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RESUME 

Le développement de méthodes in vitro fiables et prédictives représente à l’heure 

actuelle un véritable défi. En effet, la demande en méthodes alternatives à 

l’expérimentation animale n’a cessé de croître ces dernières années du fait de la mise en 

place de législations limitant par considérations éthiques l’utilisation de ces modèles in vivo. 

De plus, ce besoin a été renforcé par le règlement européen REACH (Registration, 

Evaluation, Authorization and Restriction of Chemicals) imposant aux industriels de valider 

l’innocuité de nombreuses substances déjà commercialisées. Toutefois, les modèles in vitro 

classiques consistant en la culture simple de cellules en monocouche dans des boîtes de 

Petri ne permettent pas de conserver les propriétés initiales de ces cellules et de retranscrire 

les conditions et l’environnement cellulaire des organes in vivo. Le développement de 

méthodes alternatives in vitro prédictives s’avèrent donc crucial en particulier pour mimer le 

fonctionnement de deux organes : l’intestin et le foie. En effet, ces deux organes sont 

largement impliqués dans les processus d’Absorption, Distribution, Métabolisme et 

Excrétion (ADME) de la plupart des xénobiotiques ingérés. 
 

C’est pour ces raisons que nous avons testé la faisabilité de l’une de ces méthodes in 

vitro alternative permettant d’associer une barrière intestinale à la culture dynamique de 

cellules hépatiques au sein de microsystèmes dans le cadre de ce doctorat. Cette coculture 

est effectuée au sein du dispositif appelé IIDMP (Integrated Insert in a Dynamic Microfluidic 

Platform). Nous avons décidé de tester d’une part l’influence de la culture dynamique et 

d’autre part d’éventuelles interactions entre les cellules intestinales et hépatiques sur la 

fonctionnalité et l’activité métabolique de ces deux types cellulaires. 
 

Les résultats obtenus durant ce doctorat ont permis d’atteindre 4 objectifs : 

- Développer un dispositif fiable en termes de fonctionnalité (fluidique, robustesse…). 

- Mettre en évidence l’innocuité du dispositif lorsque des cellules de lignée et primaires y 

étaient cultivées. 

- Démontrer les avantages de l’utilisation de ce dispositif comparativement à l’utilisation de 

modèles classiques in vitro, en particulier avec des cellules de lignée. 

- Démontrer que l’utilisation de ce dispositif permettait de mettre en évidence des 

phénomènes d’interactions entre cellules intestinales et hépatiques notamment sur l’activité 

du CYP1A2 des hépatocytes qu’ils soient issus d’une lignée ou de cultures primaires. 
 

 

 

 

 

 

Mots clés : Coculture, intestin, foie, effets de premiers passages, microfluidique, microsystèmes, IIDMP, IDCCM, 

Caco-2 TC7, HepG2 C3A, hépatocytes primaires humains, phénacétine, oméprazole, clairances. 
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SUMMARY 

The development of reliable and predictive in vitro methods is a real challenge. 

Indeed, the demand for alternative methods to animal experimentation has been growing in 

recent years due to the introduction of legislation limiting the use of these models in vivo by 

ethical considerations. Moreover, this need was amplified by regulations such as the 

European REACH (Registration, Evaluation, Authorization and Restriction of Chemicals) 

requiring the safety validation of many substances. 
 

However, the conventional in vitro model consisting in a simple cell culture 

monolayer in Petri dishes does not preserve the initial properties of these cells and does not 

mimic the conditions of the cellular environment and organs in vivo. The development of 

alternative in vitro predictive methods is crucial especially to mimic the working of two 

organs: the intestine and liver. Indeed, these two organs are involved in the process of 

Absorption, Distribution, Metabolism and Excretion (ADME) of most xenobiotics ingested. 
 

We propose in this thesis to test the feasibility of one of these in vitro alternative 

methods allowing the association between an intestinal barrier and the dynamic culture of 

hepatic cells in microsystems in a device called IIDMP (Integrated Dynamic Insert in a 

Microfluidic Platform). We tested the influence of the flow of culture and possible 

interactions between intestinal and liver cells on the function and metabolic activity of these 

two cell types. 
 

Then, we demonstrated that: 

- This device is reliable in terms of global functionality (fluid, robustness ...). 

- This device did not injury the integrity of the cell line and primary cells. 

- The use of this device has many advantages when compared with the use of conventional 

in vitro models, especially with cells line. 

- The use of this device highlights phenomena of interaction between hepatic and intestinal 

cells as an increase of the CYP1A2 activity of HepG2 C3A and human primary hepatocytes. 

 

 

 

 

 

 

 

Keywords : Coculture, intestine, liver, first pass metabolism, microfluidic, microsystems, IIDMP, IDCCM, Caco-2 

TC7, HepG2 C3A, human primary hepatocytes, phenacetin, omeprazole, clearances. 
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CHAPITRE 1 : INTRODUCTION 

De nouvelles méthodes in vitro permettant de retranscrire la complexité des 

conditions in vivo d’une meilleure façon que les méthodes classiques de culture in vitro ont 

été développées ces dernières années. En particulier, un certain nombre de ces méthodes 

consiste en l’utilisation de microsystèmes permettant la culture de cellules hépatiques au 

sein de microchambres. Cette méthode de culture permet de reproduire l’organisation en 

travée et en trois dimensions des hépatocytes au sein du foie [1,2] ou encore de mimer le 

microenvironnement cellulaire que l’on retrouve in vivo [3,4]. La culture dynamique au sein 

des microsystèmes permet de plus de limiter certains défauts des cultures in vitro 

traditionnelles comme la dédifférenciation rapide des hépatocytes primaires [5] ou encore 

les faibles capacités métaboliques des cellules hépatiques de lignée [6]. En effet, il a été 

montré que la culture dynamique au sein des microsystèmes était associée à une meilleure 

conservation des capacités métaboliques des hépatocytes primaires au cours du temps ou 

encore à une amélioration de la fonctionnalité des cellules de lignée [1,7–13]. 

 

L’utilisation de ces méthodes offre donc, entre autres, l’opportunité d’étudier de 

manière plus prédictive les différents évènements conduisant à la potentielle toxicité de 

xénobiotiques. Toutefois, le développement de ces nouvelles méthodes innovantes n’est à 

l’heure actuelle pas suffisant pour répondre aux attentes des industries agrochimique, 

cosmétique ou encore pharmaceutique. En effet, ces secteurs sont concernés par un certain 

nombre de réglementations imposant non seulement de réduire le nombre d’animaux 

utilisés expérimentalement (voire même l’interdire complètement : directive européenne « 

Cosmétique » 7/768/CEE) tout en contraignant les industriels à augmenter le nombre de 

tests toxicologiques à pratiquer. On peut ainsi citer comme exemple le règlement européen 

REACH n°1907/2006 (Registration, Evaluation, Authorization and Restriction of Chemicals) 

qui impose aux industriels le test d’environ trente mille substances d’ici 2018 tout en 

recommandant l’utilisation des méthodes in vitro alternatives afin de réduire le nombre 

d’animaux nécessaires à ces tests. 

Un grand nombre des xénobiotiques étant absorbés oralement, le développement de 

méthodes in vitro aptes à mimer les effets de premiers passages intestinaux et hépatiques 
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s’avère particulièrement pertinent. En effet, ces deux organes sont parmi les principaux 

organes impliqués dans les processus d’Absorption, Distribution, Métabolisme et Excrétion 

des xénobiotiques ingérés (ADME) [14–16]. L’intestin est ainsi l’organe qui est responsable 

de l’absorption de la majeure partie des xénobiotiques tandis que le foie est le premier site 

du métabolisme de ces derniers. De plus, l’intestin peut jouer un rôle particulièrement 

important dans la diminution de la biodisponibilité des xénobiotiques par l’intermédiaire 

d’un effet métabolique de premier passage. 

 

C’est dans ce contexte que des méthodes in vitro alternatives reposant sur 

l’utilisation de microsystèmes ont été mises au point au sein du laboratoire de Biomécanique 

et bioingénierie (BMBI) de l’Université de Technologie de Compiègne (UTC). Ces 

microsystèmes qui consistent en l’association de deux faces en polydiméthylsiloxane (PDMS) 

permettent notamment de cultiver des cellules hépatiques au sein de microcanaux sous un 

flux continu de milieu de culture [11,17,18]. Il a été montré que cette culture permettait 

d’améliorer le profil métabolique des cellules hépatiques issues de lignée, de conserver en 

partie les capacités d’hépatocytes primaires de rat au cours du temps ainsi que d’offrir un 

outil potentiel pour suivre le métabolisme de xénobiotiques [11–13,19,20]. 

Il est possible d’intégrer ces microsystèmes au sein de dispositifs comme le dispositif 

IDCCM (Integrated Dynamic Cell Culture in Microsystems) [12,19]. Ce dernier permet de 

cultiver des cellules hépatiques au sein de 12 microsystèmes simultanément et offre une 

plateforme de culture compatible avec des systèmes expérimentaux extérieurs (microscope 

à fluorescence par exemple). De plus, sa conception est associée à une facilité de 

prélèvements et la possibilité de détacher et remettre facilement les microsystèmes en 

place ce qui facilite les analyses complémentaires (dosage, marquage, comptage…). 

Ce dispositif a par la suite été amélioré ce qui a donné naissance à une nouvelle 

génération de boîtiers dont l’IIDMP (Integrated Insert in a Dynamic Microfluidic Platform). Ce 

dernier permet l’association d’une barrière intestinale à la culture dynamique de cellules 

hépatiques au sein des microsystèmes [13]. L’objectif du développement de ce dispositif est 

donc de proposer un outil permettant de tester les effets de premiers passages intestinal et 

hépatique subis par les xénobiotiques ainsi que d’étudier les interactions entre ces deux 

organes. 
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Avant d’utiliser l’IIDMP dans le cadre du test de métabolisme et de toxicité de 

xénobiotiques, il était nécessaire de l’optimiser et de vérifier sa fonctionnalité.  

Pour cela, la première étape a été de tester son fonctionnement en utilisant des cellules 

intestinales et hépatiques issues de lignées (Caco-2 TC7 et HepG2 C3A), bien plus robustes et 

faciles d’utilisation que des cellules primaires. Durant cette première phase, nous avons 

cherché à optimiser le fonctionnement du dispositif et à montrer l’influence de la coculture 

dynamique sur la viabilité et fonctionnalité des cellules intestinales et hépatiques. En 

particulier, nous avons testé l’activité métabolique d’enzymes du métabolisme des 

xénobiotiques (EMX) de phase I : les cytochromes P450 de la sous-famille CYP1A. En effet, il 

avait été montré précédemment qu’une perfusion de cellules hépatiques de lignée et 

d’hépatocytes primaires de rat aboutissait à une augmentation de l’activité de ces 

cytochromes P450 (CYP) [11,21]. Nous avons donc voulu vérifier si nous retrouvions cette 

tendance après coculture de cellules intestinales et hépatiques au sein de l’IIDMP et si nous 

pouvions mettre en évidence d’éventuels phénomènes d’interactions entre cellules 

intestinales et hépatiques. Ces résultats ont fait l’objet d’un premier article inséré dans la 

suite de ce manuscrit. 

Une fois cette étape effectuée, nous avons voulu tester l’influence de la coculture 

dynamique au sein de l’IIDMP sur des cellules intestinales de lignées et des hépatocytes 

primaires humains. Afin de bien différencier l’effet de la culture dynamique de l’effet d’une 

interaction entre cellules intestinales et hépatiques, nous avons commencé par tester 

l’influence de la culture dynamique sur l’activité du CYP1A2, CYP2C19 et CYP3A4 

d’hépatocytes primaires humains. Pour cela, les hépatocytes primaires ont été cultivés en 

monoculture dynamique et leurs activités comparées à celles d’hépatocytes cultivés en 

boîtes de Pétri après exposition à deux molécules : la phénacétine et l’oméprazole. Ces 

activités ont été exprimées en clairance à l’aide d’un modèle pharmacocinétique (PK). Ces 

résultats ont fait l’objet du deuxième article inséré dans ce manuscrit. 

Afin d’observer l’influence éventuelle d’une interaction entre cellules intestinales de 

lignée et hépatocytes primaires humains ainsi que des effets de premiers passages 

intestinaux, nous avons ensuite testé l’activité d’EMX de ces cellules pendant 24h de 

perfusion au sein de l’IIDMP. Les clairances et biodisponibilités orales de la phénacétine et 
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de l’oméprazole ont été calculées à l’aide d’un modèle PK puis comparées à celles obtenues 

à l’aide des méthodes classiques in vitro (monoculture de Caco-2 TC7 et d’hépatocytes 

primaires en Pétri). La pertinence de l’utilisation du dispositif IIDMP et de l’intégration des 

résultats d’absorption, et de métabolisme intestinal et hépatique obtenus dans un modèle 

PK a alors été discutée plus en détail dans le troisième article intégré à ce manuscrit. 

Enfin, ce mémoire se termine par une discussion des résultats obtenus durant ce 

doctorat et par une mise en perspective de ceux-ci au sein d’une conclusion générale.  
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CHAPITRE 2 : BIBLIOGRAPHIE 

I. PROCESSUS D’ABSORPTION, DISTRIBUTION, METABOLISME ET 

EXCRETION CONSECUTIFS AU CONTACT DE XENOBIOTIQUES 

AVEC L’ORGANISME 

Notre organisme est en contact permanent avec des molécules exogènes appelées 

xénobiotiques qui peuvent être naturelles ou synthétiques. Certains de ces xénobiotiques 

sont absorbés par l’organisme après inhalation, simple contact avec la peau ou encore par 

ingestion. Cette dernière voie constitue l’une des voies les plus empruntées par les 

xénobiotiques. Le contact de l’organisme avec ces xénobiotiques est suivi d’un certain 

nombre de phases aboutissant à leur excrétion, accumulation et/ou toxicité. 

Ces phases sont couramment divisées en 4 grandes étapes : l’Absorption, la Distribution, 

le Métabolisme et l’Excrétion (ADME). Suite à ces mécanismes, une cinquième phase peut 

être ajoutée, elle correspond à la toxicité potentielle du substrat initialement absorbé ou de 

ses dérivés issus du métabolisme des xénobiotiques (Figure 1) (ADMET). Ces différentes 

phases définissent la pharmacocinétique des substances thérapeutiques et permettent de 

comprendre les phénomènes aboutissant à une accumulation au sein de notre organisme de 

xénobiotiques potentiellement toxiques. Elles permettent aussi de calculer la fraction de 

xénobiotiques qui sera libérée dans le sang définissant ainsi la notion de biodisponibilité. La 

capacité des organes à éliminer ces xénobiotiques est appelée clairance. Enfin, l’étude des 

effets toxiques de ces xénobiotiques sur l’organisme constitue la pharmacodynamique (ou 

toxicodynamique). 
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Figure 1 : Principales étapes d'absorption, de distribution, métabolisme, excrétion et toxicité des 

xénobiotiques. D’après Tolson, A.H. and Wang, H [22]. 

 

Il est important de noter que tous ces processus aboutissant au métabolisme, au stockage 

et à l’excrétion potentielle des xénobiotiques sont étroitement liés. Ainsi, si une substance 

est rapidement excrétée, elle sera peu distribuée, stockée/métabolisée et inversement. De 

plus, les processus d’excrétion ont bien souvent lieu en parallèle de la distribution et du 

métabolisme même si leurs descriptions sont séparées pour une meilleure lisibilité [16]. 

Enfin, dans certain cas, le site d’action est local et la toxicité ne fait pas suite à une 

distribution par la circulation sanguine. C’est le cas par exemple des xénobiotiques exerçant 

une toxicité directe sur l’épithélium cutané, respiratoire ou intestinal [16]. Nous décrirons 

par la suite les processus d’absorption, distribution, métabolisme et d’excrétion 

qu’empruntent classiquement les xénobiotiques oraux. 

1. Absorption des xénobiotiques  

La phase d’absorption est la phase qui aboutit à l’entrée des xénobiotiques au sein de 

l’organisme et plus particulièrement dans la circulation sanguine [23]. Suivant le type de 

composé et ses propriétés physiques, cette absorption peut se faire par trois voies d’entrée 

principales. On distingue généralement la voie cutanée de la voie pulmonaire et de la voie 

orale ou entérale, cette dernière étant majoritaire. Dans un certain nombre de cas, les 

xénobiotiques emprunteront la voie parentérale à la suite d’une injection (sous cutanée, 

intramusculaire ou intraveineuse) comme c’est le cas pour bon nombre de substances 
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thérapeutiques. Cette dernière voie permet de limiter les modifications des molécules 

injectées avant qu’elles n’aient atteint leurs sites d’action. 

Pour atteindre la circulation systémique et leurs sites d’action, les xénobiotiques ingérés 

doivent traverser les barrières cellulaires comme celle de l’intestin, du foie…etc. En règle 

générale, ce sont les molécules les plus lipophiles qui seront les plus à même de traverser les 

barrières biologiques et membranes cellulaires composées d’un grand nombre de 

phospholipides. Au contraire, les molécules hydrosolubles auront tendance à être éliminées 

plus facilement [22]. 

A l’échelle cellulaire, le processus d’absorption peut se faire par différentes voies. On 

distingue couramment la voie paracellulaire qui consiste au passage entre les cellules des 

xénobiotiques de plus petites tailles et hydrophiles, de la voie transcellulaire où les 

xénobiotiques sont absorbés d’un côté par les cellules et relargués de l’autre côté (Figure 2) 

[24]. Le passage paracellulaire se fait de manière passive contrairement au passage 

transcellulaire qui peut se faire de manière passive ou active. Les mécanismes passifs 

d’absorption concernent la majorité des substances thérapeutiques [15]. 

 

Plus précisément et dans le cadre du passage transcellulaire passif, les molécules les 

plus lipophiles peuvent interagir avec la membrane plasmique qui va permettre leurs 

diffusions passives par invagination. Cette diffusion passive peut aussi se faire par 

l’intermédiaire de canaux et des pores comme les aquaporines qui permettent 

spécifiquement le passage de l’eau à travers les entérocytes. Enfin, la diffusion facilitée va 

permettre la diffusion de molécules par l’intermédiaire de transporteurs en suivant un 

gradient électrochimique [15] (Figure 2). 

 

Un certain nombre de molécules n’empruntent pas ces voies de transport passif et 

traversent les cellules dans le sens inverse des gradients de concentration. Ce passage 

nécessite alors l’intervention de transporteurs localisés dans les membranes cellulaires et 

utilisant de l’énergie pour fonctionner, c’est pourquoi on parle de transport actif [25]. 

Ces transporteurs peuvent être classés selon l’énergie qu’ils requièrent pour faciliter le 

transport des molécules : il s’agit du passage actif primaire et secondaire. Le passage 

primaire utilise l’énergie libérée par l’hydrolyse d’un ATP en ADP. Le transport actif 
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secondaire utilise de l’énergie issue du gradient ionique (Ca2+ Na2+, H+) généré par le 

fonctionnement de pompes ioniques. Ces transporteurs sont donc plus communément 

divisés en 2 catégories : les transporteurs membranaires ABC qui assurent le transport 

primaire, au contraire des transporteurs SLC qui assurent le transport facilité et actif 

secondaire [26,27]. La famille des transporteurs ABC est composée de trois types de 

transporteurs : les Multidrug Resistance associated Proteins MRP dont 9 membres ont été 

identifiés (MRP1, 2…9), la P-glycoprotéine ou MDR1 qui va être impliquée dans l’efflux de 

nombreux xénobiotiques et les Breast Cancer Resistance BCRP. Ces trois types de 

transporteurs vont être impliqués dans l’efflux des xénobiotiques vers la lumière des 

organes ou les vaisseaux sanguins lorsqu’ils sont situés respectivement en apical ou en basal 

des cellules [27,28] (Tableau 1). Ils vont donc jouer un rôle déterminant dans la quantité de 

xénobiotiques biodisponibles (Figure 2). La famille des transporteurs SLC n’utilise pas 

directement l’ATP mais l’énergie produite par le gradient électrochimique d’un transport 

primaire. Il en existe de nombreux qui vont permettre l’absorption des xénobiotiques 

comme les transporteurs d’anions et de cations organiques (OAT et OCT par exemple), les 

transporteurs de monocarboxylates (MCT par exemple), etc. Ils permettent l’absorption des 

molécules et seront situés en apical ou en basal des cellules (Tableau 1). Il est intéressant de 

noter que ces deux grandes catégories de transporteur possèdent des propriétés communes 

particulièrement importantes à prendre en compte dans le cadre d’études de toxicologie et 

pharmacocinétique. Ils peuvent ainsi être induits, inhibés ou encore saturés [27]. 

 

Enfin, certains xénobiotiques peuvent traverser les membranes cellulaires par 

l’intermédiaire de l’endocytose. Lors de ce processus, les molécules sont reconnues par les 

membranes cellulaires qui les transfèrent à l’intérieur du cytoplasme des cellules par 

l’intermédiaire de vésicules appelées endosomes. Ces endosomes peuvent alors 

potentiellement les relarguer de l’autre côté des cellules [14] (Figure 2). 
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Figure 2 : Voies principales d'absorption et d’excrétion des xénobiotiques. Exemple de la barrière intestinale. 

(A) La voie d’absorption paracellulaire se fait entre les jonctions des cellules. (B) La voie paracellulaire peut être 

rendue plus perméable suite à une modulation de l’expression des protéines constitutives des jonctions serrées. 

(C) Le transfert facilité se fait le long d’un gradient chimique et peut être lié au métabolisme des xénobiotiques 

parents en métabolites (C*). (D) Le transport actif peut se faire dans le sens de l’influx. (E) Le transport actif 

peut être majoritaire dans le sens de l’efflux par l’intermédiaire de transporteurs et ainsi limiter l’absorption de 

xénobiotiques. (F) L’activité des EMX et transporteurs d’efflux peuvent être coordonnées ce qui permet 

l’excrétion des xénobiotiques parents. (G) Transport transcellulaire par l’intermédiaire de vésicules. D’après 

Hunter, J. and Hirst, B.H. [25]. 
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Transporteurs Gènes Localisation tissulaire Direction du transport 

Ppg/MDR1 ABCB1 Intestins, foie, reins, autres Cellules vers lumen 

BSEP ABCB11 Foie Cellules vers bile 

MRP2 ABCC2 Intestins, foie, reins, autres Cellules vers lumen 

MRP3 ABCC3 Intestins, foie, reins, autres 
Cellules vers sang 
(foie) 

MRP4 ABCC4 Ubiquitaire 
Cellules vers sang 
(foie) 

BCRP ABCG2 Intestins, foie, reins, autres Cellules vers lumen 

NTCP SLC10A1 Foie Sang vers cellules 

ASBT SLC10A2 Intestins Intestin vers cellules 

PEPT1 SLC15A1 Intestins Intestin vers cellules 

MCT1 SLC16A1 Ubiquitaire Lumen vers cellules 

GLUTs SLC2 family Ubiquitaire Cellules vers sang 

OCT1 SLC22A1 Foie Sang vers cellules 

OCT3 SLC22A3 Ubiquitaire Sang vers cellules 

OCTN1 SLC22A4 Ubiquitaire Sang vers cellules 

OAT2 SLC22A7 Foie Sang vers cellules 

MATE1 SLC47A1 Reins, Foie Cellules vers lumen 

SGLTs SLC5 Ubiquitaire Lumen vers cellules 

OST 
SLC51A1 and 
A1BP 

Intestins Cellules vers sang 

OATP1A2 SLCO1A2 Cerveau, reins, foie Sang vers cellules 

OATP1B1 SLCO1B1 Foie Sang vers cellules 

OATP1B3 SLCO1B3 Foie Sang vers cellules 

OATB2B1 SLCO2B1 Foie, intestins Sang vers cellules 
 

Tableau 1 : Liste et localisation des transporteurs ABC et SLC. D’après Keogh, J.P [27].  

2. Distribution des xénobiotiques 

Une fois que les xénobiotiques atteignent la circulation sanguine, ils sont transportés sous 

forme libre ou liée aux protéines plasmatiques. Un équilibre et des transferts permanents 

vont avoir lieu entre le plasma, le liquide interstitiel et le liquide intracellulaire [29] (Figure 

3). Leur vitesse de distribution va dépendre avant tout du débit sanguin. En effet, les organes 

très vascularisés (foie, reins, cœur…) ont tendance à être en contact rapidement avec une 

plus grande quantité de xénobiotiques que les organes peu vascularisés (os, tissus adipeux). 

Toutefois, d’autres paramètres sont aussi particulièrement importants comme l’affinité des 

xénobiotiques pour les tissus et leur vitesse d’absorption par les sites d’accumulation qui ne 
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sont pas nécessairement les sites d’action. Ces sites de liaisons et stockages diffèrent selon 

les propriétés physico chimiques des xénobiotiques. Il peut s’agir notamment des protéines 

plasmatiques comme l’albumine, des tissus comme les tissus adipeux et osseux ou encore 

d’organes comme le rein, le foie etc. Cette liaison pourra être réversible ou irréversible. Dans 

le cas d’une liaison réversible un équilibre pourra alors se créer au niveau des sites 

d’accumulation entre xénobiotiques stockés et circulants [29] (Figure 3). Lorsque la 

concentration de xénobiotiques circulants diminuera, il y aura alors redistribution des 

xénobiotiques stockés. On peut ainsi citer l’exemple des pesticides organochlorés comme le 

dichlorodiphényltrichloroéthane (DDT) qui vont s’accumuler en priorité dans le tissu adipeux 

du fait de leur bonne liposolubilité. Une fois relargués par les tissus adipeux (suite à un 

amaigrissement par exemple), ces derniers produiront in fine un effet toxique sur la barrière 

testiculaire [26]. Enfin, les barrières tissulaires peuvent grandement influer la 

biodisponibilité des xénobiotiques. Par exemple, la présence de nombreux transporteurs 

d’efflux mais aussi les propriétés physiologiques des barrières biologiques comme la barrière 

intestinale et hémato-encéphalique vont limiter la diffusion des xénobiotiques vers le foie ou 

l’encéphale [16]. Ces données de distribution sont donc particulièrement importantes à 

prendre en compte pour déterminer la biodisponibilité et le stockage des substances 

thérapeutiques et plus généralement des xénobiotiques potentiellement toxiques.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3 : Devenir d'un xénobiotique absorbé. Equilibre entre xénobiotiques libres et liés. D’après Clère, N. et 

al. [15]. 
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3. Métabolisme et excrétion des xénobiotiques 

Une fois les xénobiotiques absorbés par l’organisme, il va se produire des mécanismes de 

détoxication qui vont potentiellement aboutir à leur excrétion. En règle générale, les 

molécules lipophiles qui franchissent facilement les barrières biologiques comme la paroi 

intestinale sont rendus plus hydrophiles ce qui favorise leur excrétion [26]. Ce mécanisme 

naturel appelé biotransformation ou métabolisme des xénobiotiques permet de limiter la 

toxicité de nombreux xénobiotiques mais aussi la biodisponibilité de molécules 

thérapeutiques. Ce métabolisme peut être à l’origine de l’apparition de métabolites encore 

plus toxiques que les xénobiotiques parents absorbés initialement. Cette troisième étape du 

processus ADME est donc particulièrement importante à prendre en compte dans les études 

de toxicité et de pharmacocinétique. 

Ce métabolisme est permis par l’activité de différentes enzymes agissant en synergie et 

appelées enzyme du métabolisme des xénobiotiques (EMX). Ces EMX qui ont une large 

spécificité de substrat allant des substances endogènes aux xénobiotiques sont classées en 

deux grandes catégories : les EMX de phase I (3.1) et les EMX phase II ; l’action de 

détoxication des EMX est complétée par des systèmes de transport, dits de phase III, qui 

permettent l’expulsion des xénobiotiques ou de leur(s) métabolite(s) hors de la cellule. 

3.1. Métabolisme de phase I 

Les EMX de phase I sont des mono oxygénases qui catalysent des réactions 

d’hydrolyse et d’oxydoréduction en libérant ou en introduisant des groupements 

fonctionnels (-OH, -NH2, -SH, -COOH) ce qui aboutit à l’augmentation de la polarité des 

xénobiotiques absorbés. Cette phase dite de « fonctionnalisation » va préparer la phase 

d’excrétion des xénobiotiques parents (Figure 4). Leur activité est particulièrement 

importante puisqu’elle permet 90% du métabolisme des molécules thérapeutiques. 

