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Introduction

Aujourd’hui, la microscopie optique reste un outil incontournable en sciences, notamment en

biologie. Grâce à elle, il est possible de visualiser l’organisation tissulaire et cellulaire et même de

suivre en dynamique le déplacement de biomolécules individuelles. Ces performances sont notam-

ment réalisables en raison des progrès récents des composants optiques comme les objectifs de grande

ouverture numérique (ON>1.4) et les caméras sensibles (efficacité quantique>90%). Les enjeux de

la biologie contemporaine nécessitent plus que jamais de s’affranchir de la limite de diffraction qui

fixe le pouvoir de résolution en microscopie optique à λ
2ON (théorie de Ernst Abbe, 1873). Depuis un

peu plus de 20 ans, on sait contourner cette limite physique par différentes approches, dont les plus

performantes utilisent les propriétés remarquables des molécules fluorescencentes. Ainsi, la nano-

scopie de fluorescence regroupe les techniques qui repoussent la limite de résolution en microscopie

optique, à l’échelle nanométrique. Ces nouvelles approches ont été récompensées par le prix Nobel

de chimie en 2014 [1]. Dans cette perspective, la microscopie TIRF (pour Total Internal Reflec-

tion Fluorescence) se place comme l’un des outils les plus pertinents pour observer la membrane

plasmique des cellules vivantes. Le but de mon travail de thèse a été de développer des outils de

nanoscopie de fluorescence, basés sur la microscopie TIRF dont l’objectif est d’étudier l’adhésion

cellulaire.

La microscopie TIRF a été proposée pour la première fois à l’imagerie cellulaire au début des

années 80 par D. Axelrod. Ce dernier a énormément contribué à populariser cette technique dans

le domaine de la biologie [2, 3]. La microscopie TIRF a connu un regain d’intérêt à la fin des

années 90, lorsqu’il a été proposé d’accomplir la réflection totale à l’aide d’un objectif à l’huile de

grande ouverture numérique. En effet, les premiers dispositifs utilisaient des prismes qui rendaient

les conditions de travail très délicates. La première tâche de mon travail de thèse a consisté à mettre

en place un microscope TIRF basé sur l’utilisation d’un objectif dédié, d’ouverture numérique

ON=1.45. Dans ces conditions, les ondes évanescentes qui résultent de la réflexion totale interne

sont localisées au niveau de l’interface avec l’échantillon. Le même objectif peut alors être utilisé

pour collecter le signal de fluorescence produit par les molécules excitées par l’onde évanescente.

Cette double fonction assurée par l’objectif facilite beaucoup le développement d’un montage TIRF.

La mise en place d’un dispositif TIRF a été initiée au laboratoire avec le commencement de ma

thèse. En une année, nous avons réussi à finaliser un premier montage qui m’a permis d’initier une
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série d’études sur l’adhésion de vésicules géantes. A l’issue de ce premier travail, nous avons fait

évoluer le dispositif pour l’adapter à l’analyse de l’adhésion de cellules vivantes. Les approches, qui

seront présentées dans mon manuscrit, m’ont permis d’étudier la topographie d’une membrane en

adhésion sur une surface avec une résolution axiale d’environ 10-20 nm. Il est important de souligner

qu’il existe peu de méthodes qui possèdent un tel pouvoir de résolution. A titre d’exemple, on peut

citer la microscopie RICM (Reflection Interference Contrast Microscopy) très largement utilisée

pour étudier l’adhésion de vésicules lipidiques.

Nous pensons qu’à l’aide des techniques que nous avons développées, il est envisageable d’extraire

de nouvelles informations pertinentes pour mieux comprendre le processus d’adhésion cellulaire,

par exemple lorsqu’une cellule est déposée sur une surface recouverte de protéines de la matrice

extracellulaire (MEC). A l’heure actuelle, la façon dont s’organise la membrane de la cellule sur les

composants de la MEC, est encore mal connue. L’évaluation de ce processus sur certains polymères

ou sur certaines séquences RGD, a été réalisée en TIRF par J. S. Burmeister et collaborateurs [4].

Néanmoins, ces études ont besoin d’être approfondies sur d’autres protéines telles que le collagène ou

la fibronectine. Une telle contribution pourrait améliorer la compréhension du processus d’adhésion

ou de migration de cellules cancéreuses sur la MEC. Il serait alors possible d’étudier le comportement

adhésif des cellules en réponse à un traitement anticancéreux, par exemple un antagoniste des

récepteurs membranaires (intégrines) [5].

Ce manuscrit s’organise en cinq chapitres. Dans un premier chapitre je présenterai le contexte

scientifique lié à l’étude du phénomène d’adhésion et migration cellulaire. Je détaillerai d’une part

le rôle de la matrice extracellulaire dans le processus d’adhésion et d’autre part, je décrirai la

contribution de la membrane plasmique au processus d’adhésion. Enfin, j’exposerai les différentes

techniques qui permettent d’étudier l’adhésion cellulaire. Dans le chapitre 2, je développerai le

principe de la microscopie de fluorescence, en décrivant le phénomène de fluorescence et les propriétés

d’émission des molécules au voisinage d’une interface. Je développerai ensuite le principe de la

microscopie TIRF, d’un point de vue théorique et expérimental. Dans le chapitre 3, je détaillerai le

dispositif expérimental que j’ai mis en place, ainsi que la phase de calibration de l’angle d’incidence

du faisceau laser sur l’échantillon. Le chapitre 4 sera dédié à l’adhésion de vésicules géantes sur

différentes surfaces fonctionnalisées de façon à produire une adhésion spécifique et non spécifique.

Le chapitre 5 traitera de l’étude de l’adhésion cellulaire. Pour extraire une information précise sur

le degré d’adhésion d’une vésicule ou d’une cellule, nous avons choisi de mesurer les distances qui

séparent la membrane du substrat. En conséquence, dans ces deux derniers chapitres, je présenterai

d’un point de vue théorique les méthodes que nous avons mise en œuvre pour déterminer les distances

membrane/substrat.



Chapitre 1

Adhésion et migration cellulaire

Pour rédiger ce chapitre, je me suis référée en grande partie aux informations contenues dans

l’ouvrage "Molecular Biology of the Cell" de B. Alberts et al. [6].

1.1 Description générale

1.1.1 Adhésion cellulaire

L’adhésion cellulaire est un processus très complexe qui mobilise la participation de divers acteurs

comme le cytosquelette ou la membrane plasmique, via différentes voies de signalisation. L’adhésion

d’une cellule sur une surface se caractérise par un étalement et un aplatissement plus ou moins

important de cette dernière. Les premières observations du processus d’adhésion ont été réalisées à

l’aide d’un microscope à contraste de phase. A l’origine, le phénomène a été décrit et schématisé d’un

point de vue morphologique, par Taylor dans les années 60 [7]. Depuis, la description de l’adhésion

s’est beaucoup enrichie. Actuellement, elle est décrite en trois phases [8]. Dans des conditions in

vitro, une fois remise en suspension dans son milieu de culture, la cellule se dépose progressivement

sur la surface du substrat. Lors de la première phase d’adhésion, la cellule prend l’aspect d’une

sphère "bourgeonnante" et forme une petite zone uniforme d’adhésion avec la surface (figure 1.1

A), recouverte ou non de protéines de la matrice extracellulaire (MEC) (collagène, fibronectine,

laminine, etc.). Ensuite, la membrane plasmique en contact avec la surface subit des déformations

par les filaments d’actine (figure 1.1 B). La dernière étape conduit à l’étalement de la cellule grâce à

l’expansion d’un ou plusieurs lamellipodes (figure 1.1 C). Les lamellipodes correspondent à de larges

protrusions qui occupent une surface importante de la cellule, comme celui observé sur l’image de

la figure 1.2. Ils se forment lors de la polarisation cellulaire et déterminent la direction future de

migration. Ce type de prolongement membranaire sera abordé plus en détails lors de la description

du processus de la migration cellulaire. Dans ce premier chapitre, je ne vais décrire que les aspects

"biomécaniques" de l’adhésion.

11
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Figure1.1–Processusdel’adhésiond’unecellulevivante:(A)attachementdelacelluleàlasurface

parunepetitezoned’adhésion;(B)déploiementdesprolongementsmembranairesetformation

d’unréseaud’actineauxbordsdesprolongements;(C)étalementdelacellulegrâceàlacréation

delamellipodesetlapolymérisationdesfilamentsd’actine.Leschémaestextraitdestravauxde

Bereiter-Hahn[8].

Lapremièrephaseduprocessusd’adhésionnesemblepasexigerd’apportenénergiepourper-

mettrel’ancragedelacelluleàlasurface.Enrevanche,durantlesphasessuivantes,unfortbesoin

énergétiquesefaitressentir,enparticulierlorsdelaformationdesfilamentsd’actinequel’onre-

trouveauniveaudesprolongementsmembranaires.Lesfilamentsd’actine,auxcôtésdesfilaments

intermédiairesetdesmicrotubules,formentlecytosquelette.Lacelluleconstruitlecytosquelettepar

polymérisationd’unegrandequantitédemacromolécules(actines,keratines,tubulines...)présentes

danslecytoplasme.Decettefaçon,lescellulespeuventcontrôlerleurorganisationspatialepar

unassemblageetdésassemblagerapidedescomposantsducytosquelette.Lerôleducytosquelette

estmultiple.Parexemple,lesmicrotubulesdéterminentl’organisationdesorganitesetserventde

supportpourletraficintracellulaire.

D’unpointdevuemécanique,aumomentoùlacellulerencontrelesubstrat,elleexploreson

environnementgrâceàdesfilopodes.Lesfilopodessontlesprotrusionsmembranaireslesplusfines.

Ilspeuventêtreextrêmementlongsetatteindreunelongueurde∼10µm,donnantunaspectten-

taculaireàlacellule1.2,figure1.2.Onleursattribuealorsunefonctionsensorielleetdesélection

dusited’adhésion.Lebourgeonnementcellulaireàlaproximitédelasurfacerésulted’unepartde

ladifférencedepressionosmotiqueplusélevéeàl’intérieurdelacellule[9],etd’autrepartd’un

affaiblissementdelastructureducytosquelette[10].Lescontractionscellulaires,réguléesparle



1.1 Description générale 13

flux ionique, propulsent d’importantes quantités de cytoplasme, provoquant l’apparition de prolon-

gements membranaires au contact du substrat. Durant cette étape, le noyau est transféré vers la

partie ventrale de la cellule (figure 1.1 B). Ensuite, le cytoplasme progresse et étend de plus en plus

la membrane plasmique, provoquant ainsi l’aplatissement de la cellule (figure 1.1 C). Un anneau ex-

centrique de filaments d’actine se forme afin d’éviter que les organites ne se retrouvent au niveau des

prolongements de la membrane. Les mitochondries s’organisent autour de l’anneau d’actine, d’où la

nécessité d’apport énergétique pour la polymérisation des filaments d’actine. A la fin du processus,

la cellule forme des points d’ancrage avec la surface, aux extrémités des filaments d’actine, appelés

"contacts focaux d’adhésion". On peut considérer ces contacts focaux comme la conséquence de la

tension exercée par la cellule sur le substrat. Les filaments d’actine sont alignés parallèlement à la

surface membranaire, le long de la partie ventrale de la cellule (i.e. côté substrat) : ils stabilisent

l’étalement de la cellule en lui permettant par la suite de se contracter et d’effectuer un déplacement

sur la surface.

Figure 1.2 – Formation de prolongements membranaires dans le cas d’une cellule MDA MB 231.

Il s’agit d’une image en contraste interférentiel différentiel (DIC) de la cellule en train de migrer sur

une couche de collagène de type I (c’est-à-dire d’une couche très aérée d’une épaisseur d’environ 40

nm). L’observation a été réalisée à l’aide d’un objectif à immersion de grande ouverture numérique

(ON=1.45 ; x60) à 37°C.

1.1.2 Migration aléatoire et dirigée

Les contours d’une cellule se déforment de manière importante au cours de son déplacement. Ces

paramètres morphologiques constituent d’ailleurs une signature précise d’un type cellulaire sur un

substrat donné. Les cellules qui ont la morphologie d’une sphère bourgeonnante (lymphocytes, ma-

crophages et certaines cellules cancéreuses), se déplacent en adhérant faiblement, accrochant le corps

de la cellule à la surface à l’aide de nombreux filopodes. Ce type de migration est nommé migration

"amiboïde" car ses caractéristiques ont été établies à travers l’étude d’une amibe (Dictyostelium)
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[11]. A l’opposé, les cellules hautement étalées, comme les cellules endothéliales ou les fibroblastes,

progressent suivant un déplacement de type mésenchymateux caractérisé par une adhésion forte avec

de nombreux contacts focaux. En réalité, il existe un large éventail de profils migratoires compris

entre ces deux cas extrêmes.

Une migration aléatoire est observée lorsque les cellules sont soumises à une stimulation in-

trinsèque, par exemple sous l’effet d’un facteur dit motogénique, comme le facteur de croissance

PDGF (Platelet Derived Growth Factor). Lorsque ce facteur est présent en forte concentration dans

le milieu, il active, via des récepteurs membranaires, la motilité cellulaire, cependant sans déter-

mination précise quant à la direction de migration. On observe alors un mouvement aléatoire des

cellules [12]. Une migration dirigée extrinsèque peut se produire lorsque la cellule est exposée à

un gradient de concentration du même facteur motogénique, présent dans le microenvironnement.

Dans ce cas, les cellules se déplacent par chimiotaxie, c’est-à-dire qu’elles orientent leur déplacement

dans la direction du gradient volumique de concentration. Elles peuvent également être attirées par

des nutriments, un facteur de croissance ou encore être repoussées par la présence de substances

toxiques dans leur milieu. L’haptotaxie est un autre mode de propagation cellulaire induit par un

gradient de protéines matricielles d’adhésion fixées sur une surface. Un tel gradient peut apparaître

lors d’un processus de cicatrisation, d’angiogenèse (formation de vaisseaux sanguins) [13], ou encore

dans des cas pathologiques telle la néoangiogenèse tumorale (vascularisation d’une tumeur). Un

autre type de tactisme est la durotaxie [14] qui correspond à la réponse cellulaire aux stimuli méca-

niques issus d’interaction cellule-microenvironnement. La rigidité du substrat, la topographie ou la

composition protéique de la MEC peuvent forcer la cellule à modifier son comportement migratoire.

Inversement, comme nous le verrons par la suite, la cellule est également capable de faire évoluer

son environnement en exerçant différentes forces sur la matrice au cours de la migration [15].

1.1.3 Description générale de la migration

Dans les cellules eucaryotes, quasiment toute la mobilité cellulaire se réalise par progression de la

partie ventrale. Afin que la migration soit efficace, la cellule développe une morphologie asymétrique,

présentant un front de migration du côté où elle va se déplacer et une partie arrière de rétractation

(figure 1.3 A). Les caractéristiques de la migration ont été initialement étudiées sur les fibroblastes

et les keratinocytes [16],[17]. D’après ces études, la migration cellulaire sur un substrat peut être

résumée en quatre étapes :

1. une polarisation de la cellule (figure 1.3 A),

2. l’apparition de protrusions à l’avant de la cellule qui implique la propagation d’un front de

migration et l’extension d’un lamellipode (figure 1.3 B),

3. une translocation du noyau lorsque tout le contenu cytoplasmique est propulsé vers l’avant

(figure 1.3 C),
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4. une rétraction durant laquelle la partie arrière de la cellule se contracte et tout le contenu

cytoplasmique est propulsé vers l’avant (figure 1.3 D).

