1 mois [11], [17]. 

Enfin, le paclitaxel combiné à la gemcitabine a permis d’augmenter la survie des 

patients à 8,7 mois contre 6,6 mois avec la gemcitabine seule [18]. Toutefois ces 2 

derniers traitements sont lourds et seuls les patients en « bonne santé » peuvent en 
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bénéficier (âge < 76 ans, score ECOG3 de 0 ou 1, pas d’ischémie cardiaque et un 

niveau de bilirubine normal). La chimiothérapie peut aussi être utilisée en protocole 

néo-adjuvant dans les cas d’une tumeur à la limite résécable localement avancée mais 

non métastatique. Par la suite, si les signes sont favorables, le patient peut bénéficier 

d’une chirurgie (Figure 3). 

 

Figure 3. Les thérapies du PDAC (adapté de R. Vasseur. 2015 [19]) 

3. Chimiorésistance 

Malgré des progrès dans la prise en charge des patients, les thérapies actuelles n’ont 

pas l’efficacité espérée. Ceci est dû à la forte chimiorésistance observée dans le 

PDAC. Cette chimiorésistance est divisée en deux catégories, elle peut être une 

propriété intrinsèque mais également être acquise en cours de traitement [20], [21]. 

L’acquisition des propriétés de résistance aux drogues est régulée par divers facteurs 

tels que : la transition épithélio-mésenchymateuse (TEM), les microARN (miARN) et 

le microenvironnement tumoral. On peut également ajouter les mécanismes 

concernant les transporteurs de drogues, les enzymes d’activation et d’inactivation et 

leurs cibles. 

La TEM est une phase de changement phénotypique des cellules tumorales qui 

favorise un phénotype mésenchymateux plus agressif. Ce processus s'accompagne 

généralement de modifications morphologiques des cellules cancéreuses et de 

modifications des niveaux du génome et des protéines. Il est médié par de nombreux 

gènes et voies de signalisation cellulaire. Des travaux ont démontré que l'inhibition du 

 
3 ECOG: Eastern Cooperative Oncology Group (Oken et al. 1982) 

- Score de 0 : Entièrement actif, capable de continuer toutes les performances pré-maladie sans restriction.  
- Score de 1 : Restreint à une activité physique intense mais ambulatoire et capable d'effectuer un travail de 
nature légère ou sédentaire. 
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processus de TEM a entraîné une amélioration de l'expression des transporteurs de 

nucléosides dans les tumeurs, augmentant ainsi la sensibilité à la gemcitabine [22]. Il 

est possible d’inverser la TEM en réduisant au silence certains gènes/protéines. Cette 

méthode a restauré l'expression des gènes épithéliaux typiques, et a également 

augmenté la sensibilité des cellules aux agents thérapeutiques, suggérant que ces 

gènes/protéines et d'autres facteurs régulateurs de la TEM maintiennent la résistance 

aux drogues dans les cellules cancéreuses pancréatiques humaines [23], [24]. 

De plus, la TEM est corrélée au phénomène de bourgeonnement tumoral (budding 

tumoral – BT), qui est un facteur de mauvais pronostic du PDAC [25]. Il est possible 

d’observer le même processus qui permet aux cellules épithéliales tumorales 

d'acquérir le phénotype mésenchymateux (augmentation de l’expression de 

marqueurs mésenchymateux (vimentine, Zeb1/2) et réduction de l’expression de 

marqueurs épithéliaux (E-Cadhérine, cytokératines), augmentant ainsi leur capacité 

de migration et d’invasion, les aidant à développer une résistance aux chimiothérapies 

[26]–[28]. 

Les miARN sont une classe de petits ARN non codants de 19 à 25 nucléotides qui 

régulent négativement les gènes au niveau post-transcriptionnel [29]. Ils sont capables 

de se fixer sur les ARN messagers (ARNm) pour moduler leur expression. N'ayant pas 

la capacité de coder une protéine, les miARN se lient principalement aux régions non 

traduites de leurs ARNm cibles. Les conséquences de cette liaison sont que l'ARNm 

ne s’exprime pas ou est dégradé, entraînant ainsi une diminution de l’expression de la 

protéine associée. Un nombre croissant de publications au cours des dernières 

années montre une corrélation entre l'expression des miARN dans le PDAC et la 

résistance ou la sensibilité aux cibles chimiothérapeutiques. Par exemple, le traitement 

à base de gemcitabine conduit à une régulation positive ou négative de divers miARN 

et donc de l'expression des protéines apparentées entraînant une chimiorésistance du 

PDAC [30]–[34]. 

Le microenvironnement tumoral fait l’objet d’une grande attention en raison de sa 

composition cellulaire variée et des voies de signalisation associées. Il joue un rôle 

central dans le développement du PDAC et apporte également une contribution 

importante au processus de chimiorésistance [35]–[38]. Cet aspect nous intéressera 

particulièrement dans ce manuscrit. 
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III. Le microenvironnement tumoral pancréatique 

1. Composition biologique 

Le microenvironnement tumoral pancréatique est composé d’un stroma 

desmoplastique ou fibro-inflammatoire abondant (Figure 4), dense et riche en 

collagène I, comprenant des concentrations extrêmement élevées en acide 

hyaluronique (HA), qui crée une situation hypoxique pour les cellules cancéreuses 

[39]. Ce stroma est composé de protéines de la matrice extracellulaire (MEC) ainsi que 

des glycoprotéines, des protéoglycanes et des glycosaminoglycanes (GAG). D'autres 

facteurs présents dans le stroma, comme les facteurs de croissance et les cytokines, 

régulent les interactions des cellules cancéreuses avec la MEC. 

 

Figure 4. Coloration au Trichrome de Masson de tissu de PDAC, bleu : stroma, violet : cellules tumorales (adapté de 
Meng et al. 2018 [40]) 

La composition cellulaire du stroma comprend les cellules stellaires pancréatiques 

(PSC), qui produisent la matrice de collagène (les PSC activées sont également 

connues sous le nom de fibroblastes associés au cancer (CAF)), les cellules 

immunitaires, les cellules endothéliales et les cellules neuronales (Figure 5) [41], [42]. 

Les cellules immunitaires présentes dans le microenvironnement du PDAC 

comprennent les lymphocytes T, les cellules myéloïdes suppressives, les 

macrophages et les mastocytes [43]. 
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Figure 5. Le microenvironnement complexe du PDAC (adapté de Samandari et al. 2018 [44]) 

2. Rôle dans la chimiorésistance du PDAC 

a. La composante matricielle : la matrice extracellulaire 

La matrice extracellulaire (MEC) du PDAC est composée de nombreuses protéines, 

dont différents collagènes, la fibronectine et la laminine, produites par tous les types 

cellulaires du microenvironnement tumoral et forme un réseau fibreux caractéristique 

de la desmoplasie4. La MEC joue un rôle important dans la capacité des cellules 

tumorales à proliférer, migrer et métastaser mais affecte également la sensibilité aux 

traitements. En effet, la desmoplasie altère l'architecture du tissu sain induisant une 

configuration anormale des vaisseaux sanguins et lymphatiques [45]–[47]. La MEC 

agit comme une barrière physique rigide qui comprime les vaisseaux sanguins 

provoquant une hypovascularisation et une réduction de la diffusion des drogues dans 

la tumeur [48], [49]. En effet, la distance des lits vasculaires aux cellules tumorales est 

cruciale pour l’acheminement des chimiothérapies au sein de la tumeur [50]. 

 
4 Définition : forte croissance des tissus fibreux provoquant une fibrose dense autour de la tumeur 
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b. La composante cellulaire 

Les cellules endothéliales 

L’angiogenèse5 est essentielle à la progression du PDAC notamment dans la 

croissance et la métastase tumorale [51]. Par rapport aux cellules endothéliales 

saines, les cellules endothéliales tumorales (CET) possèdent des caractéristiques 

différentes en termes de prolifération, de migration, de réponse aux facteurs de 

croissance (notamment le VEGF sécrété par les cellules tumorales et les CAF) et aux 

chimiothérapies [52], [53]. Ces modifications structurelles et fonctionnelles entraînent 

des zones d'hypoxie et un apport nutritionnel limité au sein de la tumeur. L'hypoxie 

modifie l'expression des gènes des cellules tumorales, augmentant ainsi la survie 

cellulaire et la résistance à l'induction de l'apoptose. 

Des études ont montré que les cellules tumorales déclenchent les activités 

immunosuppressives des CET qui influencent l'immunité anti-tumorale et la réponse 

thérapeutique [54]. Les CET permettent également la transmigration des cellules 

myéloïdes immunosuppressives du sang vers la tumeur et altèrent les réponses 

immunitaires anti-tumorales [55]. Elles entraînent également la suppression ou 

l’altération des fonctions des lymphocytes T par l'expression de molécules inhibitrices 

(PDL1/2) et la libération de facteurs solubles (TGF-β, VEGF) [56], [57]. 

Les cellules immunitaires 

Les cellules immunitaires innées (comme les macrophages, les mastocytes ou les 

cellules myéloïdes suppressives) et les cellules immunitaires adaptatives (les 

lymphocytes T) sont présentes dans le microenvironnement tumoral et interagissent 

avec les cellules tumorales par contact direct ou indirect via les chimiokines et les 

cytokines. Ces interactions jouent un rôle majeur dans le comportement de la tumeur 

et sa réponse aux traitements. En effet, les cellules immunitaires peuvent à la fois 

promouvoir et enrayer l'efficacité thérapeutique [49]. Elles représentent environ 50% 

de la masse cellulaire tumorale [43]. 

Les macrophages associés aux tumeurs (MAT) sont des régulateurs clés de la 

réponse thérapeutique dans le microenvironnement tumoral. Ils sont classés en sous-

types M1 et M2 en fonction de leur état de polarisation. Les macrophages M1 sont 

 
5 Définition : formation de nouveaux vaisseaux sanguins 
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activés par les cytokines Th1. Tandis que les macrophages M2 se différencient en 

réponse aux cytokines Th2 [58], [59]. Dans cette association aux tumeurs, les 

macrophages M1 sont considérés comme tumoricides, alors que les macrophages M2 

tumorigènes. Des études in vitro et in vivo dans différents cancers ont montré que les 

MAT médient la résistance à certains agents chimiothérapeutiques comme le 5-FU, la 

gemcitabine, le paclitaxel, ou des sels de platine [60]–[63]. De plus, ils acquièrent 

également la capacité de produire plusieurs cytokines suppressives telles que les 

interleukines IL-1β, IL-6, IL-10 et le TGF-β, contribuant à la suppression des 

lymphocytes T dans le microenvironnement tumoral [58]. 

Les cellules myéloïdes suppressives prolifèrent au cours de la tumorigenèse et ont la 

capacité de supprimer diverses réponses des lymphocytes [64]. Elles peuvent 

également migrer vers la tumeur, où elles s’y différencient en MAT. Elles jouent un rôle 

essentiel dans la résistance à certains traitements anticancéreux [65], [66]. 

Les cellules stellaires pancréatiques 

Les cellules stellaires pancréatiques (PSC) sont les principales composantes 

cellulaires du stroma et sont des régulateurs clés de la composition et l’organisation 

de la MEC. Elles sont inactives dans les tissus sains mais peuvent être activées en 

CAF par des facteurs sécrétés par les cellules tumorales, tels que le TNF-α, le TGF-

β, le FGF ou les interleukines [41]. Une fois activée, les CAF déclenchent une réponse 

chronique semblable à la cicatrisation des plaies envers les cellules cancéreuses, 

conduisant à une accumulation excessive de protéines de la MEC citées auparavant, 

ainsi que des cytokines et des facteurs de croissance, et exercent des forces 

contractiles modifiant l'architecture tissulaire [67]. Les CAF présentent également une 

prolifération et une migration accrues. Un des marqueurs caractéristiques d’activation 

des PSC en CAF est l’α-SMA. Différentes études cliniques ont montré qu’une forte 

expression d'α-SMA était associée à de moins bons pronostics cliniques que les 

tumeurs avec de faibles niveaux d'expression [68]. En plus de l'α-SMA, l’activation des 

PSC en CAF induit une expression de collagène de type I, de TGF-β et d'autres 

protéines impliquées dans la prolifération cellulaire, la migration, le remodelage de la 

MEC, la TEM et l'inflammation [69]. De plus, les tumeurs avec une signalisation TGF-

β perturbée présentent une fibrose périductale accrue, une forte rigidité tissulaire et un 

mauvais pronostic [70]. Une fois activés par les cellules tumorales, les fibroblastes ont 

tendance à acquérir un phénotype constamment activé en réponse à plusieurs 
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facteurs de croissance sécrétés par les cellules cancéreuses hautement prolifératives, 

notamment le TGF-β. Ils peuvent ainsi induire la prolifération des cellules cancéreuses, 

tout en diminuant l'apoptose de celles-ci, facilitant ainsi leur survie. Les CAF stimulent 

également la migration des cellules tumorales, un effet associé à une accentuation de 

la TEM expliquée auparavant [41].  

Plusieurs études ont rapporté une augmentation des phénotypes métastatiques des 

cellules tumorales lorsqu'elles sont co-cultivées avec des CAF. Les interactions entre 

les CAF et les cellules tumorales pancréatiques sont bidirectionnelles et présentes 

dans les processus de prolifération, de migration et de chimiorésistance du PDAC. Ces 

interactions ont été démontrées à la fois in vivo et in vitro [36], [38], [41]. Une étude a 

montré que l’inhibition de la voie mTOR/4E-BP1 (très active dans les CAF) dans des 

modèles de xénogreffes6 (Figure 6), induit une diminution de la croissance tumorale, 

de la fibrose et de la chimiorésistance entraînant ainsi une augmentation de la mort 

cellulaire par la gemcitabine [71]. De même, inhiber les voies de signalisation Notch, 

AKT ou ERK1/2, impliquées dans les processus de prolifération, de migration et 

d’invasion des CAF et des cellules tumorales, induit une diminution de la 

chimiorésistance du PDAC [36], [37], [41], [72].  

 

Figure 6. Modélisation de la chimiorésistance induite par les CAF. A) Chimiorésistance induite par l’activation de la 
voie mTOR dans les CAF grâce à la sécrétion d’IL-6, B) Augmentation de la chimiosensibilité par l'inhibition de la voie 

mTOR dans les CAF (adapté de Duluc et al. [71]) 

 
6 Xénogreffes soit avec des cellules cancéreuses pancréatiques humaines (MiaPaCa-2 ou Panc-1, par 
voie orthotopique ou sous-cutanée) avec ou sans CAF, soit avec des morceaux de résections de 
tumeurs pancréatiques humaines (PDX sous-cutanée) dans des souris Pdx1-Cre;KrasG12D/+  (NMRI-
nu/nu, NMRI-Foxn1nu) 



28 

 

L’activation de la voie Hedgehog (Hh) a un impact sur la motilité et la différenciation 

des CAF et affecte ensuite la croissance tumorale en favorisant la formation de 

desmoplasie [73]–[76]. Dans un même temps, l'activation de la voie Hh augmente la 

production de MEC et son inhibition induit une diminution de l'α-SMA, donc une 

réduction de la MEC qui favorise la vascularisation de la tumeur, améliorant ainsi 

l’accès aux perfusions sanguines de chimiothérapies [72]. Il a été démontré que la voie 

Hh stimule la progression du cancer en modulant la prolifération des cellules 

cancéreuses, la malignité, les métastases et l'expansion des cellules souches 

cancéreuses [77]–[80]. Le blocage de la voie Hh entraîne une diminution de la 

prolifération et de la chimiorésistance à la gemcitabine du PDAC [81]. 

De nombreuses propriétés liées à la chimiorésistance sont dues aux CAF comme 

l’inhibition de l’apoptose des cellules tumorales, l’augmentation de l’expression des 

marqueurs de cellules souches dans les cellules tumorales, la formation de niches de 

cellules souches cancéreuses chimiorésistantes, leur capacité de migration depuis 

une tumeur primaire vers des sites métastatiques distants afin d’y favoriser 

l’ensemencement et la croissance de cellules cancéreuses métastatiques 

(Figure 7) [82], [83]. 

Enfin, les CAF favorisent l’angiogenèse en sécrétant des facteurs de croissance, 

aidant les cellules tumorales à atteindre les vaisseaux sanguins et à métastaser vers 

des sites distants [84], comme les VEGF et/ou l’HGF [83] et contribuent à l’évasion 

immunitaire via un processus en cascade complexe touchant l’intégralité du 

stroma (Figure 6) : 

▪ Apoptose des lymphocytes T [85] 

▪ Migration dans le stroma des cellules myéloïdes suppressives [86] 

▪ Dégranulation des mastocytes entraînant la libération de facteurs stimulant la 

prolifération des CAF et la production de cytokines par les macrophages 

conduisant à une activation supplémentaire de PSC [87], [88] 

La population de PSC qui contribue au dépôt et au remodelage de la MEC au sein de 

la tumeur est hétérogène [89], [90]. De ce fait, le rôle des PSC dans la croissance 

tumorale est encore incertain et sa contribution dépendrait en réalité du contexte [70]. 

En effet, des études ont montré que le stroma a un rôle protecteur dans le PDAC et 

que le ciblage des PSC et la réduction du stroma ont conduit à une augmentation du 

comportement invasif des cellules tumorales [91], [92]. La divergence de ces résultats 
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démontre que l'influence du stroma dépend du contexte mais aussi de l’hétérogénéité 

des PSC. Elles seraient à la fois un facteur de promotion et d’inhibition de la 

progression du cancer [90]. Par exemple, au cours de la tumorigenèse précoce, une 

régulation positive du stroma produit par les PSC pourrait refléter la tentative d'isoler 

les cellules tumorales, mais aux stades ultérieurs, les cellules cancéreuses peuvent 

être capables de convertir les PSC en cellules tumorigènes. 

 

Figure 7. Rôle des CAF dans le PDAC (adapté de Kleef et al. 2016 [7]) 

3. Caractéristiques mécaniques 

Les propriétés mécaniques du microenvironnement du PDAC sont à prendre en 

compte dans les recherches sur la croissance tumorale et le développement des 

thérapies. Comme expliqué précédemment, le PDAC est généralement diagnostiqué 

à des stades avancés où les tumeurs ont déjà développé une desmoplasie dense, et 

où l'abondant stroma fibrotique produit par les CAF constitue un « scaffold » 

mécanique et une barrière physique contre l'apport efficace d'agents thérapeutiques 

[72], [93]. Bien que le stroma fibrotique dense puisse agir comme une barrière pour la 

diffusion des agents médicamenteux, il a été montré chez la souris que la délétion ou 

la suppression des cellules stromales dans les tumeurs accélère la progression du 

cancer [92], [94], [95]. La desmoplasie et la rigidité du microenvironnement tumoral qui 

caractérisent de nombreux types de tumeurs, en particulier les cancers du sein et du 

pancréas, favorisent aussi la progression tumorale et la chimiorésistance [96]–[99]. 
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a. Mécanobiologie 

Le développement du PDAC est un processus multiple et complexe initié par des 

altérations génétiques et médié par des indices biochimiques et biophysiques du 

microenvironnement tissulaire. Le rôle des composantes cellulaire et tissulaire en tant 

que régulateur clé du comportement tumoral a été mis en évidence et souligne 

l'importance du microenvironnement mécanique en tant que modificateur du 

phénotype malin [100]. Plus précisément, si le potentiel malin est déterminé par le 

profil génétique intrinsèque des cellules, le phénotype tumoral est régulé par un 

équilibre évolutif entre les propriétés physiques et biochimiques des cellules et de la 

MEC, qui modifie de manière synergique le comportement cellulaire en engageant la 

contractilité de l'actomyosine et en stimulant l'invasion, la survie et la prolifération. 

L'activation des PSC entraîne un dépôt accru de MEC, en particulier de collagène 

résistant à la traction et d’acide hyaluronique (HA qui est un GAG) résistant à la 

compression [101], [102]. Le microenvironnement fibrotique ainsi que la pression 

mécanique exercée par le nombre de cellules stromales et cancéreuses proliférantes 

facilitent une mécano-pathologie nommée stress solide induit par la croissance 

tumorale. Ce stress solide entraîne la compression ou l’éclatement des vaisseaux 

sanguins et lymphatiques intratumoraux conduisant respectivement à une forte 

hypoxie et une pression élevée du liquide interstitiel (PLI). L'hypoxie et la PLI diminuent 

la chimiosensibilité via des voies distinctes. Le premier favorise la TEM dans les 

cellules tumorales, et le second altère la perfusion intratumorale des thérapies [103]. 

Des études sur des modèles animaux ont montré une augmentation de la survie lors 

de l'utilisation d'une combinaison de PEGPH20 et de gemcitabine par rapport à la 

gemcitabine seule en raison d'une normalisation de la PLI, d'une réduction des 

collapsus vasculaires et d'une perméabilité accrue. Cela démontre l'importance du HA 

dans l'administration des drogues car il peut agir comme un bouclier empêchant 

l'administration de la chimiothérapie aux cellules tumorales [103]. 

Le HA favorise la mobilité et la résistance aux médicaments des cellules tumorales par 

l'expression de la motilité médiée par l'hyaluronane et l'interaction avec CD44. Ce 

dernier est un marqueur de cellules souches connu qui favorise la métastase par la 

perte de E-Cadhérine et l'accumulation de β-caténine. Il induit également l'expression 

du facteur de transcription NANOG et des régulateurs des cellules souches, ce qui 
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conduit à l'activation de la protéine de résistance aux drogues 1 et à la 

chimiorésistance à la gemcitabine des cellules CD44 positives [104]. 

Des modèles 3D basés sur des hydrogels composés de gélatine et de HA de rigidité 

différentes, 1 kPa à 3 kPa, ont été développés. Ils ont ensuite été utilisés pour imiter 

la rigidité des tissus pancréatiques sains et malades. Les hydrogels peu rigides ont 

inhibé la prolifération des cellules PDAC. En revanche, les hydrogels rigides ont 

favorisé la propagation et la migration des cellules, ce qui a été attribué aux 

changements induits par la TEM [105]. Ces résultats impliquent une relation 

synergique entre le HA et la raideur dans la promotion d'un comportement cellulaire 

malin. 

Le ciblage du HA stromal normalise la PLI tumorale, dilate la micro-vasculature et 

améliore l'administration de chimiothérapie dans les modèles murins de PDAC [93]. 

Cette réaction peut à son tour altérer la transmission des forces et déplacer 

l'homéostasie mécanique des cellules tumorales et stromales résidentes en activant 

leur mécanisme de mécano-sensibilité. Les forces sont détectées et traduites en 

signaux biochimiques par des éléments moléculaires porteurs de force à la surface 

des cellules, notamment via des complexes d'adhésion induits par les intégrines. Alors 

que les intégrines n'ont pas d'activité enzymatique intrinsèque, le regroupement des 

intégrines induit par la pression mécanique peut déclencher des voies de signalisation 

via la « focal adhesion kinase » (FAK), démontrant leur capacité à influencer la 

signalisation mécano-chimique [106]. Une étude a démontré qu’une activité élevée des 

FAK dans les tissus humains de PDAC est corrélée à des niveaux élevés de fibrose et 

de microenvironnement tumoral immunosuppresseur via une infiltration réduite des 

lymphocytes T cytotoxiques [107]. L'inhibition des FAK induit une diminution de la 

fibrose et de la raideur tissulaire, une réduction de la croissance tumorale et des 

métastases, et une diminution du nombre de cellules immunosuppressives infiltrant les 

tumeurs, y compris les cellules myéloïdes suppressives, les MAT et les lymphocytes 

T régulateurs. 

La mécanotransduction fonctionne comme un facteur promoteur de la tumorigenèse. 

Lier la mécanique tumorale et l'agressivité dans le contexte de génotypes tumoraux 

spécifiques pourrait également fournir une explication raisonnable aux résultats 

contradictoires précédemment rapportés avec les thérapies anti-stromales axées sur 
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l'inhibition de la voie Hh [92], ou la déplétion de l'α-SMA des cellules stromales dans 

les modèles murins de PDAC [95].  

La réticulation du collagène augmente la rigidité des tissus et favorise le cancer du 

sein invasif in vitro et in vivo [100]. Le collagène dans le PDAC présente des 

différences architecturales et structurelles en termes de linéarisation, d'alignement et 

d'épaisseur, qui peuvent servir de facteur pronostique indépendant, mais pourrait 

également faciliter l'invasion du cancer [108]. Pourtant, le collagène de type I est 

considéré comme une barrière structurelle contre l'invasion tumorale, mais 

paradoxalement, une expression accrue du collagène est associée à une incidence 

élevée de métastases [109]. 

Une meilleure compréhension de la mécanique des tissus tumoraux du PDAC pourrait 

donc améliorer les modèles 3D in vitro de tumeurs et permettre le développement de 

nouvelles thérapies. 

b. Les propriétés mécaniques solides 

Au niveau cellulaire 

Une étude sur la rigidité des cellules pancréatiques dans un état adhérent a été 

réalisée par Nguyen et al. [110], les valeurs du module d’Young ont été mesurées au 

niveau de la région cytoplasmique centrale en utilisant la microscopie à force atomique 

(Tableau 1) : 

Tableau 1 : Propriétés mécaniques solides de différents types de cellules pancréatiques [110] 

Nom de la 

lignée 
Type de tumeur pancréatique 

Module 

d’Young (kPa) 

Potentiel invasif (%) 

Blessure Migration 

MiaPaCa-2 Tumeur primaire  1,7 ± 1,0 33 ± 1 5 ± 3 

PANC-1 Tumeur primaire 2,4 ± 1,1 40 ± 2 11 ± 5 

Hs766T 
Tumeur dérivée d’un épanchement 

pleural métastatique 
3,0 ± 2,0 60 ± 5 62 ± 5 

HPDE 
Cellule épithéliale pancréatique 

canalaire normale 
3,7 ± 1,2 22 ± 4 - 
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Ces résultats montrent que plus les cellules tumorales sont rigides plus elles sont 

invasives. En effet, les cellules Hs766T (métastase) ont un potentiel invasif 

significativement plus élevé que les PANC-1 et les MiaPaCa-2 (tumeur primaire) [110]. 