Actuellement, plus de 2000 substrats ont été identifiés [30]. Ces EMX sont essentiellement 

des cytochromes P450 (CYP) codés par une famille de 57 gènes et ancrés dans les 

membranes des mitochondries ou du réticulum endoplasmique. Ces CYPs ont eux-mêmes 

été subdivisés en familles dont les familles 1, 2 et 3 sont principalement impliquées dans le 

métabolisme des xénobiotiques chez les mammifères [30].  
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 La famille CYP1  

Cette famille est principalement constituée de trois isoformes : le CYP1A1, 1A2 et 

1B1. L’expression des gènes codant pour ces EMX est régulée par le xénosenseur AhR et 

induite par les hydrocarbures aromatiques polycycliques (HAP). L’expression du CYP1A1 et 

1B1 est principalement extrahépatique à l’inverse du CYP1A2 exprimé essentiellement dans 

le foie et qui est quantitativement la troisième isoenzyme la plus importante de cet organe. 

Le CYP1B1 est l’unique représentant de la sous-famille CYP1B et représente moins de 1% du 

total des CYPs contenus par le foie. 

 

 La famille CYP2 

Cette famille constitue la plus grande famille de CYPs chez l’Homme. Ces EMX ne 

partagent pas toutes les mêmes voies de régulation. Nous nous concentrerons sur le 

CYP2C19 qui joue un rôle particulièrement important dans le métabolisme de xénobiotiques 

et plus particulièrement de molécules thérapeutiques puisqu’il est à l’origine du 

métabolisme de 25% des substances thérapeutiques utilisées en clinique [30].  

 

 La famille CYP3 

Cette famille est constituée du CYP3A4, 3A5, 3A7 et 3A43. Le CYP3A4 joue un rôle 

particulièrement important puisqu’il est à l’origine du métabolisme de plus de 50% des 

molécules thérapeutiques actuellement utilisées [31]. Cette enzyme va limiter la 

biodisponibilité de nombreuses molécules thérapeutiques, en particulier dans l’intestin et le 

foie où elle constitue l’enzyme de phase I la plus exprimée [32]. Elle est aussi à l’origine du 

métabolisme de substances endogènes comme la testostérone et peut être induite et 

réprimée par de nombreux xénobiotiques. Ainsi, l’exemple le plus connu concerne 

l’inhibition de son activité par l’absorption de jus de pamplemousse. Une autre de ses 

particularités est le lien étroit qui existe entre certain substrats de ce CYP et l’activité de la 

Pgp [33]. 

 

Il est important de noter que l’expression et les spécificités de substrats de ces CYPs 

peuvent être différentes d’une espèce à une autre d’où les problèmes d’extrapolation à 

l’Homme des résultats de pharmacocinétique et de toxicologie obtenus après 
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expérimentation chez l’animal. De plus, cette expression varie aussi d’un individu à l’autre 

pour des raisons génétiques mais aussi suivant des paramètres comme l’âge, le sexe, 

l’ethnie…etc. Cette variabilité va jouer un rôle important chez un sujet donné s'il est exposé 

à un xénobiotique potentiellement toxique. Selon l'expression de ses EMX, un individu 

pourra être plus ou moins sensible à la production de métabolites toxiques.  

 

Ces enzymes du métabolisme des xénobiotiques ont de nombreuses particularités : 

certaines peuvent métaboliser plusieurs substrats et elles ont une faible activité basale mais 

sont fortement inductibles. La voie d’activation de ces CYPs peut se faire sous l’influence de 

facteurs de transcription aussi appelés xénosenseurs [26]. De manière générale, les 

xénosenseurs sont liés à des protéines cytoplasmiques ou nucléaires et sont donc bloqués. 

En présence de leurs ligands qui peuvent être des molécules endogènes (stéroïdes, acides 

gras par exemple) ou exogènes (xénobiotiques), ils vont être libérés de l’action de ces 

protéines et vont alors activer des gènes régulant l’activité d’EMX cibles [31]. Par cette voie, 

ces récepteurs vont détecter la présence de xénobiotiques dans la cellule ce qui va 

permettre l’activation des EMX les plus appropriées pour désactiver et éliminer ces 

composés. 

Il faut noter que ces récepteurs ont une faible affinité et spécificité de ligands. Pour 

cette raison, de nombreuses molécules pourront les activer et cette activation pourra 

entrainer la régulation de l’activité d’autres facteurs de transcription. Cela pourra alors 

aboutir à la régulation de fonctions physiologiques comme l’homéostasie des acides biliaires 

et du glucose, le métabolisme des lipides et l’inflammation. Par cette voie, l’absorption de 

xénobiotiques par les cellules pourra influer de façon positive ou négative des fonctions 

biologiques diverses. De même, l’activation de ces xénosenseurs pourra être liée à la 

régulation de l’activité de nombreux transporteurs [34]. 

Il est donc clair que ces récepteurs jouent un rôle central dans la coordination et la 

régulation des EMX et dans la quantité et la toxicité de xénobiotiques biodisponibles après 

absorption. Trois de ces récepteurs sont particulièrement impliqués dans la régulation du 

métabolisme des xénobiotiques de phase I et II. Il s’agit de récepteurs nucléaires comme 

l’AhR (aryl hydrocarbon receptor), le PXR (pregnane X receptor) ou le CAR (constitutive 

androstane receptor). 
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3.2. Métabolisme de phase II et excrétion 

Les réactions de phase I vues précédemment pourront être suivies de réactions de 

phase II. Ces réactions consistent en la conjugaison des xénobiotiques ou de leurs 

métabolites avec des composés endogènes, ce qui permet principalement d’augmenter leur 

hydrosolubilité et favoriser leur excrétion. Elles sont principalement hépatiques et localisées 

dans le cytosol et le réticulum endoplasmique des hépatocytes. On distingue six réactions de 

conjugaison principales dont la glucuro-conjugaison est majoritaire. Elle consiste en la 

conjugaison d’acide glucuronique aux composés initiaux ce qui favorise alors leur excrétion 

par la bile ou les reins. Cela concerne des molécules comme par exemple le paracétamol. Il 

existe d’autres réactions de conjugaison comme l’addition de groupements acétyl, de 

glutathion, de groupement sulfonate, acétyl et méthyl ou encore d’acides aminés [35] 

(Figure 4) aux composés d’intérêt. 

Cette étape de phase II permet d’améliorer l’hydrosolubilité des cibles et donc de 

favoriser leur excrétion par les cellules tout en les désactivant. De même que les enzymes de 

phase I, celles de phase II ont une activité régulable. Il est important de noter que ce 

métabolisme de phase II ne succède pas obligatoirement au métabolisme de phase I. Ainsi, 

des xénobiotiques peuvent être seulement métabolisés par des enzymes de phase I ou par 

des enzymes de phase II [26]. 

 

Lors de la phase d’excrétion, l’organisme peut se débarrasser de xénobiotiques 

initialement absorbés.  

Cette phase va être permise tout d’abord au niveau cellulaire par les systèmes de transport 

dits de phase III qui vont permettre l’expulsion des xénobiotiques hors des cellules (Figure 

2). Ces transports impliqués aussi dans l’absorption des xénobiotiques ont été décrits 

précédemment. Il s’agit des transporteurs appartenant à la famille des ABC et SLC. Il est 

possible de suivre l’activité de certains transporteurs d’efflux impliqués dans les processus 

d’excrétion hépatique ou encore d’excrétion des xénobiotiques vers la lumière intestinale 

par le suivi de l’excrétion de substrats fluorescents. En particulier, l’activité de la 

glycoprotéine P (Pgp) peut être suivie lors des expérimentations in vitro à l’aide de l’un de 

ces substrats : la rhodamine 123 [36]. Ce substrat fluorescent sera excrété hors de la cellule 

par la Pgp et son flux donnera donc une indication sur l’activité de ce transporteur [28]. 
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Par le processus d’excrétion globale, les xénobiotiques et/ou leurs métabolites seront 

expulsés hors de l’organisme via la bile puis les fèces (excrétion hépatique) ou encore via le 

sang puis l’urine (excrétion rénale) (Tableau 1). Cette dernière voie d’excrétion est d’ailleurs 

majoritaire en particulier pour les composés hydrosolubles. Ces composés seront en effet 

aptes à passer la barrière rénale en suivant 2 voies principales d’excrétion du plasma vers 

l’urine [37] : 

- la filtration glomérulaire, majoritaire, est un transport passif qui concerne principalement 

les molécules dont le poids est inférieur à 65 Kda et donc plus particulièrement les molécules 

circulant sous forme libre. 

- la sécrétion tubulaire est un transport actif permettant l’excrétion des acides et bases 

faibles qui reste négligeable devant la filtration glomérulaire 

Une voie permet aussi l’absorption de composés de l’urine vers le plasma, il s’agit de la 

réabsorption tubulaire. Ce transport passif concerne particulièrement les acides et bases 

faibles. 

 

Une fois excrétés dans l’urine ou dans la bile puis les fèces, les xénobiotiques et/ou 

leurs métabolites sont définitivement éliminés. D’autres voies d’excrétion sont possibles 

comme le lait maternel, l’air expiré, la salive, les cheveux etc. mais sont minoritaires.  
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Figure 4 : Etapes du métabolisme des xénobiotiques. D’après Tolson, A.H. and Wang, H. [22]. 

 

Nous avons donc vu les mécanismes consécutifs à l’absorption de xénobiotiques par 

notre organisme (Figure 4). Classiquement et schématiquement, les xénobiotiques sont 

absorbés et métabolisés par le tractus digestif (en particulier l’intestin) puis dirigés 

directement vers le foie où ils subissent de nouvelles étapes de métabolisme avant d’être 

excrétés vers l’urine ou les fèces. Ces effets de premiers passages intestinaux et hépatiques 

jouent donc un rôle prépondérant dans l’absorption, le métabolisme et l’excrétion des 

xénobiotiques. 



33 

 

II. CYCLE ENTERO HEPATIQUE ET EFFETS DE PREMIER PASSAGE 

1. Propriétés et paramètres d’absorption, distribution, métabolisme et 

excrétion de l’intestin grêle. 

Comme il a été vu précédemment, l’absorption orale est majoritaire. Elle concerne en 

particulier tous les xénobiotiques ingérés voire les grosses particules inhalées ainsi que la 

majorité des substances thérapeutiques. En effet, cette voie étant non invasive pour le 

patient, elle est privilégiée. Une fois les xénobiotiques ingérés, les sites d’absorption 

pourront être multiples : au niveau buccal, de l’estomac ou encore des intestins. C’est 

l’intestin qui est le site principal d’absorption des nutriments et xénobiotiques oraux. Il est 

composé plus particulièrement de l’intestin grêle et du gros intestin. Nous nous focaliserons 

par la suite sur les propriétés de l’intestin grêle qui permet majoritairement l’absorption des 

nutriments et xénobiotiques oraux vers la circulation sanguine. Au contraire, le gros intestin 

est principalement impliqué dans le stockage et la formation des fèces. Ainsi, sur les 9L 

quotidien de sécrétions digestives et de l’alimentation transitant dans l’intestin grêle, 

seulement 2L sont retrouvés dans le colon [38]. 

1.1. Propriétés de l’intestin grêle 

L’intestin grêle est l’organe impliqué dans l’absorption des nutriments et est 

anatomiquement composé de trois parties : le duodenum, le jejunum et l’ileon. Cette 

absorption est permise par les propriétés aussi bien physiologiques qu’histologiques de cet 

organe. De plus, l’intestin grêle joue un rôle de barrière crucial qui permet de limiter 

l’absorption de certains xénobiotiques potentiellement toxiques [39]. 

Cet organe est composé de trois couches successives, une couche séreuse, 

musculeuse et muqueuse (Figure 5). La muqueuse forme des replis appelés valvules 

conniventes qui accroissent les capacités d’absorption de l’intestin (Figure 5). La muqueuse 

peut être décomposée en deux parties : une partie composée des villosités et une partie de 

cryptes (ou glandes) de Lieberkühn. Les villosités augmentent la surface d’échange 

disponible jusqu’à 300 m² au total et sont recouvertes d’un épithélium de revêtement 

(Figure 5). Ces structures viennent donc accroître les capacités absorptives de l’intestin. 
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Cette capacité d’absorption est d’autant plus importante que la taille de l’intestin varie de 4 

à 6 mètres et que son épithélium présente des propriétés bien particulières [40].  

L’épithélium intestinal forme une monocouche simple reposant sur la lamina propria 

contenant les vaisseaux sanguins et lymphatiques et est composé de plusieurs types 

cellulaires dont les entérocytes sont les plus nombreux (>90% des cellules de la barrière 

intestinale) [41]. Ces cellules sont polarisées et présentent des microvillosités apicales qui 

vont permettre l’absorption des nutriments et xénobiotiques par l’intestin et augmenter 

considérablement la surface d’échange disponible. Ces microvillosités sont recouvertes 

d’une couche de polysaccharides appelés glycocalyx. L’ensemble microvillosités et glycocalyx 

est appelé bordure en brosse (Figure 5) [38]. Trois structures sont donc à l’origine des hautes 

capacités d’absorption de l’intestin grêle : les valvules, les villosités et les microvillosités 

(Figure 5). 

De plus, de nombreuses enzymes hydrolytiques (phosphatase alcaline, 

peptidase…etc.) sont présentes au niveau de la bordure en brosse et permettent les 

dernières étapes d’hydrolyse des nutriments et xénobiotiques oraux avant leur transport 

vers la circulation sanguine. 

 
Figure 5 : Propriétés et histologie de l'intestin grêle. Structures impliquées dans la capacité d’absorption 

intestinale. D’après Marieb, E.N. and Hoehn, K. [40]. 

 

Les entérocytes se forment dans les cryptes de Lieberkühn puis migrent vers les 

villosités lors de leur différenciation. D’autres types cellulaires sont aussi présents dans les 
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villosités comme des cellules immunitaires (M) et des cellules calciformes productrices de 

mucus (Figure 5). Ce dernier constitue une protection de la paroi intestinale.  

La cohésion entre les cellules et donc de la barrière intestinale se fait par 

l’intermédiaire de différents types de jonctions comme les jonctions communicantes et les 

jonctions serrées. Les jonctions communicantes assurent la communication des cellules 

entre elles par l’intermédiaire de canaux aqueux et donc le passage de petites molécules 

(glucose, acides aminés) permettant le couplage métabolique et électrique des cellules 

voisines. Les jonctions serrées joignent étroitement entre elles les cellules épithéliales au 

niveau apical et permettent par ce biais de limiter la perméabilité de l’épithélium intestinal. 

Elles constituent la zonula occludens et sont formées, entre autres, de protéines comme les 

claudines et occludines.  

1.2. Absorption et excrétion intestinale 

Les substances thérapeutiques et plus généralement les xénobiotiques ingérés sont 

dissous et subissent de nombreuses modifications enzymatiques dans l’estomac où ils sont 

intégrés au bol alimentaire pour former ce que l’on appelle le chyme [42]. Ils peuvent 

ensuite franchir la couche aqueuse de l’intestin, le mucus qui protège l’intestin de l’acidité 

du chyme, être absorbés par les cellules épithéliales de l’intestin, franchir la lame basale sur 

laquelle repose ces cellules épithéliales pour enfin gagner la circulation sanguine par les 

capillaires et être distribués vers leurs organes cibles.  

Avant d’atteindre la circulation sanguine, les molécules devront donc traverser un 

certain nombre de barrière biologiques. Elles devront tout d’abord passer la barrière 

constituée par le mucus intestinal couvrant la muqueuse de l’intestin grêle. Elles subiront 

ensuite potentiellement des phases d’hydrolyse et de modifications par les enzymes 

présentes dans la bordure en brosse et pourront être métabolisées directement par la flore 

microbienne intestinale [27,28]. 

Au niveau des entérocytes, le passage pourra se faire de manière paracellulaire ou 

transcellulaire (Figure 2).  

 

 Les molécules passant par la voie paracellulaire sont habituellement polaires ou 

fortement hydrosolubles. Ces xénobiotiques sont la plupart du temps des petites molécules 

(< 15 nm), des électrolytes et de l’eau, aptes à traverser les jonctions serrées dans le sens du 
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gradient de concentration. Ce passage est toutefois limité par rapport au transport 

transcellulaire même si certains signaux vont l’augmenter en entrainant un relâchement des 

jonctions serrées [44] (Figure 2) comme c’est le cas par exemple de certaines toxines 

bactériennes ou de certains pesticides [30,31]. La perméabilité est donc liée à l’état des 

jonctions serrées et peut être caractérisée par des mesures de flux ioniques (résistance 

électrique transépithéliale) et de molécules fluorescentes (comme le jaune Lucifer par 

exemple) à travers les jonctions serrées [47]. 

 

 Du fait de la grande surface d’absorption permise, entre autres, par les microvillosités 

(1000 fois supérieure à celle que l’on retrouve entre les cellules), la voie transcellulaire est la 

plus empruntée par les xénobiotiques. Ce transport peut se faire sous l’action des 

transporteurs qui prennent en charge les nutriments et composés endogènes mais aussi les 

xénobiotiques qui leur sont similaires d’un point de vue structurel [42]. Ce transport pourra 

être pris en charge par les transporteurs SLC dans le sens de l’absorption et ABC dans le sens 

de l’excrétion comme décrit dans la partie détaillant les processus d’ADME (Tableau 1). Ces 

transporteurs jouent un rôle prépondérant dans la quantité de xénobiotiques absorbés ou 

excrétés par l’intestin. Il a été montré que la plupart des transporteurs SLC et ABC étaient 

largement exprimés par l’intestin [41,48] même si l’expression de ces transporteurs varie 

d’une zone à l’autre de l’intestin grêle [42]. Cette expression tend à diminuer le long de 

l’intestin [49]. L’expression de ces transporteurs peut de plus parfois être étroitement liée à 

celle d’EMX de phase I et II. Ainsi, un de ces transporteurs est particulièrement étudié du fait 

de son implication dans l’excrétion de nombreux xénobiotiques. Il s’agit de la Pgp 

appartenant à la famille des transporteurs ABC. Ce transporteur va limiter l’absorption 

intestinale d’un certain nombre de xénobiotiques et partage de nombreux substrats avec le 

CYP3A4 [28,50], le CYP le plus exprimé dans l’intestin grêle et le foie. Cette protéine qui est 

impliquée notamment dans la résistance de certains cancers à des molécules thérapeutiques 

[51] est particulièrement exprimée dans des organes comme l’intestin grêle. Elle est aussi 

impliquée dans l’excrétion de xénobiotiques hors du foie vers la bile et l’urine et possède de 

nombreux substrats [52]. Elle joue donc un rôle majeur dans la protection de l’organisme 

face aux agressions de xénobiotiques toxiques et aussi en modifiant la biodisponibilité orale 

de nombreuses substances thérapeutiques. 
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La plupart de ces transporteurs sont exprimés aussi bien dans l’intestin que dans le 

foie à des niveaux d’expression toutefois différents (Tableau 1). C’est pour cette raison que 

les tests in vitro et in vivo d’absorption et d’excrétion constituent une étape primordiale 

dans le développement de nouvelles molécules pharmaceutiques afin de ne pas sous-

estimer l’impact de l’activité de ces transporteurs sur la biodisponibilité des substances 

testées [41]. 

 

Un certain nombre de facteurs jouent un rôle prédominant sur cette absorption 

intestinale. On peut tout d’abord citer les propriétés physico-chimiques des xénobiotiques 

comme la taille des molécules, leur conformation, leur propriété 

hydrophobe/hydrophile…etc. qui peuvent grandement influer sur leur affinité avec les 

transporteurs et enzymes et donc limiter ou augmenter leur absorption et leur 

biodisponibilité. De même, les excipients utilisés dans la fabrication des substances 

pharmaceutiques ou la matrice alimentaire dans laquelle les xénobiotiques sont inclus 

pourront limiter ou au contraire accentuer l’absorption intestinale [15,42]. Les propriétés 

physiologiques de l’intestin sont aussi à prendre en compte. En effet, les variations de transit 

ou encore de pH entre les différentes parties de cet organe vont influer sur l’absorption des 

xénobiotiques oraux et sur leur biodisponibilité [53].  

1.3. Métabolisme intestinal  

Une fois absorbés par les entérocytes les xénobiotiques gagnent la plupart du temps 

directement le foie par l’intermédiaire de la veine porte avant d’être redistribués vers la 

circulation générale. Même si le site principal du métabolisme des xénobiotiques est le foie, 

un certain nombre de molécules pourront être métabolisées par le tractus gastro-intestinal 

et en particulier par l’intestin grêle. Ce processus appelé « effet de premier passage 

intestinal» est particulièrement important puisqu’il pourra être à l’origine du métabolisme 

d’une substance thérapeutique avant qu’elle n’ait atteint son site d’action. Ainsi, l’intestin et 

le foie expriment de nombreuses EMX communes mais pas dans les mêmes proportions et 

niveaux d’expression [42] (Tableau 2). En particulier, le CYP3A4 représente 70% des EMX de 

phase I de l’intestin et va donc être à l’origine du métabolisme de nombreux substrats 

comme la cyclosporine, le verapamil et le midazolam dès leur premier passage intestinal et 

limiter leur biodisponibilité. Ainsi, en terme de niveau d’ARNm , le CYP3A4 est autant 
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exprimé dans l’intestin que le foie [54] et va être à l’origine du métabolisme de 80% des 

xénobiotiques métabolisés par l’intestin [41]. Les enzymes de la sous-famille CYP2C joue 

aussi un rôle particulièrement important dans le métabolisme des xénobiotiques par les 

entérocytes puisqu’il permet le métabolisme de 15% des xénobiotiques métabolisés par 

l’intestin [53,54]. 

EMX de phase I Intestin grêle Foie 

CYP1A1 + ++ 

CYP1A2 - +++ 

CYP1B1 + + 

CYP2 J2 ++/+ ++ 

CYP2A13 +/- +++ 

CYP2A6 - +++ 

CYP2B6 ++/+ +++ 

CYP2C19 ++ +++ 

CYP2C8 + +++ 

CYP2C9 ++ +++ 

CYP2D6 ++/+ +++ 

CYP2E1 ++/+ +++ 

CYP2F1 - - 

CYP2R1 + + 

CYP2S1 ++/+ - 

CYP3A4 +++ +++ 

CYP3A43 - +++ 

CYP3A5 +++/++ +++/++ 

CYP3A7 +/- + 
 

Tableau 2 : Niveau d'expression (quantité d’ARNm) des EMX de phase I de l'intestin et du foie. D’après Pavek, 

P. and Dvorak, Z. [54].  

 

 De même, les enzymes de phase II sont largement exprimées dans la muqueuse 

intestinale et vont donc contribuer en grande partie à l’effet de premier passage intestinal. Il 

faut toutefois noter que les CYPs sont uniquement exprimés dans les entérocytes qui 

représentent une petite fraction de la population cellulaire intestinale et que les niveaux 

d’expression et la quantité des EMX intestinaux de phase I et II vont avoir tendance à 

diminuer le long de l’intestin grêle [42]. 
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Ce métabolisme intestinal peut limiter de manière notable la biodisponibilité des 

xénobiotiques et/ou de leurs métabolites même si l’on considère que l’intestin a un 

métabolisme 30 à 200 fois plus faible que celui du foie [42].  

Une fois absorbés par l’intestin, une grande proportion des xénobiotiques est dirigée 

directement vers le foie, organe central pour son rôle dans le métabolisme et l’excrétion des 

xénobiotiques. 

2. Propriétés du foie et paramètres d’absorption, de distribution, de 

métabolisme et d’excrétion hépatiques 

2.1. Propriétés du foie 

Le foie est l’organe le plus volumineux du corps humain. Il assure de nombreuses 

fonctions aussi bien de stockage que de métabolisme du glucose, des lipides ou encore des 

protéines et la production de bile et d’urée. Il participe au stockage des vitamines et du fer, 

au traitement des éléments du sang comme les hématies et leucocytes et au métabolisme 

des stéroïdes. Cet organe est aussi l’organe qui joue le rôle principal dans le métabolisme 

des xénobiotiques.  

Ce rôle central est permis par sa position dans le corps humain mais aussi sa 

structure anatomique et physiologique particulière [55,56] (Figure 6). En effet, cet organe 

est l’un des plus vascularisés du corps humain. 30% du sang qui arrive dans le foie provient 

du cœur par l’artère hépatique et est enrichi en oxygène. 70 % du sang qui arrive dans le foie 

provient de la veine porte issue du système gastro intestinal et est riche en nutriments mais 

pauvre en oxygène.  
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Figure 6 : Localisation anatomique et structure du foie. D’après Mc Dowell, J. [56]. 

 

Ce sang portal contient aussi les xénobiotiques ingérés et ayant franchi la barrière 

intestinale. Il y a donc une communication directe entre l’intestin et le foie par 

l’intermédiaire de la veine porte. Cette communication entraine une limitation de la 

biodisponibilité des xénobiotiques empruntant cette voie. Ils seront en effet métabolisés par 

l’intestin et le foie avant d’être biodisponibles [53]. Cela constitue l’effet de premier passage 

intestinal et hépatique (Figure 7). Le produit du métabolisme des xénobiotiques par le foie 

peut aussi être excrété par l’intermédiaire de la bile via les canalicules biliaires des 

hépatocytes pour revenir à l’intestin puis au foie, etc. Ainsi se met en place un cycle appelé 

entéro hépatique (Figure 7).  

Ce cycle entéro-hépatique pourra donc être à l’origine d’un effet de second passage 

limitant d’autant plus la biodisponibilité des xénobiotiques et/ou de leurs métabolites.  
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Figure 7 : Effets de premier passage intestinaux et hépatiques et cycle entéro-hépatique. D’après Van de 

Waterbeemd, H. and Gifford, E. [53]. 

 

D’un point de vue histologique, le foie est constitué d’une multitude d’unités 

structurelles et fonctionnelles appelées lobules hépatiques. Ces lobules sont de forme 

hexagonales et traversés en leur centre par la veine centro-lobulaire. Ils sont délimités par 

une ramification de l’artère hépatique, de la voie biliaire et de la veine porte. Les lobules 

hépatiques sont constitués en grande majorité (60%) par les hépatocytes, devant les 

cholangiocytes qui constituent les canaux biliaires, les cellules endothéliales sinusoïdales, les 

cellules stellaires (réserve et réparation), les cellules de Kupffer (macrophages) et enfin les 

cellules à granulation (lymphocytes) [58]. Les hépatocytes représentent 80 % du poids du 

foie et sont des cellules de forme polyédrique. Ils sont hautement polarisés même si leur 

morphologie varie suivant la zone des lobules dans laquelle ils se situent [58]. Des sillons 

sont présents au niveau de leur membrane pariétale, ce qui permet la formation des 

canalicules biliaires par des hépatocytes adjacents. Ces canalicules permettent la circulation 

de la bile synthétisée et excrétée par les hépatocytes. 

 

L’artère hépatique et la veine porte se rejoignent dans les sinusoïdes hépatiques. Les 

hépatocytes sont disposés en travée et irrigués par ces capillaires sinusoïdes qui vont ensuite 
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drainer les produits des hépatocytes vers la veine centro-lobulaire [59] (Figure 8). Le sang est 

alors renvoyé du foie vers la circulation systémique par l’intermédiaire des veines sus-

hépatiques. La circulation sanguine se fait donc de la périphérie vers le centre des lobules 

hépatiques ce qui génère des gradients d’oxygène, de concentrations en nutriments, de 

xénobiotiques, etc. De même, la morphologie et la fonctionnalité des hépatocytes n’est pas 

la même entre la périphérie et le centre des lobules. Par exemple, l’expression de certaines 

enzymes du métabolisme des xénobiotiques peut différer suivant ces différentes zones : le 

CYP3A4 est ainsi beaucoup plus exprimé au centre qu’à la périphérie des lobules. On parle 

alors de phénomène de zonation [58]. 

 
Figure 8 : Structure des lobules hépatiques et circulation lobulaire. La vue en coupe d’un lobule hépatique 

montre comment le sang en provenance de l’artère et de la veine portale hépatique circule entre les travées 

d’hépatocytes en direction de la veine centrale. Les cellules hépatiques produisent de la bile qui est dirigée par 

l’intermédiaire des canalicules biliaires vers les conduits biliaires. D’après Patton, K.T. and Thibodeau, G.A. [59]. 

 

Les hépatocytes assurent la plupart des fonctions du foie décrites ci-dessus comme 

en particulier le métabolisme et l’excrétion des xénobiotiques. 
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2.2. Absorption, métabolisme et excrétion hépatique 

Les capacités métaboliques des hépatocytes sont très importantes. Ils expriment 

fortement la majorité des enzymes de phase I et II du métabolisme des xénobiotiques ainsi 

que la plupart des transporteurs permettant l’absorption ou l’excrétion des xénobiotiques 

(Tableau 1 et 2, Figure 9). 