La polarisation résulte d’une communication entre le cytosquelette d’actine et le réseau de mi-

crotubules. Dans la plupart des cellules dites "rampantes", la position du centre de nucléation des

microtubules (aussi appelé centrosome) est guidée par le cytosquelette d’actine vers les prolon-

gements membranaires [18]. En conséquence, le centrosome se trouve entre le front de migration

naissant et le noyau (figure 1.3). L’emplacement du centrosome permet alors de déterminer la di-

rection de la migration [19]. La croissance des microtubules influence aussi indirectement l’adhésion

de la cellule via l’activation des protéines qui vont permettre la polymérisation de l’actine.

La deuxième étape de la migration repose sur la formation d’une protrusion. De nombreux

points d’adhésion apparaissent alors à l’avant de la cellule (figure 1.3 B). Ils font office de point

d’ancrage aux extrémités du cytosquelette afin de tracter la cellule. Ces points d’adhésion sont

majoritairement localisés au niveau des protrusions de la cellule. Il existe des types de protrusion

variés et leur organisation dépend de différents paramètres comme par exemple le type cellulaire ou

le substrat sur lequel la cellule adhère. Ainsi, une protrusion peut prendre la forme d’un filopode

(croissance en 1D) ou d’un lamellipode (croissance en 2D) comme mentionné auparavant, ou encore

de pseudopode (croissance en 3D) [20]. Chacune de ces trois structures est caractérisée par une

organisation spatiale des filaments d’actine différente. Ces derniers baignent dans une fine couche

de cytoplasme, dépourvue d’organites, où ils sont englobés par la membrane plasmique. Les filopodes

sont les prolongements les plus fins et les plus longs. Ils sont constitués de longs filaments d’actine

qui peuvent croître indéfiniment. Plusieurs noms ont été attribués auparavant à ces structures tels

que les microextensions, les microfibres, les projections "finger-like" ou les pieds. Finalement, le

terme filopode (i.e. pied en fil) a été retenu. Les extensions membranaires ont un diamètre typique

d’environ 200 nm, et peuvent mesurer entre 10 et 100 µm de long. Elle jouent un rôle important,

en particulier dans la phase d’étalement cellulaire, pour accrocher le corps cellulaire à la surface.

L’étape suivante concerne l’extension de la membrane, dans le but de former un plus large pro-

longement membranaire appelé lamellipode. Ce dernier est considéré comme un moteur tractant le

corps cellulaire. Le lamellipode se constitue d’un réseau complexe de filaments d’actine liés ortho-

gonalement les uns aux autres et agencés parallèlement à la surface. Les pseudopodes sont les plus

épais des prolongements membranaires. Ils s’étendent en trois dimensions. Ils sont constitués d’un

réseau tridimentionnel de filaments d’actine. Le cytoplasme passe d’un état fluide à gel pour per-

mettre au réseau d’actine de polymériser et dépolymériser au fur et à mesure que la cellule migre.

Les filopodes et les lamellipodes peuvent être observés dans de nombreux types cellulaires telles

que les fibroblastes, les cellules endothéliales. Au cours de mon travail de thèse, je me suis focalisée

sur l’étude de la migration des cellules cancéreuses. Leur schéma de migration est celui décrit dans

la figure 1.3. Au cours de la migration, elles adoptent une forme de type "teardrop" en déployant

de larges lamellipodes au niveau du front de migration et étendant de nombreux filopodes vers le

substrat.
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Figure 1.3 – Illustration des différentes étapes de la migration d’une cellule. Les images Ai montrent

l’évolution de la morphologie d’une cellule HT1080 (fibrosarcome humain) au cours du temps à t0
(A1), t0+20mn (A2), t0+50mn (A3) et t0+60mn (A4). (Bi) A droite de chaque image optique, je

représente la position de différents composants de la cellule au cours du déplacement. La migration

de cette cellule à été enregistrée sur verre dans son milieu de culture à 37°C, à l’aide d’un objectif de

grandissement 60x, d’ouverture numérique 1.45, en microscopie à contraste interférentiel différentiel

(DIC).
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Le maintien d’un mouvement unidirectionnel au cours du déplacement de la cellule est la consé-

quence de l’activation de différents processus moléculaires. Le processus d’extension de la membrane

pour former des protrusions est typiquement étudié de deux façons. Certains travaux de recherche

sont axés sur l’importance des filaments d’actine [21]. D’autres s’intéressent d’avantage à la ré-

organisation de la membrane à l’extrémité du lamellipode [22]. La génération des protrusions est

actuellement décrite comme un processus dépendant de l’activité du réseau d’actine. La polyméri-

sation des filaments d’actine est localisée sur le pourtour du front de progression (figure 1.4). La

croissance des filaments à cet endroit permet de pousser la membrane plasmique vers l’avant. Au

cours de la progression du lamellipode, on assiste à une polymérisation à l’avant et une dépolymé-

risation des filaments à l’arrière du front de migration (figure 1.4).

Figure 1.4 – Mécanisme de polymérisation du réseau d’actine lors de la génération des protrusions :

la polymérisation des filaments d’actine s’effectue à l’avant du front de migration. Au fur et à mesure

que la cellule déploie son lamellipode, les filaments dépolymérisent à l’arrière du front et l’actine

libre se polymérise de nouveau à l’avant.

Une théorie alternative favorise le phénomène d’exocytose qui jouerait un rôle majeur dans le

déplacement de la cellule vers l’avant. Un modèle qui illustre l’extension de la membrane via ce

mécanisme a été proposé par Bretscher [22]. La membrane plasmique serait alors réorganisée à la

fois par des mécanismes d’exocytose et d’endocytose afin d’augmenter le front de migration. La

circulation de vésicules à l’intérieur de la cellule, le long des microtubules, provoquerait un flux de

lipides du front avant vers l’arrière de la cellule, propulsant ainsi la membrane vers l’avant. De telles

vésicules sont visibles sur les images DIC de la figure 1.3.

Lorsque le lamellipode est bien établi, la cellule a besoin de s’accrocher au substrat en génerant

des contacts focaux. La stabilisation des contacts focaux renforce l’attachement de la cellule au

substrat et réduit la vitesse de migration, alors que l’affaiblissement de la force d’adhésion accélère

la migration (dans une certaine mesure) [23], [24]. Les sites d’adhésion, dont je vais développer
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la structure dans le paragraphe suivant (paragraphe 1.2), ont pour fonction l’ancrage de la cellule

à la surface et participent également à la translocation du corps cellulaire. L’action combinée de

l’actine et la myosine permet de générer une force de traction. A la fonction des filaments s’ajoute

la contraction du cytosquelette d’actine qui tire l’arrière de la cellule en affaiblissant les anciens

sites d’adhésion. La rétractation de la partie arrière de la cellule commence par un relâchement

total des sites d’ancrage à la surface. En conséquence, le cytosquelette qui a tiré un long et très fin

prolongement membranaire (appelé la queue cytoplasmique, figure 1.3) est à présent dépolymérisé.

Les microtubules à l’arrière de la cellule sont extrêmement dynamiques, ce qui permet un remodelage

rapide afin de rétracter la queue. Les microtubules jouent un rôle primordial dans cette étape car

leur inhibition provoque la défaillance dans la rétractation de la queue cytoplasmique et une perte

de la directionnalité de la migration [25].

1.2 Ancrage de la cellule à la matrice extracellulaire : description

biochimique

Dans des conditions physiologiques, les cellules ne se déplacent pas simplement sur une sur-

face plane mais migrent en trois dimensions dans la matrice extracellulaire (MEC), avec laquelle

elles interagissent en permanence. Dans ces conditions, la cellule produit in vivo une force sur son

microenvironnement. De plus, les constituants de la MEC (par exemple les fibres de collagène)

exercent une contre réaction sur les forces appliquées par la cellule. Les conditions physiologiques

sont extrêmement difficiles à reproduire en laboratoire. Néanmoins, l’étude de l’adhésion et de la

migration sur les surfaces qui miment les constituants de la MEC présente de nombreux intérêts,

tant du point de vue fondamental, qu’appliqué. Il peut s’agir par exemple d’évaluer les effets de

molécules inhibitrices de l’adhésion et/ou de la migration en cancérologie, ou bien de comprendre

l’influence des molécules de la MEC sur l’adhésion cellulaire.

1.2.1 Intégrines : chef d’orchestre de la formation des points d’adhésion focaux

L’adhésion d’une cellule à la MEC repose sur la formation de liaisons biochimiques entre les

composants de la MEC et les récepteurs transmembranaires. Pour se lier efficacement à la MEC, ces

récepteurs transmembranaires s’organisent tout d’abord pour former des points discrets d’adhésion.

Ces premières structures sont ensuite stabilisées par d’autres composants que l’on peut qualifier

d’architecturaux à l’échelle globale de la cellule, comme le cytosquelette d’actine. A la suite de

leurs liaisons aux filaments d’actine, ces points discrets deviennent des points d’adhésion focaux

ou plaques d’adhésion focales. A travers ces points d’adhésion, un certain nombre de récepteurs

membranaires sont capables de relayer divers signaux liés au comportement migratoire de la cellule.

Bien que les cellules expriment à la surface de la membrane différentes sortes de récepteurs d’adhé-

sion tels que les cadherines, les proteoglycanes, etc., les plus étudiées à ce jour sont les intégrines.
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Les intégrines constituent une grande famille de protéines transmembranaires. Elles possèdent de

remarquables capacités d’activation des voies de signalisation dans deux directions (on parle de

signalisation bidirectionelle). D’une part, en se liant aux intégrines, les composants de la MEC

peuvent activer des voies de signalisation intracellulaires. D’autre part, les conditions intracellu-

laires peuvent initialiser des voies de signalisation vers l’extérieur pour contrôler l’adhésion à la

matrice.

Figure 1.5 – Structure d’un hétérodimère d’intégrine lié à une protéine de la MEC : les inté-

grines, lorsqu’elles sont activées, sont composées d’une sous-unité α et d’une sous-unité β. Leur

partie extracellulaire forme une liaison avec les composants de la matrice extracellulaire, la partie

intracellulaire se fixe quant à elle sur un complexe protéique relié au cytosquelette d’actine [6].

Les intégrines sont composées de deux sous unités distinctes : α et β. Les sous-unités α et β

se lient de façon non covalente pour former un hétérodimère (figure 1.5). La partie extracellulaire

reconnaît des séquences peptidiques spécifiques présentes sur les protéines de la MEC. Du côté intra-

cellulaire, les intégrines recrutent un complexe de nombreuses protéines intracellulaires impliquées

dans la régulation de l’organisation du cytosquelette (figure 1.5). L’ensemble de toutes les protéines

impliquées dans la génération d’un contact focal forme l’adhésome. De nombreuses études récentes

cherchent à décrire la composition protéique des adhésomes. Elles démontrent que les protéines sont

recrutées dans un ordre chronologique bien précis au cours de la formation de cette structure [26].

Elles permettent également de comprendre les interactions moléculaires entre les différents acteurs

des points d’adhésion focaux [27].

Afin de contrôler la force d’adhésion, et indirectement influencer la vitesse de migration de la

cellule, les complexes focaux doivent être en constante réorganisation spatiotemporelle. La liaison des

intégrines avec leur ligand matriciel est à l’origine d’une régulation allostérique de la conformation de
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l’hétérodimère. Les sites de liaison avec la MEC des sous unités α et β possèdent deux conformations :

l’une fermée sans affinité pour le ligand, et l’autre ouverte qui permet une liaison vers la séquence

de haute affinité sur la protéine matricielle. La liaison des intégrines avec leur ligand induit un

changement de conformation au niveau des domaines cytoplasmiques. Les domaines intracellulaires

des sous-unités α et β s’exposent à d’autres sites de liaison. La sous-unité β reconnaît par exemple

la taline [28]. L’accrochage de cette protéine provoque une cascade d’assemblage d’autres protéines,

formant ainsi le complexe d’adhésion qui se liera au cytosquelette via les filaments d’actine (figure

1.6) [28].

Figure 1.6 – Organisation des protéines au niveau d’un point d’adhésion focal tel que décrit par

Kanchanawong [28]. Les protéines qui participent à la formation d’un point d’adhésion focal, forment

un réseau complexe reliant les composants de la matrice extracellulaire au cytosquelette d’actine.

Les protéines participant au complexe d’adhésion sont entre autres les intégrines, les paxilines, les

talines, les vinculines, aidées par d’autres protéines régulatrices du complexe (la FAK, VASP).

Ce type d’interaction, qui débute par une reconnaissance du ligand extracellulaire et intégrant la

fonction du cytosquelette par la suite, est connu sous le nom d’activation "outside-in" (d’extérieur

vers l’intérieur). L’enchaînement des évènements peut également se produire dans le sens inverse, no-

tamment via une activation "inside-out" (de l’intérieur vers l’extérieur). Par exemple, l’association

de la sous-unité β de l’hétérodimère avec la taline active différentes voies de signalisation intracel-

lulaire dont le but est, entre autres, de renforcer les liens avec la MEC. Grâce à cette exceptionnelle

propriété de contrôle de l’adhésion dédiée aux intégrines, les points focaux sont qualifiés de com-

plexes d’adhésion "integrin-based". L’activation d’un seul hétérodimère d’intégrine a en revanche

peu d’impact au sens physiologique car, comparée aux autres récepteurs transmembranaires, les

intégrines ont une très faible affinité pour leurs ligands (constante de dissociation (Kd) de l’ordre de

1 µM contre un Kd ∼ 1 nM pour les protéines G [29], [30]). Cependant, elles se distinguent par leur

niveau d’expression à la surface de la membrane plasmique. En d’autres termes, elles peuvent être

exprimées en quantité 100 fois plus importante que les autres récepteurs. La force de l’adhésion est

alors uniquement induite par le regroupement des intégrines (figure 1.7). Cette force d’adhésion a
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pu être quantifiée pour une liaison unique (∼ 50 pN) et pour un point d’adhésion (≤ 700 pN) [31].

Figure 1.7 – Formation d’un point d’adhésion focal. (A) Liaison intégrine-MEC, (B) renforcement

de l’adhésion (C) maturation d’un point d’adhésion focal [32].

En résumé, la formation des points d’adhésion focaux joue un rôle essentiel dans les proces-

sus d’adhésion et de migration. Grâce aux différentes voies de signalisation, les contacts focaux

contrôlent activement le comportement migratoire des cellules. Ils ont donc également un impact

sur la prolifération ou la survie cellulaire. Les cascades de signalisation intracellulaire qui gouvernent

la prolifération et la survie cellulaires sont très complexes. C’est pourquoi elles nécessitent généra-

lement l’activation de différents récepteurs. Les intégrines en font partie.