On peut noter que les cellules pancréatiques normales (HPDE) sont plus rigides que 

les cellules tumorales.  

L’évolution de la rigidité des cellules aux cours de la progression du cancer est 

complexe. Il semblerait que la rigidité des cellules diminue afin de favoriser la mobilité 

cellulaire, et donc l’invasion, puis réaugmente lors de la formation de métastases pour 

favoriser l’implantation dans le nouveau site tumoral. Plus une cellule cancéreuse est 

rigide, plus son potentiel métastatique est élevé. Ce processus est visible dans le 

mélanome [111] et le cancer du sein [112]. 

Au niveau tissulaire 

L’augmentation de la densité des cellules cancéreuses, des cellules stromales et des 

constituants de la MEC dans le microenvironnement du tissu hôte, conduit au 

développement d'un stress mécanique au sein de la tumeur [113]–[115]. Ce stress, 

est connu sous le nom de stress solide et peut être divisé en deux parties (Figure 8). 

Le stress induit par la croissance qui est accumulé pendant la croissance de la 

tumeur par des interactions entre les composants structurels du microenvironnement 

tumoral, et qui reste dans la tumeur même si la tumeur est enlevée [116]. Ces 

interactions peuvent inclure l'étirement du collagène par les cellules cancéreuses et 

les CAF, et le gonflement du HA et des cellules cancéreuses pour résister à la 

compression [115], [117]. La seconde partie est due à la contrainte de compression 

réciproque qui est appliquée du tissu hôte à la tumeur. Cette contrainte permet de 

résister à l'expansion tumorale à mesure que les tumeurs se développent et exercent 

des forces sur le tissu hôte adjacent. Ce stress est nommé stress extérieur et diminue 

après l'excision de la tumeur [99]. La contrainte solide à l'intérieur d'une tumeur est 

compressive, tandis qu’à l'interface entre la tumeur et le tissu normal, s’applique une 

contrainte de traction [118], [119]. 
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Figure 8. Propriétés mécaniques solides du microenvironnement tissulaire (adapté de Kalli et al. 2018 [120]) 

Dans la littérature, il n’est pas clairement défini si la rigidité et le stress solide se 

réfèrent au même terme ou s'il s'agit de deux propriétés biomécaniques distinctes 

d'une tumeur qui sont liées l'une à l'autre. Par définition, la rigidité est une propriété du 

matériau, qui décrit la mesure dans laquelle un matériau résiste à la déformation en 

réponse à une force appliquée, tandis que la contrainte solide est une force par unité 

de surface, qui peut provoquer soit la compression soit l'expansion d’un matériau. 

Dans les tumeurs solides, la rigidité est principalement déterminée par la composition 

et l'organisation de la MEC, tandis que le stress solide résulte de la somme des forces 

physiques exercées pendant la croissance de la tumeur. Ces forces peuvent être 

générées au niveau subcellulaire par des filaments du cytosquelette qui contrôlent les 

processus cellulaires tels que la formation et l'extension des filopodes. Au niveau 

cellulaire, les forces sont exercées par les contractions cellulaires et les interactions 

cellule-MEC, tandis qu'au niveau tissulaire, les forces sont exercées entre la tumeur 

et le tissu hôte [121]–[123]. 

La relation entre la rigidité tumorale et la contrainte solide peut être décrite en utilisant 

l'analogie avec un ressort qui suit la loi de Hooke pour les matériaux élastiques 

linéaires : 

𝜎 = 𝐸 × 𝜀 
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Avec σ la contrainte appliquée, E le module d’Young du matériau et 𝜀 = 𝛿𝑙/𝑙0 la 

déformation (où 𝑙0 est la longueur initiale du matériau et 𝛿𝑙 = 𝑙 − 𝑙0 sa variation de 

longueur). Afin de comprendre le lien entre la rigidité et le stress solide, différents cas 

sont possibles (Figure 8) : 

▪ Cas A : Une tumeur de module élastique 𝐸1 se développe et pousse le tissu 

hôte environnant de module élastique E′, elle provoque une déformation 𝜀1 et 

une contrainte 𝜎1. Par réaction, le tissu hôte renvoie une contrainte égale et 

opposée 𝜎1′. Dans le même temps, un stress solide induit par la croissance 

tumorale est accumulé à l'intérieur de la tumeur. Ainsi, la contrainte solide totale 

accumulée à l’intérieur de la tumeur est la somme de la contrainte solide 

appliquée à l'extérieur et induite par la croissance.  

▪ Cas B : Ici la rigidité de la tumeur 𝐸2 est supérieure à 𝐸1(cas A), alors la tumeur 

peut déplacer le tissu hôte avec une plus grande déformation (𝜀2 > 𝜀1) et la 

contrainte solide 𝜎2 peut être supérieure à 𝜎1. Par conséquent, la tumeur crée 

une matrice plus rigide pour pousser le tissu normal et grossir. Le stress solide 

total accumulé à l'intérieur de la tumeur est supérieur à celui de (A) sans aucune 

modification du stress induit par la croissance. 

▪ Cas C : Si le stress solide induit par la croissance tumorale augmente alors que 

la rigidité de la matrice peut rester la même [118], [119]. Dans ce cas, la 

contrainte solide extérieure 𝜎3′ peut être égale à 𝜎1′, mais la contrainte solide 

totale augmente. Par conséquent, le stress résultant transmis à l'intérieur de la 

tumeur est supérieur à celui du cas A sans aucune modification de la rigidité de 

la tumeur. 

Cette dernière hypothèse a été confirmée par une étude montrant que le stress solide 

total transmis dans les cellules ne peut dépendre que partiellement de la rigidité 

tumorale. Il a été constaté que les tumeurs pancréatiques primaires présentaient des 

contraintes plus importantes que celles des sites métastatiques, tandis que l'effet 

inverse était observé pour les tumeurs du côlon. Dans le même temps, la rigidité 

tumorale était similaire dans la tumeur primaire et métastatique pour les modèles de 

cancer du pancréas et du côlon, montrant que la rigidité tumorale et le stress solide ne 

sont pas nécessairement couplés l'un à l'autre. L’étude montre également que le stress 

solide augmente dans les tumeurs du sein de plus grande taille malgré le fait que la 

rigidité ne change pas avec la taille de la tumeur [118]. 
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Les propriétés mécaniques élastiques (module d’Young) des tumeurs de PDAC ont 

été caractérisées par Rubiano [124]. Les tumeurs du PDAC (1,89-13,7 kPa) ont un 

module élastique significativement plus élevé que les tissus normaux (1,06 ± 0,25 

kPa). Les valeurs des modules d’Young pour le PDAC sont similaires au cancer du 

sein par rapport aux tissus normaux [94]. 

c. Mécaniques des fluides et transports 

Modélisation mathématique 

Loi de Darcy 

L'environnement du liquide interstitiel tumoral est considéré comme un milieu poreux. 

Il est possible de calculer théoriquement les profils de vitesse et de pression en utilisant 

la loi de Darcy [125]: 

�⃗� (𝑟 ) = −𝐾∇𝑝 

Avec �⃗�  le champ de vitesse de l’écoulement, p la pression du liquide interstitiel qui 

représente la force motrice et K la conductivité hydraulique du tissu qui décrit la 

capacité de déplacement du liquide interstitiel à travers l'interstitium. 

La partie complexe, mais essentielle pour la mesure de la PLI, consiste à déterminer 

la valeur de K. Généralement, la conductivité hydraulique dépend de la perméabilité 

intrinsèque du matériau (k), de l’accélération de la pesanteur (g), de la masse 

volumique (ρ) et de la viscosité dynamique (μ) du fluide : 

𝐾 =
𝑘𝜌𝑔

𝜇
 

Les composants solides, similaires à un lit poreux, influencent la conductivité 

hydraulique à travers la fraction du volume de l’espace interstitiel tissulaire, du 

diamètre et de la densité cellulaire, de l'architecture de la matrice interstitielle et de la 

PLI [126]–[128]. Une étude récente [129], a rapporté les différentes expressions 

mathématiques de la conductivité hydraulique : 

▪ Dans un premier cas, l’expression de K a été proposée [130] en termes de 

concentration en glycosaminoglycane, 𝐶𝐺𝐴𝐺 (g/100 g de tissu) :  

𝐾 = 4,6 × 10−13(𝐶𝐺𝐴𝐺)−1,202 

▪ Un deuxième cas propose que, en plus de la concentration de GAG, les fibrilles 

de collagène (la principale protéine structurelle de la MEC) et leur combinaison 
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avec des protéoglycanes contribuent de manière significative à la résistance du 

transport interstitiel. Ainsi, l’expression de K prenant en compte la concentration 

de collagène 𝐶𝑐 devient [126] : 

𝐾 = 1,91 × 10−14 (
𝐶𝐺𝐴𝐺

1 − 𝐶𝑐𝑣𝑐
)
−1,485

(1 − 𝐶𝑐𝑣𝑐)ζ 

Où 𝑣𝑐 est le volume spécifique effectif d'une fibrille de collagène (1,89 cm3/g) et 

ζ un facteur de tortuosité.  

▪ Enfin un troisième cas où, en plus de 𝐶𝐺𝐴𝐺 et 𝐶𝑐, la teneur en eau tissulaire z 

est à prendre en compte [131] :  

𝐾 = 𝑎𝑧𝑏 

Ici a et b sont des constantes liées aux conditions interstitielles. La conductivité 

hydraulique augmente avec la teneur en eau mais les suggestions sur la teneur 

en eau des tissus tumoraux sont variables. En effet, certains travaux ont indiqué 

que la teneur en eau des tissus tumoraux est inférieure à celle du tissu sain 

environnant [132], tandis que d'autres ont suggéré l’inverse [133], [134]. Dans 

les deux cas, la teneur en eau du tissu peut changer en raison de la PLI et varie 

au sein de la tumeur. Ceci implique que la conductivité hydraulique varie 

également. 

Dans la majorité des études, la conductivité hydraulique au sein d'une tumeur est 

considérée comme constante et sa valeur par rapport à celle des tissus sains 

environnants diffère selon les travaux : 

▪ Supérieure [125], [130], [135] 

▪ Egale [136], [137] 

▪ Inférieure [138]. Jain et Baxter ont indiqué que « la réduction de la densité 

cellulaire tumorale peut entraîner une augmentation de la conductivité 

hydraulique des tissus et donc une baisse de la PLI » [139] 

Ces différences sont dues au fait que la conductivité hydraulique n'est pas constante 

dans la plupart des tissus tumoraux. Il s’agit d'une variable spatialement dépendante. 

Elle est en fait dépendante de la distribution de la PLI dans la tumeur et celle-ci évolue 

spatialement dans la tumeur. Des résultats expérimentaux ont montré que la 

conductivité hydraulique varie avec la PLI et donc varie spatialement [127], [140], 

[141]. La conductivité hydraulique tissulaire fluctue également avec l'hydratation et le 
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gradient de pression [126], elle diminue exponentiellement avec la 

contrainte/déformation et l'hydratation des tissus [135], [142]. 

Grâce à ces différents modèles mathématiques, Liu et al. ont pu modéliser les 

variations de pressions dans les tissus tumoraux à partir des vitesses du liquide 

interstitiel. Ils ont obtenu des pressions allant jusqu’à 40 mmHg7 au centre de la tumeur 

[129]. 

Equation de Brinkman 

Le modèle de Darcy suppose que toutes les contraintes dans l’écoulement sont 

négligeables par rapport aux contraintes à l’interface solide/liquide du milieu poreux. Il 

est nécessaire de prendre en compte les contraintes visqueuses dans le domaine 

liquide. L’écoulement du liquide interstitiel se fait à travers un milieu considéré poreux 

et son nombre de Reynolds8 étant faible, les effets d’inertie peuvent être négligés par 

rapport aux forces visqueuses. L’écoulement suit alors les équations de Brinkman et 

de continuité [143] : 

∇𝑝 = 𝜇∆�⃗� −
𝜇

𝑘𝑝
�⃗�  

∇. �⃗� = 0⃗  

Avec �⃗�  le champ de vitesse de l’écoulement, p la pression interstitielle, μ la viscosité 

dynamique du fluide interstitiel et 𝑘𝑝 la perméabilité de Darcy de la matrice poreuse de 

collagène. Dans l’équation de Brinkman, le terme de gauche est le gradient de 

pression. Le premier terme de droite représente le terme visqueux, et le deuxième 

terme représente le terme de Darcy-Forchheimer, qui caractérise l'écoulement dans 

un milieu poreux. 

Il est possible de réécrire ces équations en fonction de grandeurs adimensionnelles 

définies de la manière suivante : �⃗� ∗ = �⃗� /𝑈, 𝑝∗ = 𝑝/𝜌𝑈², 𝑥 ∗ = 𝑥 /𝐷 et �⃗� = 𝑘𝑝
⃗⃗⃗⃗ /𝐷². Avec 

U la vitesse caractéristique de l’écoulement, D le diamètre de l’interstitium, ρ la masse 

volumique du liquide et 𝑥  le vecteur position. On obtient alors les équations 

adimensionnées suivantes :  

 
7 1 mmHg = 133,322 Pa 
8 Le nombre de Reynolds représente le rapport entre les forces d'inertie et les forces visqueuses 
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∇𝑝∗ =
1

𝑅𝑒
∆�⃗� ∗ −

1

𝑅𝑒 × 𝑘
�⃗� ∗ 

∇. �⃗� ∗ = 0⃗  

Avec 𝑅𝑒 = 𝜌𝑈𝐷/𝜇, le nombre de Reynolds. Le terme visqueux est ici négligeable 

devant le terme de Darcy-Forchheimer car k est très petit (𝑘~10−6). Finalement, on 

obtient une forme approchée de l’équation de Darcy prenant en compte les forces 

visqueuses : 

∇𝑝∗ = −�⃗� ∗/(𝑅𝑒 × 𝑘) 

�⃗� ∗ = −(𝑅𝑒 × 𝑘)∇𝑝∗ 

Dans leur étude, Yao et al. [143] ont pris en compte l’effet des capillaires sanguins, 

des fibrilles de collagène et des mastocytes sur l’écoulement du liquide interstitiel. Ils 

ont obtenu des vitesses de l’ordre de quelques µm/s (de 0,75 à 1,5). Il est important 

pour la suite (Chapitre 2 : simulation numérique) de noter que dans le modèle décrit la 

perméabilité de Darcy vaut : 𝑘𝑝 = 10−16𝑚². 

Rhéologie du liquide interstitiel 

Le liquide interstitiel est considéré comme un fluide newtonien (Figure 9). C’est-à-dire 

que sa viscosité est constante en fonction de la contrainte de cisaillement appliquée. 

La relation entre la contrainte et le taux de cisaillement est linéaire et s’écrit de la 

manière suivante : 

𝜏 = 𝜇�̇� 

Avec τ la contrainte de cisaillement, μ la viscosité dynamique et �̇� le taux de 

cisaillement qui est la dérivée temporelle du taux de déformation 𝛾 = 𝑑𝑥/𝑑𝑦. On a 

donc : 

�̇� =
𝑑

𝑑𝑡

𝑑𝑥

𝑑𝑦
=

𝑑

𝑑𝑦

𝑑𝑥

𝑑𝑡
=

𝑑𝑢

𝑑𝑦
 

Avec 𝑢 =
𝑑𝑥

𝑑𝑡
. C’est pourquoi le taux de cisaillement est aussi appelé le gradient de 

vitesse. 
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Figure 9. Modèle rhéologique newtonien et sa modélisation (amortisseur) 

Cette relation est valable pour la phase fluide du liquide interstitiel. Il a été démontré 

que le liquide interstitiel possédait une phase viscoélastique gel-fluide [144]. Le 

comportement des fluides viscoélastiques linéaires est modélisé par deux éléments 

en série qui constituent le modèle de Maxwell : un ressort suivant la loi de Hooke (voir 

précédemment) et un amortisseur newtonien (Figure 10). 

 

Figure 10. Modèle de Maxwell constitué d’un ressort et d’un amortisseur 

L’équation de Maxwell associée au modèle est la somme des déformations des deux 

modèles en série (𝛾𝑡𝑜𝑡 = 𝛾𝑎𝑚𝑜𝑟𝑡𝑖𝑠𝑠𝑒𝑢𝑟 + 𝛾𝑟𝑒𝑠𝑠𝑜𝑟𝑡). La contrainte totale est homogène 

dans les deux éléments (𝜎𝑡𝑜𝑡 = 𝜎𝑎𝑚𝑜𝑟𝑡𝑖𝑠𝑠𝑒𝑢𝑟 = 𝜎𝑟𝑒𝑠𝑠𝑜𝑟𝑡) avec 𝜎𝑎𝑚𝑜𝑟𝑡𝑖𝑠𝑠𝑒𝑢𝑟 = 𝜇�̇� et 

𝜎𝑟𝑒𝑠𝑠𝑜𝑟𝑡 = 𝐸𝛾. Ainsi l’équation de Maxwell s’écrit : 

𝜆�̇� + 𝜎 = 𝜇�̇� 

Avec 𝜆 = 𝜇/𝐸 le temps de relaxation de Maxwell. La solution générale de cette 

équation est : 

𝜎(𝑡) = ∫ 𝐸𝑒−(𝑡−𝑡′)/𝜆�̇�(𝑡′)𝑑𝑡′̇
𝑡

−∞

 

Pour le modèle de Maxwell, le module de relaxation G(t) s’écrit : 𝐺(𝑡) = 𝐸𝑒−𝑡/𝜆, on 

peut donc réécrire la solution générale : 

𝜎(𝑡) = ∫ 𝐺(𝑡 − 𝑡′)�̇�(𝑡′)𝑑𝑡′̇
𝑡

−∞
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Expérimentalement, afin de déterminer les propriétés viscoélastiques comme le temps 

de relaxation, on applique une déformation périodique sinusoïdale : 𝛾 = 𝛾0sin (𝜔𝑡) 

avec 𝛾0 ≪ 1, ce qui permet de mesurer la contrainte résultante qui est elle aussi 

sinusoïdale avec un déphasage par rapport à la déformation : 𝜎 = 𝜎0sin (𝜔𝑡 + 𝜙). Ici 

ω est la pulsation et ϕ est la phase. La contrainte et la déformation sont liées par le 

module de cisaillement complexe 𝐺∗, pour le modèle de Maxwell il s’écrit : 

𝜎(𝑡) = 𝐺∗(𝜔)𝛾(𝑡) et 𝐺∗(𝜔) = 𝐺′(𝜔) + 𝑖𝐺′′(𝜔) 

Avec la partie réelle : 𝐺′(𝜔) =
𝐸𝜆²𝜔²

1+𝜆²𝜔²
 qui correspond au module élastique (module de 

conservation ou de stockage) et la partie imaginaire : 𝐺′′(𝜔) =
𝐸𝜆𝜔

1+𝜆²𝜔²
 qui correspond à 

la partie visqueuse (module de perte par déformation visqueuse).  

Enfin, la relation entre 𝐺∗ et 𝐺(𝑡) est : 𝐺∗(𝜔) = 𝑖𝜔 ∫ 𝐺(𝑡)𝑒−𝑖𝜔𝑡𝑑𝑡
+∞

0
 

Il est également possible de définir la viscosité complexe 𝜇∗ de la manière suivante : 

𝜎(𝑡) = 𝜇∗(𝜔)�̇� 

Avec : 

𝜇∗ =
𝐺′′

𝜔
+ 𝑖

𝐺′

𝜔
 

Mesures expérimentales 

L'acheminement du liquide interstitiel, qui transporte les nutriments et les molécules 

de signalisation, dans les tissus est régi par des principes physiques de transport de 

molécules (en soluté) et de flux liquides [125]. Le flux de soluté est entraîné par la 

diffusion, qui dépend des gradients de concentration, et la convection, qui est 

déterminée par un gradient de pression hydrostatique favorisant l'efflux de fluide des 

vaisseaux en opposition à un gradient de pression oncotique favorisant la rétention de 

fluide. Ces gradients de pression oncotique et hydrostatique à travers les tissus 

entraînent un écoulement de fluide à travers la MEC [145]. Cet écoulement est appelé 

écoulement interstitiel et est reconnu comme un facteur essentiel de la physiologie 

tissulaire et du transport de molécules [125]. Des études sur l’écoulement dans 

l'interstitium tissulaire ont déterminé que les vitesses d'écoulements typiques étaient 

de l'ordre de 0,1 à 2,0 μm/s mais pouvait atteindre des vitesses allant jusqu’à 4,0 μm/s 

dans certains cas [146], [147].  
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Les très faibles PLI qui facilitent l'efflux de liquide dans les organes sains peuvent 

considérablement augmenter au cours des néoplasies conduisant à des gradients de 

pression interstitielle élevés dans la tumeur [148]. L'écoulement interstitiel est 

maintenant connu comme stimulus pour guider la migration des cellules tumorales 

dans la formation de métastase [149]–[151]. De plus, les PLI excessivement élevées 

peuvent entraver les thérapies administrées par voie systémique et compromettre le 

traitement des tumeurs solides [93]. L'augmentation de la PLI dans les tumeurs solides 

a été étudiée dans différents modèles et varie généralement de 10 à 60 mmHg [144], 

[152], ce qui est comparable aux pressions hydrostatiques dans les capillaires 

terminaux. Par conséquent, cette PLI élevée représente une barrière relative à 

l'administration de médicaments dans les tumeurs solides [153], [154]. Cela est 

particulièrement vrai pour le PDAC, caractérisé par une réponse fibro-inflammatoire 

robuste, un effondrement vasculaire généralisé [93] et une hypoperfusion [72], qui 

ensemble, servent de principaux mécanismes de chimiorésistance. 

Le liquide interstitiel se compose de deux phases : une faible phase fluide (non liée et 

librement mobile) et une phase viscoélastique gel-fluide dominante [155]. La majorité 

du liquide interstitiel tissulaire réside dans la phase gel-fluide composée 

principalement de HA. Celui-ci possède une capacité à s'imprégner et à complexer de 

grandes quantités d'eau [156], [157]. Le HA établit donc une phase gel-fluide 

importante et moins mobile dans les interstices tissulaires. 

Dans les tumeurs pancréatiques, du fait de cette phase viscoélastique dominante et 

de la teneur en HA particulièrement élevée (jusqu’à 420 ng/mg), les pressions 

excessives associées pouvant atteindre 100 mmHg [144], provoquent un effondrement 

vasculaire et une hypoperfusion, altérant ainsi profondément la physiologie 

intratumorale. Ce phénomène contribue grandement à la résistance thérapeutique. La 

viscosité dynamique des tumeurs pancréatiques a été mesurée autour de 349 ± 

222 kPa.s, ce qui est légèrement plus élevé que celle des tissus sains (252 ± 

134 kPa.s) [124]. La dégradation enzymatique de HA peut libérer le fluide lié et réduire 

considérablement la viscosité et les pressions du fluide à des niveaux associés au 

fluide libre résiduel, permettant ainsi une revascularisation du tissu. Ceci permet donc 

une meilleure administration des thérapies au sein de la tumeur. 
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IV. Les modèles d’études in vitro microfluidiques 

1. Généralités 

Les faibles progrès dans le traitement du PDAC et la nécessité d'une meilleure 

compréhension de la maladie poussent les chercheurs à se tourner vers de nouvelles 

approches, au développement et à la caractérisation de nouveaux modèles d’études. 

Jusqu'à présent, des techniques conventionnelles de cultures cellulaire bi- (2D) ou 

tridimensionnelles (3D) et des modèles animaux ont été utilisés pour étudier le PDAC. 

Cependant, la culture 2D est connue pour ne pas reproduire intégralement la biologie 

tumorale en raison d'un manque de pertinence physiologique notamment au niveau 

des interactions cellule-cellule et cellule-MEC [158]. Les modèles 2D (Figure 11) ne 

reproduisent pas l'organisation structurelle ou les caractéristiques 

physiopathologiques des carcinomes in vivo [159], [160]. Les modèles de culture 3D 

(Figure 11), plus récents, sont plus pertinents du point de vue physiologique, les 

sphéroïdes tumoraux ou tumoroïdes modélisent l'organisation cellulaire 3D visible in 

vivo en incluant les cellules dans une matrice 3D telle que le collagène et le Matrigel™. 

Ces modèles sont devenus des outils importants dans la recherche sur le cancer et la 

découverte de nouvelles thérapies [161]. Toutefois, la dimension statique de ces 

modèles ne permet pas d’être pertinent dans la modélisation de la physique du 

microenvironnement [162]. Enfin, les modèles animaux (Figure 11), qui eux se 

rapprochent de la situation in vivo, sont eux coûteux, gourmands en temps et en main 

d’œuvre et sont soumis à des limitations éthiques et biologiques [163], [164]. 