De la même façon que décrite dans la partie décrivant les processus d’ADME, 

l’absorption des xénobiotiques par les hépatocytes pourra se faire plus facilement pour les 

composés hydrophobes, aptes à traverser les membranes lipidiques des hépatocytes. De 

nombreux transporteurs permettent aussi l’influx et l’efflux des xénobiotiques ainsi que des 

substances endogènes dans les hépatocytes (Tableau 1, Figure 9). Le fonctionnement de ces 

transporteurs présents dans de nombreux tissus comme l’intestin et les reins a été décrit 

précédemment. Les transporteurs SLC dont les plus exprimés dans le foie appartiennent à la 

famille des OATP, vont permettre l’influx de nombreux xénobiotiques et substances 

endogènes comme les acides biliaires. Au contraire, les transporteurs ABC vont permettre 

l’efflux de ces xénobiotiques vers la bile ou la circulation sanguine (Tableau 1, Figure 9) [60]. 

Ce transport est déterminé par le poids moléculaire et plus généralement les propriétés 

physico chimiques de ces xénobiotiques. Les composés les plus lourds et polaires sont 

particulièrement excrétés par la bile. S’il y a excrétion des xénobiotiques et/ou de leurs 

métabolites par les acides biliaires produits par le foie, ils pourront alors revenir à l’intestin 

et être définitivement éliminés par les fèces ou être redirigés vers le foie et subir de 

nouvelles étapes de métabolisme. Ce cycle entéro-hépatique a été décrit précédemment 

(Figure 7).  
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Figure 9 : Principaux transporteurs exprimés par les hépatocytes. Localisation et sens de ce transport. D’après 

Köck, K. and Brouwer, K.L.R. [60]. 

 

Une fois absorbés par les hépatocytes, les xénobiotiques pourront être pris en charge 

par les enzymes de phase I et II largement exprimés par ces cellules. 

Les proportions des principaux CYPs exprimés par les hépatocytes sont connues : le CYP3A4 

(20 à 50 %), le CYP2C8/9 (10 à 30 %), le CYP2D6 (2 à 6 %), le CYP2C19 (1 à 10 %), le CYP1A2 (1 

à 13 %), le CYP2E1 (7 %) [31]. Comme dans l’intestin, le CYP3A4 est largement prédominant 

quantitativement et en terme d’expression. 

Les xénobiotiques ou leurs métabolites pourront aussi être conjugués à des 

composés endogènes par les enzymes de phase II exprimées par le foie. Ces enzymes sont 

similaires à celles retrouvées dans l’intestin, et contribuent à rendre les métabolites plus 

hydrophiles que les composés parents favorisant ainsi leur excrétion. En particulier, les 

uridine diphosphate glucuronosyl transférases, ou UGTs sont exprimées principalement dans 

le foie et vont faciliter la clairance des métabolites dans la bile et l’urine [26]. Les 

sulphotransphérases (SULTs) principalement exprimées par les intestins et le foie vont 

également participer à ce processus d’excrétion [26]. 

 

Les xénobiotiques oraux sont donc majoritairement absorbés et potentiellement 

métabolisés par l’intestin avant d’atteindre le foie. De par sa position anatomique mais aussi 

de par les fortes capacités métaboliques des hépatocytes, le foie métabolise alors les 
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xénobiotiques absorbés avant de les renvoyer vers la circulation systémique ou de les 

éliminer par la bile et l’urine. Les xénobiotiques ingérés et hydrophobes subissent donc pour 

la plupart un effet de premier passage intestinal et hépatique qui joue un rôle de protection 

de l’organisme face à des xénobiotiques potentiellement toxiques. Ces effets de premiers 

passages sont particulièrement importants à prendre en compte car ils vont limiter la 

biodisponibilité de nombreuses molécules pharmaceutiques. Cet effet de premier passage 

peut être tellement important que certaines substances seront inefficaces après ingestion. 

Ceci peut être accentué par le phénomène de recirculation entéro-hépatique qui va imposer 

d’autres étapes de métabolisme par l’intestin et le foie aux xénobiotiques ou métabolites 

concernés. Ces deux organes jouent donc un rôle majeur dans la biodisponibilité de 

xénobiotiques comme les substances thérapeutiques. Comprendre et mimer le 

fonctionnement de ces deux organes est crucial pour comprendre les phénomènes 

aboutissant à la toxicité de xénobiotiques ou encore à la quantité de substances 

thérapeutiques pouvant atteindre leurs organes cibles après ingestion. Classiquement, ces 

études sont effectuées sur des modèles intestinaux et hépatiques in vitro, ex vivo et in vivo. 
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III. DE L’EXPÉRIMENTATION ANIMALE À L’UTILISATION DES 

MÉTHODES IN VITRO ALTERNATIVES : CONTEXTE ETHIQUE, 

REGLEMENTAIRE ET SCIENTIFIQUE. 

La demande en nouvelles méthodes alternatives in vitro n’a cessé d’augmenter ces 

dernières années. Cet accroissement est lié à la conjugaison de nombreux facteurs comme le 

durcissement de la réglementation sur les expérimentations animales, la mise en place de 

règlements comme le règlement européen REACH (Registration, Evaluation, Authorization 

and Restriction of Chemicals), les difficultés d’extrapolation à l’Homme des résultats obtenus 

après expérimentations animales ou encore le faible pouvoir prédictif des méthodes in vitro 

classiques. Pour bien comprendre la nécessité de développer des méthodes in vitro 

alternatives à l’expérimentation animale, il est nécessaire de commencer par resituer le 

cadre éthique et réglementaire dans lequel doit se placer toute expérimentation animale.  

1. Cadre réglementaire et éthique de l’expérimentation animale 

Il est communément admis que l’expérimentation animale est nécessaire pour tester des 

molécules et dispositifs ou effectuer des études de fonctionnement à l’échelle des organes 

et d’un organisme entier. Toutefois, la pression de l’opinion publique et la prise en compte 

de l’éthique expérimentale ont conduit à une demande accrue d’encadrement des tests sur 

animaux. 

Cet encadrement éthique de l’expérimentation animale commence véritablement par la 

règle des 3R en 1959 [61] qui préconise à tous les expérimentateurs potentiels de :  

 

 Réduire le nombre d’animaux utilisés lors des expérimentations. Pour cela, le futur 

expérimentateur se voit, entre autres, dans l’obligation d’estimer le nombre d’animaux 

nécessaires à ces expérimentations tout en supprimant toutes celles potentiellement inutiles 

car déjà effectuées par d’autres équipes (directive n° 86/609/CEE) [62]. Il est aussi préconisé 

de partager les animaux tests entre expérimentateurs ayant des demandes compatibles. 

 

 Raffiner les expérimentations, ce qui implique la prise en compte de la sensibilité de 

l’animal à la douleur lors des expérimentations. Les expérimentateurs doivent ainsi dans la 

mesure du possible diminuer les douleurs subies par les animaux ainsi que soulager leur 
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stress. On pourra, entre autres, souligner que l’expérimentateur a le devoir d’utiliser des 

méthodes non invasives si possible, d’utiliser des méthodes substitutives aux tests 

douloureux lorsqu’elles existent, d’utiliser les méthodes d’euthanasie appropriées etc. Afin 

de minimiser les douleurs subies par l’animal, la notion de point limite a été mise en place 

(Conseil canadien de protection des animaux). Ce point est défini comme étant le moment 

de l’expérimentation à partir duquel il est décidé de mettre fin à l’expérimentation par 

euthanasie ou par arrêt de l’expérience. Cela a plusieurs objectifs comme par exemple de 

mettre fin à des souffrances inutiles et de limiter les données incorrectes obtenues lorsque 

les animaux sont trop stressés. 

 

 Remplacer dès que possible l’expérimentation animale par des méthodes 

alternatives in vitro ou in silico. Les méthodes utilisées doivent bien sur avoir fait leur 

preuve et être préalablement validées. 

 

Cette règle sert de base à toutes les lois et décrets publiés par la suite. A l’heure 

actuelle, l’harmonisation des lois entre les pays européens concernant l’éthique 

expérimentale a abouti à la mise en application de la directive européenne 2010/63 

définissant le cadre dans lequel doivent se dérouler les expérimentations animales [63]. 

Ce décret impose l’application de la règle des 3R préalablement décrite, définit, entre autres, 

les domaines scientifiques pour lesquels sont autorisés l’expérimentation animale, précise 

les agréments et autorisation à acquérir avant de pouvoir pratiquer des expériences sur 

animaux et préconise aussi l’utilisation des méthodes alternatives dès que possible. 

Ces décrets ont été renforcés dans certains secteurs comme celui de la cosmétique. On peut 

ainsi citer la directive européenne « Cosmétique » 7/768/CEE qui interdit à l’heure actuelle 

l’utilisation des animaux en vue des tests de cosmétique.  

 

En France, c’est en 1976 que la première législation concernant l’expérimentation 

animale est mise au point. Cette loi a par ailleurs inspiré le Code Rural qui réglemente 

encore actuellement les pratiques utilisées en expérimentation animale [64]. Cette 

réglementation a été actualisée en février 2013 (articles R214-87 à R214-137 du code rural) 

et est à l’heure actuelle similaire à celle imposée par l’union Européenne. La règle des 3R y 

http://ec.europa.eu/consumers/sectors/cosmetics/animal-testing/index_fr.htm


48 

 

sert là aussi de référence en termes de pratiques expérimentales. De plus, elle interdit par 

exemple l’utilisation des grands singes à des fins d’expérimentation sauf en cas de nécessité 

absolue comme lors des crises sanitaires. Les agréments sont donnés aux établissements 

pour une durée de 6 ans et tout projet de recherche nécessitant l’utilisation d’animaux à des 

fins expérimentales devra faire l’objet d’une évaluation par un comité d’éthique. 

L’autorisation finale est donnée par le ministère de la recherche. On peut souligner que là 

aussi les méthodes de substitution à l’expérimentation animale sont conseillées. 

 

La demande en méthodes alternatives a de plus été renforcée par la mise en place de 

règlement comme le règlement européen REACH n°1907/2006. Ce règlement a été 

promulgué le 18 décembre 2006 par l’Union Européenne et est entré en vigueur le 1er juin 

2007. Il impose un cadre réglementaire à l’utilisation des substances chimiques. Pour cela, 

les entreprises de l’agrochimie et toutes les industries annexes (plasturgie, textile, etc.) se 

voient dans l’obligation d’enregistrer toutes les substances chimiques anciennement et 

nouvellement commercialisées. De plus, ce règlement impose aux industriels d’évaluer les 

risques associés à l’utilisation de ces substances tout en préconisant dans ce but l’utilisation 

de méthodes alternatives à l’expérimentation animale. En effet, en l’état actuel des 

pratiques expérimentales, les tests d’innocuité à effectuer sur les trente milles substances 

qui devraient être enregistrées d’ici 2018 impliqueraient l’utilisation d’environ 54 millions 

d’animaux. De plus, pratiquer tous ces tests de toxicité aurait un coût conséquent et 

nécessiterait des années d’études. En effet, pour seulement déterminer le potentiel 

cancérigène d’une molécule, il faut effectuer des tests pendant 2-3 ans pour un coût estimé 

de 3 à 7 millions d’euros [65]. Enfin, cette quantité de tests sur animaux est difficilement 

réalisable du fait du trop petit nombre d’infrastructures susceptibles de les effectuer et de la 

pression croissante de l’opinion publique ainsi que des associations de protection des 

animaux. 

2. Contexte scientifique et opportunité économique au développement 

des méthodes alternatives 

Cet encadrement sans cesse plus restrictif des pratiques expérimentales a eu par 

conséquent un impact sur des secteurs variés comme le secteur de la biologie fondamentale, 

pharmaceutique ou encore agrochimique dans leur phases de recherche, de 
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développement, de production et de contrôle qualité. En effet, ces secteurs sont fortement 

dépendants de l’utilisation d’un grand nombre d’animaux. A titre d’exemple, environ 12 

millions d’animaux ont été utilisés en 2008 au sein de l’Union Européenne. Un petit nombre 

de ces méthodes alternatives est déjà validé par l’OCDE (organisation de coopération et de 

développement économiques) pour tester des paramètres comme l’absorption et l’irritation 

cutanée ou encore évaluer les effets mutagènes et génotoxiques de xénobiotiques. Aucune 

de ces méthodes validées ne propose toutefois de mimer le fonctionnement de l’intestin et 

du foie, deux organes pourtant majeurs pour déterminer la pharmacocinétique et la toxicité 

de nombreuses substances. Il est donc nécessaire d’augmenter le nombre de ces méthodes 

validées par des organismes comme l’OCDE afin de légitimer l’utilisation des résultats 

obtenus dans des dossiers juridiques par exemple. 

2.1. Importance des modèles in vitro dans le développement 

pharmaceutique 

Le secteur pharmaceutique constitue un marché prometteur pour le développement 

de méthodes alternatives innovantes. En effet, la mise au point d’une nouvelle substance 

pharmaceutique nécessite de longues années de développement et des investissements 

majeurs. La durée totale de développement est de l’ordre de 15 ans et entraine des coûts 

parfois de l’ordre du milliard d’euros [66]. Ce développement est plus généralement divisé 

en deux grandes phases : la phase d’essai préclinique qui permet de sélectionner des 

molécules candidates et de les tester sur des modèles in vitro ainsi que chez l’animal et la 

phase d’essai clinique qui consiste aux tests des molécules sur l’Homme. Cette phase d’essai 

clinique est elle-même subdivisée en 3 phases. Lors de la phase I, les molécules candidates 

sont testées sur volontaires sains puis sur malades lors des phases II (à petite échelle) et III (à 

grande échelle). C’est seulement à l’issue de ces 3 phases que peut être accordée 

l’autorisation de mise sur le marché. Environ 30% des substances candidates qui ont été 

acceptées après des tests sur animaux lors des phases précliniques atteignent la phase III. Et 

de nouveau 30% de ces molécules sont rejetées à l’issue de cette phase III. Ainsi, sur des 

dizaines de milliers de molécules rentrant dans ce processus de développement, il arrive 

bien souvent que seulement quelques-unes soient commercialisables [67]. Ces échecs tardifs 

principalement dus à la découverte d’effets toxiques inconnus sont à l’origine d’un coût 

désastreux pour l’industrie pharmaceutique [68]. Déterminer plus rapidement ces toxicités 
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potentielles avec des modèles alternatifs ayant une bonne prédictibilité permettrait de 

diminuer le nombre de molécules testées dès les phases précliniques et de ne sélectionner 

que les meilleures candidates pour les phases cliniques plus coûteuses (plus de la moitié du 

coût global) [67,69]. Ces méthodes substitutives sont d’autant plus intéressantes que leurs 

durées d’utilisation sont plus courtes et leurs coûts moins élevés que ceux induits par le 

recours aux tests sur animaux [70]. 

2.2. Limites du modèle in vivo 

Un autre argument en faveur du développement des méthodes alternatives est la 

difficulté d’extrapoler à l’Homme les résultats des études menées sur animaux [71]. En effet, 

même si de nombreuses études ont établi une correspondance entre résultats obtenus 

après expérimentation sur les animaux et l’Homme, il a été montré à plusieurs reprises une 

divergence notable [5]. On peut ainsi citer des différences entre certains mécanismes 

biologiques des rongeurs, représentant à eux seuls 80 % des animaux utilisés lors des 

expérimentations en 2008 selon un rapport de la commission européenne, et ceux observés 

chez l’humain. Par exemple, les effets de l’alimentation sur le vieillissement des souris sont 

difficilement extrapolables à l’Homme [72]. En terme de toxicité, les doses réponses 

observées entre les différents modèles animaux d’une part et l’Homme d’autre part peuvent 

grandement diverger [65]. On peut aussi noter des différences notables entre les différents 

modèles de rongeurs et humains concernant l’absorption de composés par voie cutanée 

[73,74]. De même, des études menées sur le rat montrent que même si la corrélation entre 

humains et rats est satisfaisante concernant les profils d’absorption intestinal des 

xénobiotiques [75], les divergences qu’il peut y avoir en terme de métabolisme intestinal et 

hépatique sont importantes [76]. Enfin, les doses testées sur l’animal sont bien souvent 

différentes des doses auxquelles l’Homme est exposé [71]. 

L’utilisation de méthodes alternatives prédictives auraient donc deux avantages 

principaux : réduire les coûts des expérimentations (notamment pour le développement de 

molécules pharmaceutiques) et répondre aux attentes en matière d’éthique animale [68].  

Proposer des méthodes alternatives à l’expérimentation animale, à la fois fiables et 

utilisables par les industriels et chercheurs et permettant de mimer la fonctionnalité de 

l’intestin et du foie, représente donc à l’heure actuelle un enjeu stratégique et un marché 

dont le potentiel est colossal. 
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Ces méthodes alternatives peuvent être classées en 3 grandes catégories : 

- Les méthodes in vitro qui reposent sur l’utilisation de matériel biologique comme des 

tissus, des cellules ou encore des organites. 

- Les méthodes ex vivo reposent sur l’utilisation d’éléments biologiques prélevés in 

vivo, et sont donc mises en œuvre pour réduire le nombre d’animaux utilisés et non 

s’y substituer. 

- Les méthodes in silico sont des modèles mathématiques simulant le fonctionnement 

de cellules, tissus, organes ou encore organisme et s’appuient bien souvent sur les 

données expérimentales obtenues in vivo, in vitro et ex vivo. 
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IV. DESCRIPTION DES MÉTHODES ALTERNATIVES CLASSIQUES  

Un certain nombre de modèles alternatifs à l’expérimentation animale sont 

classiquement utilisés pour mimer le fonctionnement de l’intestin et du foie. Ces modèles 

présentent chacun des avantages et inconvénients bien spécifiques en comparaison avec le 

modèle in vivo (Tableau 3). 

In Silico Ex Vivo In Vitro In Vivo

Caractéristiques

Ces modèles se basent 

sur la relation 

structure/activité des 

xénobiotiques (QSAR) ou 

sur les données de 

clairance propre à chaque 

organes (PBPK).

Fragments d'organes issus du 

modèle animal 

(principalement) ou humain.

Culture de cellules ou de 

fragments cellulaires.

Les expérimentations sont 

principalement effectuées à l'aide de 

modèles animaux comme les rats 

(modèle principalement utilisé), chiens 

et porcs.

Avantages

Ces modèles sont rapides 

d'utilisation et peu 

coûteux.

Ces modèles retranscrivent en 

partie la complexité du vivant 

et permettent d'étudier les 

paramètres ADME d'un organe 

en particulier. La quantité de 

matériel nécessaire est moins 

importante que lors des 

expérimentations pratiquées 

in vivo.

Ces modèles sont moins 

coûteux que les autres. Ils 

permettent de suivre le 

fonctionnement d'une 

population cellulaire 

donnée et d'éviter des 

problèmes éthiques 

propres à l'utilisation 

d'animaux.

Ces modèles retranscrivent toute la 

complexité du vivant et permettent 

d'obtenir des données prenant en 

compte des facteurs comme la 

distribution sanguine des xénobitiques, 

les phénomènes de zonation et plus 

généralement tous les facteurs pouvant 

influencer l'ADME des xénobiotiques.

Inconvénients

Il y a un manque de bases 

de données fiables. Les 

résultats obtenus ne sont 

pas aussi prédictifs que 

ceux obtenus après des 

expériences in vivo et in 

vitro.

Les explants sont issus 

principalement des modèles 

animaux, faible viabilité des 

tissus.

Ce modèle ne retranscrit 

pas la complexité du vivant 

et la physiologie 

d'organisme entier. Les  

résultats obtenus avec ce 

modèle varient d'un 

laboratoire à un autre. Les 

cellules primaires ont une 

fonctionnalité plus proche 

de celle retrouvée in vivo 

mais qui décroît au cours du 

temps. Les cellules de 

lignée sont plus stables et 

robustes mais ont une 

activité plus éloignée de 

celle des populations 

cellulaires in vivo .

Limitations éthiques. Grande quantité 

de matériel nécessaire. Difficulté 

d'étudier le fonctionnement et les 

mécanismes impliquant un seul organe 

ou type cellulaire. Difficulté d' 

extrapolation des résultats obtenus de 

l'animal à l'Homme. Un organe permet 

de tester l'ADME de quelques 

xénobiotiques.

 

Tableau 3 : Caractéristiques, avantages et inconvénients des principaux modèles permettant d'étudier le 

métabolisme et la toxicité des xénobiotiques oraux. D'après Antunes, F. et al., Fasinu, P. et al. [77–80] 

1. Méthodes ex vivo 

Ces méthodes reposent sur l’extraction d’organes entiers ou de fragments d’organes hors 

du corps de l’animal ou de l’Homme. Ces techniques permettent donc de conserver la 

complexité des organes et le niveau de différenciation des types cellulaires les composant. 

L’utilisation de ces méthodes est donc particulièrement intéressante notamment dans le 

cadre des études des paramètres d’ADME de substances pharmaceutiques et de 

xénobiotiques. Les tissus sont maintenus en vie par l’intermédiaire d’une perfusion ou d’une 

culture statique pendant toute la durée des expérimentations. Toutefois, ces méthodes de 
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culture aboutissent à la dégradation rapide de l’intégrité et de la fonctionnalité des tissus ce 

qui n’autorise pas la mise en place d’expérimentations sur un moyen et long terme. Ce 

dernier point constitue la limitation majeure de ces méthodes de culture ex vivo. Un autre 

défaut consiste en la difficulté d’obtention de fragments issus de l’Homme. L’utilisation 

prioritaire d’animaux entraine alors une mauvaise prédictibilité des résultats obtenus. 

1.1. Modèles ex vivo intestinaux 

Ces modèles consistent en la culture de fragments intestinaux. L’utilisation de ce type 

de modèles permet de conserver en grande partie la fonctionnalité intestinale même si les 

tissus utilisés ne sont pas innervés et vascularisés, ce qui représente une limitation par 

rapport aux modèles in vivo. Il a été montré que ces tissus conservaient une bonne activité 

métabolique ce qui rend ce modèle pertinent dans un objectif de tests d’absorption et de 

métabolisme des xénobiotiques [81,82]. De même que pour les méthodes in vivo, les 

portions d’intestin utilisées proviennent la plupart du temps de l’animal ce qui limite 

l’extrapolation des résultats à l’Homme (Tableau 3) [77]. L’inconvénient principal de ces 

méthodes est la dégradation rapide de la fonctionnalité des fragments intestinaux même si 

ils peuvent être utilisés pendant un temps supérieur à 4 heures [82]. Les plus classiquement 

utilisés sont les sacs intestinaux éversés, les segments intestinaux isolés et les chambres de 

Ussing [83].  

i.  Sacs intestinaux éversés 

Pour fabriquer des sacs intestinaux éversés, l’intestin des animaux est prélevé puis 

retourné. L’intégrité des sacs obtenus peut être maintenue jusqu’à plus de deux heures 

après prélèvement en les plongeant dans une solution saline et oxygénée. Cette solution 

peut aussi contenir les xénobiotiques d’études [84]. Cette méthode présente de nombreux 

avantages. Elle permet de suivre l’effet de premier passage intestinal subi par les 

xénobiotiques et l’activité de transporteurs comme la Pgp [85]. Toutefois, la couche 

musculeuse intestinale est toujours présente ce qui peut entrainer l’absorption des 

xénobiotiques testés dans des conditions non physiologiques. L’éversion peut également 

entrainer une diminution de l’intégrité de la barrière intestinale [84]. 
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ii. Segments intestinaux isolés 

Des fragments d’intestin isolés et perfusés peuvent aussi être utilisés pour tester 

l’absorption et le métabolisme de composés [83,86]. Ce modèle organotypique présente de 

nombreux avantages. Ainsi, il est possible de produire rapidement et d’utiliser un grand 

nombre de fragments à partir d’une seule portion d’intestin. Ces fragments possèdent une 

fonctionnalité proche de celle de l’intestin initial [82,84,87]. Les résultats obtenus sont 

considérés comme proche de ceux obtenus in vivo et l’utilisation de cette technique est 

associée à une bonne répétabilité des expériences [83]. Là aussi, le défaut principal de cette 

méthode est la dégradation rapide de la fonctionnalité des segments lors des 

expérimentations.  

iii. Chambre de Hussing 

La culture de fragments intestinaux peut aussi être réalisée au sein de chambre de 

Hussing [88]. Les fragments vont alors délimiter deux compartiments ce qui permet de 

suivre l’absorption et le métabolisme de xénobiotiques [89]. La couche musculaire de 

fragments est préalablement enlevée et la viabilité du tissu est suivie par mesure de la 

résistance transépithéliale du tissu à l’aide d’électrodes [90]. Là aussi, la problématique est 

la conservation des tissus sur une longue durée. En effet, les tissus sont classiquement 

conservés dans ces chambres pendant un peu plus de deux heures [81] mais une 

dégradation du tissu est observable dès 20 minutes après le début de l’expérimentation [91]. 

1.2. Modèles ex vivo hépatiques  

Les méthodes ex vivo classiquement utilisées pour étudier la fonctionnalité hépatique 

reposent principalement sur l’utilisation de foies isolés et perfusés ou encore sur la culture 

de fragments hépatiques [80]. 

i. Foies isolés et perfusés 

Dans ce cas, les foies sont extraits de l’animal et perfusés après extraction [92]. Ce 

modèle est sans aucun doute un de ceux qui permet de retranscrire au mieux les conditions 

du foie in vivo. Les hépatocytes possèdent toujours leurs phénotypes initiaux. Ce modèle 

permet aussi de conserver la complexité originelle de l’organe, comme la présence des 

différents types cellulaires, et de structures physiologiques comme les canalicules biliaires 

[93]. Cette méthode permet donc de suivre le métabolisme et l’efflux des xénobiotiques 
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dans des conditions proches de l’in vivo. Toutefois, de nombreux défauts vont grandement 

limiter l’utilisation de cette méthode. Ainsi, la viabilité des tissus du foie isolé ne dépasse pas 

3heures et se dégrade très rapidement hors du corps de l’animal par manque d’oxygénation 

et d’apports en nutriments. De plus, le modèle animal est privilégié et les résultats obtenus 

sont peu répétables [78,80]. 

ii. Fragments hépatiques 

Là aussi, mais dans une moindre mesure que pour les foies isolés et perfusés, 

l’utilisation de cette méthode in vivo permet de conserver une partie de la complexité et de 

l’organisation du foie initial. Toutefois, la circulation portale ou encore la production de bile 

ne peut être étudiée [78]. Cette technique permet cependant de conserver les structures 

morphologiques hépatiques et l’expression des enzymes des hépatocytes qui diffère suivant 

les zones des fragments [94]. Cela en fait un bon modèle pour les études de toxicité et du 

métabolisme des xénobiotiques. Grâce à l’amélioration de la technique de prélèvement des 

fragments hépatiques, il est possible d’obtenir des fragments très fins (<250 μm d’épaisseur) 

ce qui favorise la diffusion de l’oxygène et des nutriments [95]. Il est ainsi possible de 

maintenir la fonctionnalité de ces fragments pendant une période de 2-3 jours, une durée 

supérieure à celle obtenue avec les foies isolés et perfusés mais qui reste courte. Enfin, 

l’obtention de tissus humains reste compliquée mais l’utilisation de biopsies et de résections 

opératoires rend ce modèle plus accessible que l’utilisation de foies isolés et perfusés. 

Toutefois, cette méthode reste limitée par la dégradation rapide des propriétés des 

fragments, la nécrose des tissus intervenant dès 48 heures de culture [96,97]. 

 

Ces modèles ex vivo sont donc adaptés pour suivre l’effet de premier passage intestinal ou 

la fonctionnalité hépatique sur des temps cours d’expérimentation. Toutefois, la dégradation 

de la viabilité et la modification rapide des capacités métaboliques et des tissus cultivés 

limitent l’utilisation de ces méthodes. 

2. Méthodes in vitro cellulaires 

Ces méthodes présentent de nombreux avantages notamment en termes d’éthique et de 

facilité d’utilisation (Tableau 3). De plus, elles permettent de cibler les effets des 

xénobiotiques sur une population cellulaire donnée et sont bien souvent moins coûteuses à 

mettre en place que les tests in vivo et in situ [98]. Toutefois, elles ne retranscrivent pas 



56 

 

toute la complexité des conditions in vivo comme l’environnement physiologique, 

l’organisation propre des organes mimés ou encore les interactions entre organes. De plus, 

les résultats obtenus sur un même modèle in vitro peuvent grandement varier d’un 

laboratoire à un autre. 

Chaque méthode in vitro possède ses propres avantages et inconvénients que nous 

décrirons par la suite et bien souvent, la stratégie d’étude consiste à combiner plusieurs de 

ces méthodes afin d’obtenir les résultats les plus fiables possibles et extrapolables à 

l’Homme [99]. Certains modèles non cellulaires sont utilisables. Il est possible d’utiliser des 

organites ou des fragments de cellules comme les vésicules membranaires intestinales [99] 

ou les microsomes hépatiques [80]. Il est aussi possible d’utiliser des modèles artificiels 

comme des bicouches lipidiques [100] ou des membranes artificielles [101]. Toutefois, ces 

méthodes ne retranscrivent pas la complexité cellulaire par manque de l’activité d’enzymes 

et de transporteurs. Elles sont donc adaptées au suivi de l’absorption et du passage des 

xénobiotiques à travers une barrière ou au suivi de leur métabolisme par certaines 

structures hépatiques mais ne retranscrivent pas les conditions in vivo [80]. Les modèles 

cellulaires permettent de se rapprocher des conditions in vivo et reposent principalement 

sur l’utilisation de cellules primaires issues directement des organes ciblés ou de cellules 

issues de lignées. Nous décrirons ici les méthodes in vitro les plus couramment utilisées. 