1.2.2 Rôle de la matrice extracellulaire

Nous avons vu précédemment que les cellules sont capables d’explorer leur environnement via les

intégrines, tout du moins en ce qui concerne sa nature biochimique. Parce que certaines intégrines

sont spécifiques à des ligands particuliers, elles permettent à la cellule d’adapter son comportement

à son microenvironnement. In vivo, les cellules se développent entourées par un environnement

composé de cellules, de facteurs solubles (cytokines, facteurs de croissance, etc.) et de protéines

organisées (fibronectine, collagène, etc.). On parle de matrice extracellulaire (MEC). Son rôle est

d’organiser l’architecture physique des tissus, tout en soutenant les cellules. Cependant, des études

récentes ont montré que la réponse cellulaire n’est pas uniquement générée par la composition

biochimique de son environnement mais intègre divers paramètres physiques et topographiques

comme l’organisation spatiale des protéines matricielles en termes de densité, d’état fibrillaire et

d’orientation [33, 34].

La composition de la MEC est extrêmement variée d’un tissu à l’autre. On peut toutefois dis-

tinguer deux catégories de matrice selon les fonctions qu’elles exercent. Dans les tissus conjonctifs

denses ou adipeux, la MEC est fluide et les cellules sont dispersées dans la matrice. Le tissu conjonc-

tif a un rôle de protection et de soutien dans ce cas. Il est donc très riche en diverses molécules
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fibrillaires qui supportent le stress mécanique auquel le tissu est exposé. A l’opposé, dans une ma-

trice très compacte comme le tissu épithélial, les cellules sont serrées les unes contre les autres et

forment un feuillet couvert par un dense tapis de protéines matricielles appelé "lame basale". Dans

ces différents tissus, la MEC diffère en composition et en quantité de macromolécules, de même que

du point de vue de son organisation spatiale. Décrit de cette façon, on pourrait imaginer la MEC

comme un simple échafaudage qui soutient les cellules. Aussi, elle joue un rôle de régulation sur des

fonctions cellulaires telles que la migration, la prolifération et la survie cellulaires.

Tous les composants de la MEC sont susceptibles d’être synthétisés et renouvelés localement

par quasiment tous les types cellulaires. Les cellules spécialisées dans la production des composants

de la matrice dans le tissu conjonctif sont les fibroblastes. On peut distinguer les composants de la

MEC en deux grandes classes de macromolécules : les glycosaminoglycanes (GAGs) et les protéines

matricielles (collagènes, fibronectine, laminine, vitronectine, fibrinogène, élastine). Les GAGs sont de

longs polymères de polysaccharides qui comblent l’espace intracellulaire. Les protéines de la MEC,

comme les collagènes, structurent la matrice et régulent de nombreux processus cellulaires grâce

à leurs séquences peptidiques spécifiques aux récepteurs membranaires. Les progrès récents dans

la conception de microenvironnements artificiels ont révélé l’importance des protéines matricielles

dans le comportement cellulaire [35]. Dans mon étude, j’ai également mis en place des modèles 2D

de microenvironnement grâce à la fonctionnalisation de surface, à l’aide du collagène de type IV et

de fibronectine. Dans la suite de ce chapitre, je vais me focaliser sur les deux types de protéines,

les plus répandues dans la MEC, qui interagissent avec les cellules grâce à leurs relations avec les

intégrines (α2β1 pour le collagène IV et α5β1 pour la fibronectine).

A Le collagène

Le collagène a été décrit au XIXe siècle comme étant une "colle" naturelle. Son nom provient

notamment du grec kolla qui signifie colle et gen qui signifie produire. Le collagène ne constitue pas

un type de protéine. On parle plutôt d’une "superfamille", de protéines caractérisée par une grande

diversité en termes de structure moléculaire, de fonction ou d’organisation tissulaire. Environ qua-

rante gènes codent pour les différentes sous-unités des collagènes. L’association de ces sous-unités

donne naissance à de nombreux isotypes exprimés en fonction du type tissulaire. On distingue les

collagènes fibrillaires (type I,II, III, V, XI) ; les collagènes associés aux fibrilles (type IX, XII) ; les

collagènes en réseaux (type IV, VII) ou collagènes transmembranaires "protein-like" (type XVII,

XVIII). Malgré les différentes conformations qu’elles peuvent adopter, toutes les protéines de cette

famille partagent une caractéristique structurale commune. Une protéine appartient à la "superfa-

mille" des collagènes lorsqu’elle possède un domaine en triple hélice. Cette structure tertiaire est

constituée de l’association de trois chaînes polypeptidiques, identifiée par le sigle α. Les chaînes

s’enroulent les unes autour des autres, formant ainsi une triple hélice (figure 1.8). Les acides aminés

importants dans la structure de cette triple hélice sont la proline et la glycine. La proline stabilise les
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chaînespolypeptidiquesentreellesgrâceàlarépulsionentrelescyclespyrolidines.Laglycine,étant

unpetitacideaminé,permetquantàelledecompacterlastructureenévitantlechevauchement

desautresrésidusentreeux.Lesrésiduslysinepermettentd’établirdesliaisonscroiséesentreles

tripleshélicesafindeformerunefibrilledecollagène.

Figure1.8–Structured’unetriplehélicedecollagène[36].(A)et(B)Organisationducollagène

caractériséeparunestructureentriplehélicedroiteforméeparl’assemblagedetroishélicesgauches.

(C)Organisationspatialedesacidesaminésoùchaquehéliceestconstituéedelarépétitionsuccessive

destriplets(Gly-X-Y)noùGlyestuneglycine(turquoise).Xestlaplupartdutempsuneproline

(violet)etYunehydroxyproline(gris).(D)Interactionsdesglycinesàl’intérieurdelatriplehélice:

formationdesliaisonshydrogènesentrel’azote(bleu),l’hydrogène(blanc)etl’oxygène(rouge).

Leschaînespolypeptidiquesdecollagènesontsynthétiséesdansleréticulumendoplasmiquesous

formedechaînespro-α(figure1.9,étape1).Ellespossèdentunecourteséquenceappeléepropeptide

surleursextrémitésCetNterminalesafind’éviterl’aggrégationàl’intérieurdelacellule.Dansle

réticulumendoplasmique,lecollagènesubitunesériedemodificationspost-traductionnelles.Cer-

tainesprolinesetlysinessonthydroxylées.Parlasuite,leshydroxylysinespeuventêtreglycosylées

(figure1.9,étapes2et3).Ainsi,lestroischaînespro-αpeuvents’associerpourformerunetriple

hélice(figure1.9,étape4)dutypedecelledela(figure1.8).Eneffet,lesgroupementshydroxyles

desacidesaminéssontdestinésàformerdesliaisonshydrogènesentreleschaînes,empêchantla

dissociationdeschaînes.Ensuite,latriplehéliceestsécrétéeparexocytosedanslemilieuextracel-

lulaireetlespropeptidessubissentimmédiatementuneprotéolyseparlesenzymesdelaMEC.Les

moléculespeuventalorss’assemblergrâceauxliaisonscroiséesenstructuresbeaucoupplusvolumi-

neusesnomméesfibrilles(figure1.9,étape8),mesurantentre10et300nmdediamètreetatteignant

plusieursmicronsdelongueur.Lesfibrillescommencentleurassemblageàproximitédelacellule,

souventdansdesinvaginationsdelamembraneplasmique.Lesfibrillesdecollagènepeuvents’ali-

gnerlesunescontrelesautresdefaçonàformerdeplusimportantesstructures,quel’onnomme
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les fibres (figure 1.9, étape 9).

Figure 1.9 – Mécanisme intra et extracellulaire de formation des fibrilles de collagène. Un premier

assemblage d’une structure tertiaire en triple hélice a lieu dans le milieu intracellulaire. La formation

des fibrilles et fibres est un processus extracellulaire, à proximité de la membrane plasmique. Cette

figure est extraite de la référence [6].

In vivo les fibrilles s’arrangent de façon très hétérogène. Ceci est à l’origine de la régulation de

l’organisation de la matrice par les cellules, qui produisent d’autres sortes de macromolécules matri-

cielles qui à leur tour modèlent l’arrangement des fibrilles de collagène. Lorsque la cellule développe

des zones de contact avec les fibrilles, son cytosquelette se contracte et influence l’architecture du

tissu conjonctif. Il a été observé que des fibroblastes mis au contact d’un gel constitué de fibrilles de

collagène orientées aléatoirement, sont capables d’organiser la matrice en exerçant les mêmes forces

que celles utilisées pour le mécanisme de migration [37], [38]. Il semblerait même que les fibroblastes

s’alignent le long d’axes préférentiels, définis par l’orientation des plus grosses fibres [37]. Les cel-

lules peuvent exercer ensuite une force de traction dans le sens de leur polarisation afin d’orienter

toute la matrice dans cette direction. Dans les conditions in vitro, lorsque des explants musculaires

sont co-cultivés avec des fibroblastes, cette tension exercée sur la matrice par les cellules permet

d’étirer les explants, provoquant ainsi la formation d’un pseudomuscle [37]. Ce mécanisme d’orga-

nisation de la matrice désigné par les termes structuration tractionnelle et semble être à l’origine

de la structuration de certains tissus in vivo tels que les muscles, les tendons ou les ligaments.

Dans ce travail nous nous sommes intéressés au collagène de type IV, le collagène le plus utilisé

dans les études d’adhésion. On retrouve ce type de collagène majoritairement au sein des lames
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basales.LecollagènedetypeIVestconnupours’organiserenréseaux.Ilpossèdepourcelades

domainesglobulairesàl’unedesesextrémités.Cesdomainespermettentl’autoassemblageentreses

monomèresoualorsaveclecollagènedetypeVII(figure1.10).LerôleducollagènedetypeIV

estdestabiliserlalamebasaleàl’aidedesnombreusesliaisonscovalentesqu’ilformeavecd’autres

moléculescommelalaminineoulenidogène.

Figure1.10–(A)L’assemblagedemonomèresdecollagènedetypeIV.(B)Réseaudecollagène

auseindelalamebasale[39].

B Lafibronectine

Commelecollagène,lafibronectineoccupeuneplaceimportanteparmilesprotéinesdela

MEC.Elleestcodéeparunseulgène(Fn1)quidonnenaissanceàunediversitédeprotéinesviales

modificationstranscriptionnelles.Lafibronectineexistesousdeuxformes:uneformesolubledans

lesang(lafibronectineplasmatiqueFNp)etuneformeinsolublediteglobulairedanslaMEC(la

fibronectinecellulaireFNc).Lafibronectineplasmatiqueestsynthétiséeparleshépatocytes,tandis

quelafibronectinematricielleestproduiteessentiellementparlesfibroblastes.

Commedenombreusesprotéinesmatricielles(laminine,tenascine,etc.),lastructuredelafi-

bronectineestunesériedepetitsmodulesrépétitifs(figure1.11A).Cesmodulessontorganisés

endomainesfonctionnels,quicontiennentlessitesdeliaisonavecd’autresprotéinesdela MEC,

d’autresligandssolublesetlesrécepteursmembranaires(figure1.11B).Ilexistetroistypesdemo-

dulesrépétitifs,chacunayantunefonctionspécifique(FNI,FNII,FNIII).Cesmodulesonttousune

organisationcommuneenfeuilletsβquiassurelacompacitédelaprotéine.Undesmodulesleplus

intéressant,quiparticipeauxliaisonsaveclescellules,estcaractériséparuneformeensandwich

composéedefeuilletsβantiparallèles(figure1.11B).LaséquencetripeptidiqueRGD(arginine-

glycine-acideaspartique),présentesurcemodule,possèdedesrécepteursspécifiquesàlasurfacede

lamembraneplasmique,commecertainesintégrines.Unedescaractéristiquesspécifiquesdelafibro-

nectineestsonpouvoirdedimériser.Cettedimérisationalieudansleréticulumendoplasmiquevia

lacréationdedeuxpontsdisulfuresentrelesextrémitésCterminales(carboxyle)dedeuxmolécules.
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Figure1.11–Structured’undimèredefibronectine.(A)Deuxchaînespolypeptidiquesreliéespar

deuxpontsdisulfuresdansleurterminaisoncarboxyle.Chaquesous-domainecontientunmodulede

liaisonspécifiquepourd’autresprotéinesdelaMECourécepteursmembranaires.(B)Illustration

d’unestructuretertiaireenfeuilletsβd’unsous-domaine.Enrouge,deuxséquencesresponsables

desinteractionsaveclescellules[6].

Figure1.12–ProcessusdedéroulementdelafibronectinedanslaMECproposéparGaoetCraig

[40].Latensionexercéeparlecytosqueletted’actinesurlaprotéineprovoquel’étirementdesfeuillets

β.LesextrémitésCetNterminalessontdérouléesdansdessensopposés,exposantdiverssitesdes

liaisonspourd’autresprotéinesmatriciellesoupourlesrécepteursmembranaires.

Lapolymérisationdelafibronectinealieuàlasurfacedelamembraneplasmiquequisembledé-
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pendre de l’activité des intégrines. Les cellules qui déposent la fibronectine dans la MEC expriment

les intégrines qui convertissent la fibronectine globulaire en fibrillaire. Au final, les sites spécifiques

d’interaction avec la cellule sont exposés et la cellule peut commencer à former les contacts focaux

au niveau de ces sites. Par analogie avec l’organisation des fibrilles de collagène, la cellule exerce une

tension via son cytosquelette, qui induit l’étirement de la structure de la fibronectine (déroulement

des feuillets β), exposant les sites de liaison et permettant aux dimères de s’associer entre eux (po-

lymérisation figure 1.12). Le recrutement de nombreux dimères aboutit à la formation d’une longue

fibre. De plus, les cellules hématopoïétiques du sang sont constamment exposées à la fibronectine

plasmatique circulante. Lorsqu’un tissu subit une blessure, les cellules hématopoïétiques sont re-

crutées sur ce site. Les signaux de la réponse immunitaire activent les intégrines surfaciques des

cellules et permettent la fibrillation de la fibronectine soluble en fibrillaire au bon endroit et au bon

moment. Cependant, la dérégulation de ce processus a pour conséquence l’implication de la FNp

dans l’athérosclérose [41], la thrombose [42] ou le cancer [43].

1.2.3 Systèmes de reconnaissance cellule-matrice

Dans les paragraphes précédents, j’ai abordé l’importance de la formation des contacts focaux

ainsi que le rôle de la matrice extracellulaire dans l’adhésion et la migration cellulaire. Afin de mieux

comprendre le comportement cellulaire dans les conditions qui miment son environnement in vivo, il

est nécessaire de décrire le contexte bio-chimique de reconnaissance entre les cellules et les protéines

de la MEC.

Un grand nombre de protéines matricielles, comme la fibronectine et le collagène, possèdent une

courte séquence peptidique composée de trois acides aminés : arginine, glycine et acide aspartique.