Avec les limites des modèles 2D et 3D in vitro actuels, les organes sur puces suscitent 

donc un intérêt grandissant dans le monde de la recherche médicale permettant 

d’acquérir de nouvelles connaissances sur les processus fondamentaux impliqués 

dans la biologie du cancer et le ciblage thérapeutique [165], [166]. Apparus au début 

des années 2000, les systèmes microfluidiques ont gagné en popularité dans la 

recherche sur le cancer et tendent à reproduire le plus fidèlement possible des aspects 

clés de la physiologie et du microenvironnement des tissus humains, grâce au contrôle 

spatial de l'architecture tissulaire, à la reproduction de fonctions complexes au niveau 

des organes et à l'ajout d'un contrôle des flux. Le contrôle de ces paramètres 

physiques permet aussi de reproduire des signaux mécaniques spécifiques à un 

organe par l’application de forces (compression et/ou étirement). Il a été démontré que 

les systèmes microfluidiques permettent la modélisation des caractéristiques de base 
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des cancers, comprenant la croissance tumorale, la progression du stade précoce au 

stade avancé, l'invasion, l'angiogenèse, la TEM et les métastases [167]. 

 

 

Figure 11. Comparaison des modèles d'études existant (adapté de Sung et al. [168]) 

Les systèmes microfluidiques sont principalement fabriqués en plastique, en verre ou 

en polydiméthylsiloxane (PDMS). Ils possèdent des microcanaux permettant une 

configuration contrôlée de la MEC, incluant un ou plusieurs type(s) cellulaire(s), et des 

flux, par la génération de gradients de milieu de culture (nutriments, O2), comprenant 

ou non des agents thérapeutiques [169]. Des études sur le cancer du poumon ont 

permis de démontrer l’impact d’un contrôle précis des gradients chimiques en utilisant 

les organes sur puces. Dans ces études, un système microfluidique a été utilisé 

permettant de générer des gradients d'oxygène afin de tester la sensibilité des cellules 

cancéreuses épithéliales alvéolaires du poumon à la tirapazamine. Les résultats ont 

montré une efficacité accrue du médicament sous un faible gradient d'oxygène [170]. 

Dans une autre étude, un système microfluidique contenant des chambres de culture 

3D ensemencées de cellules cancéreuses du poumon connectées à une autre 
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chambre contenant des CAF a été utilisé. La chambre comprenant les CAF est 

connectée à un générateur de gradient de concentration linéaire. Les résultats ont 

montré que la sécrétion de HGF par les CAF pouvait inhiber la mort induite des cellules 

cancéreuses du poumon par le paclitaxel [171].  

Afin de mettre en évidence l’apport d’un microenvironnement de type in vivo et son 

impact sur les thérapies, une étude de co-culture 3D en système microfluidique, 

incluant des lignées cellulaires d'adénocarcinome pulmonaire humain et des HUVECs 

(cellules endothéliales de la veine ombilicale humaine) intégrées dans une matrice de 

collagène, a montré que les conditions de culture avaient des effets sur les thérapies 

ciblant des voies de la TEM. L'expression des marqueurs TEM a fortement chuté 

lorsque les cellules tumorales ont été cultivées seules alors que les effets dans la co-

culture avec les HUVECs étaient moindres [172]. 

Un autre apport des systèmes microfluidiques est son application à la thérapie 

personnalisée. Une étude sur le cancer du poumon à l’aide de dispositifs 

microfluidiques, soumis à différentes concentrations d’agents chimiothérapeutiques, a 

montré que la sensibilité aux différents agents, unique ou en association, a pu être 

déterminée en parallèle et être optimisée chez les patients [173]. 

La diversité des systèmes d'organes sur puces permet une application des modèles à 

une grande variété de tissus, tels que le système vasculaire [174], [175], les reins 

[176], les intestins [177], le pancréas exocrine [178]–[180] ou endocrine [181] et bien 

d’autres encore. 

2. L’apport de la microfluidique pour l’étude du PDAC 

Les dispositifs microfluidiques gagnent en importance pour l'étude du PDAC. La 

structure à microcanaux dans les dispositifs microfluidiques est optimale pour la 

culture de proximité de cellules cancéreuses avec des cellules stromales et convient 

également pour l'encapsulation d'agrégats tumoraux dans la MEC. Par conséquent, 

les cultures de cellules 3D dans des dispositifs microfluidiques peuvent permettre 

l'étude in vitro des interactions entre les composants du microenvironnement tumoral 

dans des conditions physiologiquement pertinentes [182], [183]. Malgré l’intérêt 

croissant pour ces modèles d’études, la littérature reste encore limitée concernant le 

PDAC. 
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Parmi les études sur le PDAC, l’équipe de Meike Beer [178] a démontré l’apport des 

puces microfluidiques pour l’étude du PDAC. Ces systèmes peuvent être appliqués à 

des cellules PDAC en culture, tout en maintenant leur viabilité, leur aspect 

morphologique et leurs caractéristiques de croissance. Ce système microfluidique 

inclut des cellules tumorales pancréatiques (BxPC-3, PANC-1 et MiaPaCa-2) dans une 

matrice de collagène soumise à un flux constant de 3,123 µl/min. Cette étude a permis 

de montrer une chimiorésistance accrue des cellules PDAC vis-à-vis du cisplatine par 

rapport aux cultures 2D et 3D. Par exemple, l’IC50 des PANC-1 est égale à 3 µM en 

2D, 15 µM en 3D et 100 µM dans le système microfluidique, ce qui est 

significativement plus grand. Pour rendre ce modèle encore plus pertinent, une co-

culture avec des PSC serait intéressante.  

Afin d’observer le remodelage de la MEC et déterminer la réponse des cellules à la 

chimiothérapie à base de paclitaxel, l’équipe de Drifka et al. [184] a développé un 

système de co-culture en gouttelettes contenant du collagène de type I (2 à 4 mg/ml) 

et du HA (2 mg/ml) mélangés avec des cellules de PDAC (PANC-1), des fibroblastes 

ou des PSC (ratio 1:4 à 1:8). L’analyse de viabilité suite à un traitement par le paclitaxel 

a démontré une chimiorésistance accrue des co-cultures 3D en gouttes par rapport 

aux cultures 2D. L’IC50 des PSC et PANC-1 est égale respectivement à 0,197 nM et 

0,050 nM en 2D, et plus de 100 nM en co-culture dans le système microfluidique, ce 

qui est significativement plus grand. Il est à noter que c’est la seule étude incluant du 

HA dans la MEC. 

Dans une autre étude [185] de la même équipe utilisant un dispositif à microcanaux, 

des cellules PANC-1 ont été co-cultivées avec des PSC (ratio 1:1) sous forme de 

sphéroïdes multicellulaires dans une matrice de collagène de type I (2 mg/ml). Les co-

cultures 3D ont favorisé l'alignement des fibres de collagène et amélioré la migration 

des deux types de cellules. Ces résultats suggèrent que les PSC aident les cellules 

tumorales dans leur navigation à l'extérieur de la tumeur et que l'organisation 

spécifique du collagène stromal est tout aussi, sinon plus, importante que la quantité 

de collagène dans la modulation de la progression tumorale. Cette étude permet une 

compréhension élargie de la façon dont les PSC modulent les interactions tumeur-

stroma au cours de la progression du PDAC et montre que les PSC sont des cibles 

potentielles pour les stratégies anti-migratoires [108], [185].  
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L’équipe de Lee a publié en 2018 [179] un travail sur un système de co-culture 

microfluidique, dans lequel des sphéroïdes de tumeurs pancréatiques (PANC-1) ont 

été co-cultivés avec des PSC (ratio 1:2) dans une matrice de collagène de type I (2 

mg/ml) pour étudier la distance à laquelle les cellules tumorales déclenchent leur 

activation. Chaque type de cellule a été placé dans un canal différent séparé par une 

membrane poreuse en PDMS, permettant la migration des cellules tumorales vers le 

canal ensemencé de PSC à travers la membrane poreuse. L'activation des PSC s'est 

produite à une distance de 1 mm des cellules tumorales via des facteurs sécrétés. Ils 

ont aussi montré que l'expression des marqueurs liés à la TEM, tels que la vimentine 

et le TGF-β, était plus élevée dans les sphéroïdes co-cultivés que dans les sphéroïdes 

mono-cultivés [179].  

Plus récemment, un système permettant de créer un mouvement de cisaillement 

rotatoire et ainsi mimer l'hémodynamique physiologique appliquée par les cellules 

endothéliales dans le microenvironnement tumoral, a été développé. Les cellules 

endothéliales ont été séparées par une membrane poreuse de polycarbonate de la co-

culture 3D de cellules PDAC et de PSC dérivés de patients. L'analyse du transcriptome 

a révélé que les co-cultures 3D microfluidiques étaient similaires au transcriptome du 

patient [186].  

La société MIMETAS a développé un système microfluidique multicanaux sur plaque 

(OrganoPlate) permettant de modéliser un flux interstitiel [180]. Le dispositif est 

composé de 3 canaux, un canal central permettant la culture de cellules tumorales 

dans du collagène I et deux canaux latéraux qui permettent de générer le flux interstitiel 

par différence de pression entre le canal supérieur et le canal inférieur. Le premier 

résultat montre que la prolifération des cellules tumorales est réduite de plus de 30% 

sous contrainte du flux (2 µm/s). Ensuite, l’analyse de viabilité après un traitement à la 

gemcitabine a démontré une chimiorésistance accrue des co-cultures 3D par rapport 

aux cultures 3D et 2D. Par exemple, l’IC50 des cellules tumorales pancréatiques S2-

028 est égale à 31 nM en 2D, 85 nM en 3D et 277 nM dans le système microfluidique, 

ce qui est significativement plus grand. Ceci est dû à une activité plus élevée des 

protéines de résistance aux drogues (de la famille des MRP) transportant la 

gemcitabine en dehors des cellules sous la contrainte d’un flux interstitiel [180]. 

Dans l’étude de Nguyen et al. parue en 2019 [187], les auteurs ont utilisé un modèle 

organotypique 3D composé de deux canaux cylindriques creux, complètement 
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intégrés dans la matrice de collagène I (2,5 mg/ml), pour démontrer que les 

interactions tumeur-cellules endothéliales ne sont pas seulement limitées à 

l'intravasation, à l'extravasation et au mimétisme vasculaire, mais incluent également 

le processus d'ablation endothéliale dans les vaisseaux sanguins. Leur modèle de 

PDAC et de vaisseaux sanguins a fourni une complexité suffisante pour révéler ce 

processus, et leur a permis d'introduire un contrôle génétique et spatio-temporel pour 

isoler les voies de signalisation impliquées pour chaque type de cellule [187].  

Enfin, une équipe américaine a développé un système microfluidique pour imiter la 

TEM et l'invasion locale [188]. Ce modèle présente une hétérogénéité intratumorale 

où l'épithélium des cellules cancéreuses pancréatiques canalaires est entouré par la 

matrice de collagène I (6 mg/ml), qui récapitule le microenvironnement du PDAC. Ce 

modèle microfluidique a été créé à l'aide de cellules cancéreuses pancréatiques 

murines isolées à partir de tissus PDAC de deux génotypes différents de souris 

génétiquement modifiées. Il s'agit du génotype KPC avec mutations KRAS et TP53, et 

de deux génotypes KIC avec mutations KRAS et CDKN2A. Les génotypes KIC 

présentent deux phénotypes distincts, l'un épithélial et l'autre mésenchymateux. La 

prolifération et l'invasion locale ont été caractérisées et comparées à l'aide de ce 

modèle. L'hétérogénéité intratumorale a également été imitée par la co-culture de ces 

lignées KPC et KIC. Par cela, ils ont pu démontrer la faisabilité de la construction d'un 

modèle avec une hétérogénéité intratumorale contrôlée et ont montré qu'il existe des 

interactions complexes, même entre les cellules cancéreuses et que les interactions 

rendent les cellules cancéreuses plus agressives et invasives [188].  

L’ensemble de ces travaux montre l’intérêt de la co-culture 3D et microfluidique dans 

l’étude du PDAC notamment sur la chimiorésistance quel que soit le traitement utilisé 

(cisplatine, paclitaxel et gemcitabine). Une de ces études a même démontré par une 

analyse du transcriptome que les résultats étaient identiques à ceux obtenus chez un 

patient atteint de PDAC. Ce qui confirme la relevance de ces modèles. La majorité des 

MEC utilisées est à base de collagène I et une étude y a introduit du HA. Il est à noter 

qu’aucune étude sur le protocole FOLFIRINOX n’a encore été publiée à l’heure 

actuelle mais qu’un projet de la clinique Mayo de Rochester (USA) est en cours.  
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Objectifs du travail 

Dans ce contexte, nos objectifs ont été : 

1. Construire un dispositif de culture 3D microfluidique permettant de reproduire 

le microenvironnement tumoral sur les plans biologique et mécanique, ainsi que 

de modéliser les écoulements et transports de masse présents dans une 

tumeur pancréatique. 

2. Etudier les interactions tumeur-stroma. 

3. Etudier les mécanismes impliqués dans la résistance aux drogues du PDAC.  
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Chapitre 2 : Résultats : Modélisation d’un pancréas « on-chip » 

I. Objectifs 

Dans ce chapitre, nous allons aborder la modélisation d’une tumeur pancréatique « on-

chip » contenant différents types cellulaires et une MEC sophistiquée permettant de 

reproduire les signaux biomécaniques et moléculaires observés in vivo. Ces 

paramètres doivent être soigneusement considérés afin d’obtenir un modèle complexe 

et physiologiquement relevant. Nous aborderons donc les problématiques suivantes : 

- D’un point de vue technologique : Quelle géométrie est la plus à même de 

modéliser de manière pertinente les écoulements et transports de masse d’une 

tumeur pancréatique ?  

- D’un point de vue biologique : Quelles lignées cellulaires choisir, en fonction de 

leurs caractéristiques, afin d’étudier les interactions tumeur-stroma ? Quelle(s) 

matrice(s) extracellulaire(s) utiliser pour reproduire le microenvironnement 

tumoral du PDAC sur les plans biologique et mécanique ? 

En réponse à ces problématiques, nous avons développé une approche microfluidique 

permettant de maintenir une co-culture de cellules de PDAC avec des PSC en 3D et 

avec l'ajout de microcanaux perfusés servant de substitut à la perfusion vasculaire 

nécessaire à l'approvisionnement continu en oxygène et en nutriments. 

II. Choix de la géométrie et simulation numérique COMSOL Multiphysics® 

Ces travaux ont été réalisés par Joseph de Saxcé (M1 Centrale Lille) en préambule 

de la thèse et par Lucie Dercourt (M1 ISEN Lille) durant la thèse. 

1. Géométrie 

La géométrie initiale du dispositif s’inspire de travaux précédents [189], [190] et se 

base sur trois canaux droits, d’une hauteur de 100 µm et d’une largeur de 1 mm, 

séparés par des piliers hexagonaux de 100 µm de largeur et espacés de 100 µm 

(Figure 12A). Les piliers sont utilisés afin de guider la matrice extracellulaire sous 

forme d’hydrogel, d’éviter qu'elle ne se répande dans les canaux latéraux lors du 

remplissage du canal central et permettre une communication entre les canaux. Le 

canal central est utilisé pour la culture cellulaire 3D (cellules + matrice extracellulaire) 

tandis que les canaux latéraux permettent, eux, un apport contrôlé du milieu de culture 

et des drogues tout en générant un flux interstitiel à travers le canal central. La région 
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d’intérêt (R.O.I) est le carré (1 x 1 mm) situé entre les piliers, permettant de visualiser 

les cellules soumises au flux interstitiel généré via les canaux latéraux.  

Après les premiers tests expérimentaux, le remplissage du dispositif n’était pas optimal 

car des fuites vers les canaux latéraux ont été observées à plusieurs reprises. Ce 

phénomène est décrit dans la littérature comme apparent lorsque la différence de 

pression intra canal devient supérieure à la différence de pression inter canal. En effet, 

les différences de pression exercées à l'interface du gel (modélisées par l’équation de 

Young-Laplace) sont essentielles pour déterminer si une fuite peut se produire, et 

s’assurer qu'un équilibre est maintenu entre les forces de tension superficielle et les 

forces capillaires pendant le remplissage car il est nécessaire pour maintenir le gel 

entre les canaux adjacents. Lors du processus d'injection, une différence de pression 

est créée à l'interface ce qui entraîne l’hydrogel dans le canal. Au fur et à mesure que 

le canal et les espaces entre les piliers se remplissent, des différences de pression 

sont générées aux multiples interfaces de l'hydrogel. Les différences de pression 

diminuent à mesure que l'interface s'éloigne du site d'injection et augmentent donc la 

probabilité de débordement dans les canaux latéraux. Il devient nécessaire de trouver 

une géométrie permettant de maintenir une différence de pression plus importante 

dans le canal central.  

Afin faciliter le remplissage du canal central et d’éviter les débordements dans les 

canaux latéraux, un dispositif avec un canal central évasé a été développé permettant 

de créer une différence de pression graduelle le long du canal et ainsi réduire la 

résistance hydrodynamique. D’après les simulations effectuées avec le module 

microfluidique de COMSOL Multiphysics®, le différentiel de pression obtenu atteint 

1500 Pa (50% de différence) entre l’entrée et la sortie (Figure 12B). Cette nouvelle 

géométrie (Figure 12C) couplée à l’utilisation de piliers entraîne ainsi un remplissage 

efficace et simplifié. Elle a permis d’atteindre un taux de remplissage bien plus efficace 

lors de tests expérimentaux que ce soit avec du collagène I, du Matrigel™ ou 

Biomimesys® Oncology (>95% - Figure 12D).  

Toutefois, il est à noter que le remplissage reste dépendant de l’expérimentateur et 

fonction de la dextérité/expérience de chacun. En effet, afin de proposer un outil 

« simple » d’utilisation et de répondre à la contrainte de température d’utilisation des 

hydrogels qui se situe autour de 4°C, le remplissage s’effectue avec une micropipette 

(voir matériel & méthodes, partie II page 131). Ceci permet d’agir rapidement et d’éviter 
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la gélification mais il est impossible de contrôler précisément la pression et la vitesse 

de remplissage. 

 

Figure 12. Choix de la géométrie du dispositif microfluidique. A) Géométrie initiale, B) Simulation numérique (COMSOL 
Multiphysics®) : répartition de la pression lors du remplissage de la géométrie finale avec évasement, C) Géométrie 
finale, D) Remplissage expérimental avec du Matrigel™. 

2. Simulation Numérique 

a. Paramètres des simulations 

Les simulations ont été réalisées avec le module écoulements réactifs en milieu poreux 

de COMSOL Multiphysics®. Les équations de Stokes sont utilisées pour décrire 

l'écoulement du fluide dans les régions d'écoulement libre (canaux latéraux) : 

𝜇∇2�⃗� = ∇𝑝 − 𝜌𝑓  

Avec �⃗�  le champ de vitesse de l’écoulement, p la pression du liquide, μ la viscosité 

dynamique, ρ la masse volumique et 𝑓  une force massique s'exerçant dans le fluide. 

Les équations de Brinkman introduites au premier chapitre s'appliquent pour le milieu 

poreux (canal central). 

Afin de calculer le transport de masse, par convection et diffusion, du glucose et de 

l'oxygène dans notre système microfluidique, ainsi que leur consommation par les 

cellules de PDAC, nous avons utilisé un modèle décrit dans la littérature par Baydoun 

et al. [191].  
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Le transport de l'oxygène et du glucose est supposé régi par les équations de transport 

de masse en régime stationnaire dans le milieu poreux contenant la MEC et les 

cellules/amas cellulaires de PDAC : 

𝑅𝑖 = −𝑢∇𝑐𝑖 + R𝑓𝐷𝑖∆𝑐𝑖 

Avec 𝑐𝑖 la concentration du réactif i, 𝐷𝑖 le coefficient de diffusion du réactif i, 𝑢 la vitesse 

d’écoulement du milieu, R𝑓 le coefficient de retardation de la diffusion dans les milieux 

poreux. Ce coefficient vaut 1 dans le milieu de culture et dépend de la concentration 

en glycosaminoglycane (GAG) dans la MEC, donc de HA (𝐶𝐻𝐴) [128], [130]. On a, avec 

6,9 × 104 < 𝑀𝑟 < 2,8 × 109 Da, la masse moléculaire du HA : 

R𝑓 = 1,5 exp (−8,64 × 10−2(𝑀𝑟)
0,366(𝐶𝐻𝐴)

0,5) 

Dans notre modélisation ce coefficient dépend de la porosité ∈ : R𝑓 =∈3/2 

Enfin, 𝑅𝑖 le taux de consommation du réactif i dans le milieu poreux. Ce taux est 

exprimé par le modèle cinétique de Michaelis-Menten : 

𝑅𝑖 = 𝑅𝑖
𝑚𝑎𝑥 𝑐𝑖

𝑐𝑖 + 𝑐𝑖
𝑚𝑎𝑥/2

𝛿(𝑐𝑖 > 𝑐𝑡ℎ) 

Avec 𝑅𝑖
𝑚𝑎𝑥 le taux de consommation maximal du réactif i dans les cellules, 𝑐𝑖

𝑚𝑎𝑥/2
 la 

constante de Michaelis-Menten (M.M.) qui correspond à la concentration du réactif i 

où la consommation tombe à 50% de son maximum, 𝑐𝑡ℎ la concentration limite du 

réactif i en dessous de laquelle le terme de réaction est nul et 𝛿() une fonction 

permettant d’arrêter la consommation lorsque 𝑐𝑖 < 𝑐𝑡ℎ [191]. 

On définit enfin, 𝑅𝑒𝑓𝑓,𝑖 comme la vitesse réelle moyenne de consommation des réactifs 

par les cellules, normalisée par rapport à la vitesse de réaction mesurée si la 

concentration de réactif était uniforme dans le système (concentration en entrée des 

canaux latéraux dans notre cas) : 

𝑅𝑒𝑓𝑓,𝑖 =
(∑ 𝑐𝑖

𝑛
1 ) 𝑛⁄

(∑ 𝑐𝑖
𝑛
1 ) 𝑛 + 𝑐𝑖

𝑚𝑎𝑥/2⁄

𝑐𝑖,0

𝑐𝑖,0 + 𝑐𝑖
𝑚𝑎𝑥/2

⁄  

Avec i le réactif (dans notre cas l’oxygène ou le glucose), n le nombre de nœuds 

mathématiques pris en comptes pour le calcul des concentrations et 𝑐𝑖,0 la 

concentration maximale d'oxygène ou de glucose entrant dans le système. 
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Tableau 2. Paramètres utilisés lors des simulations et adaptés de Baydoun et al. [191] 

Paramètre Unité Milieu aqueux Milieu poreux 

Masse volumique kg/m3 1000 - 

Viscosité Pa.s 10-3 - 

Porosité - - 0,994 

Perméabilité de Darcy  m² - 5 x 10-12 

Coefficient de diffusion de l’oxygène m²/s 2,69 x 10-9 2,69 x 10-9 

Coefficient de diffusion du glucose m²/s 9,25 x 10-10 4 x 10-11 

Coefficient de retardation - 1 0,97 

Taux de consommation maximal en 

oxygène 

mol/m3/s - 1,28 x 10-4 

Taux de consommation maximal en 

glucose 

mol/m3/s - 4,48 x 10-4 

Concentration limite en oxygène mol/m3 - 10-4 

Concentration limite en glucose mol/m3 - 25 x 10-3 

Concentration initiale en oxygène mol/m3 0,174 0,174 

Concentration initiale en glucose mol/m3 25 25 

Constante de M.M. oxygène mol/m3 - 2 x 10-2 

Constante de M.M. glucose mol/m3 - 10-3 

Vitesse d’entrée canal supérieur µm/s 100 - 

Vitesse d’entrée canal inférieur µm/s 0 - 

Pression de sortie canal supérieur Pa 0 - 

Pression de sortie canal inférieur Pa 0 - 
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Parmi ces paramètres, il est important de choisir une perméabilité de Darcy9 

correspondant aux caractéristiques de la MEC de notre modèle. Si celle-ci n’est pas 

adaptée, l’étude de la vitesse du flux interstitiel et les gradients d’oxygène et de 

glucose générés dans le canal central (milieu poreux) par les canaux latéraux ne sera 

pas pertinente, et les paramètres calculés ne pourront être transposés dans notre 

modèle expérimental. Dans la littérature, les valeurs de perméabilité rapportées varient 

en fonction des conditions d’utilisation et de la nature de la MEC (Tableau 3). 

Tableau 3. Valeurs de la perméabilité de Darcy en fonction des matrices 

Matrice Extracellulaire Perméabilité (m²) Ref. 

Matrigel™ sans cellules 1,5 x 10-16 [192] 

Gel de fibrine sans cellules 1,5 x 10-13 [192], [193] 

Collagène sans contrainte de pression sans cellules 1 x 10-16 [143], [194] 

Collagène avec contrainte de pression sans cellules 5,7 x 10-15 à 8,2 x 10-15 [194] 

Collagène hydraté sans cellules 8,5 x 10-13 [194] 

Collagène hydraté avec cellules 6,4 x 10-12 à 6,2 x 10-11 [195] 

Nous avons choisi de travailler avec k = 5 x 10-12 ce qui correspond au collagène 

hydraté avec cellules, cas de notre modèle d’étude expérimental. 

b. Simulation du flux interstitiel et du transport de masse en milieu poreux 

L’objectif des simulations est de définir les paramètres physiques nous permettant 

d’obtenir une pertinence physiologique au sein de notre modèle d’étude lors de la 

partie expérimentale, avec notamment la génération d’un flux interstitiel de l’ordre de 

2 à 4 µm/s et d’un gradient de nutriments. En plus du module « écoulements réactifs 

en milieu poreux », nous avons introduit deux fonctions correctives afin d’estimer au 

mieux les transports de masses et la consommation du glucose et de l'oxygène : 

- La correction de Bruggeman permettant d’estimer les concentrations effectives 

en prenant en compte l’écoulement en milieu poreux et les effets de diffusion 

(tortuosité) pour corriger les paramètres de transport de masse. 