2.1. Modèles in vitro cellulaires intestinaux 

i. Entérocytes primaires 

Les entérocytes représentent 90% de la population cellulaire intestinale. Toutefois, 

lorsqu’ils sont isolés et cultivés en monocouche, ils ne différencient pas un pôle apical et 

basal bien défini, ce qui limite grandement l’étude du transport de xénobiotiques à travers la 

barrière intestinale [102]. De plus, ces cellules sont particulièrement sensibles aux conditions 

de culture et la variabilité, entre les laboratoires, des résultats obtenus est particulièrement 

importante [77]. Enfin, la fonctionnalité et l’intégrité des entérocytes isolés diminuent 

rapidement au cours du temps de culture. 

ii. Lignées cellulaires 

Du fait des limitations liées à l’utilisation des entérocytes primaires en culture, 

l’utilisation de lignées cellulaires peut être une bonne alternative. Ces lignées peuvent être, 
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entre autres, issues d’adénocarcinomes intestinaux humains comme les Caco-2, les HT29 ou 

de lignées animales comme MDCK et 2/4/A1. Les avantages de l’utilisation de ces cellules 

immortalisées consistent en leur capacité à proliférer rapidement, à se différencier en 

monocouches polarisées possédant des propriétés similaires à celles de la barrière 

intestinale et à être cultivables sur un long terme. 

 

Il est ainsi possible de cultiver la lignée cellulaire MDCK (Madin-Darby canine kidney) 

sur des membranes semi perméables. Ces cellules se différencient alors en cellules 

épithéliales étroitement jointes par l’intermédiaire de jonctions serrées. Cette barrière 

montre des similarités avec la barrière intestinale in vivo et peut être utilisée pour suivre 

l’absorption et le transport de xénobiotiques. Il a été montré que l’utilisation de ce modèle 

pouvait permettre d’obtenir des résultats corrélés à ceux que l’on retrouve in vivo [103]. La 

perméabilité de ce type cellulaire est d’ailleurs semblable à celle d’une autre lignée que nous 

décrirons plus en détail par la suite : les Caco-2 [103]. Un des avantages principal de 

l’utilisation de ce type cellulaire est la rapidité à laquelle la barrière épithéliale se met en 

place. Elle est ainsi de 3 jours pour les MDCK contre 3 semaines pour les Caco-2 [77]. Le flux 

de xénobiotiques hydrophiles est plus rapide à travers les monocouches de MDCK que celles 

formées par les Caco-2. Cela se traduit par une plus petite résistance transépithéliale (TEER) 

de la barrière formée par la culture de MDCK [77]. Cette TEER mesurée est plus proche de 

celle du petit intestin que celle mesurée en utilisant des Caco-2. Le principal désavantage de 

l’utilisation de ce type cellulaire est qu’il est issu de l’animal et non de l’Homme comme c’est 

le cas des Caco-2. Cela se traduit par une activité métabolique réduite et une expression de 

transporteurs plus faible dans le cas des MDCK comparées à celles des Caco-2. Leur 

utilisation s’avère donc limitée dans l’étude du rôle que peut jouer un transporteur d’efflux 

comme la Pgp sur l’absorption de xénobiotiques [77]. 

 

Les cellules 2/4/A1 ont initialement été isolées d’intestin de fœtus de rat et se 

différencient en monocouche présentant de nombreuses similarités avec le petit intestin 

particulièrement dans le cadre de l’étude du transport des substances thérapeutiques [99]. 

De la même manière que les Caco-2, elles se différencient en monocouches différenciées 

présentant des microvillosités, des jonctions serrées et expriment de nombreux 
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transporteurs. La résistance transépithéliale mesurée après différenciation de ce type 

cellulaire en monocouche est bien plus similaire à ce que l’on retrouve in vivo au niveau du 

petit intestin que celle mesurée en utilisant des Caco-2 [99,104]. Toutefois, l’origine animale 

de ce type cellulaire représente une sérieuse limitation. 

 

Les cellules HT29 sont issues d’un adénocarcinome humain. Ces cellules expriment 

des caractéristiques modérées des entérocytes différenciés et différencient des jonctions 

serrées plus perméables que celles des Caco-2 classiques. Les cellules de cette lignée 

peuvent aussi se différencier en cellules produisant du mucus excrété en apical de la barrière 

intestinale [77,105]. Cela constitue l’avantage majeur de cette lignée qui permet ainsi de 

reproduire certaines des conditions physiologiques propres à la barrière intestinale. Ainsi, il 

est possible d’obtenir 50% de cellules de la population totale de HT29 qui produisent des 

mucines lorsqu’elles sont cultivées dans un milieu dépourvu de sérum [106]. Toutefois, 

contrairement aux Caco-2, elles n’expriment pas la Pgp [105,107]. Elles peuvent être co-

cultivées avec les Caco-2, ce qui permet de combiner les avantages de ces deux types 

cellulaires [108,109]. 

 

Les Caco-2 ont initialement été isolées d’un adénocarcinome humain. La culture de 

cette lignée constitue le modèle in vitro intestinal le plus utilisé et le plus étudié pour l’étude 

de l’absorption et du transport des xénobiotiques [110]. Les Caco-2 atteignent la confluence 

en 3 à 6 jours et la phase stationnaire après 10 jours de culture. Lorsqu’elles sont cultivées 

pendant 21 jours sur des membranes semi-perméables et poreuses, elles développent des 

caractéristiques similaires à celles des entérocytes. Les cellules expriment alors un haut 

niveau de phosphatase alcaline, de sucrase isomaltase et d’aminopeptidase. Ces cellules 

expriment aussi des enzymes du métabolisme des xénobiotiques et des transporteurs. Il 

s’agit plus particulièrement des CYPs comme les CYP1, des enzymes de phase II de type 

glucotransférase et sulfotransférase ou encore des transporteurs comme la Pgp [83,111]. En 

terme morphologique, elles différencient des bordures en brosse et des jonctions serrées, 

formant ainsi une monocouche polarisée [89,112]. Toutefois, l’utilisation de ce type 

cellulaire présente certains inconvénients. Il n’exprime pas ou très peu le CYP3A qui est 

pourtant le CYP intestinal le plus exprimé in vivo, il ne produit pas de mucus et l’activité de 
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transporteurs comme la P-gp est différente de celle que l’on retrouve in vivo[83,89,113,114]. 

De plus, la perméabilité des jonctions formées par les Caco-2 est beaucoup plus faible que 

celle du petit intestin in vivo [89] et les mesures de perméabilité et de TEER peuvent varier 

sensiblement d’un laboratoire à un autre selon les conditions de culture [115].  

 

Un certain nombre de sous clones des Caco-2 peuvent être utilisé, en particulier les 

Caco-2 TC7 dont l’utilisation présente de nombreux avantages. Ce sous clone est 

morphologiquement similaire aux Caco-2. Ainsi ces cellules se différencient en barrière 

polarisée présentant une bordure en brosse, des microvillosités et des jonctions serrées 

[116]. Ces cellules sont plus homogènes en terme de taille que les Caco-2 parentales et se 

multiplient rapidement ce qui les conduit à former une barrière intègre avant les Caco-2. 

Ainsi, la population cellulaire double en 26 heures pour les TC7 contre 30 heures pour les 

Caco-2 classiques [116]. Le passage paracellulaire à travers la barrière formée par les TC7 

différenciées est plus important que pour les Caco-2 parentales ce qui se traduit par une 

diminution de la TEER mesurée pour les TC7 [117]. Cette TEER trop élevée par rapport aux 

conditions in vivo représentait une limitation à l’utilisation des Caco-2 parentales. 

Paradoxalement, d’autres publications rapportent une TEER plus importante pour les TC7 

que les Caco-2 parentales [116]. Les résultats de TEER que nous avons mesurés après culture 

des TC7 dans le cadre de cette étude correspondaient toutefois à ceux rapportés par 

l’équipe de Ranaldi, G. et al. [117]. De nombreux avantages en font un modèle 

particulièrement intéressant à utiliser. En particulier, elles expriment plus le CYP3A en 

termes de quantité d’ARNm et de protéines que les Caco-2 parentales, un CYP 

particulièrement exprimé dans l’intestin. Il pourrait s’agir dans le cas des TC7, du CYP3A5 

plus exprimé dans le colon que dans le petit intestin mais qui partage de nombreux substrats 

avec le CYP3A4 [118,119]. Au contraire, elles expriment peu le CYP1A1 comparativement aux 

Caco-2. Enfin, l’expression d’enzymes de phase II comme les UDP glucuronyltransférases par 

les TC7 est plus importante que celle des Caco-2 parentales [116]. Cette lignée cellulaire 

présente donc les atouts des Caco-2 parentales mais aussi des avantages comme 

l’expression des CYP3A (Tableau 4).  
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Tableau 4 : Avantages et inconvénients des lignées cellulaires intestinales les plus utilisées pour suivre le 

transport des xénobiotiques. D'après Sips AJAM, V.C., Balimane, P.V. and Chong, S. [89,120]. 

2.2. Modèles in vitro cellulaires hépatiques 

i. Hépatocytes primaires 

L’obtention d’hépatocytes primaires d’origine humaine est devenue plus facile ces 

dernières années du fait de l’amélioration des techniques de cryopréservation [121]. Il est 

possible de cultiver ces cellules directement en suspension. Toutefois, l’activité et la viabilité 

des hépatocytes se dégradent rapidement dans ces conditions [78]. 
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Traditionnellement, elles sont cultivées en monocouches dans des plaques de Pétri. 

Ce modèle constitue le modèle de référence pour la culture in vitro hépatique. Dans ces 

conditions, ces cellules conservent de nombreuses caractéristiques des hépatocytes in vivo 

pour des périodes allant jusqu’à 72 heures de culture. Elles présentent pendant cette 

période une bonne activité des enzymes du métabolisme des xénobiotiques dont 

l’hétérogénéité des expressions reflète bien les conditions in vivo [122]. Elles sont alors 

particulièrement intéressantes pour l’étude de l’absorption, du métabolisme et de 

l’excrétion des xénobiotiques. Toutefois, après cette période, un mécanisme de 

dédifférenciation est observable avec une diminution de l’activité de nombreuses enzymes 

et transporteurs impliqués dans le métabolisme des xénobiotiques [123]. Cette 

dédifférenciation s’accompagne également d’une perte de la polarisation des cellules et des 

fonctions hépatocytaires et constitue le principal défaut de cette méthode de culture 

[124,125]. Enfin, un autre défaut est la mauvaise répétabilité des expérimentations avec ce 

modèle due à la grande hétérogénéité d’activité et de fonctionnalité de ces cellules selon le 

donneur initial [80]. 

Pour pallier à ces défauts, il est possible d’utiliser des cellules immortalisées ou 

prolifératives car dérivées de tumeur. 

ii. Lignées cellulaires 

Les plus utilisées sont appelées Fa2N-4, HepG2, Hep3B, PLc/PRFs Huh7, HBG, et 

HepaRG [79]. Ces lignées conservent des caractéristiques propres aux hépatocytes mais 

présentent un manque ou une expression très faible des enzymes métaboliques [126]. Leur 

utilisation permet d’obtenir une bien meilleure reproductibilité des résultats que ceux 

obtenus après utilisation des hépatocytes primaires [127]. L’utilisation de ces types 

cellulaires est donc limitée pour les études de métabolisme et d’excrétion des xénobiotiques 

mais s’avère intéressante pour une première étude du fonctionnement de dispositifs in vitro 

comme celui qui fait l’objet de cette étude. Nous décrirons plus en détail les lignées HepaRG 

et HepG2 qui constituent de bonnes alternatives à l’utilisation des hépatocytes primaires 

humains. 

 

La lignée des HepaRG est issue d’un adénocarcinome et présente des caractéristiques 

similaires aux hépatocytes après une étape de différenciation par exposition à du DMSO. Les 
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cellules de cette lignée présentent des caractéristiques propres aux hépatocytes et cellules 

biliaires [127]. Elles expriment de nombreuses enzymes du métabolisme des xénobiotiques 

et transporteurs à un niveau bien plus élevé que les Huh 7 ou encore les HepG2 [128]. Cette 

lignée représente donc une bonne alternative à l’utilisation des hépatocytes primaires 

humains puisqu’elle conserve une bonne activité enzymatique tout en possédant les 

capacités prolifératives des lignées [129]. Toutefois, la durée de culture et la nécessité 

d’utiliser du DMSO pour obtenir des cellules différenciées représentent des défauts propre à 

cette lignée.  

 

La lignée des HepG2 est issue d’un hépatoblastome et conserve une inductibilité de 

certains enzymes du métabolisme des xénobiotiques, en particulier les CYPs. Cependant, le 

défaut majeur de cette lignée est sans aucun doute la très faible expression basale des 

enzymes de phase I de ces cellules, ce qui en fait un modèle peu approprié aux études de 

pharmacocinétique [130]. Elles sont toutefois intéressantes à utiliser du fait de leur stabilité 

métabolique qui permet une bonne reproductibilité des résultats et une culture à long terme 

[131]. Un des sous clones de cette lignée possède, de plus, des propriétés intéressantes 

comme sa production d’albumine élevée qui peut donc être utilisée pour suivre la 

fonctionnalité des cellules [132]. Il s’agit des HepG2 C3A que nous avons utilisées dans cette 

étude pour déterminer la faisabilité du dispositif in vitro innovant constituant le sujet de ce 

manuscrit. 

2.3. Méthodes in silico 

Ces dernières années ont vu le développement de l’utilisation des méthodes in silico 

pour prédire l’absorption, la distribution, le métabolisme, l’excrétion et la toxicité des 

xénobiotiques. Ces méthodes qui ne nécessitent pas la mise en place d’expérimentations 

mais reposent sur les données obtenus in vivo et in vitro sont très peu coûteuses. Le 

développement de ces méthodes constitue donc un enjeu stratégique en particulier pour 

l’industrie pharmaceutique pour laquelle les coûts de conception et développement de 

médicaments sont énormes. Ces coûts élevés sont bien souvent dûs à la mauvaise 

estimation des propriétés d’ADME des molécules candidates à des stades avancés du 

développement pharmaceutique [133]. L’utilisation de modèles in silico performants permet 

de procéder à un premier filtre sur les molécules candidates à tester en prédisant leurs 
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propriétés d’ADME. De même, l’utilisation de ces modèles contribue à répondre aux 

attentes en termes de gestion du risque chimique et à diminuer le nombre d’animaux utilisés 

pour prédire la toxicité de xénobiotiques.  

Des modèles capables de prédire les propriétés d’ADME de molécules sont toutefois 

particulièrement complexes à mettre en place. En effet, ces propriétés dépendent d’une 

multitude de paramètres parfois inconnus comme, entre autres, les propriétés 

physicochimiques des xénobiotiques testés et celles des barrières biologiques, l’expression 

et l’activité des EMX des tissus cibles, et bien d’autres… Nous décrirons deux de ces modèles 

particulièrement utilisés pour prédire les étapes d’absorption, de distribution, de 

métabolisme et d’excrétion suite à une exposition à des xénobiotiques ainsi que leurs 

toxicités potentielles : les modèles QSAR (Quantitative structure-activity relationship) et 

PBPK (Physiologically based pharmacokinetic). 

 

Les modèles les plus couramment utilisés pour prédire les propriétés d’ADME des 

molécules sont basés sur des approches empiriques comme c’est le cas des modèles QSAR 

(Quantitative structure-activity relationship). Comme leur nom l’indique, ces modèles se 

fondent sur le lien qu’il peut y avoir entre les propriétés chimiques des xénobiotiques 

d’intérêt et leurs effets biologiques. Le postulat de base est donc que des molécules ayant 

des propriétés chimiques similaires auront des effets biologiques semblables. Par exemple, 

le modèle proposé par Clark [134] sépare les xénobiotiques en deux catégories suivant leurs 

propriétés de surface : les xénobiotiques peu et largement absorbés par l’intestin. La 

construction de ces modèles implique donc de disposer d’un grand nombre de données 

permettant de faire le lien entre la structure des xénobiotiques et l’activité biologique des 

xénobiotiques. Moins ces données seront précises moins les prédictions des propriétés 

ADME des xénobiotiques seront fiables. Ce point constitue donc un des désavantages 

majeur de l’utilisation de ce type de modèles. 

Les modèles PBPK (pharmacocinétique et physiologiques) se basent sur une vision 

compartimentée du corps humain. Chaque organe est représenté par un compartiment dont 

les paramètres d’ADME sont décrits par des fonctions mathématiques de type équations 

différentielles. Ces équations permettent ainsi de modéliser les débits sanguins, le volume et 

les capacités métaboliques de chaque organe et reposent sur des principes physiques 
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comme la dynamique des fluides, la perméabilité des membranes cellulaires… La liaison 

entre chacun de ces organes est décrite par des équations modélisant les connexions 

vasculaires ou lymphatiques physiologiques. Ces modèles permettent donc de décrire la 

quantité de xénobiotiques résiduels et donc leur biodisponibilité à la sortie d’un organe ou 

d’un groupement d’organes. Cela permet d’ajuster ces modèles en continu par l’ajout ou 

l’amélioration des compartiments décrivant le fonctionnement de chacun des organes.  

 

L’utilisation de ces modèles peut donc constituer un premier filtre à la sélection de 

molécules thérapeutiques candidates. Elle peut aussi permettre de prédire un certain 

nombre de paramètres ADME suivant les propriétés physicochimiques des molécules 

(modèles QSAR) et les concentrations des xénobiotiques dans les différents compartiments 

du corps humain (modèles PBPK). Toutefois, ces modèles présentent aussi des désavantages. 

En effet, ils se basent sur des données obtenues à partir d’expériences in vitro, vivo et ex vivo 

et leur fiabilité va donc être directement liée à la qualité de ces données. De plus, ces 

modèles ne rendent pas compte de la variabilité individuelle qui peut être très forte et 

induire des paramètres ADME différents d’un individu à l’autre. 

 

Nous avons donc décrit les différentes méthodes alternatives aux méthodes in vivo. 

Toutefois, leur nombre reste limité par rapport aux besoins et l’extrapolation à l’in vivo des 

résultats obtenus avec ces méthodes reste difficile [135]. En effet, les méthodes in vitro 

classiques, qui reposent la plupart du temps sur la culture simple de cellules isolées en boîte 

de Pétri, ne permettent pas de retranscrire toute la complexité du vivant et les interactions 

entre organes, paramètres qui peuvent être déterminants dans les phénomènes de toxicité 

[136]. 
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V. NOUVELLES MÉTHODES ALTERNATIVES  

Les méthodes ex vivo et in vitro classiques présentent des avantages comme leur facilité 

d’utilisation et leur coût mais peinent à retranscrire le microenvironnement des organes in 

vivo ou à maintenir la viabilité et la fonctionnalité des tissus et cellules cultivés.  

Pour pallier à ce défaut et obtenir des résultats les plus fiables possibles, un certain nombre 

de nouvelles méthodes ont été mises au point. Ces méthodes vont permettre notamment de 

cultiver les tissus ou cellules dans des environnements bien spécifiques : en 3 dimensions, en 

perfusion, etc. Ces conditions de culture vont améliorer, entre autres, la viabilité et la 

fonctionnalité des tissus et cellules cultivés comme par exemple l’activité des EMX des 

lignées cellulaires [11]. Leur utilisation permet aussi de conserver la fonctionnalité des 

cellules primaires sur un plus long temps de culture et donc leur capacité à métaboliser les 

xénobiotiques sur un long terme [12].  

La culture des cellules ou tissus dans un milieu dynamique va jouer un grand rôle 

dans la conservation de leur viabilité et de leur fonctionnalité. En effet, cette perfusion va 

permettre de renouveler en continu les nutriments consommés par les cellules et tissus 

cultivés tout en éliminant les déchets produits. De plus, ce flux pourra exercer une 

contrainte mécanique sur les tissus et cellules cultivés aboutissant à une réorganisation de 

leur morphologie et une modification de leurs fonctionnalités [11,137]. 

 

L’une de ces méthodes alternatives repose sur l’utilisation de microsystèmes. Ces 

microsystèmes sont fabriqués bien souvent par lithographie. Cette technique permet 

d’obtenir des structures microfluidiques composées de microcanaux permettant la culture 

dynamique de cellules sur une matrice extracellulaire type collagène, fibronectine... Les 

microsystèmes constituent ainsi une méthode de culture cellulaire particulièrement 

intéressante car elle permet une nette diminution des volumes dans lesquels sont cultivées 

les cellules, d’augmenter le ratio volume surface et d’étudier des écoulements à l’échelle 

micrométrique. Cette culture à l’échelle micrométrique permet de contrôler le 

microenvironnement cellulaire pour simuler les conditions in vivo [138,139]. Il est ainsi 

possible de stimuler les cellules par des modifications de leur environnement chimique 

(ajout de facteurs de transcription par exemple) ou mécanique (induction d’un cisaillement 
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par flux par exemple) [138]. Les cellules cultivées à l’intérieur des microsystèmes pourront 

ainsi s’organiser en 3 dimensions dans des configurations plus semblables à celle des 

organes dont elles sont issues [139]. Elles conserveront aussi plus longtemps leur activité et 

leurs fonctionnalités. Ces dispositifs peuvent aussi reproduire les phénomènes de zonations 

observés in vivo dus à la mise en place d’un gradient de nutriments ou d’oxygène entre les 

cellules suivant leur disposition au sein des microsystèmes [3,138,140] (figure 11 : C). Enfin, il 

est possible d’intégrer des microcapteurs à l’intérieur de ces microsystèmes permettant de 

suivre les paramètres physico-chimiques (pH, O2…) des milieux de culture aux cours des 

expérimentations ou encore de mesurer directement l’absorption et le transport de 

xénobiotiques fluorescents par exemple [137,140]. Nous décrirons plus en détail quelques-

unes de ces méthodes les plus utilisées et innovantes permettant de mimer le 

fonctionnement de l’intestin et du foie. 

1. Méthodes in vitro intestinales 

1.1. Cultures en boîtes de Pétri 

Un certain nombre de dispositifs permettant la culture de tissus et cellules 

intestinales dans des dispositifs in vitro innovants ont vu le jour ces dernières années. Ces 

dispositifs reposent notamment sur la miniaturisation et l’automatisation des tests et 

méthodes de culture classiquement utilisés pour la culture de cellules intestinales. La culture 

se fait de manière classique sur des membranes semi perméables mais des améliorations 

ont été effectuées.  

Ainsi, les tests de perméabilité pratiqués sur les inserts peuvent être automatisés ce 

qui permet d’augmenter considérablement le nombre de tests effectués par 

expérimentation [32]. De même des systèmes de culture permettent le raccourcissement de 

la durée de culture nécessaire à la différenciation des Caco-2. C’est le cas par exemple du 

dispositif nommé « BD BioCoat™ HTS Caco-2 Assay System » commercialisé par BD 

Biosciences qui repose sur l’utilisation d’inserts 24 puits. Toutefois, l’utilisation de ce 

dispositif pour prédire l’absorption intestinale humaine semble remis en question [141]. Des 

systèmes d’électrodes intégrés aux inserts peuvent aussi permettre de suivre l’intégrité de la 

barrière intestinale au cours des expérimentations par la mesure de la résistance 

transépithéliale [142]. 
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1.2. Microsystèmes 

La culture de cellules intestinales au sein de microsystèmes a été proposée par 

différentes équipes. Ainsi, l’équipe de Kimura, H. et al. en 2008 [140] a conçu une méthode 

consistant en l’intégration dans des microsystèmes d’inserts semi perméables classiques 

sur lesquels sont différenciés des Caco-2. Comme pour la culture de Caco-2 classique, la mise 

en place de la barrière différenciée va permettre de définir un pôle apical et basal (Figure 

10 : A). De plus, cette culture se fait de manière dynamique par l’intermédiaire d’une pompe 

péristaltique. Le grand avantage de ce dispositif est la possibilité de suivre l’absorption ou 

l’efflux de molécules fluorescentes par l’intermédiaire d’un capteur optique intégré. En 

termes de fonctionnalité des Caco-2, les auteurs ont montré qu’il y avait bien une 

différenciation de la barrière intestinale et une activité de transporteurs comme la Pgp après 

différenciation. Un des désavantages consiste toutefois en la propriété du matériau utilisé 

pour la fabrication des microsystèmes qui entraine l’adsorption des composés fluorescents 

testés durant l’expérimentation. Ce type de culture a montré sa potentialité pour suivre le 

transport de xénobiotiques [143], mimer certaines particularités de l’intestin comme les 

mouvements péristaltiques [144] ou encore le développement de structures en 3 

dimensions semblables aux villosités intestinales [143,145,146] (Figure 10 : B et C). 

On peut aussi donner l’exemple d’une série de microsystèmes développés par l’équipe de 

Kim, H.J. et al. qui permettent de simuler l’environnement de l’intestin [147]. Dans ce 

dispositif, des Caco-2 sont cultivées sur les deux côtés d’une membrane flexible délimitant 

deux chambres (Figure 10 : C). La mise en perfusion de ce dispositif et les contraintes 

mécaniques exercées sur les cellules intestinales par des contractions de la membrane 

permettent d’obtenir une barrière différenciée. En effet, à l’issue de la culture au sein de ce 

dispositif, les cellules sont étroitement liées par des jonctions serrées et présentent des 

structures en 3 dimensions semblables aux villosités [146] (Figure 10 : C). De plus, il est alors 

possible de cultiver une souche bactérienne intestinale à la surface des Caco-2 qui améliore 

alors les propriétés de la barrière intestinale, ce qui n’est pas le cas lorsque cette souche est 

inoculée à des Caco-2 cultivées classiquement sur inserts [147]. 
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D’autres microsystèmes permettent de mimer la fonctionnalité de l’intestin mais 

aussi d’autres organes au sein du même dispositif [148–150]. Nous décrirons par la suite ce 

type de dispositif qui permet la co et multiculture de différents types cellulaires.  

 
Figure 10 : Exemple de cultures de cellules intestinales au sein de microsystèmes. A. Microsystème 

permettant la culture dynamique de Caco-2 sur une barrière semi perméable et intégrant des capteurs optiques 

pour effectuer des mesures de perméabilité in situ. D’après Kimura, H. et al. [140]. B. Culture de cellules 

intestinales sur des structures en 3 dimensions similaires aux villosités. D’après Yu, J. et al. [143]. C 

Microsystème permettant de simuler les mouvements péristaltiques et induisant la formation de structures 

semblables aux villosités. D’après Kim, H.J. and Ingber, D.E. [146] . 
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2. Méthodes in vitro hépatiques 

La mise en place de cultures in vitro permettant de maintenir la fonctionnalité des 

hépatocytes primaires s’avère cruciale que ce soit dans l’étude des paramètres d’ADME de 

xénobiotiques ou que ce soit dans la mise en place de foies bioartificiels. Un autre défi est 

d’améliorer les performances métaboliques des lignées hépatiques qui lorsqu’elles sont 

cultivées classiquement en boîte de Pétri sont très faibles, ce qui constitue leur défaut 

majeur dans le cadre d’études pharmacocinétiques et de toxicité [6,11]. C’est pour ces 

raisons que de nombreux dispositifs de culture innovants d’hépatocytes ont vu le jour ces 

dernières années. Il est ainsi possible de cultiver les hépatocytes sur des structures obtenues 

après electrospinning, impression en 3 dimensions mais aussi au sein de billes, de 

microsystèmes, etc. Ces cultures vont permettre la réorganisation des hépatocytes en 3 

dimensions, de favoriser les interactions cellules-cellules et plus généralement de se placer 

dans un environnement de culture le plus proche possible de celui que l’on retrouve in vivo. 

Toutefois, pour simplifier leur description, on peut les diviser en 3 catégories choisies parmi 

les plus utilisées : la culture des hépatocytes en sphéroïdes et billes, en sandwich et en 

microsystèmes.  