Cette séquence, souvent abrégée par l’acronyme RGD, constitue un site de reconnaissance spéci-

fique avec les récepteurs membranaires comme les intégrines. La séquence RGD a été découverte

dans la fibronectine par Pierschbacher et Ruoslahti en 1984 [44], puis observée dans de nombreuses

protéines matricielles [45]. Cette reconnaissance cellule-matrice peut être reproduite à l’aide d’un

petit peptide synthétique contenant la séquence RGD. Les séquences RGD peuvent être utilisées

de deux façons différentes, soit pour stimuler, soit pour inhiber l’adhésion [45]. Lorsqu’elles sont

immobilisées sur une surface, elles miment le microenvironnement permettant alors à la cellule

d’adhérer au support. Lorsqu’elles sont en solution, elles inhibent l’adhésion, en entrant en compé-

tition avec les protéines matricielles présentes sur la surface. Les séquences RGD sont de parfaites

candidates pour comprendre le fonctionnement du processus d’adhésion dans diverses conditions

physiologiques et pathologiques. Le développement de nouveaux peptides antagonistes (molécule

interagissant avec un récepteur membranaire inhibant son activité), inspirés par les propriétés de la

séquence RGD sont actuellement étudiés dans les traitements des nombreuses maladies, notamment

le cancer [46]. D’autres travaux menés sur des molécules non peptidiques sont utilisés pour une

fonction antagoniste dirigée contre les intégrines [5, 47].
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Le rôle des séquences RGD dans la reconnaissance cellulaire a été initialement attribué au

récepteur de la fibronectine : l’intégrine α5β1. A l’heure actuelle on sait que 12 des 24 intégrines

connues, sont capables de reconnaître cette séquence. Or, la conformation de la séquence RGD

est également importante dans la reconnaissance finale ligand-récepteur. Par exemple, la séquence

RGD de la fibronectine forme un coude hautement flexible, qui possède une haute affinité pour

l’intégrine α5β1 (figure 1.11 B), alors que de petits fragments comportant cette séquence se lient de

préférence à l’intégrine αvβ3 [48]. La reconnaissance d’une cellule avec une molécule de collagène est

différente. Par exemple, l’intégrine α1β1 reconnait de préférence la configuration RD (arginine-acide

aspartique), au lieu de la séquence classique RGD au niveau de la triple hélice du collagène de type

I [49]. Ce même type de collagène est également connu pour interagir avec l’intégrine α2β1, grâce à

la séquence GER [50].

1.2.4 Rôle de la membrane plasmique

A Les caractéristiques d’une membrane lipidique

Une vue transversale de l’environnement membranaire au niveau des points d’adhésion focaux

montre une organisation sur plusieurs niveaux (figure 1.6). Le premier est formé par les protéines

de la MEC. Le second contient les intégrines. Ces protéines étant transmembranaires, on peut

considérer que le troisième niveau correspond à la membrane plasmique. En dernier lieu, arrive le

réseau de protéines du cytosquelette qui est complexé aux intégrines. A l’heure actuelle, la majeure

partie des recherches sur l’adhésion se focalise sur le fonctionnement biochimique de l’adhésome

[26, 51, 28]. D’autres études soulignent l’importance du cytosquelette [14] ou des microtubules [25].

Malheureusement, très peu de travaux s’intéressent au rôle de la membrane plasmique et à l’influence

de sa micro-organisation dans le processus d’adhésion. Un bilan de toutes les découvertes dans le

domaine des membranes, commençant par les études de la perméabilité membranaire et aboutissant

actuellement sur la compréhension du fonctionnement des domaines membranaires, a été réalisé par

Eididin [52].

A l’opposé des protéines membranaires telles les intégrines, les lipides membranaires (phospho-

lipides, cholestérol et sphingolipides) semblent jouer un rôle banal au sein de la membrane. Cette

vision est cependant injuste : en s’associant, les lipides sont capables de contrôler l’activité de pro-

téines transmembranaires, le fonctionnement des canaux ioniques, etc. Les compositions lipidiques

des membranes des différents organites et celle de la membrane plasmique ne sont pas identiques.

Ainsi, on sait que la membrane plasmique est hautement enrichie en cholestérol et glycosphingoli-

pides, alors que ces composants sont peu présents dans la membrane du réticulum endoplasmique

[53]. Malgré toutes ces différences de composition, il est possible de mettre en avant une structure

générale à toutes les membranes. Elles s’auto-assemblent en une bicouche lipidique, d’une épaisseur

typique de quelques nanomètres. Cette structure a été évoquée pour la première fois à la fin des

années soixante par Stoeckenius et Engelman [54]. Les lipides les plus abondants qui composent
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les membranes sont les phospholipides. Ils sont de nature amphiphile. En d’autres termes, ils com-

prennent une partie hydrophobe (la queue de la molécule) et une partie hydrophile (la tête). La

partie hydrophobe est constituée de deux longues chaînes carbonées. La composition de la partie

hydrophile varie d’un type de phospholipide à l’autre. Des exemples de phospholipides sont présentés

sur la figure 1.13. La queue phospholipidique est le plus souvent formée d’acides gras qui peuvent être

insaturés (possède une ou plusieurs double liaisons sur la chaîne) ou saturés (sans double liaison). La

famille des phospholipides se subdivise en deux sous-familles : les sphingomyélines et les phospho-

glycérides. Ces derniers sont les plus répandus et sont souvent utilisés dans la formation des modèles

membranaires tels que les vésicules lipidiques géantes ou les bicouches lipidiques supportées. Le mo-

dèle membranaire que j’ai développé au cours de ma thèse s’inspire de la composition physiologique

des membranes. Ces membranes modèles ont une composition très simplifiée. Elles sont composées

de trois types des phosphoglycérides, combinant différents acides gras avec des têtes polaires de type

phosphatidylcholine (DOPC – dioléoylphosphatidylcholine) et phosphatidylethanolamine (DOPE -

dioléoylphosphatidyléthanolamine ou DSPE – distearoylphosphatidyléthanolamine), figure 1.13.

Figure 1.13 – Représentations schématiques de trois phospholipides : la phosphatidylcholine DOPC

et les phosphatidylethanolamines DOPE et DSPE (Avanti Polar Lipids).

La nature amphiphile des phospholipides provoque leur auto-assemblage dans l’eau. Ainsi, en

fonction de leur structure et leur concentration, les lipides peuvent former soit des micelles, dans le

cas de phospholipides de forme conique (figure 1.14 A), soit des liposomes, pour des phospholipides

de forme cylindrique (figure 1.14 B). Ces molécules amphiphiles s’organisent de façon à masquer leur

partie hydrophobe à l’intérieur de la structure, tout en exposant les têtes hydrophiles au contact

de l’eau (figure 1.14). Ces deux agencements (liposomes et micelles) correspondent aux conforma-

tions les plus favorables en termes d’énergie. Lorsque la bicouche d’un liposome subit une lésion,

l’eau pénètre à l’intérieur de celui-ci et crée une conformation énergétiquement défavorable. Les

phospholipides ont alors tendance à réarranger la bicouche afin de refermer le pore. Des liposomes

peuvent fusionner et former une vésicule de plus grand diamètre. Quand le diamètre est supérieur à

quelques micromètres, on parle de vésicules géantes lipidiques (GUV "Giant Unilamellar Vesicles").

Quelles que soient leurs tailles, les vésicules lipidiques ont une forme sphérique en solution, tout à
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fait similaire à la morphologie globulaire des cellules vivantes en suspension.

En plus d’avoir un rôle de compartimentation, les membranes biologiques sont également impli-

quées dans les processus de trafic et de régulation de l’activité de différentes protéines. L’une des

caractéristiques essentielles de la membrane plasmique est sa fluidité. Afin de caractériser la fluidité

et la perméabilité de la membrane plasmique, de nombreuses techniques ont été développées dans

le but de mesurer le mouvement de certains composants de la membrane comme les phospholipides

ou des protéines. Citons à titre d’exemple la FRAP (Fluorescence Recovery After Photobleaching),

la FCS (Fluorescence Correlation Spectroscopy) et le SMT (Single Molecule Tracking). Le défi de

ces mesures est d’arriver à observer localement sur la membrane des évènements se produisant à

une courte échelle de temps, typiquement entre 0.1 et 100 ms. Par exemple, il est possible de suivre

la diffusion des protéines individuelles dans la membrane, en les marquant à l’aide d’une sonde

fluorescente [55, 56]. Les études sur les cellules vivantes et les bicouches lipidiques ont montré, que

la diffusion des lipides est un phénomène rapide de l’ordre de 1-10 ms, caractérisé par un coeffi-

cient de diffusion, typique de ∼1 µm2/s [57, 58, 59]. Les phospholipides peuvent également diffuser

transversalement, d’un feuillet à l’autre de la membrane. Ce phénomène est connu sous le nom de

"flip-flop" et est lui aussi relativement rapide, typiquement de l’ordre de 10-20 ms (mesuré dans

les vésicules géantes [60]). Pour accélérer le processus au sein des membranes cellulaires, certaines

enzymes telles que les flipases sont chargées d’induire un "flip-flop" actif.

Figure 1.14 – Auto-assemblage de phospholipides dans l’eau (la forme du phospholipide détermine

la façon dont ils s’organisent) : soit une organisation en micelles avec les queues à l’intérieur entourées

par les têtes (A) ; soit une organisation sous forme de liposome, c’est-à-dire une vésicule dont la

paroi est constituée d’une bicouche lipidique, les queues étant prises en sandwich entre les têtes

hydrophiles (B).

La fluidité de la membrane dépend de sa composition et de la température. Cette dépendance a

été démontrée dans des modèles de monocouches et de bicouches lipidiques supportées [52, 61]. Les

membranes synthétiques fabriquées à partir d’un seul type de phospholipide passent successivement

d’une phase cristalline à une phase gel, et d’une phase gel à une phase fluide lorsqu’on augmente
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la température. La température de transition gel-fluide, notée Tm est typiquement comprise entre

-50 et 100°C. Les phospholipides dont les chaînes d’acides gras sont insaturées, sont plus difficiles à

"gélifier" car la température Tm est plus basse, typiquement entre -50°C et 20°C. Par exemple, le

DOPC et le DOPE, qui possèdent une double liaison en configuration cis sur chacune des chaînes

hydrocarbonées, ont respectivement une température de transition de -17°C et -16°C. A contrario

le DSPE, à chaînes carbonées saturées, a une température de transition Tm=74°C (Avanti Polar

Lipids).

Le premier modèle d’organisation de la membrane plasmique est la "mosaïque fluide" proposé

par Singer et Nicholson en 1972 [62]. Cette mosaïque est composée de protéines insérées à l’intérieur

d’une structure fluide qui n’est autre que la bicouche phospholipidique (figure 1.15). Les études des

protéines extraites des membranes de cellules vivantes ont permis de répertorier et de définir les

différents types de protéines membranaires [62]. Par la suite, ce modèle a également permis de

mettre en évidence les interactions entre les protéines et leur environnement lipidique comme les

liaisons électrostatiques, hydrophobes, hydrogène ou de van der Waals.

Figure 1.15 – Représentation d’un fragment de la membrane plasmique.

On sait maintenant que ce modèle qui décrit la membrane comme une mosaïque fluide est in-

complet. En particulier il ne tient pas compte de la grande hétérogénéité en termes de composition

lipidique, protéique et en termes d’interactions lipide-lipide, lipide-protéine et protéine-protéine.

Par exemple, ce modèle n’est pas suffisant pour expliquer le phénomène de trafic asymétrique des

lipides et des protéines membranaires dans les cellules épithéliales polarisées. Pour cela, il appa-

raît nécessaire d’émettre l’hypothèse de l’existence de domaines dans la membrane qui diffèreraient

en termes de composition et phase du reste de la bicouche [63]. Ces domaines phospholipidiques

sont moins stables que le reste de la membrane et ont une durée de vie limitée dans le temps. Au

cours des années 90, un débat est apparu sur la possibilité que les molécules lipidiques puissent

s’associer transitoirement en domaines spécialisés appelés radeaux lipidiques ("rafts"). Ces radeaux

lipidiques seraient riches en sphingolipides et cholestérol. Les sphingolipides possèdent des chaînes

plus longues que celles des phospholipides. Ainsi, les parties membranaires associées aux radeaux

lipidiques seraient plus épaisses afin de favoriser l’ancrage des protéines. Ces radeaux pourraient
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donc être détectés par les protéines cytoplasmiques. Les études d’extraction de ces microdomaines

insolubles à l’aide de détergeants ont montré que plusieures protéines sont capables de se lier aux

"rafts". Par exemple, l’ancrage des protéines de signalisation telles que les kinases pourrait signifier

que les "rafts" fonctionnent comme les plateformes de signalisation qui constituent un environne-

ment favorable au fonctionnement de ces protéines [64].

B La charge effective d’une membrane

La membrane plasmique présente une grande asymétrie en termes de charges entre ses deux

feuillets. En règle générale, les phospholipides membranaires possèdent une charge nette de 0 ou -1.

Or, la composition lipidique des deux feuillets est différente. Par exemple, la plupart des phosphati-

dylcholines sont situées sur le feuillet externe. En revanche les phosphatidylserines et phosphatidy-

lethanolamines composent majoritairement le feuillet interne. L’électronégativité des phosphatidyl-

serines provoque une asymétrie de charges entre les deux feuillets. De nombreuses protéines se lient

aux sites où la phosphatidylserine est concentrée. De la même manière que les "rafts", cette asymé-

trie a une fonction importante dans les voies de signalisation cellulaire. Dans le cas de l’apoptose,

la signalisation extracellulaire met en jeu les phosphatidylserines. Elles se localisent sur le feuillet

externe, permettant ainsi la prise en charge par les macrophages [65, 66].

Le rôle de la charge et du potentiel électrostatique de la membrane a été très souvent négligé

jusque dans les années 80 avec l’application de la théorie de Gouy-Chapman décrivant l’attraction

électrostatique des contre-ions à la surface de la membrane [67, 68]. Cette théorie, permettant de

définir le potentiel électrostatique au niveau d’une surface, est appliquée au cas de la membrane

plasmique. A l’heure actuelle, il est connu que ce potentiel est responsable de divers processus

biologiques comme l’organisation structurale des protéines membranaires, l’ancrage de celles-ci,

l’influence de la conductance des canaux ioniques, ou encore la propagation des stimuli dans les

neurones [69].

La charge effective d’une surface peut être exprimée en termes de potentiel zeta, noté ζ. Ce

paramètre représente le niveau du potentiel électrostatique ψ qu’une molécule ou surface acquièrt

dès qu’elle est en solution. Dans une solution, les charges fixes de la surface provoquent l’apparition

d’une région de charges opposées afin de maintenir l’électroneutralité de l’interface. Cette région est

connue sous le nom de double couche électrique car elle se compose d’une part de charges fixes et

d’autre part de charges mobiles (figure 1.16 A). Plusieurs modèles décrivent ce phénomène [70]. La

double couche électrique a été initialement présentée comme étant une simple répartition des charges

au voisinage d’une surface, schématisée par le modèle de Helmholtz. Des ions de charge opposée

à celle de l’interface (contre-ions) sont attirés par cette dernière. Les contre-ions se positionnent

alors à proximité de l’interface en formant une couche immobile appelée "couche d’Helmholtz". Ce

modèle, trop simpliste pour être appliqué aux membranes plasmiques, ne prend pas en compte les

fluctuations thermiques du système. Un deuxième modèle, élaboré par Gouy et Chapman, est plus
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prochedelaréalitéexpérimentale[67].Ildécritl’existenced’unecouchediffusedecontre-ions.Le

potentielélectrostatiquedécroîtalorsavecladistance.Lemodèleleplusrépanduactuellementest

celuideGouy-Chapman-Stern(figure1.16A):ilcombinelesdeuxmodèlesprécédents;Sterny

introduitunecouchesupplémentaire,situéeentrelesplansinterneetexternedelacouched’Helm-

holtz,rebaptisée"couchedeStern".Cettesubdivisionfaitintervenirunepremièrecomposantedu

planinterned’Helmholtzoùlescontre-ionssontnonhydratésetadsorbésàlasurface.Laseconde

composante,délimitéeparleplanexternedelacouched’Helmholtz,estalorslacouchedeStern.