 
9 Mesure l’aptitude d’un milieu poreux à se laisser traverser par un fluide sous l'effet d'un gradient de 
pression 
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- Une fonction Heavyside permettant de fixer une valeur seuil à partir de laquelle 

les cellules ne consomment plus d’oxygène ni de glucose, définie de la manière 

suivante :  

- Si 𝑐𝑖 ≤ 𝑐𝑡ℎ alors la fonction Heavyside est nulle 

- Si 𝑐𝑖 > 𝑐𝑡ℎ alors la fonction Heavyside est égale à 1 

Avec 𝑐𝑖 la concentration du réactif i (oxygène ou glucose) et 𝑐𝑡ℎ la concentration 

limite du réactif i en dessous de laquelle le terme de réaction est nul. 

Grâce à ces fonctions, en utilisant les équations et paramètres décrits précédemment 

(Tableau 2), nous avons obtenu les résultats suivants : 

 

Figure 13. Simulations numériques avec COMSOL Multiphysics®. A) Profil de vitesse des flux dans le système (m/s), 
B) Répartition de la concentration de l’oxygène (mol/ m3), C) Répartition de la concentration du glucose (mol/m3), D) Profil 
de répartition de la pression (kPa). 

Nous observons que le flux interstitiel généré atteint 2,5 µm/s avec les paramètres 

utilisés (Figure 13A), ce qui est du même ordre de grandeur que les vitesses mesurées 

in vivo [146], [147]. Ce modèle de convection-diffusion, nous permet aussi de quantifier 

les concentrations d’oxygène et de glucose (Figure 13B et 13C). Nous obtenons un 

gradient le long du canal central avec une concentration dans la zone de convection, 

entre les piliers, plus importante que dans le reste du canal pour le glucose et pour 
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l’oxygène, créant une zone d’hypoxie caractéristique d’une tumeur pancréatique. Ceci 

démontre que dans notre modèle, la convection est plus importante que la diffusion. 

Enfin, nous n’atteignons pas les pressions observées in vivo (Figure 13D) de 10 à 60 

mmHg contre 3 mmHg dans notre cas. Comme expliqué dans l’introduction, la 

pression interne est à la fois générée par les flux hydrostatique et osmotique mais 

aussi par la contrainte solide créée par les tissus environnant et les cellules, or notre 

modèle numérique ne prend pas en compte ces deux derniers effets. 

III. Fabrication et optimisation du modèle d’étude 

1. Microfabrication 

Le protocole de fabrication complet, décrit dans le matériel et méthodes (partie I page 

123), suit les recommandations « classiques » [196], [197]. Brièvement, un moule de 

100 µm d'épaisseur en SU-8 a été fabriqué par la photolithographie puis des répliques 

de polydiméthylsiloxane (PDMS) ont été obtenues par lithographie douce. Le PDMS 

est globalement utilisé dans le monde de la microfluidique du fait de sa 

biocompatibilité, son faible coût, sa perméabilité et ses propriétés optiques. Une fois 

le PDMS cuit et démoulé, les entrées et sorties des canaux sont perforées avec un 

poinçon de biopsie. Afin de fermer le système, le PDMS a été collé à une lame de 

verre en utilisant un plasma O2. Les tubes, permettant une connexion au circuit 

fluidique, ont ensuite été scellés avec du PDMS dans les trous préalablement perforés.  

Nous avons simplement ajouté une étape par rapport aux recommendations, une fois 

le moule en SU-8 terminé, un dépôt antiadhésif de fluoroforme (CHF3) a été réalisé 

afin de faciliter le démoulage car il y a une forte affinité entre le silicium et le PDMS. 

2. Choix et caractérisation des lignées cellulaires pancréatiques 

L’objectif de cette partie est de caractériser les lignées cellulaires pancréatiques et 

valider les marqueurs d’intérêt dans l’optique d’étudier les interactions tumeur-stroma 

et la résistance aux drogues (chapitre 3). A l’issue de cette caractérisation les lignées 

les plus pertinentes seront choisies afin de réaliser une co-culture dans notre modèle 

in vitro 3D et microfluidique. Le choix prendra en compte les paramètres suivants : 

- L’activation des PSC : expression de l’α-SMA 

- La sécrétion de MEC par les PSC : expression de la fibronectine 

- Le phénotype mésenchymateux : expression de la vimentine 

- Le phénotype épithélial : expression de l’E-Cadhérine 
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Ces deux derniers marqueurs nous permettront aussi de mettre en évidence une 

éventuelle TEM, augmentation de l’expression de la vimentine et réduction de 

l’expression de l’E-Cadhérine, lors des co-cultures et des traitements (chapitre 3). 

a. Caractérisation morphologique 

Nous avons réalisé nos cultures et nos tests d’optimisation avec la lignée cellulaire 

stellaire pancréatique humaine PS-1 et trois lignées cellulaires cancéreuses 

pancréatiques humaines, MiaPaCa-2, PANC-1 et Capan-2 (Figure 14). L’origine 

exacte des lignées est décrite dans le matériel et méthodes (partie II page 127). Les 

PS-1 sont des cellules très peu différenciées et présentent une morphologie fusiforme 

proliférant de manière désorganisée et non jointive [198]. Les MiaPaCa-2 et les PANC-

1 sont des cellules ayant perdu certains marqueurs épithéliaux et présentant un 

caractère mésenchymateux. Les MiaPaCa-2 sont peu différenciées, possèdent une 

morphologie fusiforme et prolifèrent en monocouche de façon adhérente et non jointive 

[199]. Les PANC-1 sont, elles aussi, peu différenciées mais possèdent une 

morphologie ronde et prolifèrent en monocouche de façon adhérente et jointive [200]. 

Enfin, les Capan-2 sont, quant à elles, bien différenciées, possèdent une morphologie 

polygonale et prolifèrent en monocouche de façon adhérente, organisée et jointive 

(Figure 14) [201]. 

 

Figure 14. Morphologie et croissance des lignées cancéreuses pancréatiques humaines. Echelle 500 µm. 
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b. Expression des marqueurs 

Afin de caractériser et valider l’expression de marqueurs épithéliaux (E-Cadhérine) ou 

mésenchymateux (vimentine) dans les lignées cellulaires cancéreuses pancréatiques, 

ainsi que l’activation (α-SMA) des PSC et leur sécrétion de protéines de la MEC 

(fibronectine), des Western blots et des immunomarquages fluorescents sur des 

cultures 2D classiques ont été réalisés. 

L’E-Cadhérine est une protéine jouant un rôle d'adhésion cellulaire, impliquée dans les 

mécanismes de régulation de l’adhérence cellule-cellule, de mobilité et de prolifération 

des cellules épithéliales [202].  

La vimentine est un filament intermédiaire de classe III qui se trouve dans les cellules 

mésenchymateuses [203]. Comme l’E-Cadhérine, elle joue un rôle dans l'adhérence 

et la cohésion cellulaire, ainsi que sur la morphologie et la rigidité des cellules.  

Durant la TEM, une diminution ou perte d’expression de l’E-Cadhérine est associée à 

une néo-expression de la vimentine et donc à une restructuration morphologique de la 

cellule [26]–[28]. 

L’α-SMA est une protéine jouant un rôle dans la motilité cellulaire, c’est aussi un 

marqueur d’activation des PSC [68].  

La fibronectine, est une protéine sécrétée à la surface des cellules. Elle se lie à divers 

composés, notamment le collagène. La fibronectine est impliquée dans l'adhésion 

cellulaire, la motilité cellulaire, la cicatrisation des plaies et le maintien de la forme 

« cellulaire ». Elle participe aussi à la régulation du dépôt de collagène de type I. 

Analyse de l’expression par Western blotting 

L’analyse de l’expression a été réalisée à partir d’extraits protéiques totaux obtenus 

soit à partir de cellules en phase proliférative (J2 : 60% de confluence) soit en phase 

stationnaire (J8 : confluence totale). Les protéines ont ensuite été séparées par 

électrophorèse puis révélées grâce à des anticorps spécifiques par Western blotting 

(Figure 15). 

Comme attendu, nous observons une expression importante de l’E-Cadhérine dans 

les Capan-2 alors qu’elle est très faible dans les PANC-1. L’expression est constante 

à J2 et à J8 pour les deux lignées. Ceci valide leur mode de prolifération adhérent et 

jointif ainsi que leur phénotype plus ou moins différencié.  
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Le caractère mésenchymateux des MiaPaCa-2 et des PANC-1 est confirmé par 

l’absence ou la diminution d’expression de l’E-Cadhérine. Comme attendu, il n’y a pas 

d’expression d’E-Cadhérine dans la lignée stellaire PS-1. 

 

Figure 15. Expression des marqueurs d’intérêt. Etude de l’expression de l’E-Cadhérine (dilution 1/1000, 97kDa), la 
vimentine (1/1000, 57kDa), l’α-SMA (1/1000, 42kDa) et la fibronectine (1/1000, 295kDa) par Western-blotting, 20 µg 

d’extrait protéique ont été déposés dans chaque puits. 

La vimentine est fortement exprimée de manière constante à J2 et J8 dans les PS-1, 

les MiaPaCa-2 et les PANC-1. Cette expression confirme le caractère 

mésenchymateux et la morphologie fusiforme des PS-1 et des MiaPaCa-2. Ce résultat 

est aussi corrélé avec la diminution/perte de l’E-Cadhérine dans les PANC-1 et les 

MiaPaCa-2.  

L’α-SMA est très fortement exprimée dans les PS-1, ce qui confirme l’activation de la 

lignée. Comme attendu, son expression est très faible, voire nulle, dans les lignées 

tumorales. 

En ce qui concerne la fibronectine, nous la retrouvons exprimée uniquement dans les 

PS-1 avec une forte augmentation à J8 lorsque les cellules deviennent confluentes. 

Ceci démontre qu’une fois à confluence, les PS-1 activées créent une MEC dense 

autour d’elles. 

Les résultats obtenus valident donc le phénotype de nos lignées ainsi que la pertinence 

des marqueurs étudiés. 
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Analyse de l’expression par immunomarquages fluorescents 

La collecte de cellules à la fin des expériences dans le dispositif microfluidique est 

impossible. Nous devrons donc mettre en place une autre méthode d’analyse pour 

caractériser l’expression de ces marqueurs dans ce modèle. 

Grâce aux propriétés optiques du PDMS, la méthode alternative pouvant être mise en 

place pour analyser l’expression des marqueurs d’intérêt est l’immunomarquage 

fluorescent suivi d’une acquisition d’images avec un microscope confocal. Nous avons 

tout d’abord réalisé cette expérience sur des cultures 2D classiques avec trois 

objectifs : 

- Valider l’expression des marqueurs obtenue par Wertern Blotting 

- Valider le protocole d’immunomarquage afin de l’adapter à notre modèle 

microfluidique  

- Valider les anticorps utilisés afin d’avoir des marquages spécifiques 

 

Figure 16. Etude de l’expression de l’E-Cadhérine et la vimentine dans les modèles cellulaires pancréatiques. Dilution 
des anticorps primaires 1/100 et 1/200 pour les secondaires. Co-marquages avec le Hoechst (noyau). Marquages réalisés 
à 100% de confluence. Imagerie confocale : échelle 50 µm 
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Figure 17. Etude de l’expression de la fibronectine et l’α-SMA dans les modèles cellulaires pancréatiques. Dilution des 
anticorps primaires 1/100 et 1/200 pour les secondaires. Co-marquages avec le Hoechst (noyau). Marquages réalisés à 
100% de confluence. Imagerie confocale : échelle 50 µm. 

Ces marquages nous permettent de valider l’expression des marqueurs d’intérêt 

obtenue par Wertern blotting ainsi que la localisation de l’expression des protéines 

(Figures 16 et 17). Nous observons une expression membranaire de l’E-Cadhérine 

dans les Capan-2 et cytoplasmique dans les PANC-1. La vimentine est exprimée dans 

le cytoplasme autour du noyau dans les PS-1, MiaPaCa-2 et PANC-1. Comme en 

Western Blot, la fibronectine et l’α-SMA ne sont exprimées que par les PS-1. La 

localisation de l’α-SMA est cytoplasmique tandis que la fibronectine est exprimée à la 

surface des cellules. 

Ces immunomarquages valident donc nos trois objectifs : la caractérisation des 

lignées, le protocole d’immunomarquage qui sera ensuite adapté pour une utilisation 

dans le système microfluidique, voir matériel et méthodes (partie V page 137), et la 

qualité/spécificité des anticorps utilisés. 
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3. Choix de la matrice extracellulaire 

Afin de développer un modèle d’étude pertinent, les propriétés et les composants de 

la MEC doivent être systématiquement intégrés dans les approches 3D. Il est décrit 

dans la littérature que les cellules détectent la rigidité environnante, ce qui peut 

conduire à l'induction d'une TEM [204], [205] ou à la modification du comportement 

cellulaire. Par conséquent, il est possible que les systèmes de cultures microfluidiques 

basés sur du PDMS sans l'inclusion d’une matrice appropriée puissent modifier le 

comportement des cellules PDAC. Dans cette partie, nous avons décrit le processus 

de sélection de la matrice la plus à même de répondre à notre problématique. Nous 

nous sommes basés sur trois critères : 

- Les propriétés physiques : module élastique/rigidité 

- L’aspect technologique : remplissage du dispositif microfluidique et résistance 

aux flux. 

- L’aspect biologique : activation des PSC et viabilité 

a. Matrigel™ 

Notre premier choix s’est porté sur le Matrigel™ (Corning®), composé de laminine et 

de collagène IV, afin de pouvoir comparer les résultats obtenus dans notre modèle à 

ceux obtenus précédemment au laboratoire en culture 3D de cellules ou d’organoïdes. 

Du point de vue physique, son module élastique est estimé à 0,45 kPa [206]. Du point 

de vue technologique, le remplissage est réalisable avec un grand taux de réussite 

mais le maintien de la culture à long terme dans la zone des flux n’est pas possible car 

le Matrigel™ se dégrade sous l’effet des écoulements et de la production par les 

cellules tumorales d’enzymes dégradant cette matrice (Figure 19). Après plusieurs 

jours de culture, les PSC migrent sous le gel, en dégradant la matrice, pour proliférer 

en 2D (Figure 18A). En 3D, les PSC sont désactivées mais bien vivantes (Figure 18B). 

Cette observation a également été faite au laboratoire par le groupe du Dr Vincent 

dans des cultures primaires de tissus issus de patients en dôme de Matrigel™. 

b. Collagène I 

Nous nous sommes alors tourné vers le collagène I (Corning®), qui possède un 

module élastique de 0,6 kPa pour une concentration à 2 mg/ml [207]. Le remplissage 

dans le dispositif est un succès mais comme avec le Matrigel™, nous observons une 

dégradation et il ne résiste pas au flux après plusieurs jours de culture (Figure 19). 
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D’un point de vue biologique, la présence d’un réseau cellulaire et la morphologie 

stellaire des PS-1 mettent en évidence une activation de celles-ci (Figure 18B).    

 

Figure 18. Activation des PSC en culture 3D. A) Culture 3D des PSC dans du Matrigel™. Observation de la migration des 
PSC sous le gel en le dégradant (flèche orange). B) Culture 3D des PSC dans du Matrigel™ (gauche) ou dans du 
collagène I (2 mg/ml) (droite). Les PSC sont désactivées dans le Matrigel™ (morphologie ronde) tandis que dans le 
collagène, elles forment un réseau et ont leur morphologie stellaire. Les tests Live (Calcein AM), vert) / Dead (EthD-1, 
rouge) attestent que les PSC sont vivantes. 

c. BIOMIMESYS® Oncology 

Grâce à une collaboration avec la société HCS Pharma, nous avons ensuite pu tester 

la matrice BIOMIMESYS® Oncology, composée de HA et de collagène I et présentant 

un module élastique de 1 kPa (donnée fournisseur). Le remplissage de la matrice dans 

le dispositif est faisable, mais il n’est pas possible d’y introduire les cellules en même 

temps car il faut attendre la lyophilisation du gel (process HCS Pharma). Après cette 

étape, la matrice se présente sous forme d’un « scaffold » déshydraté poreux. 

Malheureusement, les pores étant trop larges, lors de l’ensemencement, les cellules 

ne se fixent pas dans le canal central et sont donc évacuées par le flux (Figure 19). 

d. Composite BIOMIMESYS® Oncology + collagène I 

Finalement, nous avons choisi d’effectuer une association de BIOMIMESYS® 

Oncology et de collagène I (Corning®). Le remplissage des cellules se fait alors avec 

le collagène I (2 mg/ml) après l’étape de lyophilisation. Après gélification, les pores 

sont remplis et les cellules peuvent proliférer. Cette méthode permet un maintien de la 

culture dans la région soumise aux flux interstitiel (Figure 19). Comme avec le 

collagène, les PSC sont activées. 
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Les valeurs de modules élastiques des différentes matrices testées peuvent paraître 

faibles en comparaison des mesures in vivo, 1,89 à 13,7 kPa pour le PDAC [124], 

[205], mais ces mesures s’appliquent à l’ensemble de la tumeur. Nous cherchons à 

modéliser une tumeur complète (au niveau de la composante cellulaire en présence 

de PSC et de cellules tumorales, et au niveau de la composante matricielle) or la 

rigidité seule de l’hydrogel ne représente pas la tumeur. Nous avons vu en introduction 

que la rigidité des cellules cancéreuses était évaluée pour des PANC-1 à 2,5 kPa. Si 

on ajoute la matrice utilisée, le réseau créé par le PSC, les protéines de la MEC 

sécrétées et les cellules tumorales, la rigidité totale sera alors bien plus grande et 

proche des mesures in vivo. Nous n’avons toutefois pas pu la mesurer. 

 

Figure 19. Etude du remplissage et du maintien de la culture cellulaire dans le dispositif microfluidique en présence de 
différents types de matrice. 

En définitive, nous avons développé un modèle comprenant une matrice extracellulaire 

compatible avec la méthode de remplissage, résistante au flux interstitiel, contenant 

du HA et du collagène I, et permettant l’activation des cellules stellaires.  

Bien que la matrice soit résistante au flux, il est très important de ne pas faire rentrer 

de bulles dans le dispositif car cela l’endommagerait ainsi que les cellules. L’ajout d’un 

système, commercial ou non, permettant de bloquer les bulles en amont du dispositif 

est recommandé. Il peut être difficile de les éliminer complètement. 

4. Caractérisation des écoulements et du transport de masse 

La dernière étape du processus de mise au point du modèle de culture microfluidique 

est de caractériser expérimentalement le flux interstitiel généré et le transport de 

masse dans le canal central. Afin de répondre à cette question, nous avons utilisé de 

la fluorescéine, qui est une molécule fluorescente sous ultraviolet, diluée dans un 
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tampon de phosphate salin Dulbecco 1X (DPBS) à 1 mg/ml. Nous avons ensuite 

perfusé le canal supérieur à une vitesse de 100 µm/s, débit de 10 nl/s à la pompe, et 

observé l’avancée du front de fluorescéine (voir matériel et méthodes, partie VIII page 

145). 

 

Figure 20. Caractérisation du flux interstitiel dans la matrice BIOMIMESYS® Oncology + collagène I. Etude de l'avancée 
du front de la fluorescéine (1 mg/ml) à différents temps. La vitesse d’écoulement dans le canal supérieur est de 100 µm/s. 

Après une analyse image par image (Figure 20), nous obtenons une vitesse moyenne 

de l’écoulement interstitiel de : 𝑉𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟𝑠𝑡𝑖𝑡𝑒𝑙 = 2,493 ± 0,152 µm/s. Cette valeur 

correspond aux vitesses observées in vivo [146], [147] et valide notre modèle 

numérique.  

 

Figure 21. Caractérisation du transport de masse par diffusion dans la matrice BIOMIMESYS® Oncology + collagène I. 
Etude de l'avancée du front de la fluorescéine (1mg/ml) à différents temps dans le canal central. La vitesse d’écoulement 
dans le canal supérieur est de 100 µm/s. En trait pointillé, la ligne d’intérêt pour calculer l’intensité lumineuse.  

L’étude de diffusion est réalisée en traçant la répartition de l’intensité lumineuse le long 

du canal central (Figure 21). Au bout d’une heure, nous pouvons observer un plateau 

dans la zone de convection, la concentration est alors égale à la concentration du 
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canal latéral, et le gradient diminue de manière linéaire le long du canal, avec environ 

25% de diminution par mm à partir de 1,3 mm depuis le centre (Figure 22). Ce résultat 

semble éloigné des prédictions faites avec le modèle numérique de convection-

diffusion, mais le modèle expérimental ne prend pas en compte l’effet des cellules sur 

la consommation du réactif et la barrière physique qu’elles génèrent, ralentissant la 

diffusion. Cependant, la fluorescéine devrait moins bien diffuser que les molécules 

d’oxygène ou de glucose, or nous observons qu’elle diffuse largement le long du canal. 

Le gradient généré n’est donc pas représentatif de ces molécules. 

 

Figure 22. Caractérisation du transport de masse par diffusion dans la matrice BIOMIMESYS® Oncology + collagène I. 
Courbes d’intensité de la fluorescéine (1 mg/ml) à différents temps le long du canal central. La vitesse d’écoulement 
dans le canal supérieur est de 100 µm/s.  

5. Conditions de culture 

Nous dressons ici un rapide bilan des paramètres de culture de notre modèle in vitro 

3D microfluidique. Le flux appliqué dans le canal supérieur est fixé à 100 µm/s, la 

matrice extracellulaire utilisée est une association de BIOMIMESYS® Oncology et de 

collagène I à une concentration de 2 mg/ml, la densité cellulaire est fixée à 2 x 106 

cellules/ml de collagène, et en co-culture nous utiliserons un ratio cellules tumorales : 

PSC de 1:3 [71], [179]. La lignée tumorale utilisée est la lignée Capan-2 (Figure 23). 

 

Figure 23. Mono et co-culture 3D des PSC et des Capan-2 dans des dômes de collagène I (2 mg/ml), une densité de 2 x 
106 de cellules/ml de collagène, un ratio PS-1 : Capan-2 (3:1). 
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IV. Discussion 

Dans cette première partie des résultats, nous avons démontré la faisabilité d’un 

modèle complexe de culture 3D in vitro microfluidique permettant l’étude du 

comportement des cellules cancéreuses du pancréas. Il combine l’ensemble des 

conditions physiologiques pertinent d’une tumeur pancréatique à savoir : 

- Une matrice extracellulaire rigide associant du collagène I et du HA créant une 

architecture proche des conditions in vivo. 

- Une co-culture de cellules tumorales et de PSC permettant de visualiser et 

d’étudier leurs interactions. 

- Un environnement dynamique mimant la perfusion vasculaire permettant 

l'approvisionnement continu en oxygène et en nutriments, et l’élimination des 

déchets de manière automatisée. Ce modèle permet également d’appliquer une 

combinaison de pression hydrostatique et de contrainte de cisaillement sur les 

cellules via la génération d’un flux interstitiel à travers le canal central. 

Nous avons réussi à regrouper l’intégralité de ces paramètres en choisissant une 

géométrie « simple » et commune dans le monde des organes sur puces [179], [208], 

[209]. Le choix du PDMS comme matériau de fabrication peut néanmoins être remis 

en question car il peut absorber les petits composants organiques comme les drogues 

de chimiothérapie [210]. Des matériaux alternatifs comme le polystyrène (PS), le 

polyméthacrylate de méthyle (PMMA), le polycarbonate (PC) ou encore les 

copolymères d’oléfine cyclique (COC), peuvent être utilisés mais nécessitent des 

techniques de moulage par injection ou d’extrusion difficiles à mettre en œuvre et 

pouvant présenter des résolutions plus faibles. Le PDMS reste donc plus simple 

d’utilisation. De plus, la géométrie ne présente pas que des avantages. Bien qu’une 

amélioration soit apportée par l’évasement du canal central et permette un 

remplissage efficace, celui-ci dépend de l’utilisateur. De plus, le contact direct entre la 

matrice extracellulaire et le flux entraîne une dégradation importante de l’hydrogel. 

Ainsi, l’ensemble des solutions proposées en termes de MEC pour l’étude du PDAC 

n’est pas applicable dans notre géométrie et requiert une grande attention lors de sa 

sélection, nous discuterons de ce point un peu plus tard. Nous avons aussi constaté 

qu’il était très compliqué de faire des expériences à débit élevé comme peuvent le 

permettre les cultures 2D et 3D classiques ou les systèmes microfluidiques 

OrganoPlates® [180]. Ces points représentent un réel frein pour que notre modèle 
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puisse être un outil d’étude viable en recherche sur le développement de nouvelles 

thérapies. Afin de répondre à ces problématiques, il existe un système récent de co-

culture 3D microfluidique développé par Chi et al. en 2020. Ce dernier utilise une 

membrane poreuse permettant un remplissage contrôlé et un maintien de la matrice 

en culture, l’application d’un flux interstitiel s’effectue via un phénomène de cavité 

entraînée bien connu en mécanique des fluides, enfin, la géométrie permet un criblage 

à haut débit [211]. Pour finir, l’impossibilité de récupérer les cellules une fois en culture 

dans le système nous empêche de mettre en œuvre l’ensemble des techniques 

d’analyses biologiques. Nous devons nous restreindre à des analyses semi 

quantitatives par microscopie à fluorescence qui présentent les inconvénients de 

dépendre de la qualité et de la spécificité des anticorps, de l'appréciation subjective du 

degré de fluorescence et du photo-blanchiment. Ceci constitue un frein supplémentaire 

mais est commun à une grande partie des systèmes microfluidiques. 