2.1. Sphéroïdes et billes 

Les cellules hépatiques peuvent être cultivées en agrégats aussi appelés sphéroïdes 

d’environ 100-250 µm de diamètre (Figure 11 : A). Toutefois, lorsque ce diamètre dépasse 

200 µm, la viabilité des hépatocytes au cœur des sphéroïdes peut se dégrader sensiblement 

par manque de nutriments et d’oxygène [79]. Cette culture est possible aussi bien avec des 

cellules hépatiques de lignée que des hépatocytes primaires animaux et humains. Pour 

former les agrégats, les cellules sont ensemencées dans des boîtes de Pétri recouvertes 

d’une matrice aux propriétés non adhérentes [151]. Les cellules vont alors spontanément 

former des sphéroïdes au bout de quelques jours. Ces agrégats peuvent aussi être formés 

par la culture des cellules hépatiques avec un système de culture dynamique ou par la 

technique appelée « hanging drop » [151]. Cette dernière consiste à déposer des gouttes de 

milieu contenant les hépatocytes dans des plaques. Lorsque les plaques sont retournées, la 

gravité entraine la formation de sphéroïdes. La culture en sphéroïdes permet aux cellules 

hépatiques de maintenir des contacts de type cellules-cellules et de différencier une 
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morphologie et des caractéristiques similaires à celles des hépatocytes in vivo [152]. En effet, 

la culture en sphéroïdes permet, entre autres, la mise en place de canalicules biliaires par les 

cellules hépatiques [152,153]. Elle permet de maintenir la fonctionnalité et la viabilité des 

hépatocytes primaires sur un plus long terme que la culture classique de ces hépatocytes en 

monocouches ou en suspension [9,154]. Ainsi, la viabilité des hépatocytes primaires en 

sphéroïdes est largement supérieure à celle des hépatocytes cultivés en monocouches [155]. 

De plus, les hépatocytes cultivés en sphéroïdes peuvent maintenir l’activité de nombreuses 

enzymes du métabolisme des xénobiotiques jusqu’à 14 jours. L’activité des EMX reste 

inductible pendant cette période [8]. Ce modèle s’avère donc intéressant à utiliser dans le 

cadre de l’évaluation des paramètres d’ADME de xénobiotiques et de leur potentielle 

toxicité [156]. Enfin, les sphéroïdes produits peuvent être cultivés de manière dynamique 

dans des bioréacteurs ce qui potentialise les échanges de nutriments et d’oxygène et 

améliore encore les propriétés des hépatocytes [157].  

 

La culture en trois dimensions des hépatocytes peut aussi se faire en billes. Dans ce 

cas, les hépatocytes sont encapsulés dans des matrices comme l’alginate laissant passer 

l’oxygène et les nutriments. Ce passage peut de plus être optimisé par l’utilisation de lits 

fluidisés. Les hépatocytes forment des structures en 3 dimensions au sein des billes ce qui 

entraine une différenciation morphologique ainsi qu’un maintien, voire une amélioration de 

la fonctionnalité de ces hépatocytes de la même façon que dans le cas des sphéroïdes 

décrits précédemment [79,158–160]. De plus, cette technique offre de nombreux avantages 

comme la possibilité de cryopréserver les billes et de les stocker durant des mois tout en 

préservant les capacités des hépatocytes, ce qui n’est pas le cas lorsque les hépatocytes 

isolés sont congelés [161]. Cette technique est particulièrement intéressante à utiliser en 

implantation et plus généralement dans la thématique du foie bioartificiel [162]. 

L’utilisation d’hépatocytes organisés en 3 dimensions par ces deux types de méthodes 

présente donc de nombreux atouts.  

 

Toutefois, leur utilisation peut présenter certains désavantages. Ils consistent 

notamment en la difficulté d’oxygéner convenablement les cellules au centre des sphéroïdes 

et billes ce qui peut induire la formation de cœur nécrotique au centre de ces structures 
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[138]. De plus, l’organisation en sphères des hépatocytes n’est pas représentative de 

l’organisation générale de ces cellules in vivo [138] même si elle permet aux cellules de 

conserver en partie leur phénotype initial. Une autre difficulté est d’obtenir des sphéroïdes 

ayant un diamètre similaire, ce qui limite la répétabilité des expérimentations [138]. Enfin, la 

mise en place de ces systèmes de culture nécessite beaucoup de temps ainsi qu’un grand 

volume de composants et de milieux de culture [79]. 

2.2. Culture en sandwich 

Cette technique consiste en la culture d’hépatocytes en 3 dimensions. Pour la 

réaliser, les hépatocytes sont cultivés entre deux couches de matrice extracellulaire comme 

du collagène, matrigel (Figure 11 : B)… Cette configuration permet d’améliorer 

considérablement les caractéristiques des hépatocytes ainsi que de conserver leur viabilité 

et leur fonctionnalité sur une longue période [138,163–165]. Il a ainsi été montré que cette 

méthode favorisait le développement d’une part des jonctions entre les hépatocytes et 

d’autre part de canalicules biliaires fonctionnels [166,167] et entrainait la modification 

morphologique des hépatocytes qui se rapproche de celle retrouvée in vivo [138,168]. De 

même, l’organisation générale des hépatocytes en rangées se rapproche de celle des lobules 

hépatiques in vivo [138]. De plus, de nombreuses EMX de phase I et II restent fonctionnelles 

et inductibles dans cette configuration sur une durée allant de 7 jours à plusieurs semaines 

pour certaines, ce qui en fait un modèle de pharmacocinétique intéressant [10,169–171]. 

Enfin, la culture en sandwich peut être conjuguée à une perfusion ce qui améliore encore la 

viabilité et la fonctionnalité des hépatocytes [172] ainsi que leur sensibilité aux 

xénobiotiques ce qui rend intéressant ce modèle pour étudier l’hépatotoxicité de certains 

composés [173]. 

 

Cette culture d’hépatocytes en sandwich présente malgré tout des 

désavantages comme la difficulté à isoler des cellules intactes de la structure en sandwich à 

la fin des expérimentations. Ce modèle reste cependant intéressant pour étudier le 

fonctionnement d’hépatocytes et notamment le métabolisme et l’excrétion de 

xénobiotiques dans des conditions qui se rapprochent de celles que l’on retrouve in vivo 

[174]. 
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2.3. Microsystèmes 

Un grand nombre de ces dispositifs permettant de cultiver des cellules hépatiques au 

sein de microsystèmes et sous un flux de milieu de culture a été mis au point ces dernières 

années.  

En contrôlant de manière indépendante la vitesse du flux de milieu de culture et son 

oxygénation, il est possible de mettre en évidence des phénomènes de zonation notamment 

en terme d’activité de CYPs ainsi que l’effet d’un stress mécanique sur les hépatocytes [3,4]. 

Ce phénomène de zonation peut être induit au sein des microsystème par un gradient 

chimique de concentration en oxygène le long des microcanaux [4,175] (Figure 11 : C).  

Le flux de milieu de culture permet aussi d’accroître significativement la viabilité et la 

fonctionnalité des hépatocytes primaires et des lignées hépatiques. Il est ainsi possible de 

cultiver des cellules hépatiques au sein de ces microsystèmes sur une longue durée 

[17,176,177]. En effet, leur production d’albumine, leur production d’urée et leur viabilité 

sont bien supérieures et plus durables que lorsque les hépatocytes sont cultivés de manière 

classique et statique dans des boîtes de Pétri [176,177].  

De plus, les hépatocytes cultivés dans ces dispositifs présentent une fonctionnalité 

similaire aux hépatocytes in vivo qu’ils soient primaires ou issus d’une lignée, notamment en 

termes d’activité des EMX [11]. Cela en fait donc des modèles intéressants pour l’étude des 

paramètres d’ADME de xénobiotiques et de leurs toxicités [20].  

Certain de ces microsystèmes vont de plus permettre la culture en 3 dimensions des 

hépatocytes sous forme d’agrégats comme c’est le cas du dispositif HepaTox Chip [178] 

(Figure 11 : D) ou même reproduire l’organisation des hépatocytes in vivo [2]. Les 

hépatocytes forment alors des structures tridimensionnelles permettant de restaurer les 

interactions cellules-cellules, améliorant la fonctionnalité des hépatocytes et aboutissant à la 

possibilité de cultiver les cellules hépatiques sur un long terme (jusqu’à 4 semaines) [2]. 

Cette culture à long terme est particulièrement intéressante pour étudier les mécanismes de 

toxicité chronique de xénobiotiques.  

Il est aussi possible de cultiver de manière dynamique des fragments hépatiques dans 

des microsystèmes (Figure 11 : E). Cela permet de conserver la viabilité et fonctionnalité des 

tissus plus longtemps que pour la culture classique de ces tissus. Toutefois, cette durée reste 

limitée [179].  
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L’utilisation des microsystèmes présente toutefois des désavantages comme 

l’adsorption non spécifique des xénobiotiques testés ou des molécules introduites par le 

matériel constituant les microsystèmes ainsi que la production d’un faible nombre de 

réplicats. 

Ces microsystèmes peuvent toutefois être combinés et parallélisés ce qui permet 

d’augmenter le nombre de réplicats utilisables pour chaque expérimentation. C’est le cas du 

dispositif nommé IDCCM (Integrated Dynamic Cell Culture in Microsystems) conçu par 

l’équipe du Dr Leclerc dans lequel douze microsystèmes peuvent être intégrés et perfusés 

[12] (Figure 11 : F). Les microsystèmes utilisés sont constitués de polydiméthylsiloxane 

(PDMS), un matériel perméable aux gaz, transparent et biocompatible. Ils possèdent une 

face microstructurée composée de microcanaux dans lesquels sont ensemencées les cellules 

hépatiques après dépôt d’une matrice extracellulaire de type collagène. Les cellules 

hépatiques cultivées dans ces dispositifs présentent une fonctionnalité plus proche de celle 

des hépatocytes in vivo comparativement aux modèles statiques et classiques de culture, 

notamment en terme de production d’albumine et d’activité des EMX [12,180]. Différentes 

études ont montré le potentiel de ce dispositif et de tels microsystèmes dans le suivi du 

métabolisme [181] et de la toxicité [20] de xénobiotiques aussi bien sur des cellules de lignée 

que primaires [182].  
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Figure 11 : Méthodes de culture in vitro alternatives innovantes d'hépatocytes et tissus hépatiques. A. 

Culture d’hépatocytes en sphéroïdes: i microscopie en contraste de phase, ii marquage des noyaux (bleu) et des 

jonctions (vert). D’après Tostões, R.M. et al. [157]. B. Culture d’hépatocytes en sandwich, entre deux couches de 

collagène. D’après Wilson, A.G.E. et al. [165]. C. Phénomène de zonation reproduit en microsystème. Les cellules 

hépatiques sont cultivées en rangée et des gradients de concentration en oxygène mais aussi en hormones sont 

induits pour reproduire l’organisation et les conditions physiologiques des lobules hépatiques. PV = veine 

portale, HA = artère hépatique, CV = veine centrale. D’après Allen, J.W. and Bhatia, S.N. [4]. D. Culture de 

cellules hépatiques au sein d’un microsystème (Hepatox chip). Les cellules vont former des structures en 3 

dimensions sous l’influence d’un flux de milieu de culture D’après Toh, Y.-C. et al. [178]. E. Culture de fragments 

hépatiques au sein de microsystèmes perfusés. D’après Van Midwoud, P.M. et al. [183]. F. Culture dynamique 

de cellules hépatiques dans des microsystèmes parallélisés et intégrés au sein du dispositif IDCCM. D’après 

Legendre, A. et al. [12].  
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3. Modèles in vitro de coculture intestin/foie 

Les dispositifs décrits précédemment améliorent donc sensiblement la fonctionnalité et la 

viabilité des cellules intestinales ou hépatiques. Toutefois, ces dispositifs ne permettent pas 

de reproduire les interactions entre organes qui peuvent être déterminantes dans les 

processus d’absorption, de distribution, de métabolisme et d’excrétion des xénobiotiques. 

Mimer ces interactions par des dispositifs in vitro élaborés constitue donc un enjeu 

particulièrement important pour déterminer la toxicité potentielle de xénobiotiques ou 

encore pour développer à moindre coût des molécules thérapeutiques. C’est pour ces 

raisons que le nombre de dispositifs permettant de reproduire les interactions de deux 

organes majeurs dans les paramètres d’ADME de xénobiotiques comme l’intestin et le foie 

n’a cessé de croître ces dernières années. Ces dispositifs consistent bien souvent en 

l’association de dispositifs classiques in vitro ou ex vivo décrits précédemment, chacun 

mimant le fonctionnement d’un de ces deux organes. 

3.1. Coculture statique 

Il est possible de superposer la culture classique de Caco-2 sur des membranes semi 

perméables à celle d’hépatocytes cultivés en monocouche [184,185] (Figure 12 : A) ou en 

suspension au fond de boîte de Petri [186] (Figure 12 : B). Cette méthode présente 

l’avantage d’être simple à mettre en place et de permettre d’étudier rapidement les 

interactions entre ces deux types cellulaires. Elle a ainsi été effectuée avec une coculture de 

Caco-2 TC7 et de HepaRG [185], de Caco-2 et de HepG2 [184] ou encore de Caco-2 et 

d’hépatocytes primaires humains en suspension [186]. Ces méthodes permettent de suivre 

le transport à travers la barrière intestinale et le métabolisme ainsi que l’excrétion de 

xénobiotiques comme le benzo(a)pyrène par les cellules hépatiques. Dans ce dernier cas, les 

auteurs ont montré que les résultats de métabolisme et de toxicité du benzo(a)pyrène 

obtenus avec leur dispositif étaient plus proches de ceux retrouvés in vivo du fait d’une 

interaction entre les cellules intestinales et hépatiques [184]. Toutefois, la culture en 

monocouche et de manière statique de ces deux types cellulaires ne permet pas de mimer 

au mieux les conditions in vivo. 



76 

 

3.2. Coculture dynamique 

Pour répondre à ce besoin, un certain nombre de dispositifs innovants permettant la 

coculture dynamique de compartiments intestinaux et hépatiques ont été mis en place.  

i. Coculture organotypique 

Ainsi, l’équipe de Van midwoud et al a montré qu’il était possible d’associer la culture 

de fragments intestinaux et hépatiques au sein de microsystèmes pour étudier les 

interactions intestin-foie [148]. Ces microsystèmes sont eux-mêmes insérés dans un 

dispositif qui permet leur perfusion (Figure 12 : C). Ce dispositif permet de conserver 

l’intégrité des fragments hépatiques jusqu’à 24h de perfusion [179] et des fragments 

intestinaux pendant 3h de culture et d’améliorer la morphologie de ces fragments 

comparativement à leur simple culture statique en boîte de Pétri [148]. Cette étude a 

démontré la potentialité de la culture dynamique alternée de fragments intestinaux et 

hépatiques pour étudier les effets de premiers passages intestinaux et hépatiques. 

L’utilisation de ces dispositifs s’avère pertinente pour étudier les interactions entre ces deux 

organes, notamment l’impact de la production de métabolites par l’intestin sur la 

fonctionnalité du foie [187]. Ils permettent de conserver en partie la complexité de l’in vivo 

par l’utilisation d’explants. Toutefois, même si ces dispositifs permettent la culture des tissus 

sur une plus longue durée que dans les systèmes classiques de culture, elle reste limitée. De 

même, l’utilisation de fragments d’organes implique l’utilisation de modèles animaux 

limitant ainsi l’extrapolation des résultats à l’Homme.  

ii. Coculture en bioréacteur 

D’autres équipes ont proposé la culture dynamique de cellules intestinales et 

hépatiques au sein de chambres reliées les unes aux autres. Ainsi, Sakai, Y. et al ont 

développé un dispositif constitué de 3 chambres perfusées [188] (Figure 12 : D). Des Caco-2 

étaient cultivées sur une membrane semi-perméable dans la première, des HepG2 dans la 

deuxième et la troisième était laissée vide afin d’y intégrer une autre population cellulaire 

dans leurs prochaines études. Les auteurs ont montré que ce dispositif permettait de suivre 

l’absorption intestinale et le métabolisme du benzo(a)pyrène, une molécule métabolisée par 

le CYP1A1/2, dans le compartiment intestinal et hépatique [188–190]. De plus, le flux de 

milieu de culture permet de conserver la viabilité et l’activité des cellules ainsi que 

d’accroître la prolifération des HepG2 [190].  
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iii. Coculture en microsystèmes 

L’équipe de Shuler et al a mis au point des microsystèmes composés de micro 

chambres dans lesquelles étaient cultivées, entre autres, des cellules intestinales et 

hépatiques [149,191] (Figure 12 : E). Chaque chambre mime donc l’activité d’un organe. Ces 

dispositifs appelés µCCA (microscale cell culture analog) se basent sur des données issues de 

modèles PBPK pour déterminer le flux et le temps de résidence du milieu de culture entre les 

différentes chambres [192]. Fixer ces paramètre permet de se rapprocher dans la mesure du 

possible des conditions in vivo de perfusion des différents organes et d’étudier les 

interactions entre organes. Le modèle est composé de 5 chambres mimant d’une part le 

fonctionnement de l’intestin par la culture de Caco-2 et de HT29 et d’autre part celui du foie 

par la culture de HepG2 C3A mais aussi celui d’autres organes comme le tissu adipeux, la 

moelle osseuse et les reins [192]. Ce dispositif a alors permis de suivre les paramètres 

d’ADME et la toxicité de molécules comme le paracétamol.  

D’autres microsystèmes proposent de la même manière de mettre en 

communication des compartiments mimant chacun la fonctionnalité d’un organe. On peut 

ainsi citer le dispositif appelé 3D-µFCCS (3D microfluidic cell culture system) qui permet la 

culture en 3 dimensions des cellules cultivées dans les différentes chambres et perfusées par 

l’intermédiaire de microcapillaires [150] (Figure 12 : F).  

 

L’utilisation des microsystèmes dans un but de culture des cellules intestinales et 

hépatiques s’avère donc prometteuse en particulier pour des études pharmacocinétiques. 

En effet, ces microsystèmes outre les avantages décrits précédemment comme la possibilité 

de cultiver les cellules hépatiques sur un long terme, le maintien de l’activité et de la viabilité 

des cellules, l’amélioration du métabolisme des cellules de lignée, l’induction potentielle 

d’un phénomène de zonation… permettent de mimer et d’étudier les interactions entre 

organes. Toutefois, l’utilisation de ces microsystèmes comporte des désavantages comme 

l’adsorption non spécifique par les matériaux des composants des milieux de culture ou 

encore celle des xénobiotiques testés [193] ainsi que la difficulté de mise en place et 

d’utilisation.  
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Figure 12 : Dispositifs de coculture intestin/foie. Les cellules intestinales (Caco-2) peuvent être cultivées sur des 

membranes semi perméables et superposées à la culture de cellules hépatiques (HepG2) A en monocouche. ou B 

en suspensions. D’après Choi, S. et al. [184] and Lau, Y.Y. et al. [186]. C. Des fragments intestinaux et 

hépatiques sont cultivés au sein de microsystèmes et associés dans un dispositif permettant leurs perfusions 

alternées. D’après Van Midwoud, P.M. et al. [148]. D. Les cellules intestinales sont cultivées sur une membrane 

semi perméables au sein d’un compartiment intestinal et les cellules hépatiques en suspension au sein d’un 

compartiment hépatique. Ces deux compartiments vont être mis en communication par l’intermédiaire d’un flux 

de milieu de culture. D’après Sakai, Y. et al. [188]. E et F. Différents types cellulaires comme des cellules 

intestinales et hépatiques peuvent être cultivés dans chacune des chambres de microsystèmes. D’après Zhang, 

C. et al. and Mahler, G.J. et al. [150,192]. F. Les débits et les volumes des milieux de culture permettant la 

communication entre les différentes chambres peuvent être déterminés préalablement par l’intermédiaire de 

modèles PBPK. D’après Mahler, G.J. et al. [192]. G. Dispositif de culture (IIDMP) permettant d’associer la culture 

de Caco-2 TC7 sur des inserts à celle de HepG2 au sein de microsystèmes. La parallélisation de ces 

microsystèmes permet d’associer trois réplicats à chaque dispositif. D’après Bricks, T. et al. [13].  
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VI. CONCLUSION ET OBJECTIFS DU DOCTORAT 

Nous avons donc vu, tout au long de cette première partie, que l’intestin et le foie 

sont deux organes jouant un rôle particulièrement important dans les processus 

d’absorption, de distribution, de métabolisme et d’excrétion de nombreux xénobiotiques. En 

effet, ces deux organes sont à l’origine d’effets de premiers passages pouvant entrainer une 

diminution conséquente de la biodisponibilité des xénobiotiques. Cette diminution pourra, 

par exemple, limiter les effets escomptés des médicaments ou encore la toxicité potentielle 

de nombreux xénobiotiques. A l’heure actuelle, une grande partie des méthodes in vitro 

utilisées pour prédire la biodisponibilité des xénobiotiques ne permet pas de mimer de 

manière prédictive ces effets de premiers passages. De plus, ces méthodes ne reproduisent 

pas  les effets de premiers passages intestinaux qui peuvent être importants, les possibles 

interactions entre les organes ou encore le microenvironnement cellulaire [194]. En effet, la 

plupart de ces méthodes repose sur l’utilisation d’hépatocytes en suspension ou en 

monoculture dans des boîtes de Pétri [195]. Lorsque les effets intestinaux sont pris en 

compte, notamment dans le cadre du calcul des biodisponibilités orales des xénobiotiques, il 

s’agit bien souvent de résultats obtenus à l’aide de cultures de cellules intestinales et 

hépatiques effectuées séparément [196]. De plus, l’effet intestinal sur la biodisponibilité est 

alors limité à la perméabilité de l’intestin aux xénobiotiques étudiés, ce qui ne prend pas en 

compte un éventuel métabolisme intestinal [197]. Enfin, la culture des hépatocytes en 

suspension ou en boîtes de Pétri entraine un certain nombre de limitations comme une 

diminution rapide de l’activité des EMX des hépatocytes primaires au cours du temps ou à 

une activité d’EMX faible dans le cadre de la culture d’hépatocytes issus de lignées [6,195]. 

L’utilisation de ces méthodes en substitution et/ou en complément des expérimentations 

animales peut donc conduire à la sous-estimation d’effets toxiques qui sont ensuite 

découverts lors des stades tardifs du développement de nouvelles molécules 

thérapeutiques. L’abandon du développement de ces molécules est alors à l’origine d’un 

coût important pour l’industrie pharmaceutique [53].  

 

Mettre au point des méthodes in vitro fiables et prédictives permettant de mimer le 

fonctionnement de ces deux organes et de retranscrire les effets de premiers passages 

intestinaux et hépatiques représente donc un véritable enjeu aussi bien en termes 
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économique qu’éthique. C’est dans ce contexte qu’a été mis au point un nouveau dispositif 

par l’équipe du Dr. Leclerc au sein  du laboratoire de Biomécanique-Bioingénierie de 

l’Université de Technologie de Compiègne. Ce dispositif appelé IIDMP (Integrated Insert in a 

Dynamic Microfluidic Platform) repose sur l’association de Caco-2 TC7 cultivées sur des 

membranes semi perméables et de cellules hépatiques cultivées au sein de microsystèmes 

(Figure 12 : G) [13]. En effet, il a été montré que la culture d’hépatocytes au sein de ces 

microsystèmes dans des conditions dynamiques de culture permettait d’améliorer le 

métabolisme et la fonctionnalité des hépatocytes en particulier lorsqu’ils étaient issus de 

lignées comme démontré précédemment avec le dispositif IDCCM [11,12,17,18,20,180–182].  

 

Nous étudierons dans ce manuscrit la fonctionnalité de ce dispositif de coculture et 

son potentiel d’utilisation au cours de trois articles. Pour cela, la faisabilité du dispositif et 

l’apparition d’interactions entre cellules intestinales et hépatiques ont été étudiées, en 

utilisant des cellules issues de lignées (Caco-2 TC7 et HepG2 C3A), dans le premier article 

inséré dans la suite de ce manuscrit. L’effet de la culture dynamique d’hépatocytes primaires 

humains dans des microsystèmes a été étudié au sein du deuxième article. Enfin, les 

expérimentations pratiquées dans le cadre du troisième article ont eu pour but de mettre en 

évidence de potentielles interactions entre Caco-2 TC7 et hépatocytes primaires humains 

ainsi qu’un éventuel bénéfice apporté par l’utilisation de ce dispositif en comparaison avec 

des méthodes classiques in vitro. Pour cela, les biodisponibilités orales associées à 

l’absorption et au métabolisme intestinal et hépatique de deux molécules thérapeutiques 

ont été calculées à l’aide d’un modèle de pharmacocinétique. 
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CHAPITRE 3: MATÉRIEL ET MÉTHODES 

I. FABRICATION DES MICROSYSTÈMES 

Le dispositif de coculture IIDMP (Integrated Insert in a Dynamic Microfluidic Platform) 

développé lors de ce doctorat permet d’associer la culture de cellules intestinales sur des 

membranes à celle de cellules hépatiques au sein de microsystèmes. Ces microsystèmes sont 

fabriqués à l’aide d’un matériel appelé polydiméthylsiloxane ou PDMS (Sylgard 184 Kit, Dow 

Corning, France), connu pour ses propriétés particulièrement intéressantes dans le cadre de 

la fabrication de supports de culture. En effet, il est transparent, flexible, perméable aux gaz 

comme le CO2 et l’O2, autoclavable ou encore biocompatible. Initialement liquide, il peut 

donc être coulé avec précision dans des moules. Lorsqu’il est mélangé à un agent réticulant 

et après une étape de solidification dans des conditions de température définies, il devient 

solide et apte à être démoulé rapidement. Il peut alors être associé de manière irréversible à 

d’autres supports en PDMS ou encore en verre après une étape d’activation de sa surface 

par plasma à oxygène. Cela en fait donc un matériel de choix notamment dans des étapes de 

microfabrication, ce qui explique sa large utilisation pour la fabrication de microsystèmes.  

Les microsystèmes utilisés au sein du laboratoire sont constitués de deux faces : une face 

supérieure lisse et une face inférieure microstructurée (Figure 13). Un moule correspond à la 

face supérieure et un autre à la face inférieure. 

Ces deux faces, sont constituées de PDMS associé à un agent réticulant (proportion 10/1) 

initialement coulés dans les moules appropriés. Le volume de PDMS correspondant à chacun 

des moules est fixé afin d’harmoniser la taille des microsystèmes. Les épaisseurs de la face 

supérieure et inférieure ont été fixées à 5 mm et 3,5 mm respectivement.  
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Figure 13 : Conception et structure des microsystèmes. Les microsystèmes sont constitués d’une face 

supérieure lisse (A et B) et d’une face inférieure microstructurée (C et D). Les microstructures sont constituées 

d’une succession de canaux et de chambres (E). Les faces en PDMS (B et D) sont obtenues après polymérisation 

du PDMS dans des moules aux motifs correspondants à chacune des faces (A et C). 

 

Après solidification des deux faces à une température de 75 °C pendant 2h au 

minimum, elles sont démoulées. La face supérieure non microstructurée est alors percée à 

chacune de ses extrémités, ce qui permet la connexion des microsystèmes aux dispositifs 

assurant leur perfusion [13,19,178]. Les deux faces sont ensuite associées après une étape 

de bonding à l’aide d’un plasma à oxygène. Durant cette étape, la surface en PDMS des deux 

faces est oxydée ce qui permet leur association par des liaisons covalentes. La structure 

finale constituée de l’association des deux faces est appelée microsystème ou biopuce.  

Avant chaque expérimentation, les microsystèmes sont nettoyés successivement à l’aide de 

solution de SDS 2% (1 lavage) et d’eau milliQ (3 lavages). Ils sont ensuite séchés à une 

température de 37°C puis autoclavés avant leur utilisation dans le cadre d’une culture 

cellulaire. 

 

Les moules ont été préalablement conçus à partir de masques dont le design a été conçu 

par le Dr E. Leclerc (brevet n°0954288-2009). Après des étapes de photolithographies 

décrites plus en détail précédemment [198], les masques sont convertis en moules par 

l’équipe de Vincent Senez et Thomas Dargent de l’UMR CNRS 8520 : Institut d'électronique, 
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de microélectronique et de nanotechnologie (IEMN). Le design des microcanaux de la face 

inférieure a été conçu afin d’optimiser l’adhésion des cellules ainsi que l’écoulement des 

fluides au sein des microsystèmes. Chacun des microcanaux est constitué de la succession 

d’un canal de 1050 µm de long et d’une chambre de 520 sur 510 µm. Ce motif est répété 9 

fois sur chaque ligne de la face inférieure (15 lignes) (Figure 1). Le nombre total de chambres 

contenues par la face inférieure est donc de 135 et les microsystèmes peuvent contenir 45 µl 

de milieu de culture. Les cellules hépatiques cultivées au sein des microsystèmes et dans les 

microcanaux disposent au final d’une surface d’adhésion de 1, 97 cm². 
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II. CULTURE CELLULAIRE 

1. Culture des lignées cellulaires et composition des milieux de culture 

Les cellules intestinales de lignée appelées Caco-2 TC7 (voir description des propriétés 

dans la partie précédente) nous ont été fournies par le Dr M. Rousset (U178 INSERM, 

Villejuif, France) et les cellules hépatiques de lignée HepG2 C3A ont été achetées à 

l’American Type Culture Collection (ATCC). Les milieux de culture utilisés pour ces deux types 

cellulaires sont les mêmes : du milieu MEM (Minimal Essential Medium) complété avec 10% 

de sérum de veau fœtal, 1% d’acides aminés non essentiel (100x), 1% d’HEPES (hydroxy- 

ethylpiperazine-N 0 2-ethanesulfonic acid, 1M), 100 unités/ml de pénicilline-streptomycine, 

1% de L-Glutamine à 200 mM et 1% de sodium pyruvate 100 mM. Le MEM et tous les 

composants du milieu de culture sont achetés chez Gibco. Ce milieu de culture a été utilisé 

pour les deux types cellulaires, que ce soit durant les étapes d’ensemencement ou que ce 

soit durant les étapes de culture des cellules dans les boites de Pétri/inserts ou dans les 

microsystèmes. 