Ellesecomposedecontre-ionspartiellementoutotalementhydratés.Ladernièrecouchedumodèle

estlacouchediffusedeGouy-Chapman,avecdesco-ionsetcontre-ionsmobiles.L’existenced’une

doublecoucheprovoqueundoublecomportementdupotentielélectrostatique:ildécroîtd’abordde

manièrelinéaireàtraverslacouched’HelmholtzetlacouchedeSternpuisexponentiellementdans

lacouchediffuse(figure1.16B).Afindecaractériserlachargeeffectived’unsubstrat,onintroduit

alorsunplanfictif,séparantlesionsimmobilesdesionsmobiles(enparledeplandecisaillement).

Lepotentielélectrostatiqueassociéàceplanestappelélepotentielζ.LepotentielζdépenddupH

delasolutionetdesaforceionique.Savaleurabsolueaugmentelorsquelenombred’ionsdansla

solutiondiminue.Lalittératureproposeégalementdesmodèlespluscomplexesàtroisouquatre

couches[71].Néanmoins,lemodèleàdeuxcouchessuffitpourestimerlachargeeffectived’une

membraneplasmique.

Figure1.16– Modèled’unedoublecoucheélectrique(A)Représentationdeladoublecouche

selonlemodèledeGouy-Chapman-Stern.PIHetPEHsignifientleplaninterneetleplanexterne

d’Helmholtzrespectivement.(B)Evolutiondupotentielélectrostatiquedelasurfaceavecladistance.

Lepotentielψ0caractériselacouched’Helmholtz,ψilacouchedeStern.ζestlepotentielassocié

auplandecisaillemententrelacouchedeSternetlacouchediffuse[70].
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En biologie cellulaire, le concept du potentiel ζ est utilisé pour étudier différentes caractéris-

tiques cellulaires telles que la viabilité, l’adhésion, la prolifération ou l’agglutination [72, 73, 74].

La charge effective de la membrane plasmique est un paramètre biophysique important qui dépend

principalement de sa composition. Par exemple, Bondar et collaborateurs ont observé une nette

différence du potentiel ζ entre les cellules adhérentes MCF7 ou HeLa (∼ -20 mV) et les érythrocytes

(∼ -32 mV) [72]. Le décalage vers des valeurs plus négatives peut être interprété par la présence de

molécules d’acide sialique à la surface des érythrocytes. Les phospholipides chargés négativement

sont vraisemblablement à l’origine de la charge effective de la membrane plasmique. Cependant, la

valeur du potentiel ζ d’une vésicule composée uniquemet de phosphatidilcholine est beaucoup plus

négative (∼ -62 mV) que celle d’une membrane cellulaire [72]. Différentes protéines membranaires

ou de polysaccharides doivent aussi contribuer au potentiel ζ d’une cellule. L’équipe de Bondar a

également étudié l’évolution du potentiel ζ de cellules lors du phénomène d’apoptose. La valeur du

potentiel ζ diminue alors d’environ 4 mV. Cette tendance peut être expliquée par l’adressage au

niveau de la membrane de la phosphatidilserine qui est un des plus précoces marqueurs apoptotiques

[66].

Le potentiel ζ est aussi un paramètre clé dans l’étude de la réponse cellulaire à différents trai-

tements. Notamment dans le domaine de la conception de nouvelles pharmaceutiques, où il est

important de savoir si une molécule est bien absorbée à la surface de la membrane, pour ensuite

être internalisée. Par exemple, l’interaction cellulaire avec des nanoparticules suscite beaucoup d’in-

térêt dans le domaine du traitement du cancer. Il est alors possible d’évaluer le potentiel ζ lorsqu’on

met en présence des nanoparticules avec des cellules épithéliales saines MCF10A et cancéreuses

MCF7 [75]. Il a été démontré, que le potentiel ζ des cellules saines a été beaucoup plus négatif (∼
-30 mV) que celui de cellules cancéreuses (∼ -20 mV). Ceci est du à la différence de composition de

la membrane plasmique entre des conditions physiologiques et pathologiques [76].

C Les membranes biomimétiques

Les dernières découvertes en matière de microdomaines membranaires nécessitent d’être appro-

fondies, notamment par des études de diffusion (FCS, FRAP, SMT) qui permettent de sonder la

microfluidité et l’organisation locale de la membrane [58, 77]. Toutefois, ces études locales sur la

membrane des cellules vivantes ne sont pas toujours aisées. Ainsi, différents modèles simplifiés, mi-

mant le comportement et l’organisation de la membrane plasmique, ont été développés. Parmi eux,

on peut citer les vésicules géantes lipidiques, les bicouches lipidiques supportées, les microémulsions

ou les cristaux liquides lamellaires. Les vésicules géantes sont assurément les plus intéressantes pour

mimer l’adhésion cellulaire ou le déplacement de cellules sur des surfaces. Néanmoins les bicouches

lipidiques supportées sont éminemment importantes, en particulier parce qu’elles sont compatibles

avec de nombreuses techniques de mesure à proximité d’une interface comme l’interférométrie,

l’ellipsométrie, la spectroscopie ou la microscopie à fluorescence [78, 79]. Les bicouches lipidiques
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offrent la possibilité de recréer des membranes en contrôlant leur composition (figure 1.17). Elles

fournissent l’environnement naturel pour immobiliser les protéines tout en préservant leur structure

tertiaire et en définissant leur orientation. Les bicouches lipidiques peuvent être séparées de la sur-

face par un film nanométrique d’eau ou par une couche de polymère qui maintient les propriétés

thermodynamiques et structurelles de la membrane [80].

Figure 1.17 – Bicouche lipidique supportée : (A) soit une bicouche lipidique supportée séparée du

substrat par un film nanométrique d’eau, (B) soit une bicouche lipidique supportée séparée par une

fine couche d’un polymère.

La vésicule géante est la modèle biomimétique le plus intéressant pour l’étude de l’adhésion. Elle

peut être également utilisée pour mimer une large variété de phénomènes cellulaires, tels que l’endo-

cytose, la cicatrisation et le bourgeonnement. Les vésicules géantes sont créées par autoassemblage

de phospholipides en bicouche. Les extrémités de la bicouche sont scellées afin d’acquérir une forme

énergétiquement favorable : une sphère (figure 1.18 A). On forme tout d’abord des petites vésicules

(liposomes) qui fusionnent ensuite entre elles pour donner naissance à de plus grosses vésicules (fi-

gure 1.18 B). Le diamètre des vésicules géantes est assez variable. Il est typiquement supérieur à 10

µm et peut atteindre ∼200 µm. Les vésicules géantes sont parfaitement visibles en lumière blanche

et peuvent être triées selon leur taille. La courbure de leur membrane ressemble à celle des cellules.

Elles présentent également une tension de de surface non négligeable grâce aux forces de van des

Waals qui maintiennent les deux feuillets lipidiques. Il a été notamment montré qu’il est possible

d’augmenter la surface occupée par la membrane d’une vésicule en y injectant d’importants volumes

d’eau [81].

Il existe multiples méthodes de préparation des vésicules géantes : la réhydratation des lipides,

la dialyse et la technique de gel-dégel. Or, ces pratiques présentent le risque de fabriquer des vé-

sicules multilamellaires, de forme allongée ou agrégée. L’extrusion est une autre technique, à bas

coût, qui permet une formation rapide des vésicules. Le fonctionnement d’un dispositif d’extrusion

(par exemple d’un "Mini-extruder" Avanti Polar Lipids) consiste à compresser une suspension lipi-

dique en la faisant passer par des pores d’un diamètre de l’ordre de 2 µm. L’utilisation des filtres

d’un diamètre <2 µm est censée assurer la formation des liposomes unilamellaires. En pratique, il

est extrêmement difficile d’obtenir un mélange homogène. Ainsi, l’électroformation est la technique

de synthèse la plus populaire à l’heure actuelle : elle permet d’obtenir des vésicules sphériques,
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unilamellairesetunepopulationhomogèneentaille.Dansmonétudej’aiappliquécettetechnique

desynthèse(travauxd’AngelovaetDimitrov[82]).Ils’agitdedéposerunfilmlipidiquesurdeux

plaquesdeverrerecouvertesd’unefinecouched’unmatériauconducteur.Lesplaquessontmontées

envis-à-visdemanièreàformeruncondensateurdansunsystèmehermétiqueremplid’eau.Ensuite,

uncourantalternatifestappliqué.Lesmoléculesd’eauexcitéesparlechampprovoquentlemou-

vementdeslipides,toutenfacilitantleurautoassemblageenbicoucheslipidiques.Cettetechnique

estavantageuseenraisondesonfaiblecoût.

Figure1.18–Vésiculelipidique.(A)Processusdeformationd’unevésiculeàpartird’unebicouche

lipidique[6].(B)Compartimentationd’unevésiculelipidiqueplongéedansunesolutionaqueuse.

1.3 Adhésionenabsencedelamatriceextracellulaire

Commejel’aiprécédemmentexpliqué,leprocessusd’adhésionestdirigéparunereconnaissance

spécifiquecellule-substrat,viadifférentesvoiesdesignalisationquifontintervenirdesprotéines

membranairesetcellesdela MEC.Cependant,d’autresparamètresliésausubstratcommesa

chargeeffective,sonniveaud’hydrophobicitéousondegréd’hydratation,peuventjouerunrôle

surlemécanismed’adhésion.Contrôlerl’adhésionpeuts’avèrertrèsintéressantdansdenombreux

domaines,parexempleafind’étudierlamorphogenèse,l’angiogenèse,levieillissementcellulaire,la

progressiontumoraleouencorepourdévelopperdesbiomatériauxdédiésàlaréparationtissulaire.

Danscedernierdomaine,laconceptiondenouveauxpolymèresreposesurlabiocompatibilitécellule-

substrat,pourquelesmatériauxpuissentêtreintégrésdansl’organisme[83,84].D’unautrecôté,

ilestégalementtrèsintéressantdecomprendreglobalementlesinteractionsentrelacelluleetson

environnementsurdessurfacesdenaturesdifférentes.

Invivo,l’interfacecellule-substratcontientunemultituded’ionsetdemacromoléculeschar-

gées.Ainsi,plusieursétudesontconsistéàévaluerlecomportementmigratoireetlamorphologie

d’adhésioncellulairesurlessurfaceschargées[85,86,87,88].Sheltonetcollaborateursontétudié,

parexemple,lamorphologiedesostéoblastessurdesbillesdepolystyrènechargéespositivementou

négativement[85].Ilsontobservéquelesostéoblastessontcapablesdemigrersurcesdeuxcaté-
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gories de surface, mais en adoptant deux types distincts de morphologie. Sur les surfaces chargées

positivement, les cellules ont une forme très aplatie, la membrane ventrale étant très proche du

substrat. En revanche, les cellules qui migrent sur les surfaces chargées négativement adoptent des

formes non polarisées, présentant de multiples filopodes qui leur permettent d’adhérer à la surface.

La membrane ventrale est située à une distance plus importante de la surface et développe seule-

ment quelques points de contact proches, similaires aux plaques d’adhésion focales. Ils ont également

montré que l’espace entre la membrane et le substrat dépend de la densité de charges sur l’inter-

face. La présence de sérum de veau foetal (SVF) dans le milieu de culture in vitro peut également

influencer l’adhésion et la morphologie cellulaire en écrantant les charges présentes sur la surface.

Wachem et collaborateurs ont étudié l’étalement des cellules sur les surfaces chargées en présence

et l’absence de SVF [86]. Leurs résultats sont comparables à ceux de Shelton et al [85]. Deux heures

après l’ensemencement, la majorité des cellules endothéliales ont adhéré sur un polymère chargé po-

sitivement. Il semblerait que l’adhésion sur ce dernier nécessite une forte interaction électrostatique

entre la membrane chargée négativement et la surface chargée positivement. En effet, les cellules ne

desadhèrent qu’en présence d’une forte concentration de protéases (enzymes qui brisent les liaisons

peptidiques entre les protéines). En revanche, le polymère chargé négativement inhibe l’adhésion de

cellules endothéliales. L’ajout de SVF sur cette surface chargée négativement permet aux cellules

d’adhérer de nouveau sur la surface.

Le comportement cellulaire peut aussi être analysé sur des surfaces recouvertes de protéines

telles que l’albumine (chargée négativement à pH physiologique) ou alors la poly-L-lysine (chargée

positivement). Ce type d’expérience permet d’évaluer l’impact du SVF. L’albumine est fortement

adsorbée sur les surfaces hydrophobes. Cependant, sur des surfaces moins hydrophobes, d’autres

protéines comme celles du SVF peuvent également s’adsorber sur la surface. L’équipe de Dewez a

observé l’étalement de cellules épithéliales sur l’albumine et a constaté que l’albumine pré-adsorbée

sur les surfaces hydrophobes inhibe l’adhésion cellulaire [88]. A l’opposé, l’adsorption de polycations

à la surface, comme la poly-L-lysine, induit l’adhésion systématique des cellules. Ainsi, on peut esti-

mer que le comportement cellulaire sur la poly-L-lysine est gouverné par l’attraction électrostatique

entre une surface chargée positivement et la membrane plasmique chargée négativement. Depuis de

nombreuses années, le comportement cellulaire sur l’albumine et la poly-L-lysine est appliqué dans

des tests d’adhésion. Ces exemples prouvent que le comportement d’adhésion dépend fortement du

potentiel électrostatique de la surface. L’ancrage spécifique de la membrane via les points focaux

semble intervenir à un stade ultérieur.

1.4 Etudes qualitatives de l’adhésion et la migration

Depuis les travaux pionniers de Robert Hooke sur les cellules en 1665 [89], des progrès considé-

rables ont été réalisés dans la compréhension de l’adhésion. Il a fallu attendre plus de trois siècles

avant que les mécanismes de l’adhésion soient décrits par Taylor, en 1961 [7]. Depuis, de nombreuses
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méthodes qualitatives et quantitatives de mesure de ce processus ont été développées. Aujourd’hui,

il est envisageable d’adapter quasiment n’importe quelle technique de microscopie optique pour

étudier l’adhésion cellulaire. Ainsi, elle peut être mesurée de différentes manières, par exemple en

analysant la morphologie cellulaire, le pourcentage de cellules attachées sur le substrat, les distances

séparant la membrane cellulaire du substrat, ou bien encore les forces d’interaction cellule-substrat.