Au cours de sa thèse [212], Mathieu Danoy a pu mettre en avant la complexité du 

remplissage d’un dispositif similaire et du maintien de la MEC durant la culture. En 

testant différents hydrogels, certains phénomènes ont pu être observés comme une 

rétractation de la matrice après gélification, ou des fuites qui se produisaient dans les 

canaux adjacents pendant le remplissage ou après la gélification. Durant nos 

expériences, l’évasement du canal central a permis de résoudre les problèmes liés 

aux fuites pour l’ensemble des matrices testées et aucune rétractation des gels n’a été 

observée. Le point critique a été le maintien de la culture. En effet, bien que la 

perfusion continue supporte généralement des niveaux élevés de survie cellulaire à 

long terme, l'utilisation d’hydrogels peut être un problème en raison de la dégradation, 

sous l’action des écoulements, de la matrice [169]. Nous avons ainsi mis au point une 

association de BIOMIMESYS® Oncology et de collagène I répondant à ce point. Notre 

matrice contient du HA et du collagène I qui sont caractéristiques de la MEC du PDAC 

[41], [213]. Cette solution permet en plus l’activation des PSC contrairement au 

Matrigel™ qui induit un état quiescent et un changement de morphologie des PSC 

[214]. 

La caractérisation des lignées nous a permis de confirmer le phénotype et l’expression 

des protéines d’intérêt dans les lignées cellulaires de PDAC [215]–[219], ainsi que 

dans les PSC [198], [220]. Nous validons l’expression des marqueurs de 

différenciation/activation des PS-1 (α-SMA et sécrétion de fibronectine), et des 
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marqueurs épithéliaux (E-Cadhérine) et mésenchymateux (vimentine) des cellules 

tumorales. Pour la suite de l’étude, la lignée la plus pertinente pour notre modèle est 

la lignée Capan-2 car elle exprime l’E-Cadhérine de façon membranaire et n’exprime 

pas la vimentine, ceci nous permettra de visualiser une éventuelle TEM lors de la co-

culture avec les PS-1 et sous chimiothérapie (Chapitre 3) [221], [222]. Au cours de la 

TEM, la diminution de l’E-Cadhérine est associée à un changement de localisation de 

son expression, la localisation membranaire devient cytoplasmique. En parallèle, nous 

avons pu valider la spécificité des anticorps et le protocole d’immunomarquage (voir 

matériel et méthodes, partie V page 137). 

Notre modèle permet l’application d’un flux interstitiel à travers le canal central qui 

exerce ainsi une pression hydrostatique sur les cellules. Bien que cette pression ne 

soit pas entièrement due aux flux mais aussi aux tissus environnants, il serait 

intéressant de pouvoir l’évaluer. Pour cela il existe des capteurs de pression 

électrofluidique qui peuvent être introduits dans le système et permettre cette mesure 

[223]. La pression exercée par les tissus environnants peut être mimée en ajoutant un 

étage au dispositif actuel. Cet étage contenant un fluide (air, eau, huile etc.) nous 

permettrait d’appliquer une pression contrôlée sur l’étage de culture via une fine 

membrane. Cette méthode est déjà utilisée pour faire des valves microfluidiques et 

pourrait être adaptée en appliquant une pression pertinente simulant les interactions 

avec les tissus adjacents [224].  

Concernant le modèle de convection-diffusion, nous n’avons pas de point de 

comparaison car chaque dispositif est conçu différemment pour répondre à une 

problématique précise. Qui plus est, nous utilisons de la fluorescéine tandis que la 

majorité des études s’intéressant à la diffusion de molécule dans des hydrogels utilise 

du Dextran [180], [209], [211]. Ce dernier est globalement utilisé pour analyser la 

répartition des composés chimiques et non la vitesse à laquelle ils diffusent. Il n’est, 

de surcroît, pas adapté pour l’étude de petites molécules comme le glucose, l’oxygène 

ou les chimiothérapies et possède un coefficient de diffusion différent de la 

fluorescéine [225], [226]. En revanche, il existe différentes masses moléculaires de 

Dextran, pouvant varier de 4,4 à 500 kDa10, ce qui le rend plus pertinent pour l’étude 

de la diffusion des facteurs sécrétés comme le TGF-β (Tableau 4). La fluorescéine est 

quant à elle, plutôt utilisée pour analyser la vitesse de diffusion des molécules en 

 
10 1 Da = 1 g/mol 
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microscopie à fluorescence, couplée ou non avec une méthode de 

mesure « fluorescence recovery after photobleaching » (FRAP) [180], [227]. Sa masse 

moléculaire correspond à celles des chimiothérapies mais reste supérieure à celles 

des petites molécules comme le glucose ou l’oxygène (Tableau 4). Nous observons 

donc une sous-estimation du transport de masse de ces molécules. 

Tableau 4. Masse moléculaire des molécules d'intérêt pour l'étude de la diffusion 

 Fluore-

scéine 
Glucose Oxygène OXA SN-38 5-FU TGF-β 

Masse moléculaire 

(g/mol) 
332,31 180,156 15,999 397,2858 392,404 130,08 44 341 

Le modèle et les paramètres choisis nous permettent d’obtenir une vitesse du liquide 

interstitiel de 2,5 µm/s, ce qui est validé par les observations faites in vivo et les 

modélisations des précédentes études [146], [147], [180]. Nous validons par la même 

occasion le modèle numérique développé par Lucie Dercourt au cours de son M1. 

Bien que nous démontrons la génération d’un gradient, celui-ci est largement supérieur 

à 1 mm et ne reproduit donc pas les conditions caractéristiques d’une tumeur 

pancréatique observées in vivo, notamment sa forte hypoxie et son hypoperfusion. En 

effet, différents cas peuvent être possibles en fonction du type de transport (convection 

ou diffusion) et de la cinétique de consommation, non prise en compte dans notre 

modèle. Une étude a démontré que la concentration en chimiothérapie (Doxorubicine) 

diminue de moitié par rapport à sa concentration périvasculaire à une distance 

d'environ 40 à 50 μm [228]. L'oxygénation tissulaire affecte fortement les réponses 

tumorales aux chimiothérapies or la distance de diffusion maximale de l'oxygène 

depuis les vaisseaux sanguins est d'environ 100 μm. Au-delà de cette distance le tissu 

tumoral devient hypoxique [229], [230]. Enfin, la distance à laquelle la nécrose des 

cellules non alimentées par les vaisseaux sanguins se produit a été évaluée à 150 µm 

[231]. Il serait intéressant d’intégrer une vascularisation plus pertinente comme dans 

le dispositif développé par Shirure et al. en 2018 [192]. 

La limite de ce modèle expérimental de convection-diffusion est de ne pas prendre en 

compte la consommation des cellules. La distance à laquelle un soluté peut être 

transporté dans le tissu par diffusion ou convection est limitée par la vitesse à laquelle 

il est absorbé par les composants tissulaires. Il existe actuellement différentes 
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méthodes pour analyser cette consommation, certaines restent difficiles à mettre en 

œuvre sur un système microfluidique car elles nécessitent l’adaptation complète des 

systèmes de mesures actuels, par exemple pour le SeaHorse XF24 Analyzer, ou 

encore l’accès direct aux cellules avec l’utilisation d’un microscope électrochimique à 

balayage [232], [233]. Cependant des alternatives semblent possibles avec l’utilisation 

de marqueurs fluorescents réagissant avec les molécules consommées [234]–[236]. 

Cette dernière méthode requiert toutefois une analyse par cytométrie en flux et donc 

de pouvoir récupérer les cellules, ce qui n’est actuellement pas réalisé dans notre 

système. Des études sont en cours afin de développer des méthodes permettant de 

mesurer/détecter une plage de conditions biochimiques (glucose, lactate, oxygène, 

pH) dans les systèmes de culture [237]. 

Hormis le transport d’oxygène et de glucose, nous souhaitons étudier les interactions 

tumeur-stroma. Pour cela, il est nécessaire que le flux imposé permette la diffusion 

des molécules sécrétées entre les cellules et n’en emporte pas l’intégralité, tout en ne 

dégradant pas la MEC. Il a été montré que les facteurs sécrétés par une tumeur 

pouvaient diffuser dans le sens inverse du flux. Ce phénomène dépend du nombre de 

Peclet qui est le rapport du transfert de masse par convection sur le transfert par 

diffusion : 

𝑃𝑒 =
𝑢𝑑

𝐷𝑖
 

Avec 𝑢 la vitesse d’écoulement du milieu, 𝑑 la longueur caractéristique de l’écoulement 

et 𝐷𝑖 le coefficient de diffusion du réactif i. Les nombres de Peclet relevant 

physiologiquement ont été rapportés comme variant de 0,1 à 10 [238], [239]. Dans 

notre étude, pour une molécule comme le TGF-β, 𝐷𝑇𝐺𝐹−𝛽 = 2,6 × 10−11 𝑚2/𝑠, en 

admettant que la distance entre les cellules dans le dispositif est inférieure à 50 µm, 

nous obtenons un nombre de Peclet : 𝑃𝑒 ~5, ce qui permet une communication entre 

elles. Cette valeur démontre que la convection est plus importante que la diffusion, 

validant ainsi notre modèle expérimental.  

Finalement, les paramètres et les conditions de culture de notre modèle in vitro 3D 

microfluidique font de notre système un modèle d’étude innovant et actuellement non 

référencé dans la littérature.  
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Chapitre 3 : Résultats : Etude des interactions tumeur-stroma et de la 

chimiorésistance du PDAC 

I. Objectifs 

Malgré une efficacité accrue en termes de survie par rapport aux autres traitements 

utilisés en clinique (voir chapitre 1), la chimiorésistance liée au protocole FOLFIRINOX 

n’a pas été décrite dans la littérature. Le protocole comprenant plusieurs agents 

thérapeutiques, sa modélisation est donc complexe et a pu être mise de côté en faveur 

d’autres modèles. Les études actuelles sont majoritairement portées sur les 

mécanismes de résistance à la gemcitabine bien que celle-ci ne soit qu’une alternative 

en cas d’échec ou d’impossibilité de traitement par FOLFIRINOX. 

Les problématiques sont les suivantes : Comment modéliser le protocole FOLFIRINOX 

dans notre modèle d’étude in vitro 3D et microfluidique ? Est-ce que les mécanismes 

jouant un rôle majeur dans la chimiorésistance à la gemcitabine, comme la TEM et les 

interactions tumeur-stroma, jouent aussi un rôle dans la chimiorésistance au 

FOLFIRINOX ? 

II. Conditions de culture 

Suite aux résultats obtenus dans le chapitre 2, nous avons défini 4 conditions de 

culture pour les études des interactions tumeur-stroma et de la sensibilité aux 

traitements chimiothérapeutiques (Tableau 5). 

Tableau 5. Conditions de culture de notre modèle 

Groupe contrôle sans traitement (NT) Groupe avec traitement (T) 

Capan-2 3D statique (S) Capan-2 3D statique (S) 

Capan-2 3D fluidique (F) Capan-2 3D fluidique (F) 

Co-culture Capan-2 : PS-1 3D statique (S) Co-culture Capan-2 : PS-1 3D statique (S) 

Co-culture Capan-2 : PS-1 3D fluidique (F) Co-culture Capan-2 : PS-1 3D fluidique (F) 

La culture statique est exactement la même que celle en fluidique, dans un dispositif 

avec la même matrice, sauf que le milieu de culture et la chimiothérapie ne sont pas 

appliqués par perfusion dynamique. Le milieu de culture est changé tous les 2 jours 

tandis que la chimiothérapie est appliquée en une fois comme dans les cultures 3D 
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classiques. Ceci permettra d’avoir les mêmes conditions environnementales, avec le 

PDMS et la lame de verre notamment, et ainsi éviter d’induire des erreurs dans nos 

interprétations. 

Pour rappel, les paramètres de culture de notre modèle in vitro 3D microfluidique sont 

les suivants :  

- Le flux appliqué dans le canal supérieur est fixé à 100 µm/s générant un flux 

interstitiel de 2,5 µm/s dans le canal central. 

- La matrice extracellulaire utilisée est une association de BIOMIMESYS® 

Oncology et de collagène I à une concentration de 2 mg/ml, la densité cellulaire 

est fixée à 2 x 106 de cellules/ml de collagène en mono et co-culuture. 

- Le ratio Capan-2 : PS-1 utilisé pour la co-culture est de 1:3 [71], [179] 

III. Modélisation du protocole FOLFIRINOX 

1. Le protocole clinique 

Le protocole FOLFIRINOX, actuellement utilisé en clinique, comprend une perfusion 

d’oxaliplatine pendant 2 h suivie d’une perfusion de 2 h d’acide folinique, une perfusion 

d’irinotécan de 90 minutes est ensuite démarrée en Y 30 min après le début de la 

perfusion d’acide folinique, enfin un bolus de 5-FU puis une perfusion continue de 5-

FU sur 46 h sont réalisés. Le traitement est répété tous les 14 jours (Thésaurus 

National de Cancérologie Digestive - Chapitre 9 : Cancer du pancréas - 27/06/2018). 

L’oxaliplatine est un agent alkylant dérivé de platine aux propriétés antitumorales, 

comme le cisplatine, inhibant la synthèse et la réplication de l’ADN. L'acide folinique 

est utilisé pour diminuer la très forte cytotoxicité du protocole FOLFIRINOX et 

améliorer l’effet de certaines drogues comme le 5-FU. Le 5-FU est un analogue de 

nucléotides inhibant la thymidylate synthase essentielle à la réplication de l’ADN. Il 

peut également être métabolisé en uracile triphosphate fluoré (5-FUTP) afin de 

s’incorporer dans les ARNm, conduisant au blocage et à la dégradation de ceux-ci, 

perturbant ainsi leur traduction en protéines. Il est à noter que la gemcitabine est aussi 

un dérivé de nucléoside bloquant la synthèse de l’ADN.  

Enfin, l’irinotécan est un inhibiteur de topoisomérase. Son métabolite actif, le SN-38, 

est produit dans le foie. Le SN-38 inhibe la topoisomérase 1 provoquant des cassures 

double brin irréversibles lors de la réplication et la transcription de l’ADN ce qui conduit 

à la mort cellulaire [240]. 
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2. Modélisation in vitro du protocole 

Ces travaux ont été réalisés avec l’aide de Charles Poiraud interne en chirurgie 

digestive et étudiant en M2 recherche dans l’équipe Mucines du laboratoire CANTHER 

sur la mise en place d’un modèle in vitro d’acquisition de la résistance au FOLFIRINOX 

du PDAC. 

L’objectif ici est de déterminer les concentrations de l’association des trois drogues du 

protocole FOLFIRINOX afin de modéliser au mieux les conditions physiologiques. 

Pour répondre à cette question, nous avons estimé les concentrations tissulaires 

moyennes à partir des courbes de concentration plasmatique des trois drogues du 

protocole FOLFIRINOX en se basant sur une méta-analyse pharmacocinétique [241]. 

Le mode de distribution des drogues est « bi compartimental », c’est-à-dire qu’une fois 

dans le système vasculaire, les drogues diffusent dans les tissus, dans un premier 

temps en faisant augmenter la concentration tissulaire, puis, lorsque la concentration 

plasmatique s’équilibre avec la concentration tissulaire, le sens de diffusion s’inverse 

et il s’en suit une phase d’élimination pure des deux compartiments faisant diminuer 

les concentrations plasmatiques et tissulaires jusqu’à l’élimination complète (Figure 

24). L’estimation est calculée lorsque la concentration tissulaire est maximale, c’est-à-

dire lorsque la concentration plasmatique s’équilibre avec la concentration tissulaire. 

Ceci s’observe graphiquement par un changement de pente (Figure 24). Par contre, 

si la perfusion est continue, comme pour le 5-FU, les concentrations plasmatiques et 

tissulaires sont en permanence à l’équilibre. Il n’y aura donc pas de changement de 

pente. En utilisant ce principe, nous avons donc pu estimer la concentration tissulaire 

physiologique de référence pour chaque drogue : 

- 5-FU : 4 µM 

- Oxaliplatine : 0,5 µM 

- SN-38 : 12,5 nM 

On notera que les rapports entre les concentrations calculées sont les suivants :  

1 SN-38 : 40 OXA : 320 5-FU 

Ces ratios peuvent paraître aberrants au premier abord, mais nous parlons ici du SN-

38 et non de l’irinotécan. Lorsque ce dernier est métabolisé par le foie, seulement 2 à 

5 % sont convertis en SN-38 [242]. En fonction de l’irinotécan, si 5% de SN-38 sont 

métabolisés, les ratios seraient alors respectivement : 1 IRI : 2 OXA : 16 5-FU. Ceci 
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est alors très proche du ratio 1 : 2 : 20 utilisé en clinique [243]. Ces résultats valident 

donc l’approche faites dans notre étude. 

 

 

Figure 24. Modélisation de la distribution bi-compartimentale. La courbe est répartie en deux phases distinctes : la 
première correspond à une phase d’élimination associée à une diffusion vers les tissus (en bleu), la deuxième phase 
correspond à l’élimination pure (en vert). Le point où la courbe change de pente est une estimation de la concentration 
tissulaire maximale (flèche orange) (image de Charles Poiraud). 

Nous avons ensuite modélisé le protocole FOLFIRINOX dans notre modèle d’étude in 

vitro 3D microfluidique (Figure 25). Ce modèle nous permet de mimer la dynamique 

du protocole clinique (bolus, perfusions) ainsi que la distribution bi-compartimentale 

observée in vivo. En effet, l’apport automatisé et contrôlé de la chimiothérapie via les 

microcanaux permet de modéliser la diffusion dans les tissus et l’élimination des 

drogues par les cellules. Ceci est un réel avantage par rapport aux modèles de culture 

2D et 3D classiques. La durée de notre protocole est d’une semaine, les quatre 

premiers jours (96 h) permettant la mise en place de la culture, de l’ensemencement 

et de la prolifération cellulaire, puis l’injection des drogues qui se fait en deux temps : 

un bolus (OXA, SN-38 et 5-FU) suivi d’une perfusion continue de 5-FU durant 72 h. 

Une fois le protocole terminé, les dispositifs sont analysés par imagerie à fluorescence 

afin de déterminer la viabilité cellulaire et l’expression des protéines d’intérêt. 



79 

 

 

Figure 25. Modélisation du protocole FOLFIRINOX dans notre modèle in vitro 3D microfluidique contenant 
BIOMIMESYS® Oncology + collagène I. 

IV. Etude de la viabilité cellulaire sous traitement FOLFIRINOX 

L’étude de la viabilité cellulaire a été réalisée en suivant le protocole décrit 

précédemment. La quantification de la viabilité cellulaire pour chaque dose a été 

réalisée par test au sel de tétrazolium (MTT) en 2D et par test Live/Dead pour les 

autres conditions. Ce test consiste à marquer les cellules vivantes avec de la Calcéine 

AM et les cellules mortes avec l‘homodimère-1 d’éthidium (EthD-1), voir les protocoles 

en annexe (matériel et méthodes, partie IV page 136). 

La gamme des doses injectées dans notre modèle est calculée en faisant varier, par 

puissance de 10, la dose de référence calculée in vivo (Tableau 6). 

Tableau 6. Doses des drogues associées du protocole FOLFIRINOX. La dose 1 étant la condition contrôle non traitée et 
la dose 5 la référence calculée in vivo. 

 Dose 1 Dose 2 Dose 3 Dose 4 Dose 5 Dose 6 Dose 7 Dose 8 

5-FU 0 4 nM 40 nM 0,4 µM 4 µM 40 µM 0,4 mM 4 mM 

OXA 0 0,5 nM 5 nM 50 nM 0,5 µM 5 µM 50 µM 0,5 mM 

SN-38 0 12,5 pM 125 pM 1,25 nM 12,5 nM 125 nM 1,25 µM 12,5 µM 

Suite aux tests Live/Dead effectués (Figure 26), nous pouvons observer un 

changement de morphologie des PS-1 à la dose IC50, concentration requise pour 

inhiber 50 % de la viabilité cellulaire. En effet, sans traitement les PS-1 sont très 

allongées et fusiformes alors qu’une fois sous traitement, nous constatons qu’elles 

sont plus grosses. Ce marquage ne nous permet pas d’observer de changement 
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morphologique des Capan-2. Enfin, il n’y a pas de différence notable entre la condition 

statique et la condition fluidique au niveau morphologique. 

En mono-culture, nous pouvons observer que seuls les plus gros sphéroïdes formés 

par les Capan-2 ont survécu aux traitements. Tandis que dans les co-cultures, il 

semblerait que la mortalité des PS-1 soit supérieure à celle des Capan-2, même pour 

les plus petits sphéroïdes.  

 

Figure 26. Etude de la viabilité cellulaire dans le modèle 3D microfluidique. A) Sans traitement (NT). B) Dose IC50 du 
protocole FOLFIRINOX. Cellules Capan-2 en monoculture et co-culture (CC) avec des PS-1. Marquage des cellules 
vivantes en vert avec de la Calcein AM (Live) et des cellules mortes en rouge avec du EthD-1 (Dead). 3D : culture dans 
un dispositif microfluidique contenant BIOMIMESYS® Oncology + collagène I. S : Statique, F : Fluidique. Imagerie 
confocale : échelle 50 µm. 

Ces tests nous ont permis de tracer les courbes de viabilité et de calculer l’IC50 pour 

chaque condition testée (Figure 27 et Tableau 7). Les résultats obtenus sur les cultures 

2D montrent que les PS-1 sont plus sensibles au traitement que les Capan-2 avec un 

IC50 6 fois plus petit. Ce résultat va dans le sens des observations faites en co-culture 

dans notre système microfluique (Figure 26).  

En ce qui concerne les résultats obtenus avec le modèle 3D microfluidique, nous 

observons une augmentation significative de l’IC50 par rapport à la culture 2D classique 

des Capan-2. Nous obtenons respectivement des valeurs 1,4 et 12,1 fois plus élevées 

pour la mono-culture statique et fluidique, ainsi que 1,36 et 5,3 fois plus élevées pour 

la co-culture statique et fluidique. 



81 

 

 

Figure 27. Etude de la viabilité cellulaire sous traitement FOLFIRINOX. A) courbe de survie des différentes conditions de 
cultures. B) IC50 des différentes conditions calculées par régression non linéaire avec GraphPad. 3D : culture dans un 
dispositif microfluidique contenant BIOMIMESYS® Oncology + collagène I, S : Statique, F : Fluidique. n=3, moyenne + 
écart type. P < 0.01 (**) et P < 0.001 (***). 

Finalement, ces résultats montrent que suivant le modèle proposé et sa pertinence 

physiologique, l’IC50 évolue de manière différente traduisant ainsi une 

chimiorésistance accrue des modèles 3D microfluidiques en comparaison aux cultures 

2D et 3D classiques. Il est donc important de prendre en compte les PSC, la MEC et 

le flux interstitiel pour développer un modèle d’étude in vitro plus proche de la réalité 

in vivo du PDAC. 

Tableau 7. IC50 des différentes conditions calculées par régression non linéaire avec GraphPad. Concentration des 
drogues associées à la dose IC50. 2D : monoculture classique sur plaque 3D : culture dans un dispositif microfluidique 
contenant BIOMIMESYS® Oncology et du collagène I (2 mg/ml), S : Statique, F : Fluidique. 

 PS-1 2D Capan-2 

2D 

Capan-2 

3D S 

Capan-2 

3D F 

Co-culture 

3D S 

Co-culture 

3D F 

Dose IC50 4,82 5,28 5,73 6,64 5,72 6,28 

5-FU 3,28 µM 21,12 µM 29,2 µM 256 µM 28,8 µM 112 µM 

OXA 0,41 µM 2,64 µM 3,65 µM 32 µM 3,6 µM 14 µM 

SN-38 10,25 nM 66 nM 91,25 nM 0,8 µM 90 nM 0,35 µM 

  



82 

 

V. Etude de l’expression des marqueurs d’intérêt sous traitement avec le 

protocole FOLFIRINOX 

Dans cette partie, nous avons traité les différentes conditions de culture à leur dose 

IC50 correspondante. Ensuite, afin d’étudier l’effet du FOLFIRINOX sur les marqueurs 

d’intérêt, nous avons réalisé des immunomarquages fluorescents qui nous ont permis 

de quantifier l’expression de chaque protéine. 

La première observation valable pour l’ensemble des résultats est que la condition 

fluidique influe indirectement sur l’expression des protéines sélectionnées. Il est 

important de dire indirectement car les valeurs d’IC50 dépendent de la condition 

fluidique, et de préciser que l’expression associée à cette dose elle, ne varie pas en 

fonction des conditions. Nous avons donc des expressions quasi-identiques entre les 

conditions statiques et fluidiques. Afin de visualiser un effet du flux, il faudrait traiter 

toutes les conditions avec une dose identique mais nous n’aurions alors pas les 

mêmes effets en raison d’un stress différent lié à la chimiothérapie.  

 

Figure 28. Etude de l’expression de l’E-Cadhérine et la vimentine, sans traitement (NT), des cellules Capan-2 en 
monoculture et co-culture (CC) avec des PS-1 cultivées dans un dispositif microfluidique contenant BIOMIMESYS® 
Oncology + collagène I. Dilution des anticorps primaires 1/100 et 1/200 pour les secondaires. Co-marquage avec le 
Hoechst (noyau). S : Statique, F : Fluidique. Imagerie confocale : échelle 50 µm. 



83 

 

Nous observons une diminution et un changement de localisation de l’expression de 

l’E-Cadhérine dans les Capan-2. En culture 3D, S et F non traité, l’E-Cadhérine est 

fortement exprimée de manière membranaire. Une fois en co-culture avec les PS-1, 

son expression reste importante mais la localisation est plutôt cytoplasmique. Ces 

observations s’accentuent sous traitement. En effet, en mono-culture son expression 

est faible et entièrement cytoplasmique puis disparaît quasiment en co-culture (Figures 

28, 29 et 31). Parallèlement, l’expression de la vimentine, non présente initialement 

dans les Capan-2, apparaît une fois en co-culture avec les PSC (Figures 30 et 32). 