 

L’entretien des cellules a été effectué dans des flasques de 75 cm² à une température de 

37°C et sous une atmosphère enrichie de 5% de CO2. Le milieu a été changé tous les deux 

jours pour les deux types cellulaires. 

Lorsque les Caco-2 TC7 ont atteint 80% de confluence, elles ont été détachées à l’aide de 

trypsine-EDTA (0,25 %, 7 mM, Gibco, France) puis ensemencées directement dans des 

membranes en polycarbonate (format 6 puits, 24 mm de diamètre et pores de 0,4 µm, 

traitée TC, Sigma Aldrich SA, Saint Quentin Fallavier, France). La densité d’ensemencement a 

été fixée à 100 000 cellules/cm² et cet ensemencement pratiqué 21 jours avant le début des 

expérimentations.  

Les HepG2 C3A ont été cultivées classiquement au sein de flasques T75 comme décrit 

précédemment.  

Pour limiter la variabilité des résultats obtenus à chaque expérience, les Caco-2 TC7 ont été 

utilisées entre les passages 25 et 45 et les HepG2 C3A entre les passages 10 et 35. 



85 

 

2. Culture des hépatocytes primaires humains et composition des 

milieux de culture 

Les hépatocytes primaires humains ont été achetés en cryotubes à la bio-banque de 

Picardie (Amiens, France) et à Biopredic (Rennes, France). Le milieu de culture utilisé est du 

milieu de culture pour hépatocytes (HBM™ Medium, CC-3199 Lonza) complété par de l’acide 

ascorbique, de l’albumine de sérum bovin et des acides gras libres (BSA-FAF), du facteur de 

croissance humain épidermique (hEGF), de la transferrine, de l’insuline et de la 

Gentamicine/Amphotéricine (HCM™ SingleQuots™ Kit, CC-4182). Le milieu de culture basal 

et les compléments ont été achetés à Lonza. 

 

Au premier jour des expériences impliquant l’utilisation des hépatocytes primaires, ceux-ci 

ont été décongelés puis ensemencés en suivant le protocole proposé par Lonza (h NHEPS™ 

Cells– Instructions for Use). A chaque expérimentation, le contenu de deux cryotubes issus 

de deux donneurs différents a été mélangé. La densité d’ensemencement dans les boîtes de 

Pétri et les microsystèmes a été fixée à 125 000 cellules/cm². Le milieu d’ensemencement 

choisi est le même que le milieu de culture (HBM complémenté décrit précédemment) 

auquel l’on a additionné 2% de sérum de veau fœtal. Après l’étape d’adhésion des cellules, 

ce milieu d’ensemencement a été remplacé par du milieu basal sans ajout de sérum.  
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III. DISPOSITIF DE COCULTURE 

1. Conception 

Le dispositif de coculture associant la fonction de barrière intestinale et le métabolisme 

hépatique a été mis au point au laboratoire de BioMécanique et BioIngéniérie de l’UTC et 

appelé IIDMP pour «Integrated Insert in a Dynamic Microfluidic Platform ». Il se présente 

sous l’aspect d’un boîtier en polycarbonate et a pour but de mimer l’activité de transport 

intestinal et de métabolisme hépatique que l’on retrouve in vivo. 

 Le dispositif est composé de la succession de sous unités permettant chacune : 

- La culture de cellules intestinales sur des inserts 6 puits faisant office de barrière 

intestinale. 

- La culture de cellules hépatiques au sein de microsystèmes faisant office de 

compartiment hépatique. Ces microsystèmes préalablement développés au sein du 

laboratoire BMBI et dont la fabrication est décrite plus en détail précédemment 

permettent la culture de cellules dans un milieu de culture sans cesse renouvelé 

[11,18,19]. 

Chacune des sous unités est donc constituée de l’association d’un insert et d’un 

microsystème positionnés dans deux puits (Figure 14). L’insert est positionné dans le 

premier puits (puits n°1) et délimite un pôle apical (compartiment intestinal) correspondant 

à la lumière du tube digestif in vivo et un pôle basal qui permet les échanges de milieu entre 

la barrière intestinale et le compartiment hépatique. Le microsystème est connecté en 

dessous du premier puits et du deuxième puits (puits n°2). Le compartiment basal du 

premier puits, le microsystème et le deuxième puits constituent le compartiment hépatique 

de chaque sous unité du dispositif. Le volume de milieu de culture situé en apical de l’insert 

est de 1, 5 ml, de 8,5 ml en dessous de l’insert et de 2,5 ml dans le puits n°2. La perfusion des 

microsystèmes est rendue possible par la mise en circulation du milieu de culture du 

deuxième puits vers le compartiment basal du premier puits. Ce prélèvement du deuxième 

puits vers le premier se fait sous l’action d’une pompe péristaltique à une vitesse de 25 

µL/min.  
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Figure 14 : Schéma d’une unité fonctionnelle de l'IIDMP. D’après Bricks, T. et al. [13]. 

 

Le dispositif global IIDMP est constitué de 3 sous unités et permet donc la culture de 

3 inserts et 3 biopuces simultanément (Figure 14). Pour chacune des expériences, deux 

dispositifs ont été utilisés, ce qui a permis d’augmenter le nombre d’inserts et de 

microsystèmes utilisables pour des analyses complémentaires à un total de 6.  

La perfusion des fluides est assurée par un couvercle relié à une pompe par l’intermédiaire 

de tuyaux en silicones (0,64 mm de diamètre, Cole Parmer Instrument Company) et PTFE 

(polytétrafluoroéthylène). Ce couvercle permet aussi de clore hermétiquement le boîtier et 

d’effectuer des prélèvements dans les compartiments intestinaux et hépatiques par 

l’intermédiaire de ports spécifiques (Figure 15). Les autres composants du boîtier IIDMP sont 

des joints en silicone assurant l’étanchéité du dispositif, une face médiane délimitant chacun 

des puits des sous unités et une face inférieure permettant la fixation des microsystèmes au 

dispositif (Figure 15). 
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Figure 15 : Structure globale de l'IIDMP. D’après Bricks, T. et al. [13]. 

 

Après 4 expérimentations majeures, des joints en PDMS sont coulés autour des 

connecteurs inférieurs permettant la connexion des biopuces au dispositif. Cette mesure 

permet de limiter la survenue de fuites ou une perte d’étanchéité. 

2. Déroulement des expérimentations 

Chaque expérimentation s’est déroulée sur 3 jours.  

 

Dans une première étape, au jour 0 de l’expérimentation, les biopuces sont préparées par 

un dépôt de matrice extracellulaire à la surface des microcanaux. La fibronectine (Roche) 

diluée dans du PBS à une concentration finale de 10 μg/ml est utilisée lorsque les cellules 

hépatiques proviennent d’une lignée comme les HepG2 C3A. Par contre, lorsque des 

hépatocytes primaires humains sont utilisés le « coating » est effectué à l’aide de 60 μg/cm² 

de collagène (Collagen rat tail type 1, Pharmingen BD Biosciences) dilué dans du PBS. Après 1 

heure d’incubation à 37°C, la matrice extracellulaire est alors rincée à l’aide de milieu 

d’ensemencement dont la composition a été décrite précédemment. Les cellules hépatiques 

sont ensuite ensemencées dans les biopuces à une densité de 500 000 cellules/cm² pour les 

HepG2 C3A et 250 000 cellules/cm² pour les hépatocytes primaires humains. Le dispositif est 



89 

 

alors placé toute la nuit dans un incubateur à une température de 37 °C et sous une 

atmosphère enrichie de 5% de CO2. Cette phase correspond à la période d’adhésion des 

hépatocytes. 

 

A l’issue de cette étape, le milieu d’ensemencement est remplacé par du milieu de culture 

(décrit précédemment pour les lignées et les hépatocytes primaires). Les Caco-2 TC7 

préalablement cultivées et différenciées pendant 21 jours sur des inserts sont ensuite 

intégrées au dispositif, en apical du puits 1 de chaque unité. Avant toute perfusion et/ou 

exposition à des xénobiotiques des tests sont alors effectués sur les témoins (culture en 

Petri, en IDCCM et biopuces statiques) afin de caractériser la fonctionnalité et la viabilité des 

hépatocytes et Caco-2 TC7 avant qu’il n’y ait eu perfusion. A l’issue de ces tests et dans le 

cadre d’une exposition à des xénobiotiques, ceux-ci sont introduits en apical de la barrière 

intestinale. Le couvercle du dispositif est alors vissé et connecté à la pompe péristaltique par 

l’intermédiaire de tuyaux puis la perfusion est lancée pendant 24/48h à une vitesse de 

25µl/min. Dans le cadre d’une cinétique, les prélèvements pourront alors être pratiqués 

aussi bien dans le compartiment intestinal qu’hépatique à l’aide de ports spécifiques situés 

sur le couvercle du dispositif. Grâce à cette méthode de prélèvement, il n’est pas nécessaire 

d’ouvrir le couvercle du dispositif pour effectuer des prélèvements de milieu de culture. 

 

Après cette étape de perfusion et au jour 2 ou 3 de l’expérimentation, la pompe est 

arrêtée et le couvercle enlevé. Les Caco-2 TC7 placés dans les inserts et les HepG2 C3A ou 

hépatocytes primaires placés dans les microsystèmes sont alors détachés du dispositif afin 

d’effectuer tous les tests de fonctionnalité et viabilité nécessaires. De même, ces tests sont 

aussi pratiqués sur les témoins. 

A l’issue de tous ces tests, les boîtiers sont nettoyés à l’eau milliQ, les tuyaux et les 

connecteurs à l’eau de javel et à l’eau milliQ, puis, tous ces éléments sont autoclavés. Les 

procédures de nettoyage des microsystèmes ont été décrites précédemment [19]. 
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Figure 16 : Déroulement des expérimentations. D’après Bricks, T. et al. [13]. 
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IV. PRÉPARATION DES TÉMOINS 

Un certain nombre de témoins sont utilisés pour comparer les résultats obtenus avec 

l’IIDMP à ceux obtenus après coculture statique des hépatocytes et des Caco-2 TC7. De 

même, les résultats obtenus sont comparés à ceux obtenus après monoculture des 

hépatocytes en condition dynamique (Integrated Dynamic Cell Culture in Microsystems) et 

statique (boîte de Petri) ainsi qu’après monoculture des Caco-2 TC7 sur inserts. Ces témoins 

ont pour but de différencier l’impact du flux et de la coculture sur les deux types cellulaires 

cultivés au sein de l’IIDMP. 

1. Coculture statique des TC7 et des HepG2 C3A 

Cette coculture en boîte de Petri n’a été effectuée qu’avec des cellules issues de lignées, 

c’est-à-dire en associant la culture de Caco-2 TC7 à celle de HepG2 C3A. Cette coculture a 

été mise en place en suivant le protocole établi par Choi et al [199]. Les Caco-2 TC7 sont 

d’abord cultivées sur des membranes en polycarbonate (format plaque 6 puits, diamètre de 

24 mm et pore de 0,4 µm, traité TC, Sigma Aldrich SA) à une densité de 100 000 cellules/cm² 

pendant 21 jours de différenciation comme décrit précédemment. Les HepG2 C3A sont alors 

ensemencées au fond de plaque 6 puits à la même densité que celle utilisée au sein des 

microsystèmes (250 000 cellules/cm²). Cet ensemencement n’a lieu qu’après avoir préparé 

la surface de ces puits à l’aide de fibronectine diluée à 10 µg/ml dans une solution de PBS. 

Après une nuit d’adhésion, les inserts sur lesquels sont cultivés les Caco-2 TC7 sont alors 

ajoutés dans les plaques 6 puits, en apical des HepG2 C3A. Ces inserts délimitent donc une 

partie apicale qui consiste en la culture de Caco-2 TC7 et une partie basale qui consiste en la 

culture des HepG2 C3A. Les milieux de culture utilisés sont les mêmes que ceux utilisés pour 

l’entretien classique et la culture des Caco-2 TC7 et des HepG2 C3A aussi bien en Petri que 

dans l’IIDMP. 

2. IDCCM 

La monoculture dynamique des hépatocytes (HepG2 C3A ou primaires humains) dans des 

microsystèmes a été réalisée au sein d’un dispositif nommé IDDCCM pour « Integrated 

Dynamic Cell Culture in Microsystems ». Ce dispositif développé antérieurement à l’IIDMP 

suit le même principe général d’utilisation que ce dernier, les biopuces sont connectées à 
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deux puits dans chacune des sous unités du dispositif et une pompe permet les 

prélèvements du deuxième puits vers le premier puits afin d’assurer la perfusion des 

microsystèmes. La principale différence réside dans l’absence de barrière intestinale dans le 

cadre de l’IDCCM. Cette différence entraine une différence de diamètre et donc du volume 

des puits de chacun de ces dispositifs : le volume total d’une sous unité de l’IIDMP est ainsi 

de 11 ml contre 4 ml (soit 2ml par puits) pour l’IDCCM. Du fait de la diminution de la taille de 

ces puits, il est possible de connecter 12 biopuces à un dispositif IDDCM contre 3 pour le 

dispositif IIDMP. Les microsystèmes utilisés pour ces deux dispositifs sont les mêmes et 

l’ensemencement des cellules hépatiques se fait de la même façon dans les deux dispositifs 

(coating à la fibronectine, ensemencement de 250 000 HepG2 C3A/cm² ou 125 000 

hépatocytes primaires/cm² dans chaque biopuces, flux de 25 µl/min). 

 

Un autre contrôle a été réalisé et a consisté en la culture des hépatocytes au sein des 

microsystèmes mais sans qu’il y ait perfusion. La préparation des biopuces a été exactement 

la même que celle effectuée dans le cadre de l’utilisation de l’IIDMP et de l’IDCCM. De 

même, les conditions de culture ont été identiques. La différence a résidé dans l’absence de 

perfusion de ces microsystèmes.  

3. Culture des Caco-2 TC7 en inserts et des hépatocytes primaires en 

Pétri 

Des témoins consistant en la monoculture classique des Caco-2 TC7 sur membrane ont 

aussi été utilisés. Les conditions de culture d’entretien, d’ensemencement et de culture sur 

inserts de ces cellules ont été décrites précédemment (partie culture des lignées). 

De même, des témoins consistant en la monoculture d’hépatocytes primaires humains au 

sein de boîte de Pétri ont été utilisés. Les milieux et conditions de culture ont été décrits 

précédemment (partie culture des hépatocytes primaires et milieux). Les puits des boîtes de 

Pétri sont préparés par un dépôt de 60 µg/cm² de collagène dilué dans du PBS. Après 1 

heure minimum d’incubation à 37°C et dans une atmosphère enrichie de 5% de CO2, le 

collagène est rincé et les puits préparés à l’aide de milieu d’ensemencement pour 

hépatocytes primaires décrit précédemment (HBM complémenté auquel 2% de FBS est 

additionné). Les deux cryotubes sont alors décongelés puis mélangés. Les hépatocytes 

primaires sont ensuite ensemencés au sein de boîtes de Pétri de format 12 puits à la même 
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densité que celle utilisée dans les microsystèmes, soit 125 000 cellules/cm². Après une nuit 

d’adhésion, le milieu d’ensemencement est remplacé par du milieu de culture (HBM 

complémenté) dépourvu de FBS et les cellules exposées ou non aux xénobiotiques d’intérêt. 
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V. TESTS DE L’INTÉGRITÉ ET DE LA FONCTIONNALITÉ DE LA 

BARRIÈRE INTESTINALE ET DES CELLULES HÉPATIQUES 

Afin de caractériser l’intégrité de la barrière intestinale avant et après coculture 

dynamique/culture statique et en l’absence ou non d’une exposition à des xénobiotiques, un 

certain nombre de tests ont été pratiqués. 

1. Jaune Lucifer 

Le Jaune Lucifer (Sigma) est une molécule fluorescente de petite taille et empruntant en 

priorité le passage paracellulaire lorsqu’il est exposé en apical de la barrière intestinale. Son 

flux est donc directement lié à l’état des jonctions serrées. Plus ce flux de l’apical vers le 

basal est faible, plus cela est indicateur de la bonne différentiation des jonctions et de leur 

jointivité. Pour suivre ce flux, le Jaune Lucifer a été exposé en apical de la barrière 

intestinale, dilué dans du HBSS et de l’Hepes (10 mM) à une concentration finale de 50 µM. 

Le compartiment basal contenait uniquement du HBSS et de l’Hepes (10 mM). Les inserts 

exposés ont ensuite été mis dans un incubateur (37°C, 5% de CO2) et sous agitation pendant 

90 min. Les quantités de Jaune Lucifer résiduelles du compartiment apical et celles ayant été 

transportées dans le compartiment basal ont ensuite été mesurées à l’aide d’un lecteur de 

plaque (fluorimètre TECAN, Spectafluor plus, Magellan software) en utilisant une excitation 

de 485 nm et une émission de 530 nm. 

Le flux de Jaune Lucifer a ensuite été exprimé par le calcul de la perméabilité 

apparente (Papp en m/s). Ce calcul fait intervenir : 

- La quantité de Jaune Lucifer transportée en un temps donné dQ/dt (mol/sec)  

- La concentration initiale de Jaune Lucifer de la solution apicale Ca (mol/m3) 

- La surface de la membrane A (cm²) sur laquelle sont cultivées les Caco-2 TC7 

 

Équation 1 : Calcul de la perméabilité apparente. D’après Bricks, T. et al. [13]. 

2. Résistance électrique transépithéliale (TEER) 

La mesure de cette résistance est aussi proportionnelle à l’état des jonctions serrées. Au 

contraire du flux de Jaune Lucifer, plus la valeur de résistance est élevée, plus cela est 

indicatif d’une bonne différenciation et jointivité des jonctions serrées de la barrière 
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intestinale. Cette résistance a été mesurée à l’aide d’un ENDOHM (-24SNAP Chamber) 

adapté à l’utilisation d’inserts de format 6 puits. 

La valeur de résistance électrique transépithéliale finale (TEER exprimée en Ω.cm²) est 

ensuite calculée à l’aide de l’équation suivante : 

 

Équation 2 : Calcul de la résistance transépithéliale. D’après Bricks, T. et al. [13]. 

- Rm est la résistance (Ω) obtenue après utilisation de l’ENDOHM 

- Rb est la résistance (Ω) des inserts nus, sans qu’il y ait eu de culture de Caco-2 TC7 

- A représente la surface (cm²) des membranes sur lesquelles sont cultivées les Caco-2 

TC7  

3. Marqueurs des jonctions serrées 

L’état des jonctions serrées des Caco-2 TC7 a aussi été caractérisé par immunomarquage. 

Les deux protéines des jonctions ciblées par les immunomarqueurs sont la claudine-1 et 

l’occludine. Les anticorps primaires correspondants sont des anticorps de lapin et l’anticorps 

secondaire, un anticorps de chèvre anti IgG de lapin (Alexia Fluor 488). Ces anticorps ont été 

achetés chez InVitrogen. Ce marquage a de plus été couplé à celui des noyaux des Caco-2 

TC7 au DAPI. Le protocole de cet immunomarquage est décrit ci-dessous. 

Après une étape de fixation avec une solution de paraformaldéhyde à 4%, les cellules ont été 

perméabilisées par du Triton (x100 BDH) dilué à 0,1% dans du PBS. Les sites non spécifiques 

ont ensuite été saturés avec du sérum de chèvre 3% pendant 10 minutes. La barrière 

intestinale a alors été exposée aux anticorps primaires dilués dans du PBS (1/100 pour 

l’occludine et 1/20 pour la claudine-1) et du sérum de chèvre 1% pendant 1h à 4°C. Après 

des étapes de rinçage au PBS, les membranes ont ensuite été rincées au PBS puis incubées 

pendant 1h dans l’obscurité avec l’anticorps secondaire (1/100 pour l’occludine et 1/50 pour 

la claudine-1) dilué dans du PBS et du sérum de chèvre 1%. Après de nouvelles étapes de 

rinçage au PBS, l’observation et les captures d’images ont été effectuées à l’aide d’un 

microscope à fluorescence (Leica DMI 6000B, LAS-AF software, Leica Microsystems, 

Nanterre, France). 
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4. Activité de la P-glycoprotéine 

La rhodamine 123 (Sigma) est une molécule fluorescente et un substrat de la P-

glycoprotéine (Pgp). Lorsqu’elle est exposée dans le compartiment basal de la barrière 

intestinale, cette molécule va être effluée vers le compartiment apical par la Pgp. Cette 

efflux va donc être proportionnel à l’activité de la Pgp.  

Pour caractériser cette activité, la rhodamine 123 diluée à une concentration de 15µM 

dans du HBSS et de l’HEPES 1% est exposée en apical ou en basal de la barrière intestinale 

pour mesurer respectivement son flux du compartiment apical vers basal (A-B) et 

inversement (B-A). Les inserts exposés ont ensuite été placés dans un incubateur (37°C, 5% 

de CO2) et mis sous agitation pendant 90 min. Les quantités de rhodamine 123 résiduelles 

du compartiment apical et basal ont ensuite été mesurées à l’aide d’un lecteur de plaque 

(fluorimètre TECAN, Spectafluor plus, Magellan software) en utilisant une excitation de 485 

nm et une émission de 530 nm. 

 

Le ratio d’efflux (ER) de la rhodamine 123 a ensuite été calculé en divisant la perméabilité 

apparente (voir équation (1)) du basal vers l’apical (Papp B-A) p la perméabilité apparente de 

l’apical vers le basal (Papp A-B). 

 

 

5. Viabilité et activité des cellules hépatiques 

Le nombre de cellules a été évalué sur des lames de Malassez avant ensemencement et à 

la fin de chacune des expérimentations après détachement des cellules à l’aide de trypsine 

0,25% d’EDTA. 

 

L’activité métabolique des HepG2 C3A cultivées dans les microsystèmes a aussi été évaluée 

par le test quantitatif au bleu d’Alamar (Fischer). Ce test permet de quantifier l’activité 

mitochondriale des cellules en mesurant la production de résorufine issue de la réduction de 

résazurine (bleu d’Alamar) par les mitochondries des cellules vivantes. Pour effectuer ce 

test, les HepG2 C3A cultivées dans les microsystèmes ont été exposées à 300 µl de bleu 

d’Alamar dilué à 1/10 pendant 1h dans un incubateur (37°C, 5% CO2). La quantité de 

Équation 3 : Calcul du ratio d’efflux de rhodamine 123. D’après Bricks, T. et al. [13]. 
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résorufine produite dans chacun des échantillons a ensuite été mesurée par un lecteur de 

plaque fluorescent à 530 nm d’excitation et 595 nm d’émission (fluorimètre TECAN, 

Spectafluor plus, Magellan software). Les résultats ont ensuite été exprimés en intensité de 

fluorescence et normalisés par le nombre de cellules restantes à la fin des expérimentations.  

 

La viabilité des HepG2 C3A et des hépatocytes primaires a aussi été évaluée 

qualitativement que ce soit dans le cadre de la culture des hépatocytes au sein de boîtes de 

Pétri et des microsystèmes. Pour cela, les cellules vivantes ont été marquées à la Calcéine 

AM et les cellules mortes à l’iodure de Propidium (IP) (Molecular Probes). 

Ces deux marqueurs ont été préparés dans du PBS (dilution 1/500 pour la Calcéine et 1/200 

pour l’IP) et ont été incubés en présence des cellules hépatiques pendant 15 min à 37°C, 

dans une atmosphère enrichie avec 5% de CO2 et à l’abri de la lumière. Les cellules 

hépatiques ont ensuite été rincées au PBS avant leur observation au microscope à 

fluorescence (Leica DMI 6000B, LAS-AF software, Leica Microsystems, Nanterre, France). 

 

La production d’albumine par les cellules hépatiques est un autre marqueur indicatif de 

la fonctionnalité de ces cellules. Cette synthèse a été mesurée à l’aide d’un test ELISA 

classique en utilisant des anticorps anti albumine humaine couplés ensuite à l’activité d’une 

peroxydase. La technique utilisée a été décrite en détail dans un des articles publiés par des 

membres du laboratoire ayant mis au point l’IDCCM [19]. 
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VI. ACTIVITÉ DU MÉTABOLISME DES XÉNOBIOTIQUES DES 

CELLULES INTESTINALES ET HÉPATIQUES 

1. Activité d’enzymes du métabolisme des xénobiotiques de phase I. 

1.1. EROD 

L’activité du CYP1A1 des HepG2 C3A a été quantifiée à l’aide du test EROD. Ce test se 

base sur le métabolisme de l’éthoxyrésorufine (ERES) par l’éthoxyrésorufine-o-déethylase 

(CYP1) en une molécule fluorescente, la résorufine [200].  

Ce substrat est dilué dans du milieu de culture à une concentration finale de 10 µM 

et mixé avec de la salycilamide (3 µM), une molécule qui inhibe les enzymes de phase II 

potentiellement aptes à métaboliser la résorufine. Les HepG2 C3A cultivées en 

microsystèmes ont ensuite été exposées à 300 µl de cette préparation contre 500 µl 

lorsqu’elles étaient cultivées en boîte de Pétri. Cette période d’incubation a duré 1h à 37°C, 

sous une atmosphère enrichie de 5 % CO2 et dans l’obscurité. La quantité de résorufine 

produite dans chacun des échantillons a ensuite été mesurée par un lecteur de plaque 

fluorescent à 530 nm d’excitation et 595 nm d’émission (fluorimètre TECAN, Spectafluor 

plus, Magellan software). Les résultats ont ensuite été exprimés en intensité de fluorescence 

et normalisés par le nombre de cellules restantes à la fin des expérimentations.  

1.2. Phénacétine et oméprazole 

La phénacétine (Sigma) est une molécule métabolisée par le CYP1A2 en paracétamol. 

Afin de mesurer son métabolisme, la phénacétine a été diluée dans le milieu de culture pour 

atteindre une concentration finale de 100 µM.  

L’oméprazole (Sigma) est une molécule métabolisée par le CYP2C19 et le CYP3A4 des 

cellules en 5-OH oméprazole et en oméprazole sulfone. Cette molécule a été utilisée à une 

concentration initiale de 30 µM. 

La phénacétine a été utilisée aussi bien dans des conditions de culture dynamiques 

(IIDMP, IDCCM) que statiques (Pétri, inserts), en utilisant des lignées (Caco-2 TC7 et HepG2 

C3A) et des hépatocytes primaires. Au contraire, l’oméprazole n’a été testé que sur des 
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cultures d’hépatocytes primaires humains en IIDMP, IDCCM, Petri et sur des Caco-2 TC7 en 

inserts. 

La production des métabolites de la phénacétine et de l’oméprazole a été exprimée 

en ratio de la quantité de produit initial (MR).  

 

Équation 4 : calcul du ratio métabolique. D’après Bricks, T. et al. [13]. 

 

Les expositions ont été effectuées en apical non seulement de la barrière intestinale 

dans l’IIDMP, mais aussi de la monoculture des Caco-2 TC7 et dans le cadre de la coculture 

des Caco-2 TC7 et des HepG2 C3A en boîte de Pétri. Dans les autres configurations (IDCCM et 

Pétri), les hépatocytes ont directement été exposés à la phénacétine. L’apparition des 

métabolites a été suivie dans les deux compartiments délimités par la barrière intestinale 

(IIDMP, coculture statique, monoculture des Caco-2 TC7) et dans les puits au contact des 

cellules hépatiques (IDCCM et Pétri). Le volume des prélèvements était de 100 µl en apical 

des Caco-2 TC7 (inserts et cocultures) et dans les boîtes de Pétri (monoculture des 

hépatocytes) ainsi que de 150 µl en basal des Caco-2 TC7 (inserts et IIDMP) et dans l’IDCCM. 

Ces prélèvements ont ensuite été congelés à -20 °C puis stockés à -80°C. 