Certaines de ces techniques sont plus utilisées que d’autres, principalement pour des raisons de coût

et de rapidité de mesure ou de facilité d’installation. Cependant, les statistiques réalisées avec cer-

tains moteurs de recherche comme PubMed révèlent qu’au cours des dix dernières années la partie

consacrée aux études quantitatives de l’adhésion (recherche par mots clés "quantitative adhesion")

ne représente que 4% de la totalité des études effectuées dans ce domaine (mot clé "adhesion").

Ceci signifie qu’une grande majorité des études est toujours consacrée à l’analyse qualitative de ce

processus.

1.4.1 Techniques utilisant la microscopie optique

La première méthode proposée pour étudier l’adhésion reposait sur l’analyse des caractéristiques

morphologiques de la cellule par microscopie à contraste de phase. Elle permettait d’observer la

forme globale de la cellule, la taille présumée de la zone d’adhésion et la taille des prolongements

membranaires. Cette technique d’analyse, plutôt qualitative, a permis d’étudier pour la première

fois les changements morphologiques de la cellule au cours de son étalement à une surface [7] (figure

1.19).

Figure 1.19 – Adhésion de fibroblastes humains sur verre, réalisée par Taylor en 1961 [7]. Les

cellules ont été observées dans un milieu de culture en absence de SVF par microscopie à contraste

de phase. Les quatre images représentent les quatre phases d’adhésion respectives : l’attachement

de la cellule au substrat, la croissance de filopodes, le déploiement du cytoplasme et l’aplatissement

de la cellule (voir paragraphe 1.1).

Actuellement, on étudie les changements morphologiques des cellules ou leur migration par la

vidéomicroscopie. Pour observer aisément les contours des cellules, on utilise alors des outils de

microscopie optique : la microscopie à contraste de phase ou la microscopie DIC, comme dans la

figure 1.2. Ces outils offrent la possibilité d’observer simultanément une grande population de cellules

(quelques dizaines). On réalise alors des études de type "time-lapse", c’est-à-dire à différentes échelles
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du temps. Cette technique permet d’extraire des informations sur l’organisation d’une population

cellulaire, son évolution au cours du temps, ou bien encore de différencier les phénotypes présents

dans une population cellulaire [90], [37].

La vidéomicroscopie à contraste de phase permet d’observer des cultures cellulaires dans les

modèles bidimensionnels (2D) et tridimensionnels (3D), qui reproduisent au mieux les conditions

in vivo. Ces études 3D suscitent de plus en plus d’intérêt dans la communauté car elles reconsti-

tuent les vraies conditions physiologiques observées au sein d’un tissu. Les cellules immergées dans

une matrice 3D semblent montrer un comportement d’adhésion différent de celles sur système 2D.

Cependant, des études récentes, caractérisant l’adhésion cellulaire en 3D, ont mis en évidence des

résultats contradictoires, résumés dans l’article de revue d’Harunaga [91]. La première grande pro-

blématique posée est l’existence même de points d’adhésion focaux dans les matrices 3D [92]. Une

explication intéressante sur ce point a été proposée par Fraley et collaborateurs [93]. Ils suggèrent

que la présence ou l’absence de points d’adhésion focaux peut être liée aux différences de tension

et d’élasticité au sein de la matrice 3D. Il a été démontré que plus la distance entre la cellule et

le support augmente, plus les cellules ont tendance à perdre leurs connexions avec la MEC. Dans

une autre étude, lorsque les cellules sont déposées à la surface d’une matrice 3D (au lieu d’être im-

mergées à l’intérieur de la matrice), rien ne semble empêcher la formation de contacts focaux. Les

cellules adoptent le même comportement que celui prédit par les études 2D [94]. Il existe plusieurs

exemples dans la littérature où les études 3D ne sont pas particulierement différentes de celles en

2D.

Parmi les techniques de microscopie optique à contraste interférentiel, comme le DIC, la mi-

croscopie par réflexion à contraste interférentiel (RICM pour Reflection Interference Contrast Mi-

croscopy) est particulièrement bien adaptée à l’observation des cellules adhérentes (figure 1.20 B)

[95]. Cette technique a été développée par Sackmann [96] comme une amélioration de la microscopie

par réflexion interférentielle (IRM, pour Interference Reflection Microscopy). Il s’agit d’enregistrer

les interférences produites par les réflexions multiples entre les deux interfaces verre/eau et eau/-

membrane plasmique. Le contraste d’une image RICM est alors principalement lié à la distance

qui sépare la membrane de la surface (notée h(x) sur la figure 1.20 A). Cette technique est très

répandue pour observer l’étalement et l’adhésion d’objets biomimétiques, comme les vésicules lipi-

diques. Dans ce cas, il est possible de déterminer, avec une résolution nanométrique, la distance

h(x). En revanche, il est plus compliqué de calculer h(x) en présence de cellules vivantes [95]. En

effet, pour calculer h(x), il faut connaître très précisément l’indice de réfraction du cytoplasme au

voisinage de la membrane. Or, les différents éléments constituant le milieu intracellulaire ont des

indices de réfraction très variables rendant très hétérogène l’indice du cytoplasme. Néanmoins, la

mesure de h(x) peut être réalisée en utilisant une illumination à deux longueurs d’ondes [97]. Le

grand avantage de cette technique est son caractère non invasif pour les cellules car le RICM ne

nécessite aucun marquage fluorescent de la cellule.
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Figure1.20–(A)Schémaexpliquantleprinciped’uneformationdel’imageRICM.Lesrayons

incidentssontréfléchisàl’interfaceverre/eaueteau/membraneprovoquantl’apparitiondesinter-

férencesàlasurface.h(x)représenteladistancedeséparationentrelamembraneetlesubstrat.

(B)CellulesMDAMB231dansleurmilieudecultureà37°Csurunsubstratenverrerecouvertde

collagènedetypeI,observéesenmicroscopieRICM.Pluslesignalestsombre,pluslamembrane

estprochedelasurface.

Lamicroscopieàfluorescencepeutêtreégalementutiliséepourétudierl’adhésion.Pourcela,la

membraneplasmiquedoitêtremarquéeàl’aided’unesondefluorescente.Lamicroscopieconfocale,

parexemple,estutiliséepourlocaliseroucolocaliserlesdifférentesprotéinesmisesenjeudans

l’adhésion.Ellepermetdoncd’étudierl’organisationdesfilamentsd’actinetoutenlescolocalisant

simultanémentaveclesintégrines[98].Or,leprocessusd’adhésionnepeutêtreobservéefficacement

quesurlapartieventraledelacellule.Ainsiseulslesphénomènesseproduisantauniveaudel’in-

terfacecellule-substrat(autrementditceuximpliquésdansl’adhésion)serontobservablescommele

montrelafigure1.21C.Pourcela,lamicroscopieTIRF,pour"TotalInternalReflectionFluores-

cenceMicroscopy"estlaméthodelapluscourammentutilisée.Ellepermetdedétecterlesignalde

fluorescenceémisparlesmoléculessetrouvantàproximitédel’interface.Lorsquelefaisceaulaser

d’excitationesttotalementréfléchi,uneondeévanescenteestcrééeauniveaudel’interface.Cette

ondeévanescentesecaractériseparunefaibleprofondeurdepénétrationdanslemilieu,typiquement

surquelquescentainesdenanomètres.L’applicationduTIRFdansl’étudedel’adhésionrestela

plupartdutempsuneapprochepurementqualitative[3,99,100].Néanmoins,enenregistrantune

sériedeclichésàdifférentsanglesd’incidence,toussupérieursàl’anglecritique,ildevientpossible

dequantifierl’adhésion,commeproposéparLannietcollaborateurs[101].Cettetechniqueportele

nomdeVA-TIRF,pourvariableangleTIRF.Plustard,l’équipedeTruskey[102]aaméliorélatech-

niqueVA-TIRFdanslebutd’observerlesstadesprécocesd’attachementdescellulesendothéliales

surdessupportsenverre.
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Figure 1.21 – Adhésion d’une cellule MDA MB 231. Il s’agit de trois images de la même cellule

au cours de migration sur une couche de collagène de type I d’une épaisseur ∼ 40 nm, à 37°C et

observée à l’aide d’un objectif de grandissement 60x (ON=1.45), pour l’excitation laser à 488 nm.

La cellule a été marquée avec de la DiO (A) : image DIC, (B) : image en épi-illumination, (C) :

image en TIRF.

Les techniques de fluorescence apparaissent comme très intéressantes, car elles peuvent apporter

des informations complémentaires à l’étude de la morphologie en contraste de phase. La localisation

et la dynamique des protéines d’intérêt est également possible grâce à des techniques à haute

résolution comme la photo-activated localization microscopy (PALM) ou microscopie par localisation

photoactivée [28, 103] (figure 1.22 A). Elle a permis notamment la reconstruction de l’organisation du

complexe d’adhésion focale (figure 1.6). Il existe d’autres techniques de microscopie de fluorescence

à haute résolution permettant de réaliser l’imagerie des cellules vivantes comme la microscopie NEF

(pour Non radiative Excitation Fluorescence) [104, 105] (figure 1.22 B) ou encore la microscopie

STED (Stimulated-Emission-Depletion) (figure 1.22 C) [106]. La première repose sur un transfert

d’énergie non radiatif entre une molécule donneur d’énergie et un accepteur. Afin de visualiser

le processus d’adhésion, il est possible d’exciter un donneur déposé sur la surface, comme des

boites quantiques, qui excitera par transfert d’énergie les sondes fluorescentes incorporées dans la

membrane plasmique. On peut de ce fait observer uniquement les points de contact entre la cellule

et le substrat [105] et leur évolution dans le temps (figure 1.22 B). Grâce au STED, il est possible

d’étudier la diffusion des lipides dans la membrane ou la formation des nanodomaines [106]. Cette

technique, longtemps mal adaptée à l’étude des cellules vivantes [107], a été améliorée pour analyser

ces dernières grâce au raccourcissement du temps d’exposition des fluorophores et surtout en limitant

la puissance d’excitation laser.

La morphologie cellulaire peut être également étudiée par la microscopie électronique à balayage

(MEB). Les différentes étapes du processus d’adhésion peuvent alors être observées plus en détails

et apporter les informations complémentaires au schéma général comme le diamètre des filopodes

(entre 80 et 160 nm) et leur nombre (jusqu’à 135 par cellule) [108] (figure 1.23). La seule contrainte

de cette technique est son application sur les cellules fixées, c’est-à-dire mortes.
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Figure1.22– Microscopieàhauterésolution.(A) Marquagefluorescentdeintégrinesαvd’une

celluleU2OS,visualiséeàl’aideduPALM[28].(B)Localisationdeszonesdecontactavecla

surfacedanslecasd’unecelluleMCF7observéeparlamicroscopieNEFM[105].(C)L’imageriedes

intégrinesβ1visualiséesvialamicroscopieSTED[103].

Figure1.23–ExtensiondesfilopodesdanslescellulesWI-38observéesenmicroscopieélectronique

àbalayage.Cesimagesmontrentl’apparitiondefilopodessurunesurfacedeverre[108].

1.4.2 Mesuredelaforced’adhésion

Parmitouteslesméthodesdemesuredel’adhésion,laplusrépandueàl’heureactuelleestle

testderinçage("washingassay").Lescellulesensuspensionsontdéposéessurlesubstratd’intérêt

quirecouvrelefondd’uneplaquemultipuits.Letempsd’incubationpeutvarierde15minutesà

quelquesheures.Ensuite,lesubstratestrincéavecuntamponphysiologiqueafind’enlevertoutesles

cellulesnonadhérées.L’adhésionestalorsestiméeparunemesured’absorbanceaprèsunecoloration

descellules(cristalviolet).Lerésultatdel’expérienceestdonnésouslaformed’unpourcentagede

cellulesadhéréesparrapportaunombretotaldecellules.Pourvérifierlaspécificitéducomporte-

ment,lescellulessontégalementétudiéessurdessubstratspré-incubésavecdel’albumine[109]ou

delapoly-L-lysine.Letauxd’adhésionsurl’albuminedoitêtreprochede0etceluisurlapoly-L-

lysinedoittendrevers100%.L’adhésioncellulairepeutalorsêtreanalyséeaprèsexpositionàun



1.4 Etudes qualitatives de l’adhésion et la migration 43

médicament [5] ou encore sur des substrats recouverts de protéines de la MEC [110]. Les avantages

de cette technique sont nombreux : rapidité, faible coût, analyse à l’échelle d’une grande quantité

de cellules.

Une autre voie pour étudier l’adhésion cellulaire ammène à mesurer, à l’échelle de la cellule

unique, les forces exercées par la cellule sur le substrat, ou bien à exercer une force sur la cellule.

Ces analyses sont regroupées sous l’acronyme SCFS, pour "Single Cell Force Spectroscopy". On

peut citer à titre d’exemple celles utilisant la microfluidique, des micropipettes, des pinces optiques,

la microscopie à force atomique (AFM), ou bien des substrats structurés. Dans tous les cas, ces

méthodes utilisent la microscopie optique pour visualiser l’état d’adhésion de la cellule lors de la

mesure de la force.

Une méthode fréquemment utilisée pour tester l’adhésion cellulaire est la technique dite des

chambres à flux, comme celles développées en microfluidique (figure 1.24). La microfluidique peut

être appliquée pour observer les comportements contigus de l’adhésion comme le roulement des

cellules ou leur arrêt, le renforcement de l’adhésion, etc. [29, 111]. La microfluidique est égale-

ment largement utilisée pour mimer ces phénomènes cellulaires à l’aide des systèmes biomimétiques

(GUV) [112]. Pour observer la migration des cellules, la microfluidique est souvent couplée à la

vidéomicroscopie. L’équipe de Lu a étudié à l’aide de systèmes microfluidiques (figure 1.24) la dy-

namique de détachement cellulaire en appliquant différentes forces de cisaillement [113]. Grâce aux

petites dimensions du système, il est possible d’obtenir des forces de cisaillement très importantes

tout en préservant le flux laminaire. Le comportement adhésif des cellules, par exemple sur la fi-

bronectine, a été suivi au cours du temps. A la fin de l’expérience, le détachement cellulaire est

mesuré en déterminant le ratio de cellules adhérées par rapport au nombre total de cellules avant

l’application du flux. Cette technique est très intéressante pour mimer les conditions in vivo sous

flux, comme par exemple l’adhésion des cellules dans les vaisseaux sanguins [114].

Figure 1.24 – Adhésion de fibroblastes sur un substrat de fibronectine analysée grâce à l’application

d’un flux laminaire au sein d’un canal microfluidique [113].

La technique la plus ancienne utilise les micropipettes pour déformer la membrane. La micropi-
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pette en contact avec la cellule permet d’étendre ou de comprimer la cellule. Un substrat fonction-

nalisé, la plupart du temps une simple bille, est appliqué à la cellule afin de créer une interaction

membrane-substrat (figure 1.25). Les forces appliquées à la membrane induisent des petits déplace-

ments de la bille, proportionnels à la force. La plus petite intensité en terme de force pouvant être

détectée par le système développé par Evans [115] est de l’ordre de 10−2 pN, ce qui correspond à

un déplacement de la bille de seulement quelques nanomètres. La plus grande force mesurée à l’aide

de ce système est de ≈ 1 nN, typiquement égale à la force d’une liaison covalente. En modulant la

tension membranaire, il est également possible de mesurer les forces d’attraction ou de répulsion,

ou encore les forces d’adhésion spécifiques, par exemple en fonctionnalisant la bille avec un ligand

de la MEC.