Sous traitement, les résultats obtenus vont dans le sens inverse de l’expression de l’E-

Cadhérine, c’est dire que nous observons une expression importante de la vimentine 

en mono-culture et de manière encore plus accrue en co-culture (Figure 30 et 32).  

 

Figure 29. Etude de l’expression de l’E-Cadhérine et la vimentine, à la dose IC50 du protocole FOLFIRINOX, des cellules 
Capan-2 en monoculture et co-culture (CC) avec des PS-1 cultivées dans un dispositif microfluidique contenant 
BIOMIMESYS® Oncology + collagène I. Dilution des anticorps primaires 1/100 et 1/200 pour les secondaires. Co-
marquage avec le Hoechst (noyau). S : Statique, F : Fluidique. Imagerie confocale : échelle 50 µm. 

Les observations des résultats sans traitement montrent la promotion possible d’un 

phénotype dédifférencié des Capan-2 par les PS-1 en co-culture avec la néo 

expression de la vimentine, tandis que les résultats suite au traitement indiquent 

l’induction d’un phénomène de type TEM par le FOLFIRINOX. 
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Pour les PS-1, nous observons une diminution de l’expression de la vimentine (-50%), 

de la fibronectine (-50%) et l’α-SMA (-25%) après traitement (Figures 29, 30 et 32). 

Nous remarquons que la fibronectine est sécrétée de manière très diffuse dans 

l’intégralité de la matrice sans traitement, alors qu’elle est localisée de manière plus 

intense autour des PS-1 et des amas tumoraux, agissant comme une barrière 

protectrice sous FOLFIRINOX (Figure 31). 

 

Figure 30. Etude de l’expression de la fibronectine et l’α-SMA, sans traitement (NT) et à la dose IC50 du protocole 
FOLFIRINOX, des cellules PS-1 en co-culture (CC) avec des Capan-2 cultivées dans un dispositif microfluidique 
contenant BIOMIMESYS® Oncology + collagène I. Dilution des anticorps primaires 1/100 et 1/200 pour les secondaires. 
Co-marquage avec le Hoechst (noyau). S : Statique, F : Fluidique. Imagerie confocale : échelle 50 µm. 

Toutefois, les expressions de ces marqueurs étant normalisées par rapport à 

l’expression du noyau (marquage Hoechst) ces résultats sont à interpréter avec 

précaution car nous observons une augmentation de la taille des noyaux sous 

traitement. En effet, nous mettons en évidence un changement de morphologie des 

PS-1 sous traitement. Celles-ci sont moins allongées, plus grosses et avec un gros 

noyau. Ceci est un signe de souffrance cellulaire. Nous avons quantifié cette 

observation en calculant le facteur de circularité définit par : 𝑓 =
4×𝜋×𝑎𝑖𝑟𝑒 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑐𝑒𝑙𝑙𝑢𝑙𝑒

(𝑝𝑒𝑟𝑖𝑚è𝑡𝑟𝑒 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑐𝑒𝑙𝑙𝑢𝑙𝑒)²
. 

Si ce rapport équivaut à 1, alors la cellule est parfaitement ronde, tandis que si on 
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approche de 0 elle est très allongée. Nous passons ici de 0,11 sans traitement à 0,31 

avec (Figure 33). Cette observation pourrait être due à de la sénescence ou à de 

l’apoptose provoquée par le traitement [244], [245]. 

 

Figure 31. Analyse de l’expression de l’E-Cadhérine et la vimentine dans les cellules Capan-2, à la dose IC50 (T) du 
protocole FOLFIRINOX, en monoculture et co-culture avec des PS-1 cultivées dans un dispositif microfluidique 
contenant BIOMIMESYS® Oncology et du collagène I (2 mg/ml). Résultats normalisés par rapport à l’ADN en utilisant le 
signal du Hoechst. S : Statique, F : Fluidique. n=3, moyenne + écart type. P < 0.01 (**) et P < 0.001 (***). 

 

Figure 32. Analyse de l’expression de la vimentine, l’α-SMA et la fibronectine dans les cellules PS-1, à la dose IC50 (T) du 
protocole FOLFIRINOX, en co-culture avec des Capan-2 cultivées dans un dispositif microfluidique contenant 
BIOMIMESYS® Oncology et du collagène I (2 mg/ml). Résultats normalisés par rapport à l’ADN en utilisant le signal du 
Hoechst. S : Statique, F : Fluidique. n=3, moyenne + écart type. P < 0.01 (**) et P < 0.001 (***). 

 

Figure 33. Analyse de la circularité des cellules PS-1, à la dose IC50 (T) du protocole FOLFIRINOX, en co-culture avec des 
Capan-2 cultivées dans un dispositif microfluidique contenant BIOMIMESYS® Oncology et du collagène I (2 mg/ml). S : 
Statique, F : Fluidique. n=3, moyenne + écart type. P < 0.001 (***). 
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VI. Discussion 

Dans cette deuxième partie de nos travaux, nous avons montré l’apport de notre 

modèle de culture 3D in vitro microfluidique à l’étude de la chimiorésistance du PDAC 

vis-à-vis du protocole FOLFIRINOX et des interactions tumeur-stroma. Cette étude fait 

ressortir l’importance des paramètres physiologiques suivants : 

- La culture 3D et microfluidique permettant la modélisation de la cinétique d’un 

protocole multidrogues complexe et ayant un effet sur la réponse des cellules à 

ces mêmes drogues. 

- La co-culture cellules tumorales avec des PSC qui influe sur l’IC50 et la TEM. 

Il existe plusieurs points sensibles concernant la modélisation proposée du protocole 

FOLFIRINOX dans notre système. Pourquoi effectuer un bolus (OXA, SN-38, 5-FU) 

alors que ces drogues sont injectées en perfusion continue dans le protocole clinique ? 

Pourquoi effectuer une perfusion continue de 5-FU durant 72 h contre 46 h dans le 

protocole clinique ? Quelles sont les limites de l’évaluation graphique des 

concentrations tissulaires ? 

Pour répondre à la première question, en observant les courbes pharmacocinétiques 

des concentrations des différentes drogues (Figure 34), on constate que la 

chimiothérapie arrive dans la tumeur sous forme d’un pic de concentration bien que la 

perfusion soit continue et non sous forme de bolus. Nous avons donc voulu reproduire 

ce phénomène de pic via le bolus appliqué.  

Concernant le deuxième point, le protocole clinique de perfusion est en effet appliqué 

sur 48 h, mais la clairance des molécules des tissus, notamment de l’oxaliplatine et du 

SN-38, s’effectue au-delà de 72 h. La tumeur est donc en contact avec la 

chimiothérapie pendant ce temps. Cette observation valide ainsi notre protocole. 

Enfin, l’estimation des concentrations par une méthode graphique induit un biais de 

par sa nature. En effet, l’analyse graphique est source d’erreurs de type 

observationnel, comme l’appréciation de chacun ou la limitation intrinsèque de la 

précision de l’échelle de mesure sur les axes. Le biais provient également, d’une part, 

de l’étude pharmacocinétique servant de référence elle-même, car le nombre de 

patients participant est très faible, et d’autre part, de la variabilité interindividuelle, car 

chaque patient métabolise de manière différente les molécules et la concentration 

mesurée sera alors dépendante du patient [242].  



87 

 

Cependant, la méthode mise en place nous permet d’obtenir une approximation de la 

concentration moyenne de chacune des drogues du protocole FOLFIRINOX. Qui plus 

est, les résultats obtenus avec cette modélisation, durant la thèse ou au laboratoire 

(groupe du Dr Vincent), semblent cohérents avec les observations cliniques et les 

autres études en cours sur le PDAC. 

 

Figure 34. Courbes pharmacocinétiques du 5-FU (A), de l’oxaliplatine (B) et du SN-38 (C) adapté de Deyme et al. [241]. 
La flèche orange représente le pic de concentration. 

Les essais réalisés avec cette modélisation de protocole FOLFIRINOX montrent un 

décalage d’IC50 significatif entre la culture 2D classique, la culture 3D et la co-culture, 

à la fois en statique et en fluidique. Un décalage avec des ordres de grandeurs 

identiques a pu être mis en évidence pour les traitements à base de gemcitabine, 

cisplatine et paclitaxel en système fluidique (Tableau 8). 
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Tableau 8. Comparaison du décalage de l'IC50 en fonction des modèles d'études du PDAC. CC : co-culture, S : statique, 
F : fluidique. 

 2D 3D S 3D F CC 3D S CC 3D F Réf. 

Gemcitabine 
31 nM 

85 nM 

(2,7x 2D) 

277 nM 

(8,9x 2D) 
- - [180] 

Paclitaxel 
0,2 nM - - - 

100 nM 

(500x 2D) 
[184] 

Cisplatine  
3 nM 

15 nM 

(5x 2D) 

100 nM 

(33,3x 3D) 
- - [178] 

SN-38 dans 

notre modèle 
66 nM 

91,25 nM 

(1,4x 2D) 

800 nM 

(12,1x 2D) 

90 nM 

(1,36x 2D) 

350 nM 

(5,3x 2D) 
- 

Cette observation démontre l’importance des modèles in vitro 3D microfluidique de 

tumeurs afin de permettre l’étude ou le développement de nouvelles thérapies pour le 

PDAC [178], [180], [184]. 

Cependant, la pertinence de l’IC50 en co-culture est toutefois à considérer avec 

précaution car nous avons certes atteint une inhibition de 50% mais parmi les cellules 

mortes, avons-nous tué plus de PSC ?, plus sensibles à la chimiothérapie d’après 

notre modèle 2D, plus de cellules tumorales ? ou une répartition équitable ? Les 

protocoles actuels ne nous permettent pas de quantifier cette information. Toutefois, 

d’un point de vue visuel, il semblerait que la mortalité cellulaire soit plus importante 

pour les PSC. 

Il peut y avoir plusieurs explications à la mortalité supérieure des PS-1 par rapport aux 

Capan-2. La première est la métabolisation et l'accession de la drogue à la cellule. Les 

Capan-2 sont des cellules épithéliales, ce qui se traduit phénotypiquement par un 

ensemble très compact de cellules (îlots en 2D et sphéroïdes en 3D). Or, ce phénotype 

est propice à entraver l'accessibilité des drogues, car l’épithélium formé agit comme 

une barrière et la drogue passe donc difficilement à travers pour toucher les cellules 

au cœur des îlots/sphères ; ce qui est finalement le rôle premier d'un épithélium : faire 

barrage aux agressions et protéger le milieu intérieur. La deuxième raison peut être la 

résistance intrinsèque des cellules. Dans ce cas, les Capan-2 mettraient naturellement 

en place davantage de mécanismes de chimiorésistance comme l’activation de 

pompes permettant de transporter les drogues en dehors des cellules. 
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Bien qu’observé dans plusieurs études, ce décalage d’IC50 peut être remis en question 

sur deux points. Le premier concerne le PDMS et sa capacité à absorber les 

molécules, ce qui n’a malheureusement pas pu être quantifié. Le second point porte 

sur la distribution bi-compartimentale des chimiothérapies simulées par notre système. 

Les cellules reçoivent-elles exactement la concentration injectée ? Cet aspect est 

toutefois mis en évidence par notre expérience sur le transport de masse qui montre 

que nous obtenons bien une concentration identique dans la zone de convection du 

canal central et dans les canaux latéraux. 

Parmi les trois drogues associées, celle ayant l’effet cytotoxique le plus important est 

l’irinotécan/SN-38. En comparant nos résultats avec une étude réalisée sur 34 lignées 

pancréatiques traitées avec 8 drogues différentes, dont l’irinotécan [246], la moyenne 

des IC50 obtenues dans cette étude en culture 2D classique avec l’irinotécan est de 

3 602 nM et la médiane de 1 924 nM. Les valeurs, allant de 144 nM à 10 000 nM, 

prouvent qu’il existe une grande variabilité en termes de réponse aux chimiothérapies 

au sein des tumeurs. Ceci montre le besoin d’apporter une thérapie personnalisée et 

la nécessité de développer des plateformes de criblage à haut débit. Si les valeurs de 

l’étude sont ramenées à une concentration de SN-38 métabolisé à 5%, nous obtenons 

une moyenne de 180 nM et une médiane de 96 nM ce qui est en accord avec nos 

résultats (Tableau 8). 

L'effet cytotoxique de l'irinotécan/SN-38 est lié à l'inactivation de SMAD411 régulant 

ainsi la voie du TGF-β [246]. Bien que l'inactivation ou la perte de SMAD4 se produise 

dans la majorité des tumeurs du pancréas, cibler SMAD4 comme traitement du PDAC 

peut aussi être un échec en raison de la présence de voies de signalisation du TGF-β 

indépendantes de SMAD4 [247], [248]. En effet, il a été montré que dans des lignées 

cellulaires de PDAC déficientes en SMAD4, l'activation et la production du TGF-β se 

faisait de manière autocrine [249], [250]. Dans notre cas, les Capan-2 présentent 

naturellement une expression de SMAD4 et donc une chimiorésistance intrinsèque 

accrue [215]. 

La production de TGF-β par les cellules tumorales active les PSC qui, à leur tour, 

sécrètent divers facteurs dont les EGF, les FGF et le collagène I. Cette activation des 

PSC favorise la TEM [251]–[253] ainsi que la croissance tumorale, l'invasion et la 

 
11 SMAD4 est le coactivateur et le médiateur de la transduction requis pour la signalisation médiée par 
le TGF-β 
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résistance à la chimiothérapie [254]. Il a été démontré que l'expression de marqueurs 

liés à la TEM, tels que la vimentine et le TGF-β, était plus élevée dans les sphéroïdes 

co-cultivés avec des PSC que dans les sphéroïdes mono-cultivés [179]. Un autre 

facteur jouant un rôle dans la TEM est la pression du liquide interstitiel (PLI), son effet 

sur les cellules tumorales module l’expression de la vimentine et de l’E-Cadhérine 

conduisant vers un phénotype mésenchymateux [255]. 

D’après les résultats obtenus, nous avons choisi d’explorer la TEM induite par les PSC 

et la chimiothérapie car nous n’observons aucune différence d’expression des 

marqueurs clés en présence du flux interstitiel. Des études ont montré que les PSC 

activées peuvent induire la TEM en diminuant le niveau d’E-Cadhérine et en 

augmentant le niveau de vimentine dans les cellules tumorales par la sécrétion 

abondante d’EGF, de TGF-β et de FGF [256], [257]. Par ailleurs, il a été clairement 

démontré que le TGF-β est un acteur majeur de la TEM [258]–[261]. Dans le contexte 

du PDAC, l’expression du TGF-β pourrait favoriser le développement tumoral, 

notamment par l’activation des PSC et l’induction de la TEM des cellules cancéreuses 

favorisant la formation de métastases [262]–[264]. Nous validons ainsi les résultats 

obtenus. Cependant, il serait intéressant de valider ces résultats en étudiant 

l’expression des facteurs de transcription impliqués dans la TEM tels que ZEB-1 ou 

SNAIL [26]. Malheureusement, cette analyse doit être faite par RT-qPCR et/ou 

Western blot et nécessite la récupération des cellules dans le dispositif. 

En plus de la TEM, il semblerait que les fibroblastes induisent un phénotype 

dédifférencié d’après la néo expression de la vimentine lors de la co-culture sans 

traitement. Cette dédifférenciation pourrait mener à un phénotype souche. Les cellules 

souches cancéreuses sont caractérisées par leur chimiorésistance et leur capacité à 

reformer une tumeur après un traitement. Plusieurs études vont dans ce sens et 

montrent que les PSC favorisent l’apparition du phénotype souche par la sécrétion de 

TGF-β [82], [265]. Néanmoins, nous ne pouvons affirmer ce résultat car nous 

n’étudions que l’expression de la vimentine. Pour aller plus loin, il serait intéressant de 

démontrer la présence des transporteurs ABC, de CD133 ou C-MET qui sont des 

marqueurs caractéristiques des cellules souches cancéreuses [266], [267].  

Nous remarquons donc l’importance du TGF-β dans ces processus de 

chimiorésistance, ce qui confirme des précédents résultats du laboratoire [268]–[270]. 

Il serait intéressant d’étudier cette voie de signalisation et les mécanismes liés afin de 
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comprendre son effet global. Une thérapie permettant de bloquer les différentes voies 

de production du TGF-β dans la tumeur serait intéressante. 

L’observation de la TEM et de la promotion d’un phénotype de type souche sous 

traitement FOLFIRINOX des cellules du PDAC (PANC-1 et MiaPaCa-2) a aussi été 

faite au laboratoire par le groupe du Dr Vincent dans des cultures 2D et 3D classiques. 

Leur étude montre que ces mécanismes de chimiorésistance interviennent dans les 

jours suivant le traitement plutôt que pendant celui-ci. Nos résultats seraient donc une 

phase de mise en place de ces phénomènes. Afin de valider ces observations, il serait 

intéressant de prolonger le protocole sur un temps plus long.  

La diminution de l’expression d'α-SMA réduit l'activité contractile des PSC et permet 

une baisse de la rigidité de la MEC [271]. La réduction de sécrétion de fibronectine 

permet de diminuer la fibrose et donc de réduire la rigidité de la MEC. Nous avons vu 

en introduction que plus la MEC est dense, plus elle agit comme une barrière face aux 

chimiothérapies. Nous montrons ici l’impact du FOLFIRINOX sur les PSC permettant 

de dédensifier la MEC et un transport plus efficace des molécules. D’autre part, notre 

modèle ne simule que la première cure, alors que le traitement est répété tous les 14 

jours (Thésaurus National de Cancérologie Digestive - Chapitre 9 : Cancer du 

pancréas - 27/06/2018). Il pourrait alors, dans un premier temps, réduire la quantité de 

stroma puis ciblerait la tumeur par la suite. Cependant, les résultats obtenus au 

laboratoire par le Dr Vincent démontrent la possibilité d’une chimiorésistance acquise 

en post traitement et remettent donc en cause cette hypothèse. Nous avons aussi 

montré en introduction que le ciblage du stroma pouvait avoir un effet pro-tumorigène 

et induirait donc une augmentation de la chimiorésistance. 

L’augmentation de volume des PS-1 est un signe de souffrance cellulaire qui a pu être 

observée sur des cellules tumorales ou des fibroblastes avec des traitements à base 

de cisplatine [245] ou de paclitaxel [244]. Cette observation pourrait être le signe de la 

sénescence des PS-1 caractérisée par un nombre de cellules réduit mais de plus gros 

volume [272], sénescence qui serait alors induite par le FOLFIRINOX. La sénescence 

a  également a été observée avec d’autres thérapies sur les fibroblastes [244] ou sur 

les cellules tumorales [273]. Il est décrit que la sénescence des cellules stellaires dans 

le foie se traduit par une augmentation de la taille des cellules ainsi qu’une réduction 

de la sécrétion de fibronectine, mais les PSC restent activées avec une expression de 

l’α-SMA et de la vimentine constante [274]. Ces résultats vont en partie dans le sens 
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de nos observations avec une nette réduction de la fibronectine et de l’activation des 

PSC. Néanmoins, nous observons une diminution des marqueurs d’activation. Cette 

différence serait due à notre méthode d’analyse normalisant l’expression des 

marqueurs sur l’expression du noyau, or le noyau est ici plus gros donc le rapport sera 

plus faible. Bien que la méthode d’analyse semble fiable, nous atteignons ici les limites 

de la microscopie à fluorescence en termes de méthode quantitative, d’où la nécessité 

de pouvoir récupérer les cellules dans le système. Enfin, la sénescence a un effet pro-

tumorigène et participe à la chimioresistance [244], [275]. Ceci expliquerait pourquoi 

nous avons un décalage d’IC50 entre la co-culture et la monoculture. Les facteurs 

inflammatoires sécrétés par les cellules sénescentes favorisent divers aspects de la 

tumorigenèse, y compris la prolifération des cellules cancéreuses, de la migration, du 

pouvoir invasif et de la TEM [244]. Une étude de co-culture in vitro de lignées 

cellulaires épithéliales prénéoplasiques avec des fibroblastes pulmonaires sénescents 

a démontré que le taux de prolifération des cellules épithéliales prénéoplasiques était 

plus rapide que celui des co-cultures avec des fibroblastes non sénescents [276]. 

 

Figure 35. Visualisation des petits noyaux hyperchromatiques des PSC sous traitement (flèche rouge) 

Le gonflement des cellules observé pourrait aussi être dû à de l’apoptose [245]. Après 

traitement, des observations rapportent un changement dystrophique prononcé, avec 

un cytoplasme volumineux, des noyaux élargis et gonflés ou de petits noyaux 

hyperchromatiques de forme irrégulière ce que nous observons également (Figure 35). 

La différence entre les deux états est que l’apoptose est un mécanisme de mort 

cellulaire, tandis que la sénescence entraîne l’arrêt du cycle cellulaire.  
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Afin de vérifier lequel de ces processus est en action, il faudrait alors prolonger le 

protocole de modélisation après traitement puis évaluer la prolifération des PSC par 

marquage du Ki67 ou l’incorporation de 5-Ethynyl-2'-désoxyuridine (Edu), et leur 

viabilité par un test Live/Dead.  

Finalement, ces résultats, bien que préliminaires, montrent l’intérêt de notre modèle 

de co-culture in vitro 3D microfluidique pour l’étude et la compréhension des 

mécanismes de chimiorésistance du PDAC vis-à-vis des chimiothérapies incluant le 

protocole FOLFIRINOX. Ce système a aussi permis de modéliser la dynamique d’un 

protocole complexe et de visualiser des processus de TEM et/ou de promotion de 

dédifférenciation.  
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Chapitre 4 : Conclusions et Perspectives 

I. Conclusions 

Ces travaux de thèse ont permis de développer un système complexe de co-culture in 

vitro 3D et microfluidique dans le but de répondre à un besoin identifié des chercheurs, 

faire évoluer les modèles d’études actuels pouvant démontrer certaines limites 

notamment en termes de pertinence physiologique. En réponse à cette demande, 

notre modèle a été conçu afin de représenter de manière pertinente le 

microenvironnement physiologique du PDAC et de combiner dans un même 

système, une matrice permettant de reproduire l’environnement 3D, une co-culture de 

PSC avec des cellules tumorales recréant l’hétérogénéité cellulaire au sein d’une 

tumeur pancréatique et une perfusion mimant la vascularisation. 

La faisabilité de ce modèle a été montrée après une étude numérique dans un premier 

temps, nous permettant de modéliser le remplissage puis de calculer les paramètres 

pertinents comme la vitesse d’écoulement ou le transport de masse. Nous avons 

ensuite validé cette approche expérimentalement, les points critiques étant le 

remplissage du système, le maintien de la culture, l’activation des PSC (paramètre 

important pour l’étude des interactions tumeur-stroma) et la génération d’un flux 

interstitiel. La matrice extracellulaire ayant répondu à nos critères est une association 

de collagène I et de HA créant une structure rigide proche des conditions in vivo. Elle 

permet le maintien de la culture à long terme en ne se dégradant pas ou peu sous 

l’effet de la perfusion ainsi qu’une activation des PSC. La vitesse de perfusion choisie 

permet quant à elle d’appliquer un flux interstitiel équivalent à celui observé dans le 

microenvironnement in vivo, induisant une pression hydrostatique et une contrainte de 

cisaillement sur les cellules.  

La perfusion est aussi utilisée pour modéliser la cinétique d’un protocole multidrogues 

complexe, le FOLFIRINOX, jusque-là non référencé. Cette approche est rendue 

possible grâce aux dosages en temps réel des drogues via les canaux microfluidiques 

simulant ainsi le phénomène de bi-compartimentalité observée in vivo. Ceci constitue 

un réel avantage pour étudier la chimiorésistance. Les résultats obtenus montrent une 

chimiorésistance accrue des cellules tumorales dans notre modèle. En effet, le 

microenvironnement et la co-culture des cellules tumorales avec des PSC influent 

directement sur l’IC50. Nous avons aussi montré la mise en place d’un processus ayant 

des caractéristiques de la TEM à la fois en mono et en co-culture et d’une possible 
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promotion d’un phénotype dédifférencié (de type souche ?) des cellules tumorales par 

les PSC activées. 

Finalement, nous présentons dans cette thèse un modèle innovant pour étudier la 

chimiorésistance et les interactions tumeur-stroma dans le PDAC. Avec l’apport 

d’améliorations technologiques et techniques supplémentaires, ce modèle pourrait 

devenir un réel outil d’analyse et de criblage à haut débit pour l’étude de nouvelles 

thérapies ou l’application de protocoles personnalisés. 

II. Perspectives 

Suite à ces travaux, de nombreuses perspectives d’aspects technologiques et 

biologiques sont envisageables.  

Nous avons pu montrer dans un premier temps, les limitations technologiques de notre 

modèle qui nécessitent des améliorations dans le dispositif. Tout d’abord, fournir un 

système ou une méthode permettant la récupération des cellules semble être une 

priorité afin de pouvoir mettre en œuvre d’autres techniques d’analyses biologiques 

et/ou biochimiques.  

Deuxièmement, améliorer la méthode de remplissage et l’interface MEC/fluide, ce qui 

permettra une utilisation simplifiée du système et l’accès à l’ensemble des solutions 

existantes pour modéliser la MEC du PDAC. Cette modification facilitera la suivante 

qui est la parallélisation et la mise en place de systèmes à haut débit. En effet, cette 

limitation actuelle rend l’étude longue et fastidieuse, 3 analyses par semaine dans 

notre cas, alors qu’une simple plaque, certes moins pertinente physiologiquement, 

permet d’analyser un très grand nombre de conditions en parallèle. Une réflexion sur 

une géométrie prenant en compte ce point est nécessaire si nous souhaitons 

démocratiser notre modèle. Ce point semblant futile est un réel frein à l’utilisation de 

notre système par les biologistes.  