1.3. Mesure de l’adsorption 

L’adsorption des molécules et de leurs métabolites a aussi été mesurée dans les 

dispositifs de culture (IDCCM et IIDMP) et témoins utilisés (Pétri, inserts). Pour cela, les 

configurations de culture étaient exactement les mêmes mais aucune cellule n’avait été 

introduite initialement dans les dispositifs. Les quantités de phénacétine et de paracétamol 

(Sigma) ainsi que d’oméprazole (Sigma), de 5-OH oméprazole et d’oméprazole sulfone 

(Artmolecule) restantes ont été exprimées en fonction de la quantité de produits introduits 

initialement. Ces quantités résiduelles ont été mesurées dans les différents compartiments 

des dispositifs et témoins utilisés. Les valeurs d’adsorption ont été calculées en pourcentage 

de la quantité initiale de produits introduits. 
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Équation 5 : calcul du ratio de la quantité de molécules adsorbées entre 1h et 24h d'exposition. 

 

- Qads est la quantité de molécules adsorbées par les systèmes de culture (IDCCM, 

IIDMP et Pétri) et exprimée en pourcentage de la quantité initiale de substrats 

introduite dans le dispositif. 

- C (t) et C (t+dt) sont les concentrations des molécules d’intérêt au temps t et t+dt 

(µM). 

- V(t) et V(t+dt) sont les volumes de culture dans lesquels étaient diluées les molécules 

testées au temps t et t+dt (ml).  

- Qi est la quantité initiale de molécules introduites au temps 0 de l’expérimentation 

(nmoles). 

2. Calcul des clairances intrinsèques de l’oméprazole et de la 

phénacétine 

Afin de comparer au mieux les performances métaboliques des hépatocytes et cellules 

intestinales cultivées au sein du dispositif de coculture (IIDMP), les clairances in vivo de 

l’oméprazole et de la phénacétine ont été calculées à l’aide d’un modèle de 

pharmacocinétique (PK) mis en place en partenariat avec le professeur Frédéric Bois et le 

docteur Jérémy Hamon. Afin d’identifier un éventuel effet dû au mode de culture et de 

mettre en évidence de potentielles interactions intestin/foie, les clairances de la 

phénacétine et de l’oméprazole obtenues à partir de 4 configurations de culture ont été 

comparées les unes aux autres. 

2.1. Culture des Caco-2 TC7 et des hépatocytes au sein de l’IIDMP et des 

Caco-2 TC7 en monoculture 

Le calcul des clairances intrinsèques propres à l’utilisation de l’IIDMP s’est fait en se 

basant sur le schéma global de fonctionnement du dispositif suivant : 
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Un modèle de pharmacocinétique (PK) a été utilisé afin de calculer les clairances 

intrinsèques associées au métabolisme de la phénacétine en paracétamol et de l’oméprazole 

en 5 OH omeprazole et omeprazole sulfone par les Caco-2 TC7 (en coculture et monoculture) 

ainsi que par les hépatocytes primaires humains cultivés au sein de l’IIDMP. Dans ce cadre, le 

boîtier IIDMP a été décrit par un modèle à 6 compartiments (Figure 17) tandis que la 

monoculture de Caco-2 TC7 a été décrite par un modèle à 3 compartiments (Figure 18). Les 

équations utilisées pour décrire la distribution et le métabolisme des substrats par les Caco-2 

TC7 ont été les mêmes que l’on se place dans le cadre de la coculture au sein de l’IIDMP ou 

de la monoculture des Caco-2 TC7. L’adsorption et la désorption des substrats utilisés ont 

Figure 17: Représentation schématique du modèle PK associé au calcul des clairances 

intrinsèques propres à l’utilisation de l’IIDMP. 

Figure 18: Représentation schématique du modèle PK associé à la culture des Caco-2 TC7 en 

monoculture. 
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aussi été prises en compte dans l’utilisation des données obtenues expérimentalement en 

l’absence de cellules. Par souci de simplification, l’adsorption des composés par le sérum 

utilisé ainsi que par l’albumine produite par les hépatocytes a été calibrée en fonction des 

résultats obtenus lors des expérimentations pratiquées sans cellules mais avec de la BSA. 

C’est pour cela que la fraction non adsorbée fu,med a été fixée à 1. Nous avons aussi fait 

l’hypothèse d’un métabolisme linéaire aux doses utilisées lors des expérimentations. Les 

équations différentielles utilisées pour décrire ces deux modèles ont donc été les suivantes : 
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Les termes utilisés ont été les suivants : 

- CLc représente la vitesse de diffusion des molécules à travers la barrière formée par les 

Caco-2 TC7 (µl.min-1). CLc est liée à la vitesse d’équilibration des molécules testées et 

produites (métabolites CLmet) de part et d’autre de la barrière intestinale. 

- R1a, R1b, R2, HepB, Tb correspondent respectivement aux deux réservoirs (avec une 

partie apicale et basale pour le réservoir 1, R1), à la biopuce hépatique (HepB) et au 

compartiment décrivant le comportement des tuyaux (Tb) (Figure 17). 

- F représente le flux de milieux de culture fixé à une vitesse de 25µl.min-1. 



103 

 

- Ci est la concentration du compartiment i (µmol. L-1). 

- Qi est la quantité de molécules dans le compartiment i (µmol). 

- Ci et Qi sont liés par le volume Vi avec Ci=Qi/Vi. 

- Clint, in vitro représente la clairance estimée par le modèle en L.s-1. 

- fumed est la fraction non adsorbée au milieu de culture et fixée à 1. 

- QADS(R1a), QADS(R1b), QADS(R2) et QADS(Tb) sont les quantités de molécules 

adsorbées par les dispositifs (µmol). 

- Fb (L.s-1) et ku (s-1) sont les taux d’adsorption/désorption non spécifiques sur les 

matériaux composant les tuyaux, systèmes de culture, microsystèmes…etc. Ils sont 

estimés par le modèle. 

-                       est l’équation permettant d’inclure dans le modèle d’éventuelles pertes de 

molécules dues aux prélèvements ou encore aux phénomènes de métabolismes 

secondaires. 

 

Les cinétiques des métabolites ont été décrites avec un modèle similaire. Pour un 

métabolite (MET), le modèle correspondant est le suivant : 

 

 
 
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 
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 Équation 15 
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2.2. Culture des hépatocytes au sein de l’IDCCM et en boîtes de Pétri 

Afin de caractériser l’effet de la perfusion sur les hépatocytes cultivés au sein des 

microsystèmes, un des témoins utilisé consistait en la monoculture de ces cellules dans le 

dispositif décrit précédemment et appelé IDCCM. Le schéma du modèle PK associé au 

fonctionnement de ce dispositif est le suivant : 

 

 

Un autre témoin a aussi été utilisé et a consisté en la monoculture d’hépatocytes en 

boîtes de Pétri. Ce témoin a été décrit par le schéma suivant. 

 

Figure 20 : Représentation schématique du modèle PK associé à la culture des hépatocytes en boîtes de Pétri. 

 

Un modèle de pharmacocinétique similaire au précédent a été utilisé afin de calculer les 

clairances intrinsèques in vitro associées au métabolisme de la phénacétine et de 

l’oméprazole par les deux monocultures d’hépatocytes témoins. Le dispositif IDCCM a été 

décrit par un modèle à 4 compartiments (Figure 19) alors que la simple culture en boîte de 

Petri a été décrite par un modèle à deux compartiments (Figure 20). De la même manière 

que décrit précédemment, l’adsorption et la désorption des composés entrainées aussi bien 

par les matériaux des boîtes de Pétri que de l’IDCCM ont été incluses à partir de résultats 

é 

Figure 19 : Représentation schématique du modèle PK associé à l’utilisation de l’IDCCM. 
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expérimentaux obtenus en l’absence de cellules. De même, la fraction non adsorbée fu,med a 

été fixée à 1 et le métabolisme considéré comme linéaire aux doses utilisées. Les équations 

finalement retenues ont été les suivantes 

 

 
     )()( )1(11

1 tQktCFtCtCF
dt

tdQ
RADSuRbRTb
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 
     )()( )(2 tQktCFtCtCF
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TbADSuTbbTbR
Tb   Équation 22 

 
   )()()()()()( )()2()1(21 tQtQtQktCtCtCF

dt
tdQ

TbADSRADSRADSuTbRRb
ADS   Équation 23 

 

- R1, R2, HepB, Tb correspondent aux deux réservoirs du dispositif, à la biopuce 

hépatique et aux tuyaux utilisés pour assurer la perfusion (Figure 19). 

- F est la vitesse de perfusion du milieu de culture fixée à 25µl.min-1. 

- Ci est la concentration du compartiment i (µmol. L-1). 

- Qi est la quantité de molécules dans le compartiment i (µmol). 

- Ci et Qi sont liés par le volume Vi avec Ci=Qi/Vi. 

- Clint, in vitro représente la clairance estimée par le modèle en L.s-1. 

- fumed est la fraction non adsorbée au milieu de culture et fixée à 1. 

- QADS(R1), QADS(R2) et QADS(Tb) sont les quantités de molécules adsorbées par les 

dispositifs (µmol). 

- Fb (L.s-1) et ku (s-1) sont les taux d’adsorption/désorption non spécifiques sur les 

matériaux composant les tuyaux, systèmes de culture, microsystèmes…etc. Ils sont 

estimés par le modèle. 

-                  est l’équation permettant d’inclure dans le modèle d’éventuelles pertes de 

molécules dues aux prélèvements ou encore aux phénomènes de métabolismes 

secondaires. 

 

𝑑𝑄𝑙𝑜𝑠𝑡 (𝑡)

𝑑𝑡
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Les cinétiques des métabolites ont été décrites avec un modèle similaire. Pour un 

métabolite (MET), le modèle correspondant est le suivant : 
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En ce qui concerne la monoculture des hépatocytes en boîtes de Pétri, les équations 

suivantes ont été utilisées : 
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  Équation 31 

 
)()( ,,,,

, tQktCF
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tdQ
METadsMETuMETPMETb

METads
   Équation 32 

- P correspond au réservoir unique formé par la boîte de Pétri et MET aux métabolites. 

2.3. Estimation des paramètres et méthodes statistiques 

Afin de respecter la stœchiométrie, la résolution du système d'équations 

différentielles a été réalisée en utilisant des quantités en mole. Les constantes d'adsorption 

et résorption (Fb, ku) ainsi que les clairances (CLX) ont été estimées et optimisées en 

utilisant les données expérimentales. 

Les paramètres du modèle de PK in vitro ont été calibrés dans un cadre d'inférence 

bayésienne [201,202]. Une distribution non informative (vague) a été utilisée pour définir la 



107 

 

distribution a priori des paramètres. La vraisemblance des données a été choisie comme 

suivant une distribution log-normale centrée sur les prédictions du modèle. Les distributions 

a posteriori des paramètres ont été obtenues en utilisant un échantillonnage MCMC (Monte 

Carlo par Chaînes de Markov). Pour tous les paramètres, la convergence a été évaluée en 

calculant le critère de Gelman et Rubin sur les 200,000 dernières itérations de chaque 

chaîne. 

Les simulations permettant la calibration des paramètres et celles utilisées pour 

réaliser des prédictions ont été réalisées avec GNU MCSim v5.4.0. Le logiciel R, version 

2.15.1 a été utilisé pour la réalisation de tous les graphiques. 

2.4. Calcul des biodisponibilités hépatiques 

Les clairances intrinsèques (CLint, invivo) associées à la situation in vivo ont été calculées à 

partir des clairances intrinsèques (CLint, invitro) obtenues à l’aide du modèle PK et des 

expérimentations in vitro. Dans ce but, un facteur d’échelle (SF) a été utilisé afin d’exprimer 

les clairances en ml/min/kg de masse corporelle. Le nombre d’hépatocytes par gramme de 

foie a été estimé à 99x106 [203] et le poids du foie à 25 grammes par kilogramme de masse 

corporelle [204]. Le facteur d’échelle a été défini comme le produit de ces deux valeurs et 

fixé à 2475x106 hépatocytes par kilogramme de masse corporelle. Les clairances intrinsèques 

in vitro correspondantes ont été calculées à l’aide de l’équation suivante : 

 

SFCLCL invitroinvivo int,int,   Équation 33 

 

Ces clairances intrinsèques in vivo ont finalement été converties en clairances hépatiques 

in vivo (CLh,in vivo) à l’aide de modèles s’appuyant sur des paramètres comme le débit sanguin 

du foie QH  fixé à 20ml/min/kg de masse corporelle [205, 206]. Les paramètres fub et fumed 

décrivant la fraction non adsorbée de substrats et métabolites dans le sang ont été fixés à 1 

comme décrit précédemment. Le modèle « well-stirred » [207] a été utilisé et consistait en 

l’équation suivante : 
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La biodisponibilité hépatique a été calculée à l’aide de l’équation  reportée ci-dessous 

[208]. 

 

H

invivo

Q
CLh

Fh 1               Équation 36 

CLhinvivo est la clairance hépatique calculée dans l’équation 35 et QH est le débit sanguin 

hépatique décrit précédemment. 

2.5. Calcul des biodisponibilités intestinales  

La clairance intestinale intrinsèque calculée par le modèle a été convertie en 

clairance intrinsèque in vivo à l’aide d’un facteur d’échelle appelé SF2. Ce facteur correspond 

au produit de la masse d’intestin par kg de masse corporelle (7,5 g selon les résultats de Lin 

et al en 1999 [209]) et du nombre d’entérocytes par gramme d’intestin (estimé à 250 x106 

pour 0,685 g d’intestin [208]. 

 

2int,,int,
SFCLCL invitrogutinvivogut              Équation 37 

 

La biodisponibilité intestinale (Fg) a été calculée à l’aide de deux équations provenant 

de la littérature [208]. Qgut est un paramètre calculé à l’aide du débit sanguin intestinal (fixé 

à 18 L/h) et de la clairance (CLc) associée à la perméabilité des entérocytes  aux molécules 

testées  [210]. Cette clairance a été calculée par le modèle PK (équation 6). 
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             Équation 39 

fugut représente la fraction de molécules non adsorbées par le compartiment intestinal et a 

été fixée à 1 [208]. 
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2.6. Calcul des biodisponibilités orales 

Après avoir calculé la biodisponibilité intestinale (Fg) et la biodisponibilité hépatique (Fh), les 

biodisponibilités orales ont été calculées à l’aide de l’équation suivante : 

 

hgabsoral FFFF                                       Équation 40 

 

Fabs correspond à la fraction de molécules absorbée par l’intestin. Cette fraction a été fixée à 

1 pour l’oméprazole et 0,91 pour la phénacétine, en accord avec la littérature [211]. 
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VII. ANALYSE STATISTIQUE 

Au moins trois expériences indépendantes ont été effectuées pour chaque condition 

testée en utilisant à chaque fois trois réplicats. Les résultats ont été exprimés en moyenne ± 

écarts types. L’analyse statistique a été effectuée à l’aide de tests ANOVA pour les 

comparaisons multiples et de tests de Student pour les comparaisons simples en utilisant le 

logiciel GraphPad (Prism 6). Une p-value < 0.05 a été considérée comme significative et le 

degré de significativité a été annoté sur les histogrammes et courbes (*, **, ***, **** pour 

des p-value inférieures à 0.05; 0.025; 0.001 and 0.0001 respectivement). 
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CHAPITRE 4 : ETUDE DE LA FAISABILITE DU 
DISPOSITIF DE COCULTURE INTESTIN/FOIE 

INTEGRANT DES CELLULES INTESTINALES ET 
HEPATIQUES DE LIGNEES 

Afin de tester la faisabilité du dispositif de coculture IIDMP (Integrated Insert in a 

Dynamic Microfluidic Platform), nous avons utilisé dans une première étape des cellules 

intestinales et hépatiques de lignée. En effet, même si ces cellules présentent une faible 

activité basale des enzymes du métabolisme des xénobiotiques (EMX), elles sont robustes, 

faciles d’utilisation, peu coûteuses et permettent d’obtenir des résultats peu variables. C’est 

pour cela que ce type de cellules est bien souvent utilisé lors des premières phases de 

développement de dispositifs de culture que ce soit dans le cadre de tests de toxicité ou de 

biocompatibilité [212]. 

Notre choix s’est porté d’une part, sur des cellules intestinales de lignée, les Caco-2 TC7 

comme barrière intestinale et d’autre part, sur des cellules hépatiques de lignée, les HepG2 

C3A comme modèle de culture au sein des microsystèmes.  

 

Le choix de ces deux types cellulaires a été déterminé par leurs propriétés spécifiques 

[13]. Ainsi, les Caco-2 TC7 présentent une plus grande homogénéité et une plus petite 

résistance transépithéliale que sa lignée parente, les Caco-2 [116]. Elles conservent, de plus, 

les propriétés initiales des Caco-2 qui en font un des modèles d’étude de référence de la 

barrière intestinale comme la mise en place d’une barrière polarisée présentant des 

structures similaires aux microvillosités ou encore la différenciation de jonctions serrées 

[110]. 

En ce qui concerne les HepG2 C3A, ces cellules ont été choisies car préalablement 

caractérisées et utilisées au sein du laboratoire de biomécanique et bioingénierie (BMBI) 

notamment dans le cadre de la culture dynamique au sein d’un autre dispositif appelé 

IDCCM (Integrated Dynamic Cell Culture in Microsystems) [11,19]. Il avait ainsi été montré 

que certaines EMX de ces cellules présentaient une activité métabolique plus importante 

lorsqu’elles étaient cultivées dans ces conditions de culture que lorsqu’elles étaient cultivées 

de façon classique et statique en boîtes de Pétri [11]. En particulier, cette augmentation 



112 

 

d’activité à la fois en termes de régulation génique (quantité d’ARNm) et en termes d’activité 

enzymatique avait été montrée en ciblant les CYP1A [11,19].  

 

Nous avons donc décidé d’étudier l’influence de condition dynamique de culture en 

microsystèmes associée à celle d’une coculture intestin/foie sur la viabilité et fonctionnalité 

de ces deux types cellulaires ainsi que sur l’activité des CYP1 des HepG2 en utilisant deux 

molécules substrats de ces enzymes : l’éthoxyrésorufine et la phénacétine. Cette 

configuration de coculture (Caco-2 TC7/HepG2 C3A) nous a permis de suivre le transport 

d’une molécule comme la phénacétine, suivi de son métabolisme hépatique ainsi que 

d’éventuelles interactions de type intestin/foie. Pour distinguer l’effet de la perfusion de 

l’effet des interactions intestin/foie, les caractéristiques des deux types cellulaires ont été 

comparées à celles : de cellules cultivées en boîte de Pétri (Caco-2 TC7 sur inserts et HepG2 

au fond de puits de culture), de HepG2 cultivées dans des microsystèmes et perfusées mais 

sans qu’il y ait coculture et d’une coculture statique (Caco-2 TC7/HepG2) en boîte de Pétri. 

 

Les résultats obtenus dans le cadre de cette première étude du fonctionnement du 

dispositif ont été détaillés dans la publication intitulée « Development of a new microfluidic 

platform integrating co-cultures of intestinal and liver cell lines » [13] et ajoutée dans la suite 

de ce manuscrit. 



113 

 

 



114 

 



115 

 



116 

 

 



117 

 



118 

 



119 

 



120 

 



121 

 



122 

 



123 

 

   



124 

 

   



125 

 

   



126 

 

   



127 

 

   



128 

 

   



129 

 



130 

 



131 

 



132 

 



133 

 



134 

 



135 

 



136 

 



137 

 



138 

 



139 

 



140 

 



141 

 



142 

 



143 

 

 

 



144 

 



145 

 



146 

 



147 

 

    

CHAPITRE 5 : COMPARAISON DU 
METABOLISME HEPATIQUE D’HEPATOCYTES 
PRIMAIRES HUMAINS CULTIVES DANS DES 
MICROSYSTEMES ET DANS DES BOÎTES DE 

PETRI 

Nous avons montré dans un premier article l’innocuité du dispositif IIDMP après 

utilisation de cellules intestinales et hépatiques de lignée (Caco-2 TC7 et HepG2 C3A). De 

manière intéressante, cette étude a permis de mettre en évidence qu’un flux de culture de 

25µl/min associé à la culture de cellules hépatiques en microsystèmes et une coculture 

intestin/foie constituaient deux phénomènes entrainant chacun une suractivation du 

CYP1A2 (par le suivi du métabolisme de la phénacétine en paracétamol) des HepG2 et une 

production accrue d’albumine [13] par ces cellules.  

 

L’utilisation des HepG2 C3A était pertinente dans le cadre d’une première étude de 

faisabilité de ce dispositif. Toutefois, ces cellules présentent une faible activité de leurs 

enzymes du métabolisme des xénobiotiques et leurs propriétés sont parfois éloignées de 

celles des hépatocytes in vivo. Il était donc intéressant de remplacer les HepG2 C3A par des 

hépatocytes primaires humains aux propriétés bien plus similaires à celles des hépatocytes 

in vivo et donc considérés comme le « gold standard » de la culture hépatique in vitro [213].  

Les Caco-2 TC7 ont toutefois été conservées du fait de leurs propriétés particulières et 

décrites dans l’article précédent [13]. De plus, la culture primaire de cellules intestinales se 

révèle être à l’heure actuelle un défi du fait de la difficulté de cultiver ces cellules sous forme 

de barrière polarisée [214,215]. 

 

Afin de différencier l’effet de la culture dynamique de l’effet des interactions 

intestin/foie sur la fonctionnalité des cellules intestinales et hépatiques, nous avons choisi, 

par souci de clarté, d’étudier chacun de ces paramètres à la lumière de deux publications 

différentes.  

La première a pour objectif d’étudier l’impact d’une culture dynamique au sein de 

microsystèmes sur les fonctions d’hépatocytes primaires humains. Ces microsystèmes ont 
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été parallélisés et perfusés par l’intermédiaire d’un dispositif appelé IDCCM (Integrated 

Dynamic Cell Culture in Microsystems) et dont le fonctionnement a été décrit dans de 

précédentes publications [12,13,19]. Ces études ont permis de mettre en évidence une 

conservation, voire une augmentation de l’activité d’EMX d’hépatocytes primaires humains 

cultivés et perfusés au sein des microsystèmes comparativement à la culture statique en 

monocouches de ces cellules pendant 4h de culture [182]. En particulier, cette augmentation 

d’activité a été observée pour le CYP3A4 par le suivi du métabolisme de l’oméprazole en 

oméprazole sulfone et du dextrométhorphane en 3-méthoxymorphinane. Le métabolite 

ratio lié à la production d’oméprazole sulfone était ainsi plus élevé après 4h de culture 

dynamique des hépatocytes primaires humains dans des microsystèmes qu’après 4h de 

culture statique de ces cellules dans des boîtes de Pétri [182]. De plus, la culture dynamique 

d’hépatocytes primaires humains dans des microsystèmes pendant 24h a été associée à une 

meilleure activité du CYP1A2 et du CYP3A4 (en termes de quantité d’ARNm produit) que 

celle observée lorsque ces hépatocytes étaient cultivés de manière statique en 

microsystèmes [181]. Toutefois, ces résultats étaient plus contrastés lorsque les clairances 

intrinsèques des hépatocytes primaires humains cultivés en microsystèmes ont été 

comparées à celles d’hépatocytes en suspension [181]. D’autres études avaient démontré 

que les conditions dynamiques de culture en microsystèmes ont un effet particulier sur 

l’expression et l’activité du CYP1A2 des HepG2 C3A [11,13] et sur celles d’hépatocytes 

primaires de rat [12,21]. Pour ces raisons, l’effet de la culture dynamique sur les hépatocytes 

a été étudié par le suivi de l’activité du CYP1A2 mais aussi de celles du CYP2C19 et du 

CYP3A4, deux EMX de phase I impliquées dans le métabolisme de la majorité des 

xénobiotiques ingérés. Pour cela, deux substrats de ces CYPs ont été utilisés : la phénacétine 

et l’oméprazole. 

 

Afin de prendre en compte les différences de volume, d’adsorption et de méthodes 

d’exposition propres à l’utilisation de l’IDCCM et de boîtes de Pétri, les activités 

métaboliques des cellules ont été comparées en calculant les clairances hépatiques par 

l’intermédiaire d’un modèle PK. L’utilisation de ce modèle a eu aussi pour but de montrer la 

pertinence et la faisabilité du couplage de modèles in vitro à l’utilisation de modèles in silico. 
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Ce deuxième article a donc eu pour objectif de décrire l’effet de conditions dynamiques de 

culture en microsystèmes sur la fonctionnalité d’hépatocytes primaires humains, et de 

comparer nos résultats à ceux obtenus précédemment après culture dynamique 

d’hépatocytes primaires et de HepG2 C3A [11,13,21,181,182]. 
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CHAPITRE 6 : ETUDE DE L’ABSORPTION ET DU 
METABOLISME INTESTINAL ET HEPATIQUE 
DE LA PHENACETINE ET DE L’OMEPRAZOLE 
PAR UNE COCULTURE DE CACO-2 TC7 ET D’ 

HEPATOCYTES PRIMAIRES HUMAINS 

Nous avons vu dans le deuxième article de ce manuscrit que la perfusion 

d’hépatocytes primaires humains durant 24h au sein du dispositif IDCCM ne permettait pas 

de retrouver les résultats obtenus après utilisation de cellules hépatiques de lignée (HepG2 

C3A) [216]. En effet, nous avions montré que soumettre les HepG2 C3A à des conditions 

dynamiques de culture entraine une augmentation de leur production d’albumine et de leur 

activité du CYP1A2 comparativement à celle obtenue après simple culture dans des boîtes 

de Pétri [13]. Lorsque les cellules hépatiques de lignée ont été remplacées par des 

hépatocytes primaires humains, les performances métaboliques de ces cellules ont été 

similaires voire meilleures lorsqu’elles ont été cultivées en monocouche dans des boîtes de 

Pétri que lorsqu’elles ont été perfusées au sein des microsystèmes [216]. Ces résultats 

confirment ceux obtenus lors d’études précédentes basées sur l’utilisation d’hépatocytes 

primaires humains [181,182] mais sont à l’opposé de ceux obtenus dans d’autres études 

rapportant un effet stimulant du flux de culture sur des hépatocytes primaires humains en 

particulier sur le CYP1A2 de ces cellules [7].  

 

Après avoir montré que la culture dynamique des hépatocytes dans des 

microsystèmes ne permettait pas d’observer une augmentation de l’activité du CYP1A2, 

CYP2C19 et CYP3A4, il était intéressant d’étudier les interactions potentielles entre cellules 

intestinales et hépatocytes primaires humains. Nous avons en effet constaté précédemment 

dans le cadre d’une coculture associant une barrière intestinale (Caco-2 TC7) à la culture 

dynamique de HepG2 C3A dans des microsystèmes (avec le dispositif IIDMP), une 

augmentation de l’activité du CYP1A2 des cellules hépatiques comparativement à celle 

obtenue après monoculture dynamique des HepG2 C3A au sein de l’IDCCM [13]. Cet effet de 

la coculture était de plus lié à une augmentation de la production d’albumine par les cellules 

hépatiques [13]. Il était donc intéressant de voir si nous observions ce type de phénomène 
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lors d’une coculture de cellules intestinales (Caco-2 TC7) et d’hépatocytes primaires humains 

même si ces hépatocytes semblaient peu sensibles à la culture dynamique. 

Pour cela, nous avons choisi de comparer les résultats obtenus après coculture 

dynamique des Caco-2 TC7 et des hépatocytes primaires humains (au sein de l’IIDMP) à ceux 

obtenus après monoculture des Caco-2 TC7. Nous avons aussi comparé nos résultats avec 

ceux obtenus après monoculture des hépatocytes primaires au sein de l’IDCCM comme 

décrits dans la publication précédente [216].  

 

Les résultats obtenus lors des expérimentations in vitro effectuées avec l’IIDMP ont 

de plus été intégrés au sein d’un modèle PK. Cette démarche nous a permis de calculer les 

clairances et les biodisponibilités orales associées à l’absorption et au métabolisme intestinal 

et hépatique de l’oméprazole et de la phénacétine. Par ce biais, nous avons cherché à 

démontrer la pertinence de notre dispositif permettant de mimer les effets de premiers 

passages hépatiques mais aussi intestinaux, peu souvent pris en compte dans le cadre des 

études in vitro et in silico de biodisponibilités. 
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CHAPITRE 7 : DISCUSSION GENERALE 

L’optimisation et l’utilisation d’un dispositif tel que l’IIDMP (Integrated Insert in a 

Dynamic Microfluidic Platform) permettant d’associer une barrière intestinale à la culture de 

cellules hépatiques au sein de microsystèmes nécessitait de répondre à plusieurs objectifs. 