Figure 1.25 – Mesure de la force de liaison cellule-ligand grâce à une micropipette. Les forces

appliquées à la membrane via la micropipette provoquent des petits déplacements de la bille [115].

La microscopie à force atomique (AFM) permet d’élargir à une échelle plus large la mesure des

forces d’adhésion, typiquement de 10pN à 1µN. Les avantages de l’AFM ont été récemment résumés

par Taubenberger [116]. Dans une première configuration, les cellules accrochées au cantilever sont

rapprochées progressivement vers une surface recouverte de composants de la MEC. Dans une

deuxième configuration les cellules sont déposées sur un substrat et la pointe AFM est fonctionnalisée

avec des protéines de la MEC. Le principe de la mesure est simple : la cellule est mise en contact avec

les composants de la MEC pendant un temps défini puis la pointe est rétractée. Il est ainsi possible

de mesurer la force d’adhésion membrane-matrice à partir des courbes d’approche/retrait de la

pointe AFM. L’AFM-SCFS permet d’examiner les types d’interaction cellule-matrice. La sensibilité

du système permet la caractérisation des liaisons ligand-récepteur entre les protéines de la MEC

et les récepteurs membranaires. On peut citer les exemples de l’interaction fibronectine-intégrine

[117] (20 pN et 70 pN respectivement lors d’un détachement lent et rapide) ou de l’interaction

collagène–intégrine [31] (de l’ordre de 47 pN), mesurées à l’échelle d’une liaison unique. La formation

de plaques d’adhésion focales est à l’origine de force beaucoup plus importante, typiquement de

l’ordre de quelques dizaines de nN. Cette technique combinée à la microscopie optique permet

également d’observer la taille de la zone d’adhésion ou la répartition des points d’adhésion. A l’aide
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de cette technique, on peut donc quantifier l’adhésion et comprendre comment la composition et

la topographie de la surface affectent l’adhésion des cellules. L’inconvénient de l’AFM réside dans

le fait que l’adhésion ne peut être mesurée qu’à l’échelle de quelques minutes. Au delà, les forces

d’adhésion deviennent trop importantes et le détachement provoque la destruction de la cellule.

Une méthode plus polyvalente dans le domaine des SCFS est la technique des pinces optiques.

Cette dernière utilise un ou plusieurs faisceaux laser pour immobiliser et déplacer des particules

diélectriques, d’une taille de 0,1 µm à plusieurs microns, voire des cellules vivantes ou des vésicules.

Les forces externes appliquées latéralement sur la particule peuvent être évaluées grâce à la mesure

de la déflection angulaire du faisceau laser qui permet de piéger la particule [118]. Cette déflection

laser se mesure à l’aide d’un photodétecteur et est convertie en valeur de force. Le déplacement de

la particule est directement proportionnel à la force appliquée. A l’aide de pinces optiques, Litvinov

a développé un système pour déterminer la force de liaison entre un ligand (le fibrinogène) et son

récepteur (l’intégrine) d’abord dans un modèle de protéines purifiées puis à la surface d’une cellule

vivante [119]. Pour mesurer cette force, une petite bille de latex fonctionnalisée en surface avec du

fibrinogène, a été piégée par les pinces optiques. La bille a été rapprochée et éloignée d’un support

recouvert d’intégrines, par la pince optique (figure 1.26). Grâce à cette méthode, il a pu démontrer

que les intégrines des plaquettes possèdent un seul état d’activation et que leur stimulation augmente

la probabilité de la liaison ligand-récepteur, sans affecter la force d’interaction.

Figure 1.26 – Mesure d’une force d’interaction ligand-récepteur (intégrine à la surface de la mem-

brane plasmique et le fibrinogène sur une bille) à l’aide de pinces optiques. (A) Schéma d’interaction

entre l’intégrine à la surface de la membrane plasmique et le fibrinogène fonctionnalisé sur une bille

de latex. (B) Image représentant cette interaction en microscopie MEB, issue de la référence [119].

Les techniques d’AFM et de pinces optiques, malgré leurs différences méthodologiques, partagent

quelques points communs : l’environnement de travail doit être extrêmement stable pour ne pas

influencer les mesures ; les variations de température faussent les données (de plusieurs centaines de

nanomètres) ; les vibrations mécaniques et les bruits acoustiques ou électriques affectent la mesure.

Ainsi, ces manipulations nécessitent une stabilisation de la température et une isolation acoustique.

La mesure des forces peut être également réalisée à l’aide de surfaces élastiques microstructu-
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rées (micropattern) [120, 121, 122]. En effet, la distribution des forces et la géométrie de la MEC

affectent l’organisation et le comportement cellulaire. Afin de contrôler certains paramètres du

microenvironnement, comme sa rigidité et sa topographie, Tseng et collaborateurs ont développé

différents environnements de type "micropattern" [122]. Ces systèmes ont le pouvoir d’orienter les

forces d’adhésion exercées par les cellules sur son environnement. Ainsi, ces micropatterns peuvent

être utilisés pour mesurer les forces de traction induites par les contractions du cytosquelette. Cette

méthode permet par exemple d’évaluer des caractéristiques adhésives des cellules tumorales.



Chapitre 2

Fluorescence et réflexion totale interne

La microscopie de fluorescence repose sur l’utilisation de substances fluorescentes (typiquement

des molécules organiques) pour observer et étudier la matière. La fluorescence est un phénomène

d’émission de lumière très rapide, isotrope (i.e. sans direction privilégiée), que certaines substances

(molécules, cristaux) acquièrent lorsqu’elles sont soumises à l’action d’un rayonnement lumineux.

La longueur d’onde d’émission est caractéristique de la substance et elle est différente de celle de la

radiation d’excitation.

2.1 Fluorescence

2.1.1 Etats électroniques d’une molécule fluorescente

Les molécules qui ont la capacité d’émettre de la lumière, suite à une excitation lumineuse, sont

appelées des fluorophores. Cette appellation est généralement attitrée aux molécules organiques,

alors que le terme luminophore est plutôt réservé aux cristaux, comme les boîtes quantiques. Les

propriétés d’absorption et d’émission d’un fluorophore dépendent de ses électrons π. Une descrip-

tion des niveaux énergétiques d’une molécule fluorescente est donnée sur la figure 2.1. Ce modèle

simplifié, imaginé par Alexander Jablonski en 1933 [123], se compose de trois niveaux d’énergie

électronique. S0 désigne l’état fondamental et S1 et T1 les états excités. S0 et S1 sont appelés des

états "singulets" et T1 un état "triplet". Ces appellations sont issues de la physique quantique et

représentent la multiplicité de spin Ms=2s+1 avec s la résultante des spins électroniques (s=
∑
si,

si=±1
2). Considérant le cas simple d’une molécule à deux électrons π, comme illustré sur la figure

2.1, lorsque les électrons sont de spins opposés (↑ ↓), l’état est singulet (s=0, Ms=1). Lorsque les

spins sont parallèles (↑ ↑), on parle d’état triplet (s=1, Ms=3).

47
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Figure 2.1 – Diagramme de Jablonski d’un système à trois états électroniques : S0, S1 et T1.

La lettre S représente les états singulets et la lettre T l’état triplet. Les indices 0 et 1 désignent

respectivement l’état fondamental et l’état excité. Chaque état électronique possède des sous-niveaux

d’énergie vibrationnelle (représentés par des traits horizontaux). CI et CSI signifient respectivement

conversion interne et couplage intersystème.

Figure 2.2 – Exemple d’illustration du déplacement de Stokes pour le spectre d’émission de fluo-

rescence de la DiO au sein d’une bicouche lipidique. Les maximums d’absorption (tracé bleu) et

de l’émission (tracé rouge) sont respectivement situés à 484 et 501 nm. Le déplacement de Stokes

est indiqué par la flèche horizontale et mesure ∼ 15 nm. L’image est extraite du site de Molecular

Probes.
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Le cycle d’absorption-émission peut alors être décrit sur ce diagramme (figure 2.1) par l’ab-

sorption de photons suivant la transition S0 → S1, suivie de l’émission spontanée de photons par

désexcitation vers l’état fondamental S0. Au cours de ce cycle, une petite partie de l’énergie est

inévitablement perdue via des relaxations vibrationnelles (figure 2.1, lignes horizontales). Ainsi,

l’énergie du photon émis est toujours plus faible que l’énergie du photon absorbé. Ceci engendre un

déplacement vers le rouge du spectre d’émission, c’est-à-dire vers des longueurs d’onde supérieures

à celles du spectre d’absorption (figure 2.2). On parle de déplacement de Stokes ("Stokes shift")

[124].

2.1.2 Dynamique intramoléculaire

Les probabilités de transition entre les différents états électroniques sont notées k et exprimées

en s−1. La probabilité qu’un photon soit absorbé suivant la transition S0 → S1 est défini comme :

kabs = σabs(λ)
I(λ)
hc
λ

(2.1)

σabs(λ) est la section efficace d’absorption (en cm2) à la longueur d’onde λ, I l’intensité de l’ex-

citation lumineuse (en W/cm2) et hc
λ représente l’énergie (en J) du photon absorbé. Dans l’approxi-

mation dipolaire électrique, on peut considérer les molécules comme des petits dipôles ponctuels.

Dans ces conditions, la section efficace d’absorption est :

σabs ∝ |〈φS0 |
−→µ01 ·

−→
E |φS1〉|2 (2.2)

où −→µ01 est le moment dipolaire de la transition S0 → S1 et
−→
E le champ électrique de l’onde

excitatrice. Il apparaît donc important de contrôler la polarisation de l’excitation lumineuse afin

d’optimiser l’absorption. Ce point est particulièrement important lorsqu’on utilise des molécules

fluorescentes pour marquer la membrane plasmique des cellules (voir paragraphe 2.1.3).

Lorsque la molécule a absorbé un photon, il existe plusieurs voies de relaxation vers l’état

fondamental. Une seule est radiative. Cette dernière correspond au processus de fluorescence. La

probabilité associée à cette relaxation radiative de S1 vers S0 est notée kr est vaut typiquement

108-109s−1. Cependant, les molécules peuvent revenir à l’état fondamental par d’autres voies de

relaxation non radiative. Il peut s’agir d’une recombinaison directe de S1 vers S0 par conversion

interne (CI) ou alors de S1 vers T1 par un couplage intersystème (CIS). La conversion interne est

souvent associée à des changements de conformation de la molécule et kCI vaut typiquement 107-

1010 s−1. Dans le cas du CIS, les molécules se relaxent vers S0 via l’état triplet T1. Cette transition

S1 → T1 → S0 est qualifiée d’interdite car elle correspond à un changement d’état de spin. La

probabilité de cette transition est donc faible. Elle est de l’ordre de kCSI ∼105-106 s−1. La transition

T1 → S0 est généralement non radiative et sa probabilité vaut typiquement kT∼105-106 s−1. En
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conséquence, lorsque les molécules passent dans l’état triplet, elles vont se trouver "piégées" un long

moment dans cet état. L’inconvénient est que les molécules dans cet état T1 peuvent facilement

réagir avec l’oxygène ambiant et ainsi subir des réactions photochimiques irréversibles à l’origine

du phénomène de photoblanchiment. Le rendement quantique donne la probabilité d’émission d’un

photon de fluorescence par rapport à tous les processus de relaxation (radiatif et non radiatif) depuis

S1. Le rendement quantique est noté φ et vaut :

φ =
kr

kr + knr
(2.3)

où knr répresente la probabilité associée à l’ensemble des processus de relaxation non radiatifs

depuis S1 :

knr = kCI + kCIS (2.4)

Evidement, on privilégiera en microscopie de fluorescence des fluorophores à rendement quan-

tique le plus grand possible, idéalement proche de 1, comme la rhodamine 6G (φ=0.95). On peut

définir une section efficace de fluorescence σfluo comme le produit de la section efficace d’absorption

par le rendement quantique :

σfluo = φσabs (2.5)

Après avoir absorbé un photon, la molécule restera dans son état excité S1 un laps de temps

très court, appelé la durée de vie τ . τ vaut typiquement quelques nanosecondes et est donné par :

τ =
1

kr + knr
=

1

kr + kCI + kCIS
(2.6)

La durée de vie est fortement dépendante de l’environnement immédiat de la molécule. La

microscopie résolue en temps comme le FLIM (Fluorescence Lifetime Imaging Microscopy) étudie

les interactions moléculaires entre les fluorophores et leur environnement à travers la mesure de τ

[125]. Le signal de fluorescence émis par une molécule individuelle peut donc s’écrire (en nombre

des coups par seconde) :

fs = ηdσabsφ
I
hc
λ

= ηdσfluo
I
hc
λ

(2.7)

ηd représente l’efficacité de détection de toute la chaîne optique. Ce terme tient compte des

pertes au niveau de la traversée des différents composants optiques comme l’objectif, la lentille de

tube, les filtres dichroïques, etc. ηd tient compte également de l’efficacité quantique de détection

de la caméra utilisée pour imager l’échantillon. L’émission de fluorescence étant isotrope, il faut

aussi comptabiliser dans ηd la proportion de signal collecté au regard du signal total émis par une

molécule (ce point sera détaillé dans le paragraphe 2.2).

En résumé, les caractéristiques essentielles d’un fluorophore sont sa section efficace d’absorption

qui vaut typiquement ∼ 10−16 cm2, son rendement quantique φ, et sa durée de vie τ qui est de

l’ordre de la ns.
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2.1.3 Sondes membranaires

Les marqueurs fluorescents employés en biologie cellulaire peuvent être divisés en deux groupes :

la fluorescence est intrinsèque ou extrinsèque. De nombreuses molécules présentes naturellement

dans les cellules sont dotées d’une fluorescence intrinsèque, on parle aussi d’autofluorescence. Il s’agit

principalement des coenzymes nicotinamides (NAD+, NADP+) et la flavine (FAD), qui interagissent

avec des protéines membranaires ou intracellulaires. Afin de contrôler le marquage au mieux et

d’obtenir une fluorescence homogène de la membrane, une autre alternative s’offre à nous en ajoutant

des molécules de synthèse dont les caractéristiques d’émission de fluorescence sont bien meilleures

que les molécules autofluorescentes : σabs élevée, φ & 0.5 et grande photostabilité (la photostabilité

correspond au nombre de cycles absorption-émission que peut subir une molécule fluorescente avant

d’être photo-dégradée). Ces molécules de synthèse possèdent souvent des cycles aromatiques avec

les doubles liaisons conjuguées ce qui permet une délocalisation facile des électrons π.

Les molécules fluorescentes utilisées pour marquer la membrane plasmique sont typiquement

des molécules amphiphiles, tout comme les phospholipides. Ces sondes sont synthétisées pour mi-

mer la structure des phospholipides afin de pouvoir s’insérer spontanément dans les bicouches lipi-

diques. Dans le cadre de ma thèse, j’ai utilisé fréquemment la DiO (3,3’-Dioctadecyloxacarbocyanine

Perchlorate) et la DiA ((4-(4-(Dihexadecylamino)styryl)-N-Methylpyridinium Iodide) (Molecular

Probes, D275 et D3883 respectivement). Le groupement à l’origine de la fluorescence de ces sondes

appartient à la famille des carbocyanines. La structure générale de ces deux molécules est présentée

dans la figure 2.3 A1 et A2. Dans le cas de la DiO, le fluorophore est composé d’une paire de cycles

aromatiques liés par une courte chaîne de trois carbones. La longueur de cette chaîne et la présence

d’oxygène sur les cycles déterminent les propriétés d’absorption et d’émission de cette molécule.