Enfin, l’ajout de capteurs permettant de mesurer la pression in situ ou les 

concentrations en temps réel en glucose, oxygène ou chimiothérapie semble 

envisageable et permettrait d’affirmer clairement que nous contrôlons précisément le 

microenvironnement du système. 

Du point de vue biologique, il serait intéressant d’approfondir nos résultats qui ne sont 

pour le moment que préliminaires. L’étude de la voie du TGF-β semble indispensable 

pour comprendre les mécanismes de chimiorésistance, tel que la TEM, ainsi que les 
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interactions tumeur-stroma. Tout comme l’étude des protéines de résistance aux 

drogues de la famille des MRP, très actives dans les cellules chimiorésistantes à la 

gemcitabine, qui ne sont pas mises en évidence dans notre modèle avec le 

FOLFIRINOX. Ou encore l’étude de l’expression des facteurs de transcription 

impliqués dans la TEM tels que ZEB-1 ou SNAIL [26].  

Pour aller plus loin sur la promotion d’un phénotype dédifférencié de type souche lors 

de la co-culture entre les PSC et les cellules tumorales, il serait intéressant de montrer 

ou non la présence des transporteurs ABC, de CD133 ou C-MET qui sont des 

marqueurs caractéristiques des cellules souches cancéreuses [266]. Puis, afin de 

prolonger nos observations sur la sénescence ou l’apoptose des PSC, une étude du 

facteur de transcription p53 ou la β-galactosidase, ayant un rôle clé dans la 

sénescence, semble nécessaire afin de déterminer si ce processus est en place dans 

les PS-1 [277], [278]. Pour l’apoptose, il serait intéressant d’étudier les marqueurs de 

la famille des facteurs de nécrose tumorale (TNF) [279]. Ces expériences nécessitent 

un rallongement du protocole d’analyse au-delà du simple traitement. D’autres 

analyses complémentaires peuvent être effectuées, notamment une étude sur la 

prolifération cellulaire des PSC ainsi que des cellules tumorales avec le marqueur Ki67 

afin d’évaluer l’effet de la chimiothérapie sur ce paramètre. 

Le modèle actuel ne se basant que sur une lignée de PSC et une lignée tumorale, il 

serait intéressant de généraliser nos résultats avec d’autres lignées. En effet, nous 

avons pu voir qu’il existait une grande variabilité en termes de réponses aux 

chimiothérapies au sein des tumeurs et qu’un seul modèle ne peut conclure sur 

l’ensemble des mécanismes. 

La société HCS Pharma proposant une personnalisation des propriétés de 

Biomimesys® Oncology, il serait intéressant de faire varier la rigidité de la matrice dans 

notre modèle et d’étudier l’influence de ce changement sur les cellules tumorales et 

stellaires ainsi que sur leur réponse aux chimiothérapies. 

Enfin, notre modélisation est centrée sur une chimiorésistance intrinsèque des 

cellules, l’étude de l’acquisition de la résistance après traitement, qui intéresse aussi 

notre laboratoire ainsi que la communauté scientifique, semble intéressante et 

complémentaire. Pour cela, une méthode simple d’allongement du protocole peut être 

mise en place avec une étude après plusieurs cures. Cet allongement peut aussi être 

fait en parallèle de l’étude sur la sénescence et l’apoptose.  
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I. Microfabrication 

1. Réactifs 

Nom Marque Référence 

Acide sulfurique (H2SO4) 96% Technic - 

Peroxyde d’hydrogène (H2O2) 30% VLSI Technic - 

IPA (C3H8O) Technic - 

Wafer en Silicium, 3 pouces, SSP - - 

SU-8 2075 MicroChem #Y111074 0500L 1GL 

Développer SU-8 MicroChem #Y020100 

SYLGARD™ 184 Silicone Elastomer Kit Dow #1673921 

Lame de verre (76x26x1 mm) Marienfeld #1000000 

2. Fabrication du dispositif 

L’intégralité du protocole de fabrication s’effectue en salle blanche (IEMN) 

Etape 1 : Préparation 

- Environ 2 h avant, mettre la SU-8 2075 à T° amb 

Etape 2 : Préparation des wafers 

- Sous hotte avec protections : préparer un bécher de solution « piranha » : 

H2SO4 + H2O2 (ratio (v/v) 3:1). Attention, verser le peroxyde d’hydrogène dans 

l’acide sulfurique 

- Préparer deux béchers de rinçage avec de l’eau 

- Plonger le wafer dans la solution « piranha » pendant 1 min 

- Effectuer un premier rinçage de 1 min dans le 1er bécher 

- Effectuer un deuxième rinçage de 1 min dans le 2ème bécher 

- Sécher le wafer avec la soufflette à air. Attention de ne pas casser le wafer 

- Déshydrater le wafer pendant 10 min à 100°C 

- Laisser le wafer revenir à T° amb 

Etape 3 : Spin Coating 

- Placer le wafer dans le spin coater face polie vers le haut 

- Mettre environ 3 ml de SU-8 2075 sur le wafer et attendre que la résine s’étale 
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- Afin d’obtenir 100 µm d’épaisseur, programmer le spin coater : 

- Step 1 : 500 rpm, 100 rpm/sec, 10 sec 

- Step 2 : 2100 rpm, 300 rpm/sec, 30 sec 

Conseil : Il peut arriver que des bulles soient présentes après le spin coating, si c’est 

le cas, il faut les percer avec une aiguille puis laisser la résine s’étaler. 

Etape 4 : Cuisson post spin coating 

- Placer le wafer sur une plaque chauffante à 65°C pendant 5 min 

- En laissant le wafer sur la plaque, augmenter la température à 95°C et laisser 

20 min 

Conseil : Il peut arriver que l’état de surface se dégrade lors de la montée à 95°C, si 

c’est le cas, après les 20 min de cuisson, effectuer une descente en température en 

enlevant le wafer de la plaque. Une fois à température ambiante, le remettre sur la 

plaque. Répéter le cycle si nécessaire.  

Etape 5 : Exposition aux UV 

- Nettoyer le masque à l’IPA 

- Aligner le masque (partie en Chrome vers le wafer) et le wafer dans l’aligneur 

- Régler l’aligneur avec les paramètres suivants puis lancer l’insolation : 

- Temps d’exposition : 24 secondes (240 mJ/cm²) 

t(s)=Energie (mJ/cm²)/Puissance (mW/cm²) 

- Alignment Gap : 150 

- WEC offset : 0 

- WEC type : contact 

- Exposure type : soft 

Etape 6 : Cuisson post exposition 

- Directement après l’exposition, mettre le wafer à 95°C pendant 10 min sur 

plaque chauffante 

Etape 7 : Développement 

Note : la SU-8 étant une résine négative, l’étape de développement conduit à la 

dissolution de la résine non exposée, laissant ainsi la résine polymérisée sur le wafer 
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- Plonger le wafer dans un bécher de développeur SU-8 pendant 10 min sur un 

agitateur à bascule. Afin d’avoir une meilleure efficacité, changer le développeur 

au bout de 5 min pour en mettre du neuf. 

- Rincer le wafer dans un bécher d’IPA pendant 1 min 

- Sécher le wafer avec la soufflette à air. Attention de ne pas casser le wafer 

Etape 8 : Cuisson post développement 

- Placer le wafer sur une plaque chauffante à 100°C pendant 10 min 

- Une fois la cuisson effectuée, laisser le wafer revenir à température ambiante 

Etape 9 : Traitement de surface hydrophobe 

Avec un Plasmalab 80plus Oxford effectuer un dépôt de CHF3 sur le moule 

- Lancer avec les paramètres suivants : 200 sccm, 500mTorr, RF Power : 200 W, 

10 min 

Note : Après cette étape, le protocole peut être repris plus tard. Pour cela, conserver 

le ou les moules microstructurés en Si/SU-8 dans un endroit sec à l’abri de poussières 

Etape 10 : Moulage du PDMS (soft lithography) 

- Coller le moule microstructuré dans une boîte de Pétri avec du ruban adhésif 

double face 

- Préparer le PDMS (SYLDGARD™ 184) : Base Elastomère + Agent réticulant 

(ratio (p/p) 10:1). Attention : peser d’abord la base puis ajouter l’agent réticulant 

après. 

- Très bien homogénéiser puis dégazer dans une cloche à vide 

Conseil : Afin d’accélérer le processus de dégazage, il est possible d’effectuer des 

montées et descentes en pression sur plusieurs cycles 

- Verser le PDMS sur le moule puis dégazer à nouveau. Ce dégazage permet au 

PDMS d’aller dans toute la microstructure 

- Placer dans un four à 100°C pendant 2 h 

- Laisser revenir à température ambiante puis démouler le PDMS à l’aide d’un 

scalpel. Attention de ne pas casser le moule 

- Découper le PDMS à la taille des futurs dispositifs puis percer à l’emporte-pièce 

(Ø = 2 mm) les entrées et sorties du dispositifs afin de connecter les tubes 
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Etape 11 : Nettoyage du PDMS et des lames de verre 

- Préparer un bécher d’IPA et un bécher d’eau 

- Plonger le PDMS dans le bécher d’IPA 

- Placer le bécher dans un nettoyeur à ultrason contenant de l’eau 

- Régler à 100% et lancer le nettoyage pour une durée de 10 min 

- Rincer le PDMS dans le bécher d’eau puis sécher avec la soufflette à air  

- Coller du ruban adhésif (Scotch® Magic, 3M) sur la face structurée du PDMS 

- Répéter le même processus de nettoyage avec les lames de verre 

- Laisser le PDMS et les lames 24 h dans un endroit sec à l’abri de poussières. 

Ceci permet au PDMS de dégazer l’IPA 

Etape 12 : Collage du PDMS sur les lames de verre 

Avec un Plasmalab 80plus Oxford effectuer un traitement au plasmas O2 

- Retirer le ruban adhésif du PDMS 

- Placer le PDMS, face structurée vers le haut, et les lames dans le bâti 

- Lancer avec les paramètres suivants : 20 sccm, 200mTorr, RF Power : 75 W, 

15 sec 

- Dès le processus terminé, coller la face structurée du PDMS sur la face exposée 

de la lame de verre. Effectuer une pression afin de bien coller. 

- Placer les dispositifs dans un four à 100°C pendant 15 min 

Etape 13 : Finalisation du dispositif 

- Dans les trous prévus à cet effet, insérer les tubes en silicone (Ibidi, #10840) 

- Seller les tubes avec une goutte de PDMS 

- Placer dans un four à 100°C pendant 1h puis laisser revenir à température 

ambiante 

- Mettre les dispositifs dans une boîte de cône propre puis dans une gaine de 

stérilisation (Sterilsop®), sceller puis autoclaver (121°C pendant 20 min) 

3. Intégration de BIOMIMESYS® Oncology 

L’intégralité du protocole s’effectue chez HCS Pharma 

- Ouvrir les gaines et boîtes de cônes dans l’environnement propre proposé par 

HCS Pharma 
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- Utiliser des pinces pour tubes (Bürkle) afin de fermer les canaux latéraux des 

dispositifs 

- Injecter BIOMIMESYS® Oncology dans le canal central à l’aide d’une seringue 

à aiguille 

- Remettre les dispositifs remplis dans les boites de cônes puis les donner à 

l’équipe d’HCS Pharma afin qu’ils puissent effectuer la suite du protocole de 

lyophilisation 

- Une fois le processus terminé. Récupérer les boîtes contenant les dispositifs. 

Sceller dans une gaine de stérilisation (Sterilsop®). 

- Stocker en chambre froide à 4°C au laboratoire 

II. Culture cellulaire 

1. Conditions de culture 

Les cellules sont maintenues à 37 °C dans un incubateur régulé à 5 % de CO2 et une 

atmosphère humide saturée. Elles sont repiquées une fois par semaine, en travaillant 

dans des conditions stériles sous PSM de type II à flux laminaire. Enfin, le milieu de 

culture est changé tous les 2 jours. 

2. Lignée cellulaire 

PS-1 : Les PS-1 sont des cellules stellaires pancréatiques qui ont été isolées à partir 

d’un pancréas humain (UK Human TissueBank (Ethics approval; Trent MREC, 

05/MRE04/82)) puis immortalisées avec des rétrovirus contenant de l'ADNc codant 

pour la transcriptase inverse de la télomérase humaine (hTERT) puis sélectionnées 

avec de la puromycine (1 µg/ml) [198]. 

MiaPaCa-2 (ATCC® CRL-1420™) : La lignée cellulaire MiaPaCa-2 est issue d’une 

tumeur primaire d’un carcinome pancréatique chez un patient mâle de type caucasien 

(65 ans). Ce sont des cellules peu différenciées possédant une morphologie épithéliale 

fusiforme poussant en monocouche de façon adhérente [199]. 

PANC-1 (ATCC® CRL-1469™) : La lignée cellulaire PANC-1 est issue d’une tumeur 

primaire métastatique d’un carcinome du canal pancréatique chez un patient mâle de 

type caucasien (56 ans). Ce sont des cellules peu différenciées possédant une 

morphologie épithéliale ronde poussant en monocouche de façon adhérente [200]. 
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Capan-2 (ATCC® HTB-80™) : La lignée cellulaire Capan-2 est issue d’une tumeur 

primaire non métastatique d’un adénocarcinome pancréatique chez un patient mâle 

de type caucasien (56 ans). Ce sont des cellules bien différenciées possédant une 

morphologie épithéliale polygonale poussant en monocouche de façon adhérente 

[201]. 

3. Réactifs 

Nom Marque Référence 

DPBS (10X) Gibco #14200-067 

Trypsine-EDTA 0,05% (1X) Gibco #25300-054 

Trypsine-EDTA 0,25% (1X) Gibco #25200-056 

DMEM (1X) Gibco #41965-039 

DMEM/F-12 (1:1) (1X) Gibco #11320-074 

McCoy’s 5A Medium (1X) Gibco #26600-023 

FBS Gibco #10270-106 

L-Glutamine 200 Mm (100X) Gibco #25030-024 

Pénicilline Streptomycine (Pen Strep) Gibco #15140-122 

Puromycine InvivoGen #ant-pr-1 

Glycérol stérile - - 

Collagène I Rat Tail Corning #354236 

Matrigel™ Corning #356231 

Hydroxyde de sodium (NaOH) Sigma Aldrich #S5881 

4. Préparation des milieux de culture et DPBS 1X 

DPBS 1X : Dilution au 10ème (v/v) du DPBS 10X dans de l’eau milliQ stérile 

Milieu PS-1 : DMEM/F-12 + 10% (v/v) FBS + 1% (v/v) Pen Strep + 1 µg/ml Puromycine 

Milieu MiaPaCa-2 ATCC : DMEM + 10% (v/v) FBS + 1% (v/v) Pen Strep + 1% (v/v) 

L-Glutamine 

Milieu PANC-1 ATCC : DMEM + 10% (v/v) FBS + 1% (v/v) Pen Strep + 1% (v/v) L-

Glutamine 
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Milieu Capan-2 ATCC : McCoy’s 5A + 10% (v/v) FBS + 1% (v/v) Pen Strep + 1% (v/v) 

L-Glutamine 

5. Décongélation 

Etape 1 : Préparation 

- Environ 1 h avant, mettre les milieux au bain marie à 37°C 

- Nettoyer l’intérieur du PSM de type II avec du Surfa’Safe (ou produit similaire) 

et l’intégralité du matériel nécessaire avec de l’éthanol avant de le mettre sous 

le PSM. 

Etape 2 : Décongélation 

- Décongeler le cryotube au bain marie à 37°C 

- Reprendre le cryotube avec 10 ml de milieu complet à 37°C dans un tube à 

centrifuger 

Etape 3 : Centrifugation 

- Centrifuger à 1500 rpm pendant 5 min 

- Aspirer le milieu. Faire très attention de ne pas aspirer le culot 

- Reprendre le culot avec 1 ml de milieu complet. Bien Homogénéiser 

Etape 4 : Remise en culture 

- Remettre en culture dans deux T25 avec 5 ml de milieu complet, l’une contenant 

1/3 des cellules et l’autre 2/3 

- Incuber à 37°C 

6. Passage/Repiquage 

Etape 1 : Préparation 

- Environ 1 h avant, mettre les milieux au bain marie à 37°C et la Trypsine ainsi 

que le DPBS 1X à T° amb 

- Nettoyer l’intérieur du PSM de type II avec du Surfa’Safe (ou produit similaire) 

et l’intégralité du matériel nécessaire avec de l’éthanol avant de le mettre sous 

le PSM. 
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Etape 2 : Rinçage 

- Aspirer le milieu de culture usagé 

- Rincer le tapis cellulaire avec 5 ml de DPBS 1X (remuer légèrement pour bien 

nettoyer) puis aspirer 

Etape 3 : Décoller les cellules 

- Ajouter x ml Trypsine (x=2 ml pour une T25 et 4 ml pour une T75). Utiliser la 

Trypsine 0,25% pour les Capan-2 ATCC et la 0,05% pour les autres lignées 

- Incuber à 37°C 

- Tapoter régulièrement et observer le tapis cellulaire au microscope 

- Une fois les cellules décollées, inhiber la Trypsine par minimum 2,5 fois son 

volume en milieu complet puis récupérer la totalité dans un tube à centrifuger 

adapté 

Etape 4 : Centrifugation 

- Centrifuger à 1500 rpm pendant 5 min 

- Aspirer le milieu. Faire très attention de ne pas aspirer le culot 

- Reprendre le culot avec du milieu complet. Bien Homogénéiser 

Etape 5 : Comptage 

- Prélever 20 µl et ajouter 20 µl de bleu trypan (colorant vital). Bien homogénéiser 

- Nettoyer la lame de Malassez avec de l’éthanol 

- Compter manuellement les cellules sur la lame de Malassez puis faire les 

calculs. 

Conseil : Toujours compter de la même manière et utiliser les mêmes lames/lamelles 

Etape 6 : Repiquage 

- Préparer les boîtes et ajouter Nom, Numéro de passage, Nombre de cellules et 

Date 

- Ajouter les quantités de cellules calculées lors du comptage dans x ml de milieu 

complet (x=5 ml pour une T25 et 10 ml pour une T75) 

- Ajouter l’ensemble dans la T25 (ou T75) 

- Incuber à 37°C 
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7. Cryoconservation 

Suivre le protocole de passage/repiquage jusqu’à l’étape 5 (comptage) incluse. Puis 

passer à l’étape suivante : 

Etape 6 : Congélation 

- Préparer des cryotubes et ajouter Nom, Numéro de passage, Nombre de 

cellules et Date 

- Ajouter les doses calculées lors du comptage dans du milieu complet afin 

d’obtenir le volume souhaité et ajouter 10% (v/v) de FBS et 10 % (v/v) de 

Glycérol. Bien homogénéiser 

- Remplir les cryotubes puis les placer dans une boîte contenant de l’IPA à - 80°C 

- Au bout de 48h stocker les cryotubes dans l’azote liquide 

8. Culture 3D et microfluidique 

Etape 1 : Préparation 

- Environ 1 h avant, mettre les milieux au bain marie à 37°C et la Trypsine ainsi 

que le DPBS 1X à T° amb 

- Si une expérience microfluidique est prévue, préparer les dispositifs 

(connecteurs Ibidi®) puis placer à 4°C 

- Préparer un bac de glace 

- Nettoyer l’intérieur du PSM de type II avec du Surfa’Safe (ou produit similaire) 

et l’intégralité du matériel nécessaire avec de l’éthanol avant de le mettre sous 

le PSM 

- Préparer la solution de collagène :  

- Calculer les volumes à prélever : 

Volume collagène = (Volume final x Concentration finale en collagène en mg/ml) / 

Concentration du flacon de collagène 

Volume DPBS 10X = Volume final/10 

Volume NaOH = Volume Collagène x 0,023. Bien homogénéiser. Permet de 

neutraliser le pH acide du collagène 

Volume dH20 = Volume final – (Volume Collagène + Volume NaOH + Volume DPBS) 
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Par ex. pour 1 ml de solution finale à 2 mg/ml de collagène et un flacon mère à 3,52 

mg/ml, on a : 

318,7 µl dH20 + 100 µl DPBS 10X + 13,1 µl NaOH + 568,2 µl collagène = 1 ml 

- Placer sur glace les solutions de dH20, DPBS 10X, NaOH et collagène 

- Dans un tube, ajouter dans l’ordre suivant :  dH20, DPBS 10X, NaOH 

puis le collagène 

- Bien homogénéiser puis garder la solution finale sur glace. Utilisable 2h 

Ensuite suivre le protocole de passage/repiquage jusqu’à l’étape 5 (comptage) incluse. 

Puis passer à l’étape suivante : 

Etape 6 : 2ème Centrifugation 

- Ajouter les quantités de cellules calculées lors du comptage dans 5 ml de milieu 

complet 

- Centrifuger à 1500 rpm pendant 5 min 

- Aspirer le milieu. Faire très attention de ne pas aspirer le culot 

- Reprendre le culot avec la solution de collagène. Remettre sur glace jusqu’à 

utilisation 

Etape 7 : Mise en culture 

Culture 3D sur plaque 

- Préparer le support (plaque ou chambre sur lame) 

- Bien homogénéiser la solution de collagène 

- Former un dôme de collagène par puits. Attention de pas faire vibrer le support 

au risque de casser les dômes. 

- Incuber 1 h à 37°C 

- Ajouter le milieu complet 

- Incuber à 37°C 

Culture microfluidique 

- Sortir du réfrigérateur et préparer les dispositifs 

- Faire passer de l’éthanol, puis du DPBS 1X puis du milieu de culture complet 

dans le pousse seringue CETONI 

- Utiliser des pinces pour tubes (Bürkle) afin de fermer les canaux latéraux 

- Bien homogénéiser la solution de collagène avec les cellules 
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- Prélever 50 µl et injecter doucement dans le canal central 

- Fermer les pinces du canal central 

- Incuber 1 h à 37 °C 

- Brancher les dispositifs au pousse seringue CETONI, ouvrir les pinces puis 

lancer la perfusion de milieu complet à 10 nl/s 

- Incuber à 37°C 

- Au bout de 24 h fermer le canal inférieur et continuer la perfusion du canal 

supérieur avec du milieu complet à 10 nl/s 

Note : le protocole pour le Matrigel™ est identique 

III. Traitement des cellules par chimiothérapies 

1. Réactifs 

Nom Marque Référence 

DMSO Stérile Sigma Aldrich #D8418 

5-Fluorouracil Sigma Aldrich #F6627-5G 

Oxaliplatine Sigma Aldrich #O9512-5MG 

SN-38 Sigma Aldrich #H0165-10MG 

Milieu de culture complet Gibco - 

2. Traitements 

Etape 1 : Préparation 

- Environ 1 h avant, mettre les milieux au bain marie à 37°C 

- Nettoyer l’intérieur du PSM de type II avec du Surfa’Safe (ou produit similaire) 

et l’intégralité du matériel nécessaire avec de l’éthanol avant de le mettre sous 

le PSM 

- Préparer les solutions stock de chimiothérapie et conserver à 4°C après 

utilisation :  

- DMSO + 5-FU à 100 mM 

- DMSO + Oxaliplatine à 12,6 mM  

- DMSO + SN-38 à 10 mM  
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Etape 2 : Traitements 

Culture 2D et 3D 

- Préparer avec du milieu complet un mélange des trois drogues aux 

concentrations voulues 

- Aspirer le milieu de culture 

- Ajouter le mélange sur les cellules 

- Incuber à 37°C durant 72h  

Culture microfluidique 

- Préparer avec du milieu complet un mélange des trois drogues aux 

concentrations voulues 

- Préparer avec du milieu complet un mélange avec du 5-FU à la concentrations 

voulue 

- A l’aide du port d’injection (Ibidi) et du pousse seringue KDS Legato injecter le 

mélange des trois drogues à 0,5 µl/s durant 10 min. Simulation d’un Bolus 

- Puis avec le pousse seringue CETONI réaliser une perfusion du mélange 5-FU 

pendant 72h (10 nl/s) sous incubation à 37°C 

IV. Mesure de la viabilité cellulaire 

1. Réactifs 

Nom Marque Référence 

DPBS (1X) Gibco - 

Milieu de culture complet Gibco - 

MTT (sel de tétrazolium) Sigma Aldrich - 

DMSO Stérile Sigma Aldrich #D8418 

Kit de viabilité/cytotoxicité Live/Dead™ Invitrogen #L3224 
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2. Test MTT 

Etape 0 : Préparation 

- Environ 1 h avant, mettre les milieux au bain marie à 37°C et le DPBS 1X à 

T° amb 

- Nettoyer l’intérieur du PSM de type II avec du Surfa’Safe (ou produit similaire) 

et l’intégralité du matériel nécessaire avec de l’éthanol avant de le mettre sous 

le PSM 

- Préparer une solution stock réutilisable : MTT en poudre + DPBS (1X) à 5 mg/ml 

de MTT 

- Stocker à - 20°C après utilisation 

La suite du protocole est pour une plaque 96 puits 

Etape 1 : Rinçage 

- Aspirer le milieu de culture usagé 

- Rincer le tapis cellulaire avec 200 µl/puits de DPBS (1X) puis aspirer 

Etape 2 : Incubation MTT 

- A partir de la solution stock, préparer une solution à 0,5 mg/ml dans du milieu 

complet 

- Ajouter 200 µl/puits de la solution de MTT à 0,5 mg/ml 

- Incuber pendant 1 h à 37°C. Pour les PS-1 et les Capan-2 ATCC incuber 2 h 

Etape 3 : Solubilisation des sels de tétrazolium 

- Aspirer la solution de MTT 

- Ajouter 100 µl/puits de DMSO 

- Incuber 10 min à T° amb 

Etape 4 : Mesure & Analyse  

- Mesurer la densité optique des puits à 570 nm dans un lecteur de plaque 

(Multiskan FC, Thermo Scientific) 

- Les analyses sont ensuite faites avec le logiciel GraphPad 
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3. Test Live/Dead 

Les étapes suivantes se font à l’abri de la lumière 

Etape 0 : Préparation 

- Nettoyer l’intérieur du PSM de type II avec du Surfa’Safe (ou produit similaire) 

et l’intégralité du matériel nécessaire avec de l’éthanol avant de le mettre sous 

le PSM 

- Préparer la solution Live/Dead : 5 µl calcein AM (2 µM - Composant A) + 20 µl 

ethidium homodimer-1 (4 µM - Composant B) + 10 ml DPBS (1X) 

Etape 2 : Incubation Live/Dead 

Culture 2D & 3D (pour une plaque 24 puits) 

- Aspirer le milieu de culture usagé 

- Bien homogénéiser la solution Live/Dead 

- Ajouter 200 µl/puits de solution 

- Incuber 30 min à T° amb 

Culture microfluidique (6 dispositifs) 

- Connecter les dispositifs au pousse seringue KDS Legato. Utiliser des 

seringues 10 ml (Terumo) 

- Perfuser 300 µL de solution Live/Dead par dispositif à 0,5 µl/sec 

- Incuber 30 min à T° amb 

Etape 3 : Mesure & Analyse  

- Prendre des photos des régions d’intérêts à l’aide d’un microscope confocale à 

fluorescence (Zeiss AxioObserver Z1 associé à une tête Spinning Disk 

Yokogawa CSU-X1, une caméra sCMOS Photometrics Prime 95B, LASERS 

405, 488, 568 et 635 nm et au logicel ZEN 2.3 – Modules Tiles et Z-stack) 

- Calcein AM – Filtre FITC 

- EthD-1 – Filtre Cy5 ou DsRed 

- Les analyses sont ensuite faites avec les logiciels IMARIS, Fiji et GraphPad  
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V. Immunofluorescence 

1. Réactifs 

Nom Marque Référence 

DPBS [++] (10X) Gibco #14080-048 

Paraformaldehyde, 4% (v/v) in PBS (PFA) Alfa Aesar #J61899 

Sérum d’Albumine Bovine (BSA) Sigma Aldrich #A7906 

Saponine Sigma Aldrich #S2149 

Chlorure d’Ammonium 99,5% Sigma Aldrich #A9434 

Triton™ X-100 Sigma Aldrich #T8787 

Hoechst 33342 Invitrogen #H21492 

2. Réalisation des immunomarquages fluorescents 

Etape 1 : Préparation 

- Préparer une solution d’Hoechst 33342 à 10 mg/ml dans de l’eau milliQ stérile. 