Ainsi, après la première étape de prise en main et d’optimisation des propriétés du 

dispositif, nous avons essayé de répondre à trois questions en particulier:  

- Le fonctionnement de l’IIDMP altère t’il la viabilité et la fonctionnalité des cellules qui 

y sont cultivées ? 

- La coculture au sein du dispositif permet-elle de mettre en évidence des interactions 

entre les cellules intestinales et hépatiques ? 

- Les résultats in vitro obtenus peuvent-ils permettre une bonne prédictibilité de la 

biodisponibilité orale des molécules testées ? 

I. OPTIMISATION DU FONCTIONNEMENT DE L’IIDMP 

1. Développement initial du dispositif 

Lorsque ce doctorat a débuté, le dispositif de coculture IIDMP était utilisé dans une version 

qui permettait non seulement la perfusion des cellules hépatiques au sein des 

microsystèmes mais aussi de la barrière intestinale (Figure 17) [217]. Dans cette 

configuration, le compartiment intestinal (apical) était constitué de la face apicale de la 

barrière intestinale qui communiquait à un réservoir (puits n°3) par l’intermédiaire de deux 

tuyaux en PTFE. De même, le compartiment hépatique (basal) était constitué de la partie 

basale de la barrière intestinale (puits n°1), du microsystème, d’une autre réserve (puit n°2) 

et d’un tuyau qui permettait la bonne perfusion de ce compartiment.  
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Figure 21 : Fonctionnement initial du dispositif de coculture intestin/foie. D'après Prot, J.M. et al. [217]. 

 

Toutefois, l’utilisation du dispositif sous ce format comportait un certain nombre de 

défauts dont les deux principaux étaient :  

- Un phénomène de dilution et d’adsorption des substances exposées en apical de la 

barrière intestinale et produites par les cellules. En effet, dans cette configuration, les 

volumes de milieux de culture des compartiments apicaux et basals étaient fixés à 10 

mL. De plus, l’utilisation de 3 puits de culture et de 3 tuyaux assurant la perfusion 

apicale et basale produisaient un phénomène d’adsorption non négligeable des 

substrats testés et des métabolites produits. Cette adsorption provenait des 

propriétés physicochimiques des matériaux constitutifs des puits de culture 

(polycarbonate), des tuyaux (PTFE) ou encore des microsystèmes (PDMS) [193]. 

- Un nombre limité de réplicats exploitables du fait de la survenue d’évènement 

indésirables comme une mauvaise perfusion des inserts et microsystèmes, un 

mauvais équilibrage des volumes dans les différents puits de culture ou encore des 

problèmes d’étanchéité (en particulier au niveau des connecteurs inférieurs 

permettant de fixer les microsystèmes au dispositif).  

Afin d’optimiser l’utilisation de l’IIDMP et de limiter ces défauts, un certain nombre de 

tests d’étanchéité et de perfusions des microsystèmes ont été effectués. Cette étanchéité 

dépend de nombreux facteurs comme la résistance des joints du dispositif aux 

expérimentations et la bonne connexion des microsystèmes au dispositif. Enfin, il fallait 

vérifier que cette étanchéité ainsi qu’un équilibrage optimal du milieu entre les puits de 

culture étaient conservés même après de nombreuses phases d’autoclavage et d’incubation 

à une température de 37°C et une saturation en CO2 de 5%. 

 

1 2 3 
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Les performances du dispositif dans sa configuration initiale n’étaient pas optimales. 

Ainsi, l’utilisation du dispositif était initialement souvent synonyme d’apparition de fuites ou 

d’une mauvaise perfusion de certains microsystèmes. Toutes les biopuces ou microsystèmes 

concernés par ces fuites étaient considérés comme non utilisables. Plusieurs modifications 

ont alors permis d’améliorer le nombre de réplicats exploitables : 

- L’arrêt de la perfusion du compartiment intestinal. 

- L’addition de joints en silicone aux connecteurs permettant l’association des 

microsystèmes au dispositif. 

Le dispositif finalement retenu et utilisé a été décrit plus en détail dans le matériel et 

méthodes de ce manuscrit. 

2. Développements futurs du dispositif 

Suite à cette première optimisation, d’autres améliorations du dispositif sont encore 

à ce jour en cours de développement. Quelques défauts inhérents au fonctionnement du 

dispositif ont été mis en évidence et soulignés dans les trois articles autour desquels s’est 

structuré ce doctorat. En particulier, l’un de ces facteurs était la dilution des molécules 

testées par les grands volumes de milieu de culture utilisés dans le compartiment hépatique 

de l’IIDMP (11 ml au total). Ainsi, les molécules étaient initialement exposées en apical de la 

barrière intestinale pour mimer une première absorption intestinale (et éventuellement un 

métabolisme) et étaient ensuite fortement diluées par le milieu de culture situé en basal de 

la barrière et dans le deuxième puits de culture.  

De plus, cette dilution était conjuguée à une forte adsorption des molécules 

hydrophobes, comme cela a été montré avec la phénacétine et l’oméprazole, par le 

dispositif en lui-même (tuyaux, puits de culture, biopuces) [193] et par les éléments du 

milieu de culture utilisé (sérum, protéines etc…). Ces deux facteurs (dilution et adsorption) 

une fois conjugués entrainaient donc une baisse conséquente des concentrations auxquelles 

étaient exposés les hépatocytes cultivés dans les microsystèmes. Par conséquent, le choix 

des concentrations s’est révélé problématique car il fallait non seulement ne pas surexposer 

les cellules intestinales mais aussi permettre aux cellules hépatiques d’être exposées à une 

concentration suffisante de molécules parentes. Ces concentrations ne devaient pas être 

trop faibles à la fin des expérimentations afin de permettre leur dosage par spectrométrie de 

masse. Enfin, ce problème de dilution et d’adsorption entrainait une différence notable des 
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concentrations auxquelles étaient effectivement exposés les hépatocytes dans le cadre 

d’une coculture dynamique au sein de l’IIDMP ou de culture statique en boîtes de Pétri. 

Pour limiter ce phénomène de dilution, une nouvelle version du dispositif a été 

proposée permettant de diminuer les tailles des puits et donc le volume des milieux de 

culture du compartiment hépatique d’un facteur 2. De même, un certain nombre de 

composés ont été testés afin de remplacer le PDMS des microsystèmes par d’autres 

matériaux associés à une moins grande adsorption des molécules testées. Ce dispositif et ces 

matériaux sont toutefois à l’heure actuelle en cours de tests.  
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II. EFFETS DE LA COCULTURE SUR LA VIABILITÉ ET 

FONCTIONNALITÉ DES CELLULES INTESTINALES ET HÉPATIQUES 

Aussi bien après utilisation de cellules hépatiques de lignée (HepG2 C3A) que 

d’hépatocytes primaires humains, nous avons montré que la coculture dynamique pendant 

24h n’induisait pas d’altération de la viabilité des cellules hépatiques. Ces résultats 

confirment ce qui avait été précédemment montré lors d’essais avec un autre dispositif 

appelé IDCCM (Integrated Insert in a Dynamic Microfluidic Platform) permettant la 

monoculture dynamique d’hépatocytes au sein de microsystèmes. En effet, plusieurs articles 

ont pu mettre en évidence que ce type de culture n’altérait pas la viabilité des hépatocytes 

que ce soit des cellules hépatiques de lignée [19] ou encore des hépatocytes primaires de 

rats [12] et humains [181].  

Nous avons aussi montré que la coculture de cellules intestinales et hépatiques de lignée 

n’entrainait aucun changement en ce qui concerne la perméabilité et l’état des jonctions 

serrées de la barrière intestinale aussi bien par des tests qualitatifs (marquage des jonctions) 

que par des tests quantitatifs (passage de Jaune Lucifer et résistance transépithéliale) [13]. A 

l’opposé, lorsque les cellules hépatiques de lignées ont été remplacées par des hépatocytes 

primaires humains, nous avons observé une diminution de la résistance transépithéliale de 

la barrière intestinale et une augmentation de la perméabilité de ces cellules à la 

phénacétine et l’oméprazole [218]. Cette augmentation de perméabilité n’était pas due au 

milieu de culture (pas d’effet dans le cadre d’une monoculture classique des Caco-2 TC7) ni 

directement aux conditions dynamiques de culture (pas d’effet dans le cadre de la coculture 

Caco-2 TC7 et HepG2 C3A). Plusieurs hypothèses basées sur d’autres travaux ont été 

formulées pour expliquer cette augmentation de perméabilité : 

- Un effet direct de molécules produites par les cellules hépatiques sur les cellules 

intestinales entrainant un relâchement des jonctions serrées intestinales. 

- Un effet de molécules produites par les cellules hépatiques sur les cellules 

intestinales associé à une plus grande sensibilité des cellules intestinales au flux de 

milieu de culture du compartiment basal ou plus généralement au fonctionnement 

de l’IIDMP. En effet, il a été montré qu’un flux de milieu de culture pouvait entrainer 

une augmentation de la perméabilité des Caco-2 organisées en barrière [219]. 
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Toutefois, le flux de culture était dans notre cas relativement faible (25 µl/min) et situé 

uniquement en basal de la barrière intestinale. 

Ces hypothèses restent à vérifier. Il serait ainsi possible de réaliser des cocultures 

statiques de Caco-2 TC7 et d’hépatocytes primaires humains dans des boîtes de Pétri pour 

voir si on observe cette augmentation de perméabilité même en l’absence de flux. La 

deuxième hypothèse pourrait alors être vérifiée en cultivant la barrière intestinale au sein de 

l’IIDMP sans y associer d’hépatocytes. 

 

En ce qui concerne la production d’albumine par les hépatocytes, là aussi les résultats 

sont différents que l’on se place dans le cadre d’une coculture avec des cellules de lignée 

intestinales et hépatiques ou dans le cadre d’une coculture de cellules intestinales de lignée 

et d’hépatocytes primaires humains.  

Dans le premier cas de figure, la production d’albumine est significativement 

supérieure après coculture dynamique au sein de l’IIDMP comparativement à ce qui a été 

trouvé après monoculture statique des hépatocytes en boîtes de Pétri ou encore dynamique 

au sein des microsystèmes (IDCCM) [13]. De manière intéressante, la production d’albumine 

par les HepG2 est aussi plus importante après monoculture dynamique au sein de l’IDCCM 

que ce qui a été montré lorsque ces cellules sont cultivées de manière statique dans des 

boîtes de Pétri [13]. Cela montre donc clairement, d’une part un effet de la culture 

dynamique et d’autre part, un effet de la coculture des cellules de lignées intestinales et 

hépatiques sur la production d’albumine par les hépatocytes.  

Lorsque les HepG2 ont été remplacés par des hépatocytes primaires humains, nous 

avons observé une production d’albumine par les hépatocytes primaires humains cultivés 

aussi bien dans l’IIDMP que l’IDCCM ou encore en boîte de Pétri, bien plus forte que celle 

reportée dans la littérature et produite par des hépatocytes primaires de rat en bioréacteur 

[12,220] ou encore que ce que nous avions observé après culture des HepG2 C3A au sein de 

l’IDCCM et de l’IIDMP [13]. 

L’augmentation consécutive à une culture dynamique et à une coculture intestin/foie 

n’a toutefois pas été observée. En effet, la production d’albumine est sensiblement la même 

que l’on se place dans le cadre de la coculture dynamique ou dans celui de la monoculture 

statique et dynamique d’hépatocytes primaires humains.  
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Les raisons expliquant cette différence restent donc à explorer, d’autant plus que 

d’autres équipes avaient montré une augmentation de la production d’albumine notamment 

par des hépatocytes primaires de rat, lorsque ceux-ci étaient soumis à un flux de milieu de 

culture [220].  
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III. EFFETS DE LA COCULTURE SUR L’ACTIVITÉ DES ENZYMES DU 

MÉTABOLISME DES XÉNOBIOTIQUES DES CELLULES 

L’utilisation de microsystèmes pour cultiver de manière dynamique des hépatocytes a 

pour objectif de proposer une alternative à la culture en boîtes de Pétri. En effet, plusieurs 

phénomènes sont observés dans ce cadre comme une dédifférenciation des hépatocytes 

primaires aboutissant, entre autres, à une diminution de l’activité de leurs enzymes du 

métabolisme des xénobiotiques (EMX) [123]. Pour limiter ce problème entrainant à terme 

une mauvaise prédictibilité du métabolisme des xénobiotiques, il est possible de remplacer 

les hépatocytes primaires par des cellules hépatiques de lignées plus stables, plus simples 

d’utilisation, moins coûteuses et dont les résultats sont moins variables [127]. L’utilisation de 

lignées cellulaires présente toutefois de nombreux défauts comme une faible activité basale 

de certaines de ces EMX [126,130]. 

Il a été montré précédemment que la culture dynamique des cellules de lignée au sein 

des microsystèmes et dans le dispositif IDCCM permettait d’améliorer l’activité des EMX de 

ces cellules tout en préservant leur viabilité [11]. De plus, lorsque des hépatocytes primaires 

de rats [12] ou humains [21] étaient cultivés au sein de l’IDCCM, l’expression de certaines 

EMX (en quantité d’ARNm) semblait plus stable, voire plus importante, sur des temps de 

culture allant jusqu’à 96h que ce qui avait été observé en utilisant des boîtes de Pétri. 

D’autres publications ont montré que la coculture intestin/foie était associée à la 

suractivation en particulier des CYP1A des cellules hépatiques [190,221]. 

 

Nous avons voulu vérifier si nous pouvions observer d’une part l’influence de la 

culture dynamique en microsystèmes et d’autre part de la coculture intestin/foie sur 

l’activité des EMX des cellules hépatiques. Pour cela, nous avons choisi notamment de cibler 

l’activité du CYP1A2. En effet, nous avions montré précédemment que l’activité de ce CYP 

était augmentée lorsque les cellules hépatiques de lignée (HepG2 C3A) étaient soumises à 

un flux de culture et cultivées dans les microsystèmes [11]. De manière intéressante, nous 

avons de même observé cette suractivation du CYP1A2 des HepG2 lorsqu’elles étaient 

cultivées au sein de l’IDCCM et une suractivation encore supérieure lorsqu‘elles étaient 

associées dans l’IIDMP à des cellules intestinales de lignée (Caco-2 TC7). Ces résultats 
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confirment ceux obtenus par Choi, S.H. et al. dans le cadre d’une coculture de Caco-2 et de 

HepG2 [190]. En effet, il avait été mis en évidence une augmentation de l’activité du 

CYP1A1/2 des HepG2 que ce soit dans le cadre d’une coculture statique ou dynamique. 

Lorsque les HepG2 étaient remplacées par des hépatocytes primaires humains et 

cultivées avec des Caco-2 TC7, nous avons aussi observé cette suractivation du CYP1A2 

comparativement à la monoculture dynamique des hépatocytes au sein de l’IDCCM (en 

termes de ratios métaboliques et de clairances) ou en boîtes de Pétri (en termes de 

clairances). Cette suractivation s’est plus particulièrement traduite par une meilleure 

clairance hépatique de la phénacétine en paracétamol par les hépatocytes primaires cultivés 

au sein de l’IIDMP que celle observée lorsque ces cellules étaient cultivées dans l’IDCCM ou 

en boîte de Pétri [218].  

Cette différence significative entre monoculture dynamique (IDCCM) et coculture 

dynamique (IIDMP) ne semble pas être due à la contribution des Caco-2 TC7 puisque nous 

n’avons pas mesuré d’activité des CYP1A (CYP1A1 et CYP1A2) de ces cellules. Pour expliquer 

cette différence, deux hypothèses principales ont été émises : 

- Un effet dû au mode d’exposition propre au dispositif de coculture IIDMP (en apical 

de la barrière intestinale puis dilution des molécules dans le compartiment basal). 

Toutefois, cela n’explique pas pourquoi cet effet n’a pas été observé avec les 

CYP2C19 et CYP3A4 des cellules hépatiques et intestinales. 

- Un effet synergique des cellules intestinales et des cellules hépatiques qui pourrait 

entrainer par exemple une plus grande sensibilité des hépatocytes au flux de culture. 

Toutefois, cette augmentation de l’activité du CYP1A2 de cellules hépatiques (HepG2) 

a aussi été mise en évidence dans le cadre d’une coculture statique de Caco-2 et 

d’HepG2 [190]. Il est donc possible que les Caco-2 et Caco-2 TC7 produisent des 

molécules entrainant directement une augmentation de l’activité du CYP1A2 des 

cellules hépatiques, indépendamment de l’effet de la culture dynamique. 

 

Il semblerait donc que l’on peut tirer deux conclusions de l’effet d’une coculture 

intestin/foie au sein de l’IIDMP: 

- La culture dynamique au sein des microsystèmes (IDCCM) permet d’améliorer 

l’activité des CYP1A (CYP1A1 et CYP1A2) des HepG2.  
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- La coculture intestin/foie au sein de l’IIDMP augmente l’activité du CYP1A2 des 

cellules hépatiques de lignée et des hépatocytes primaires humains 

comparativement à ce qui a été montré après monoculture de ces mêmes cellules 

dans l’IDCCM ou encore en boîte de Pétri. 

 

Toutefois, l’effet de la culture dynamique en microsystèmes sur le CYP1A2 des HepG2 

cultivées en monoculture (IDCCM) n’a pas été observé lorsque ces cellules étaient 

remplacées par des hépatocytes primaires humains. De plus, l’activité du CYP2C19 et celle 

du CYP3A4 étaient similaires (en termes de ratios métaboliques) que l’on se place dans le 

cadre de culture dynamique au sein de l’IDCCM ou après une coculture au sein de l’IIDMP. 

Afin d’étudier de manière plus précise l’influence de la coculture dynamique sur l’expression 

des EMX, il serait nécessaire de réaliser un certain nombre d’expérimentations 

complémentaires. Il serait ainsi possible d’effectuer des RTqPCR afin de mesurer l’expression 

des gènes codant pour ces EMX en condition dynamique de culture et/ou lors d’une 

coculture de Caco-2 TC7 et d’hépatocytes primaires humains. De potentielles augmentations 

ou diminutions de ces activités pourraient alors être confirmées au niveau protéique. Par ce 

biais, il serait aussi possible d’étudier les voies de régulation aboutissant à ces modifications 

d’expression. 
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IV. PERTINENCE DU DISPOSITIF IIDMP ET DU MODELE PK ASSOCIE 

Dans le cadre des études pharmacocinétiques reposant sur l’utilisation de méthodes in 

vitro et in silico, les effets de premiers passages intestinaux (et plus généralement extra 

hépatiques) sont bien souvent sous-estimés. En effet, ces études reposent la plupart du 

temps sur l’utilisation de résultats obtenus à l’aide d’hépatocytes cultivés en suspension, en 

monocouche ou de ceux obtenus à partir de cultures de microsomes hépatiques [195]. Les 

prédictions des biodisponibilités orales associées à ces résultats ont donc tendance à sous-

estimer les biodisponibilités orales in vivo de ces molécules.  

Lorsque ces effets intestinaux sont pris en compte dans les calculs et extrapolations des 

biodisponibilités orales, ils proviennent de résultats issus d’expérimentations in vitro 

pratiquées séparément sur des cellules intestinales (Caco-2 généralement) d’une part et sur 

des cellules hépatiques d’autre part. De plus, l’effet de l’intestin sur la biodisponibilité est 

alors réduit à la perméabilité des cellules intestinales aux molécules ce qui ne prend pas en 

compte d’éventuels métabolismes intestinaux [196, 197]. 

 

Nous avons proposé au sein du troisième article intégré à ce manuscrit de prendre en 

compte la perméabilité et le métabolisme intestinal ainsi que le métabolisme hépatique 

dans les calculs de biodisponibilités au sein d’un même modèle PK. 

Toutefois, les résultats obtenus ont montré que les molécules choisies étaient d’une 

part, rapidement et presque intégralement absorbées, et d’autre part, peu métabolisées par 

la barrière intestinale. Les biodisponibilités orales prédites par le modèle et associées à 

l’utilisation de ces molécules étaient donc principalement influencées par le métabolisme 

hépatique et très peu par le métabolisme intestinal. Les biodisponibilités orales calculées 

sont donc sous-estimées par rapport aux biodisponibilités observées in vivo. Cela peut être 

expliqué par les propriétés des molécules utilisées, rapidement absorbées in vivo et par les 

capacités métaboliques des Caco-2 TC7 utilisées dont les CYPs sont peu exprimées [222]. 

Enfin, ce modèle a permis de prendre en compte les effets intestinaux mais pas d’autres 

effets extra hépatiques responsables d’une limitation notable de la biodisponibilité orale des 

molécules comme l’excrétion biliaire et rénale. 
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Pour valider la pertinence du dispositif IIDMP et du modèle PK dont une des utilités est 

de mettre en évidence d’éventuels effets de premiers passages intestinaux, il serait 

nécessaire de prédire la biodisponibilité de molécules moyennement ou faiblement 

absorbées par l’intestin et/ou fortement métabolisées par l’intestin. De même, il serait 

intéressant d’améliorer les performances métaboliques des cellules intestinales par 

l’utilisation, par exemple, d’inducteurs des EMX d’intérêt. En effet, l’utilisation des Caco-2 

TC7 afin de reproduire les effets métaboliques de premiers passages intestinaux est limitée 

par les capacités métaboliques et par l’activité des transporteurs de ces cellules [222].  

La comparaison de nos prédictions à celles obtenues par l’utilisation de méthodes in vitro 

classiques et à celles observées in vivo, pourrait alors nous permettre de conclure quant aux 

capacités prédictives de notre dispositif dans un but de calcul de biodisponibilités orales. 
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CONCLUSION ET PERSPECTIVES 

Ce doctorat a donc permis de tester et d’améliorer un dispositif de culture in vitro 

innovant permettant de mimer l’activité de l’intestin et du foie et les effets de premier 

passage liés à l’activité métabolique de ces deux organes. Pour se faire, trois étapes se sont 

succédées :  

- La première a consisté en l’optimisation de son fonctionnement par des tests 

d’étanchéité et fluidiques. 

- La deuxième a consisté à l’utiliser en y associant des cellules intestinales (Caco-2 TC7) 

et hépatiques de lignées (HepG2 C3A), robustes mais dont le phénotype et les 

capacités métaboliques s’éloignent de ce que l’on retrouve in vivo. Cette phase nous 

a permis de vérifier la fonctionnalité et l’innocuité du dispositif. Elle nous a aussi 

permis d’observer un effet de la culture dynamique en microsystèmes et un effet de 

la coculture sur l’activité hépatique du CYP1A2. 

- La troisième a consisté en l’association de cellules intestinales de lignée (Caco-2 TC7) 

et d’hépatocytes primaires humains. Cette étape nous a permis de confirmer la 

suractivation hépatique du CYP1A2 ainsi que de mettre en évidence d’autres 

phénomènes comme une augmentation de la perméabilité des cellules intestinales 

lorsque cellules intestinales et hépatocytes primaires humains étaient associés au 

sein du dispositif. Toutefois, l’effet de la culture dynamique sur les hépatocytes 

primaires humains n’a pas été mis en évidence contrairement à ce qui avait été 

montré par l’utilisation des HepG2 C3A. Cette étape a aussi permis non seulement 

d’intégrer les résultats de perméabilité intestinal mais aussi de métabolisme 

intestinal et hépatique obtenus avec l’IIDMP au sein d’un modèle PK. Par ce biais, il a 

été possible d’estimer les biodisponibilités orales des molécules testées. 

 

Un certain nombre d’interrogations reste toutefois sans réponse et y répondre 

nécessiterait des expérimentations complémentaires. Il serait ainsi pertinent de confirmer et 

d’étudier l’origine de cet effet synergique observé entre cellules intestinales et hépatiques 

sur le CYP1A2 des hépatocytes et la résistance transépithéliale des Caco-2 TC7. En effet, 

cette augmentation de l’activité du CYP1A2 hépatique a été mise en évidence après 
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coculture et après culture dynamique des HepG2 C3A, cependant la cause de cette 

augmentation reste hypothétique. De plus, aucun effet du flux sur l’activité du CYP1A2 n’a 

été mesuré lorsque des hépatocytes primaires humains étaient cultivés en monoculture au 

sein de l’IDCCM. Au contraire, une coculture de Caco-2 TC7 et d’hépatocytes primaires 

humains étaient associés à une augmentation de l’activité hépatique de ce CYP. Il semblerait 

donc y avoir un effet de la culture dynamique et un effet de la coculture sur l’activité du 

CYP1A2 dont les mécanismes d’induction sont potentiellement différents. 

Il a également été observé une diminution de la résistance transépithéliale des Caco-2 

TC7 lorsque ces cellules étaient associées à la culture des hépatocytes primaires humains au 

sein du dispositif IIDMP. Cette diminution ne peut pas être due au flux de culture puisque la 

résistance transépithéliale des Caco-2 TC7 ne variait pas lorsque ces cellules étaient cultivées 

de manière dynamique au sein de l’IIDMP avec des HepG2 C3A. Il est donc fortement 

probable que cette diminution soit due à la coculture avec des hépatocytes primaires 

humains.  

Pour vérifier ces hypothèses, il serait possible d’étudier les variations de cette résistance 

transépithéliale et du CYP1A2 hépatique lorsque les Caco-2 TC7 sont cultivées en présence 

d’hépatocytes primaires au sein de boîtes de Petri classiques. L’origine d’une éventuelle 

interaction pourrait alors être explorée à l’aide d’études protéomiques et génomiques 

complémentaires. En effet, il est maintenant connu que l’activation de certains 

xénosenseurs comme AhR entraine une induction de l’activité des CYP1A [223].  

 

Les effets de la coculture dynamique ont été testés sur un court terme. Or, un des 

objectifs du dispositif de coculture est de proposer un dispositif in vitro permettant de 

cultiver et de conserver l’activité métabolique des cellules hépatiques sur un long terme, un 

enjeu crucial notamment dans le cadre de tests de pharmacocinétique et de toxicologie. En 

effet, comme décrit précédemment, l’activité des enzymes du métabolisme des 

xénobiotiques des hépatocytes primaires humains cultivés dans des conditions classiques de 

culture (Petri) a tendance à diminuer au cours du temps de culture. Il serait donc intéressant 

d’effectuer une coculture de Caco-2 TC7 et d’hépatocytes primaires humains sur des temps 

supérieurs à 72h et de mesurer l’activité métabolique des hépatocytes primaires afin de 

comparer ces activités à celles mesurées après 24h de perfusion et de coculture. 
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Une autre perspective serait de tester l’effet de la coculture dynamique sur d’autres EMX 

que celles testées lors de ce doctorat (EMX de phase I). Il serait ainsi possible de suivre 

l’activité d’EMX de phase 2 ou de transporteurs et de caractériser leur activité hépatique et 

intestinale dans le cadre d’une coculture dynamique de Caco-2 TC7 et d’hépatocytes 

primaires humains. En effet, il a été montré que soumettre des hépatocytes primaires 

humains à un flux de culture pouvait entrainer une augmentation de l’activité des EMX de 

phase II et des transporteurs [7]. 

 

Dans le but de vérifier la pertinence du dispositif et du modèle PK associé, il serait 

particulièrement intéressant de tester l’absorption et le métabolisme de molécules peu 

absorbées et/ou fortement métabolisées par la barrière intestinale. Il serait alors possible de 

comparer les résultats de biodisponibilités associés à l’absorption et au métabolisme de ces 

molécules à ceux obtenus in vitro par l’utilisation de méthodes classiques (hépatocytes en 

suspension, microsomes hépatiques) et aux résultats de la littérature in vivo. Cela 

permettrait de mettre en évidence la capacité du dispositif à mimer les effets de premiers 

passages intestinaux qui peuvent in vivo grandement limiter la biodisponibilité de 

médicaments [224]. Il serait alors possible de conclure quant à l’intérêt du dispositif IIDMP 

en tant que méthode alternative permettant d’obtenir des résultats plus prédictibles que les 

méthodes in vitro classiques. 

 

Enfin, ce dispositif permet d’associer une barrière à la culture de cellules en 

microsystèmes. Après avoir testé une configuration de type intestin/foie, il serait possible 

d’y cultiver les autres épithéliums principalement impliqués dans l’entrée des xénobiotiques 

au sein de l’organisme. Les configurations utilisées seraient alors de type épithélium 

bronchique/foie ou encore barrière cutanée/foie. Il serait aussi intéressant de coupler la 

culture des cellules hépatiques à celle d’une barrière rénale ou encore sertolienne. Ce 

dernier couplage est d’ailleurs en cours d’étude et permet d’étudier les effets reprotoxiques 

de xénobiotiques de type pesticides. 

 La culture des cellules hépatiques au sein des microsystèmes pourraient aussi être associée 

à celle de fibroblastes ou encore de cellules endothéliales. En effet, il a été montré que ce 
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type de culture permettait d’améliorer et de maintenir l’activité des hépatocytes dans un 

but d’étude du métabolisme des xénobiotiques [225,226]. 
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