Stocker à l’abri de la lumière 

- DPBS [++] 1X : Dilution au 10ème (v/v) du DPBS [++] 10X dans de l’eau milliQ 

stérile 

- Solution de Chlorure d’Ammonium 50 mM dans du DPBS [++] 1X 

- Solution de perméabilisation : Saponine 0,2% (p/v) + Triton 1% (v/v) + DPBS 

[++] 1X 

- Solution de saturation : Saponine 0,2% (p/v) + Triton 1% (v/v) + BSA 3 % (p/v) 

+ DPBS [++] 1X 

Filtrer toutes les solutions avec un filtre 0,22 µm sauf le Hoechst 33342 

Culture 2D & 3D (pour une plaque 24 puits) 

Etape 2 : Fixation des cellules 

- Aspirer le milieu de culture usagé 

- Effectuer 3 rinçages au DPBS [++] 1X 

- Ajouter 200 µl/puits de PFA 4% (v/v) 

- Incuber 20 min à T° amb 

- Aspirer le PFA 4% (v/v) 
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Etape 3 : Neutralisation du PFA 

- Ajouter 200 µl/puits de solution de chlorure d’ammonium 

- Incuber 20 min à T° amb 

- Aspirer le Chlorure d’Ammonium 

Etape 4 : Perméabilisation des membranes plasmiques et nucléaires 

- Ajouter 200 µl/puits de solution de perméabilisation  

- Incuber 20 min à T° amb 

- Aspirer la solution de perméabilisation 

Etape 5 : Saturation des sites aspécifiques 

- Ajouter 200 µl/puits de de solution de saturation 

- Incuber 20 min à T° amb 

- Aspirer le PFA 

Etape 6 : Incubation anticorps primaire 

- Préparer une solution : anticorps primaire (voir liste des anticorps) + solution de 

saturation 

- Ajouter 200 µl/puits 

- Incuber 12 h à T° amb 

- Effectuer 3 rinçages au DPBS [++] 1X 

Etape 7 : Incubation anticorps secondaire. A l’abri de la lumière. 

- Préparer une solution : anticorps secondaire (voir liste des anticorps) + Hoechst 

à 5 µg/ml + solution de saturation 

- Ajouter 200 µl/puits  

- Incuber 2 h à T° amb 

- Effectuer 3 rinçages au DPBS [++] 1X 

Culture microfluidique (6 dispositifs) 

- Connecter les dispositifs au pousse seringue KDS Legato. Utiliser des 

seringues 10 ml (Terumo) 

Conseil : Utiliser les 2 canaux 
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Etape 2 : Fixation des cellules 

- Perfuser 500 µl de DPBS [++] 1X par dispositif à 1 µl/sec 

- A la suite, perfuser 300 µl de PFA 4% (v/v)  par dispositif à 1 µl/sec 

- Incuber 20 min à T° amb  

Etape 3 : Neutralisation du PFA 

- Perfuser 300 µl de solution de chlorure d’ammonium par dispositif à 1 µl/sec 

- Incuber 20 min à T° amb 

Etape 4 : Perméabilisation des membranes plasmiques et nucléaires 

- Perfuser 300 µl de solution de perméabilisation par dispositif à 1 µl/sec 

- Incuber 20 min à T° amb  

Etape 5 : Saturation des sites aspécifiques 

- Perfuser 300 µl de solution de saturation par dispositif à 1 µl/sec 

- Incuber 20 min à T° amb  

Etape 6 : Incubation anticorps primaire 

- Préparer une solution : anticorps primaire (voir liste des anticorps) + solution de 

saturation 

- Perfuser 300 µl par dispositif à 0,5 µl/sec 

- Incuber 12 h à T° amb 

- Perfuser 300 µl de DPBS [++] 1X par dispositif à 1 µl/sec  

Etape 7 : Incubation anticorps secondaire. A l’abri de la lumière. 

- Préparer une solution : anticorps secondaire (voir liste des anticorps) + Hoechst 

à 5 µg/ml + solution de saturation 

- Perfuser 300 µl par dispositif à 0,5 µl/sec 

- Incuber 2 h à T° amb 

- Perfuser 300 µl de DPBS [++] 1X par dispositif à 1 µl/sec 
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Suite pour la culture 2D, 3D et microfluidique 

Etape 8 : Mesure & Analyse  

- Prendre des photos des régions d’intérêt à l’aide d’un microscope confocale à 

fluorescence (Zeiss AxioObserver Z1 associé à une tête Spinning Disk 

Yokogawa CSU-X1, une caméra sCMOS Photometrics Prime 95B, LASERS 

405, 488, 568 et 635 nm et au logicel ZEN 2.3 – Modules Tiles et Z-stack) 

- Alexa 488 – Filtre FITC 

- Alexa 594 – Filtre Cy5 ou DsRed 

- Hoescht – Filtre DAPI 

- Les analyses sont ensuite faites avec les logiciels IMARIS, Fiji et GraphPad 

VI. Préparation d’extraits protéiques totaux 

1. Réactifs 

Nom Marque Référence 

DPBS (1X) Gibco - 

Tampon RIPA Sigma Aldrich #R0278 

cOmplete™ ULTRA Tablets, Mini, EASYpack 
Protease Inhibitor Cocktail 

Roche #05892970001 

Étalons d’albumine sérique bovine Pierce™ 
(BSA) 

Thermo Scientific #23209 

Pierce™BCA Protein Assay Reagent A Thermo Scientific #23228 

Pierce™BCA Protein Assay Reagent B Thermo Scientific #23224 

2. Extraction des protéines totales 

Etape 1 : Préparation 

- Nettoyer l’intérieur du PSM de type II avec du Surfa’Safe (ou produit similaire) 

et l’intégralité du matériel nécessaire avec de l’éthanol avant de le mettre sous 

le PSM. 

- Préparer la solution de lyse : 10 ml de Tampon RIPA + 1 pastille de Protease 

Inhibitor Cocktail. Bien homogénéiser. 

- Préparer un bac de glace et des grattoirs de cellules 

Etape 2 : Rinçage 

- Aspirer le milieu de culture 

- Rincer le tapis cellulaire avec 5 ml de DPBS 1X (remuer légèrement pour bien 

nettoyer) puis aspirer 
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Etape 3 : Lyse (sur glace) 

- Ajouter x µl de solution de lyse (x=100 µl pour une T25 et 300 µl pour une T75) 

- Bien répartir et laisser agir sur glace 10 min 

- Gratter les cellules et récupérer l’ensemble dans un tube 1,5 ml 

- Durant 30 min effectuer des passages sur une grille toutes les 5 min. Attention 

de ne pas casser le tube 

Etape 4 : Centrifugation 

- Centrifuger à 16000 x g pendant 10 min à 4°C 

- Récupérer le surnageant. Faire très attention de ne pas aspirer le culot 

contenant les débris 

- Mettre sur glace si dosage immédiat ou stocker à - 80°C 

3. Dosage des protéines 

Le dosage des protéines est réalisé en plaque 96 puits à fond transparent par dosage 

colorimétrique utilisant de l’acide bicinchoninique (BCA). 

Etape 1 : Préparation 

- Préparer une solution de dosage BCA : réactif A + réactif B (ratio (v/v) 50:1) 

- Réaliser sur la première ligne de la plaque une gamme d’étalonnage avec de la 

BSA (2 mg/ml) : 

Puits 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 

BSA 

(2 mg/ml) 

0 µl 

(0 µg) 

0,5 µl 

(1 µg) 

1 µl 

(2 µg) 

2 µl 

(4 µg) 

4 µl 

(8 µg) 

8 µl 

(16 µg) 

- Mettre 2 µl/puits d’extrait protéique en duplicata 

- Ajouter 200 µl/puits de solution de dosage BCA sur la gamme et les échantillons 

Etape 2 : Incubation 

- Incuber la plaque pendant 1 h à 37°C sous agitation (Vortemp 56, Labnet) 

Etape 3 : Mesure et Analyse 

- Mesurer l’absorbance des puits à 562 nm dans un lecteur de plaque (Multiskan 

FC, Thermo Scientific) 

- Les analyses sont ensuite faites avec le logiciel GraphPad. La quantité de 

protéines est calculée à partir de la gamme d’étalonnage 
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VII. Western Blotting 

1. Réactifs 

Nom Marque Référence 

Tampon de charge Novex™ NuPAGE™ LDS (4X) Invitrogen #NP0007 

Gels de protéines Tris-Acetate Novex™ 
NuPAGE™ 3 à 8 %, mini, 1,5 mm 

Invitrogen #EA0378BOX 

Gels de protéines Bis-Tris Novex™ NuPAGE™ 4 
à 12 %, mini, 1,5 mm 

Invitrogen #NP0335BOX 

Tampon de migration MOPS SDS Novex™ 
NuPAGE™ (20X) 

Invitrogen #NP0001 

Tampon de migration Tris-Acetate SDS Novex™ 
NuPAGE™ (20X) 

Invitrogen #LA0041 

Antioxydant Novex™ NuPAGE™ Invitrogen #NP0005 

Échelle de protéines précolorée PageRuler™ 
Plus 10-250 kDa 

Thermo Scientific #26619 

Échelle de protéines précolorée PageRuler™ 10-
180 kDa 

Thermo Scientific #26616 

Membrane de Nitrocellulose 0,2 µm GE Healthcare #GE10600014 

Tween-20 Thermo Scientific #28346 

HCl VWR #20255290 

NaCl Fisher Chemical #S/3160/60 

Glycine Alfa Aesar #J64365 

Tris Alfa Aesar #31801 

Méthanol VWR #20846361 

Solution de SDS 20% (p/v) VWR #M112 

Papier Whatman® 1 Chr - - 

Lait écrémé en poudre - - 

Substrat chimiluminescent SuperSignal™ West 
Pico PLUS 

Thermo Scientific #34578 
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2. Préparation des tampons 

Tampon TBST-T 1X :  

Préparer 2 litres : Tris-HCl 50 mM, pH 8,3 + NaCl 150 mM + 0,05 % (v/v) Tween-20 

Tampon de migration :  

- Si gel Bis-Tris : ajouter 50 ml du Tampon 20X MOPS SDS dans 950 ml d’eau 

osmosée 

- Si gel Tris-Acetate : ajouter 50 ml du Tampon 20X Tris-Acetate SDS dans 950 

ml d’eau osmosée 

Tampon de transfert :  

Préparer 1 litre : Glycine à 192 mM + Tris à 25 mM, pH 8,3 + 20 % (v/v) Méthanol + 

0,005 % (v/v) SDS 

3. Préparation des échantillons 

- Prélever le volume calculé lors du dosage contenant 20 µg de protéines 

- Ajouter 1/3 du volume correspondant en tampon de charge (4X) 

- Dénaturer les échantillons à 100°C pendant 5 min 

- Centrifuger sur la centrifugeuse de paillasse durant 1 min 

4. Migration en système Invitrogen (Novex® Mini-Cell) 

Etape 1 : Montage du système Invitrogen  

- Monter la cassette dans la cuve 

- Retirer le peigne et la bande adhésive des gels 

- Insérer les gels dans le système, face avec les puits vers le centre, puis 

verrouiller 

- Remplir la zone centrale, entre les deux gels, avec du tampon de migration. 

Bien immerger les puits 

- Ajouter 500 µl d’antioxydant dans la zone centrale et rincer les puits 

- Remplir le reste de la cuve avec du tampon de migration 

Etape 2 : Dépôt des échantillons 

- Déposer 5 µl de marqueur de taille (adapté à la taille de la protéine d’intérêt) 

dans le 1er puits 

- Déposer les échantillons dans les puits suivants 
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Conseil : Si des puits sont inutilisés, ajouter 10 µl de tampon de charge 4X afin d’avoir 

une migration droite 

Etape 3 : Migration 

- Connecter le système au générateur 

- Faire migrer pendant 1 h à 150 V (gel Tris-Acetate) ou 50 min à 200 V (gel Bis-

Tris) 

- Vérifier régulièrement que le front de migration ne sorte pas du gel 

5. Transfert en système liquide BioRad (Mini Trans-Blot® Cell) 

Etape 1 : Montage de la cassette de transfert 

- Tremper 2 éponges et 4 papiers Whatman dans du tampon de transfert pour 

chaque gel 

- Démonter la cassette de migration afin de récupérer le gel 

- Monter la casette de transfert de la manière suivante : 

Pôle 
négatif 

(face noir) 

Eponge 2 papiers 
Whatman 

Gel Membrane de 
Nitrocellulose 

2 papiers 
Whatman 

Eponge Pôle positif 
(face 

rouge) 

Entre chaque « couche », retirer les bulles d’air à l’aide d’une roulette.  

- Placer la casette dans le système de transfert. Bien respecter les pôles. 

- Remplir la cuve de tampon de transfert 

- Ajouter un pain de glace afin de refroidir le système 

Etape 2 : Transfert 

- Lancer le transfert sous agitation pendant 1 h à 100 V 

6. Saturation et incubation des anticrops 

Etape 1 : Saturation 

- Effectuer 3 lavages de la membrane pendant 5 min dans du TBST-T 1X sous 

agitation 

- Préparer une solution de lait écrémé en poudre + TBS-T 1X (10% (p/v)) 

- Saturer la membrane avec la solution de lait écrémé pendant 1 h sous agitation 

- Effectuer 3 lavages de la membrane pendant 5 min dans du TBST-T 1X sous 

agitation 
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Etape 2 : Incubation anticorps primaire 

- Préparer une solution d’anticorps primaire (voir liste des anticorps) + TBS-T 1X 

+ BSA 5 % (p/v) 

- Verser sur la membrane et laisser 2 h sous agitation à T° amb ou 12 h à 4°C 

- Effectuer 3 lavages de la membrane pendant 5 min dans du TBST-T 1X sous 

agitation 

Etape 3 : Incubation anticorps secondaire 

- Préparer une solution d’anticorps secondaire (voir liste des anticorps) + TBS-T 

1X + BSA 5 % (p/v) 

- Verser sur la membrane et laisser 1 h sous agitation à T° amb 

- Effectuer 3 lavages de la membrane pendant 5 min dans du TBST-T 1X sous 

agitation 

7. Révélation 

Les étapes suivantes se font à l’abri de la lumière 

- Mélanger les réactifs chimiluminescent SuperSignal™ A et B (ratio (v/v) 1:1) 

- Incuber la membrane durant 5 min dans le SuperSignal™ 

- Prendre des photos à l’aide du LAS 4000 

VIII. Visualisation des écoulements et de la diffusion 

1. Réactifs 

Nom Marque Référence 

DPBS (1X) Gibco - 

Fluorescéine Sigma Aldrich #46960 

2. Mesures 

Etape 1 : Préparation 

- Préparer un dispositif avec du collagène I (2 mg/ml) sans cellules dans le canal 

central en suivant le protocole de culture cellulaire microfluidique (II – 8) 

- Préparer une solution de fluorescéine dans du DPBS 1X (1mg/ml) 
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Etape 2 : Mise en place des flux 

- Perfuser les canaux latéraux avec du DPBS 1X à 1 µl/s 

- Une fois les canaux remplis, fermer le canal inférieur puis perfuser le canal 

supérieur avec la solution de fluorescéine à 10 nl/s 

Etape 3 : Mesures et Analyse 

- Prendre des photos des régions d’intérêt à l’aide d’un microscope à 

fluorescence (Leica Dmi8 avec caméra CMOS Orca Flash 4 associé au logiciel 

LAS X – Modules Time (t) avec une image toutes les 5 secs) 

- Fluorescéine – Filtre FITC 

- Les analyses sont ensuite faites avec les logiciels Fiji 

IX. Liste des anticorps 

Anticorps Taille (kDa) Espèce Application Dilution Marque Référence 

Anti-Rb HRP (H+L) - G WB 1/5000 Invitrogen #31460 

Anti-Ms HRP (H+L) - G WB 1/5000 Invitrogen #31430 

β-Actine 42 Ms mAb WB 1/5000 Sigma Aldrich #A5441 

E-Cadhérine 135 Rb mAb WB 1/1000 Cell Signaling #3195S 

E-Cadhérine 135 Ms mAb IF 1/100 Cell Signaling #14472S 

α-SMA 42 Rb pAb WB 1/1000 Abcam #ab5694 

α-SMA 42 Rb mAb IF 1/100 Cell Signaling #19245S 

Fibronectine 285 Rb WB 1/1000 Abcam #ab2413 

Fibronectine 220 - 240 Ms mAb IF 1/100 Sigma Aldrich #F7387 

Vimentine 57 Rb mAb WB 

IF 

1/1000 

1/100 

Cell Signaling #5741S 

Alexa 488 Anti-Rb IgG 
(H+L) 

- G pAb IF 1/200 Invitrogen #A11008 

Alexa 488 Anti-Ms IgG 
(H+L) 

- D pAb IF 1/200 Invitrogen #A21202 

Alexa 594 Anti-Rb IgG 
(H+L) 

- G pAb IF 1/200 Invitrogen #A11012 

Alexa 594 Anti-Ms IgG 
(H+L) 

- G pAb IF 1/200 Invitrogen #A11032 

G=Goat, D=Donkey, Rb=Rabbit, Ms=Mouse, mAb = polyclonal Antibody, pAb = polyclonal Antibody, 

WB = Western Blot, IF = Immunofluorescence 
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X. Analyses 

1. Fiji by ImageJ 

a. Vitesse de l’écoulement et de diffusion 

La vitesse du flux interstitiel a été calculée en effectuant une mesure image par image 

de l’avancée du front de fluorescéine. Cette analyse nous permet d’obtenir un Δd et 

connaissant le Δt entre les images, nous obtenons ainsi la vitesse v= Δd/Δt. 

Afin d’étudier la diffusion, nous avons analysé la distribution de l’intensité de la 

fluorescéine le long du canal centrale : 

- Tracer une ligne d’intérêt  

- Puis utiliser la fonction : Analyze > Plot Profil 

b. Expression des protéines 

L’expression des protéines en immunofluorescence a été analysée avec l’intensité 

mesurée de chaque canal (DAPI/FITC/DsRed ou Cy5). Avec Fiji, pour chaque canal, 

effectuer : 

- Analyze > Set Measurement puis cocher Limit to threshold 

- Image > Type > 8-bit 

- Détourer la cellule/groupe de cellules manuellement 

- Image > Adjust > Threshold puis fixer la limite (mettre la même pour chaque 

image afin de pouvoir comparer) 

- Analyze > Measure 

Les valeurs d’intensité sont ensuite disponibles dans le tableau qui apparaît. Pour 

comparer les mesures, les valeurs d’intensité des protéines sont rapportées sur celles 

du DAPI. Ces valeurs sont ensuite analysées avec GraphPad. 

c. Morphologie des cellules 

La morphologie des fibroblastes sous chimiothérapie a été analysée avec le critère de 

circularité : 

- Analyze > Set Measurement puis cocher Shape descriptors, Feret’s diameter 

et Limit to threshold 

- Image > Type > 8-bit 

- Détourer la cellule manuellement  
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- Image > Adjust > Threshold puis fixer la limite (mettre la même pour chaque 

image afin de pouvoir comparer) 

- Analyze > Measure 

La valeur de circularité et le nombre de Feret sont ensuite disponibles dans le tableau 

qui apparaît. Ces valeurs sont ensuite analysées avec GraphPad. 

2. IMARIS 

Afin d’analyser la viabilité suite à nos marquages Live/Dead, nous avons utilisé le 

logiciel IMARIS. Pour simplifier nos analyses, une macro nous permettant de compter 

les objets et leurs volumes a été créée : 

Add new surfaces 

- [Algorithm] 

- Enable Region Of Interest = false 

- Enable Region Growing = false 

- Enable Tracking = false 

- Enable Classify = true 

- Enable Shortest Distance = true 

- [Source Channel] 

- Source Channel Index = 1 or 2 (Sélectionner le canal à analyser) 

- Enable Smooth = true 

- Surface Grain Size = 0.917 µm (fixé dans la macro) 

- Enable Eliminate Background = true (fixé dans la macro) 

- Diameter Of Largest Sphere = 3.44 µm (fixé dans la macro) 

- [Threshold] 

- Enable Automatic Threshold = false 

- Manual Threshold Value = 48.5115 (à régler en fonction de l’image) 

- Active Threshold = true 

- Enable Automatic Threshold B = true 

- Manual Threshold Value B = 780.064 (à régler en fonction de l’image) 

- Active Threshold B = false 

- [Filter Surfaces] 

- "Number of Voxels Img=1" above 2610 (à régler en fonction de l’image) 
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Les valeurs sont ensuite disponibles dans l’onglet "Detailed" :  

- Count pour le nombre d’objets détectés 

- Mean Volume pour le volume moyen des objets détectés 

Le ratio Live/Dead est ensuite calculé de la manière suivante : 

%𝑐𝑒𝑙𝑙𝑢𝑙𝑒 𝑣𝑖𝑣𝑎𝑛𝑡𝑒 =
𝑃𝑜𝑠𝐺

𝑃𝑜𝑠𝐺 + 𝑃𝑜𝑠𝑅
× 100 

Avec 𝑃𝑜𝑠𝐺 = 𝑀𝑒𝑎𝑛 𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝐺 ×  𝐶𝑜𝑢𝑛𝑡 𝐺 les objets positifs vert (Live) et 𝑃𝑜𝑠𝑅 =

𝑀𝑒𝑎𝑛 𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑅 ×  𝐶𝑜𝑢𝑛𝑡 𝑅 les objets positifs rouge (Dead). Ces valeurs sont ensuite 

analysées avec GraphPad. 

3. Logiciel GraphPad Prism 

a. Analyse de l’IC50 

Les données brutes sont normalisées : 

- Analyze > Data manipulations > Normalize > Smallest/Largest value in each 

data set 

Les courbes dose-réponse sont effectuées : 

- Analyze > Curves & regression > Nonlinear regression. 

- Equation > Sigmoidal dose-response 

- Comparison > Does the best-fit value of a selected parameter differ between 

data sets ? > LOGC50 

- Constraints > Bottom/Top > Constant equal to > 0 or 100 respectivement 

Les valeurs des doses IC50 ainsi que les écart-types sont ensuite disponibles dans 

l’onglet "Table of results". 

b. Statistique 

Les données sont représentées en tant que moyenne ± écart-type. La différence entre 

deux moyennes de deux échantillons est analysée par le test de ANOVA One Way 

pour une analyse de plus de deux échantillons avec un paramètre. Si l’analyse 

comprends deux paramètres, le test utilisé est ANOVA Two Way. Le post test Tukey 

Multiple Comparison a ensuite été utilisé quand une p-value inférieure à 0,05 est 

considérée significative et est indiquée par *, avec p<0,01 ** ou p<0,001 ***.  
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