Afin qu’elle puisse s’insérer dans la membrane, deux longues chaînes carbonées sont greffées aux

groupements amines du fluorophore (figure 2.3 A1). Ainsi, la partie aromatique de la molécule reste

en contact avec l’eau, pendant que les chaînes carbonées hydrophobes s’insèrent dans la bicouche

lipidique, comme illustré dans la figure 2.3 B1. La deuxième sonde (DiA) possède également deux

cycles aromatiques, reliés par deux carbones. De façon similaire à la DiO, une longue chaîne d’acides

gras est attachée au cycle par une fonction amine (figure 2.3 A2). La présence d’une seule chaîne

carbonée fait que la DiA s’organise différemment dans la membrane, figure 2.3 B2. La DiA et la

DiO sont fréquemment utilisées dans les études de fluidité membranaire [57, 58, 126]. Ces études

indiquent que ces molécules diffusent relativement rapidement dans la bicouche avec un coefficient

de diffusion de l’ordre de 1 µm2/s. Elles permettent un marquage spécifique de la membrane plas-

mique car elles possèdent une plus grande affinité pour la membrane plasmique que pour les autres

membranes des compartiments internes. Certains protocoles de marquage permettent d’obtenir une

fluorescence très homogène de toute la surface de la membrane, évitant l’internalisation de la sonde

et la perturbation des conditions physiologiques des cellules. Ces deux molécules fluorescentes sont

peu solubles dans l’eau. Les maxima d’absorption et l’émission de la DiO mesurés dans une bicouche

lipidique sont 484 et 501 nm respectivement (figure 2.3 C1). Les pics d’absorption et l’émission de
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laDiAmesurésdanslesmêmesconditionssontautourde460et580nm(figure2.3C2).Lespectre

d’émissiondelaDiAesttrèslargecequipermetsadétectionsurunelargegammespectrale.Ces

deuxmoléculespossèdentunbonrendementquantiqueetleurduréedeviedansdesmembranes

estdel’ordre∼1ns.Deplus,ellessontpeusensiblesauphotoblanchiment.

Figure2.3–Marqueursfluorescentsmembranaires:(A)représentationdesstructureschimiques

desondesDiO(A1)etDiA(A2).(B)Positionnementdessondesauseind’unebicouchephospho-

lipidique.(C)Spectred’absorption(enbleu)etd’émission(enrouge)delaDiOetlaDiA.Dans

lecasdelaDiO,lesmaximumsd’absorptionetd’émissionsontrespectivementsituésà484et501

nm;danslecasdelaDiAilssontde460et580nm.LesimagesA1,A2etC1,C2sontextraitesdu

sitedeMolecularProbes.

LafaçondontlesmoléculestelleslaDiAetlaDiOvonts’insérerdanslamembranevainfluencer

notablementlaprobabilitéd’absorptionkabset,parconséquence,agirsurlesignaldefluorescence

(voirl’équation2.2).Eneffet,σabsd’unfluorophoredépendduproduitscalaire
−→µ01·

−→
E.Lesignal

defluorescenceenregistrépourlaDiOetlaDiAvadoncvarieraveclapolarisationdel’excitation

laser.L’orientationdumoment−→µ01pourcesdeuxmoléculesestdonnéedanslafigure2.3.Dansle

casdelaDiO,cemomentdipolairedetransitionestparallèleauplandelamembrane(figure2.3

B1)[127,128].DanslecasdelaDiA,ilestperpendiculaireauplandelamembrane(figure2.3

B2)[128].L’émissiond’unfluorophoreestoptimalelorsquelapolarisationdelalumièreexcitatrice

(i.e.
−→
E)estparallèleaudipôledetransition−→µ01.Ceciaétévérifiéexpérimentalementgrâceàdes

mesuresd’intensitédefluorescenceenutilisantcesdeuxsondesetenchangeantl’étatdepolarisation

dufaisceaulaserd’excitation.Ainsi,ilapparaîtsurlafigure2.4quelafluorescencedelaDiOest

maximalelorsque
−→
E estparallèleàlasurface(enpolarisations,transverseélectrique,figure2.4

C1),alorsquepourlaDiAc’estl’inverse.Eneffet,pourcettedernière,lafluorescenceestmaximale

lorsque
−→
Eestperpendiculaireàl’interface(enpolarisationp,transversemagnétique,figure2.4C2).

Lerapportdusignaldefluorescencemoyenenpolarisations fs parrapportàceluienpolarisation
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p 〈fp〉 vaut 〈fs〉/〈fp〉=0.7 pour la DiA et 1.3 pour la DiO. Ce résultat est tout à fait attendu compte

tenu de l’orientation du dipôle de transition −→µ01. Le signal de fluorescence pour chaque condition

de la figure 2.4 après la soustraction du bruit de fond, ainsi que le signal moyen 〈f 〉, sont résumés

dans le tableau 2.1.

TABLEAU 2.1 – Tableau récapitulatif du signal d’émission des sondes en polarisation "s" et "p". N représente
nombre des cellules.

sonde 〈fpols〉/〈fpolp〉 σ N

DiO 1.3 0.1 4

DiA 0.7 0.1 3

Un changement du pH peut avoir pour conséquence la protonation ou la déprotonation des

groupes fonctionnels présents sur des nombreux fluorophores, provoquant ainsi des modifications du

rendement quantique, de la section efficace d’absorption et des profils des spectres d’absorption et/ou

d’émission. Par exemple, le maximum d’absorption de la fluorescéine est décalé d’une cinquantaine

de nanomètres selon la charge de la molécule en solution (à pH ∼2 sous la forme de cations et à pH∼6
sous la forme de di-anion) [129]. Les fluorophores destinés à l’imagerie des systèmes vivants sont

conçus pour fonctionner à pH physiologique (∼ 7-7.5). Dans le cas de la DiO, son cycle aromatique

oxazole (figure 2.3 A1) est protoné à des pH > 1 (pKa ∼ 0.8), ce qui empêche toute modification de

ses propriétés. De plus, lorsqu’on ajoute dans la solution des molécules ou des ions capables de former

des complexes avec le fluorophore, ceci peut provoquer une inhibition du processus de fluorescence.

Ces molécules ou ions jouent alors le rôle de "quenchers" (atténuateurs) de la fluorescence. Par

exemple, il est possible de diminuer le rendement quantique et la durée de vie de la fluorescéine par

adjonction dans le milieu d’un "quencher" tel que l’oxygène [130]. De façon analogue, l’augmentation

de la concentration d’un fluorophore ne permet pas d’augmenter indéfiniment le signal fluorescent

à cause des interactions mutuelles entre les molécules fluorescentes (on parle de "self-quenching").

Au cours de ma thèse, j’ai utilisé d’autres marqueurs membranaires, comme des fluorophores

conjugués avec des phospholipides. J’ai employé ce type de marqueur pour les mesures d’adhésion

de vésicules géantes fluorescentes. Le fluorophore ATTO 488 (ATTO-TEC, AD 488-161) a été greffé

au niveau de la tête polaire du phospholipide DOPE, figure 2.5 A. Le maximum d’absorption de

l’ATTO 488, greffé à son phospholipide est situé à 507 nm. Le maximum d’émission est à 534 nm

(figure 2.5 B). La charge de l’ATTO 488 à pH physiologique est de -1 (figure 2.5 A) ce qui veut

dire que la membrane d’une vésicule marquée avec de l’ATTO 488, à pH légèrement acide, aura une

charge effective négative.
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Figure2.4–Intensitédefluorescenceenfonctiondel’étatdelapolarisationdufaisceaulaser

d’excitationenmodeTIRF(i.e.réflexiontotaleinterne).Lapolarisations(A1etB1)correspond

àEparallèleàl’interfaceetp(A2etB2)lorsqueEestperpendiculaireàl’interface.Ils’agitde

cellulesMCF7enadhésionsurunelamelledeverreà37°C.Ellesontétémarquéesaveclesdeux

sondesmembranaireslaDiO(A1etA2)etlaDiA(B1etB2).Lafluorescenceaétécollectéeà

l’aided’unobjectifx60(ON=1.45)avecuneexcitationlaseràλ=488nm(tacquis=50msetPlaser=

5 W/cm2).
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Figure 2.5 – (A) Structure de l’ATTO 488 conjuguée au phospholipide DOPE. (B) Spectre d’ab-

sorption et fluorescence de la molécule DOPE-ATTO 488 dans l’éthanol. Le maximum d’absorption

est à 507 nm et le maximum d’émission à 534 nm. Les images sont extraites du site d’ATTO-TEC.

2.1.4 Nanocristaux semi-conducteurs (Quantum dots)

Les luminophores inorganiques, comme les nanocristaux semi-conducteurs, présentent une alter-

native intéressante pour les expériences qui nécessitent des temps d’exposition longs. En effet ces

derniers sont beaucoup plus photostables que les sondes organiques. Les boîtes quantiques, appelées

également Quantum Dots (QDots), sont des cristaux de forme sphérique et de dimensions nanomé-

triques (∼ 5-10 nm). Ils sont très souvent composés de deux parties : un cœur constitué d’un premier

matériau semi-conducteur, protégé par une fine coquille d’un second matériau semi-conducteur. En

plus de leur grande résistance au photoblanchiment, ils possèdent un très large spectre d’absorption,

permettant l’excitation à différentes longueurs d’ondes. Le spectre d’émission est quant à lui très

étroit (figure 2.6). Ces sondes posent cependant certains problèmes pour les applications dans les

systèmes vivants : leur toxicité par exemple limite leur utilisation dans les cellules vivantes [131]. Ce

problème peut être contourné en fonctionnalisant la surface des Quantum Dots avec des ligands. Ce-

pendant, cela augmente considérablement leur taille jusqu’à ∼20 nm, compromettant ainsi certaines

applications. Malgré tout, ils s’adaptent très bien à d’autres applications biologiques, notamment

en microscopie NEFM, où ils forment une surface biocompatible [105]. Ainsi, nous avons exploité

le potentiel des boîtes quantiques, immobilisées dans une couche de PMMA (polyméthacrylate de

méthyle), lors de l’étape de calibration de notre montage expérimental. Les étapes de fonctionna-

lisation des surfaces avec les Quantum Dots "Fort Orange" et la calibration du montage seront

détaillées dans le prochain chapitre. Les boîtes quantiques que j’ai utilisées se composent d’un cœur

de cadmium-sélénium (CdSe) et d’une coquille de zinc-soufre (ZnS) (Evident Technologies). Cette

structure cœur-coquille est présentée sur la figure 2.6 A. Elles ont un diamètre total d’environ 9
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nm,sil’ontientcomptedelacouchedeligandsdesurfacedestinéeàempêcherl’aggrégationdes

nanocristauxensolution.Leurmaximumd’émissiondanslePMMAestsituévers600nm,avecune

largeuràmi-hauteurinférieureà30nm(figure2.6B).Enfin,leurrendementquantiqueesttrès

prochede1danslePMMA[132].

Figure2.6–Boîtequantique"FortOrange"(EvidentTechnologies).(A)Schémadelastructure

cœur-coquilled’unnanocristalcomposéed’uncœurenCdSeetd’unecoquilleenZnS.(B)Spectres

d’absorptionetd’émissiondesboîtesquantiques"FortOrange".Lespectred’absorptionaété

enregistrédansletoluèneetlespectred’émissionaété mesurésurunecouchedesQDotsen

PMMA.

2.2 Propriétésdel’émissiond’une moléculeàproximitéd’unein-

terface

L’objectifdemathèseaétédemettreenplaceunoutildemicroscopieoptiquepermettantde

mesurerladistancequiséparelamembraneplasmiquedelasurface.Or,commejevaislemontrer

dansceparagraphe,lesignaldefluorescenceémisparunemoléculeestfortementmodifiésila

distancezquilaséparedelasurfaceest λ.Ilestpossibled’évaluerlesmodificationsinduites

parladistancez,encalculantlapuissancerayonnéeparunemoléculefluorescente,autrementdit

ladistributionangulairedelalumièreémiseparlamolécule.Onparleégalementdediagrammede

rayonnement.Pourcefaire,jemesuisinspiréedestravauxde W.Lukoszquidatentdelafindes

années70[133,134,135].

Lesmoléculesfluorescentescontenuesdanslamembraneplasmiquepeuventêtreapproximées

parunensemblededipôlesoscillants.Onpeutalorsconsidérerdeuxcas:lesdipôlessontorientés

perpendiculairementàlamembraneetdoncàl’interface(commedanslecasdelaDiA)ouparal-
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lèlement à l’interface (comme pour la DiO). L’interface en question sépare les deux milieux : l’eau

d’indice n1=1.33 et le verre d’indice n2=1.53 (n = n2/n1 > 1). Les dipôles D (i.e. les molécules

fluorescentes) sont situés dans le milieu 1 (i.e. dans l’eau) comme schématisé sur la figure 2.7. Un

dipôle oscillant situé à une certaine distance z de l’interface émet une onde électromagnétique dont

les caractéristiques dépendent principalement de l’orientation de ce dernièr. Pour calculer la puis-

sance rayonnée dans les deux milieux d’indice n1 et n2, il est indispensable de tenir compte de la

transmission et de la réflexion de l’onde émise par le dipôle au niveau de l’interface verre/eau. Dans

le milieu 2 (verre), la puissance rayonnée correspond au produit de puissance émise dans l’eau par le

coefficient de transmission (onde It sur la figure 2.7). Dans le milieu 1 (eau), cette puissance rayon-

née correspond aux interférences entre l’onde (I) émise par le dipôle et celle réfléchie sur l’interface

(Ir sur la figure 2.7).

Figure 2.7 – (A) Représentation 2D des données du problème pour un dipôle D situé dans le milieu

d’indice n1. Le signal est collecté par un objectif d’ouverture numérique ON situé dans le milieu

d’indice n2. α1 est l’angle d’incidence sur l’interface dans le milieu n1 et α2 est un angle d’incidence

dans le milieu n2. αmax2 correspond à l’angle maximal obtenu avec l’objectif d’ON=1.45. (B) Zoom

sur le dipôle D. I, Ir et It sont respectivement les rayons émis par le dipôle dans le milieu 1, réfléchis

sur l’interface dans le milieu 1 et transmis dans le milieu 2.

2.2.1 Cas d’un ensemble de dipôles, perpendiculaires à l’interface

On considère ici un ensemble de dipôles, tous identiques, situés à une distance z de l’interface et

tous perpendiculaires à cette dernière (figure 2.8 A). Concernant la transmission de l’onde dans le

milieu 2, l’expression de la puissance rayonnée P⊥(α2) est donnée par deux équations, l’une valable

pour 06α26α2c et l’autre pour α2c6α26π
2 ; α2c est l’angle critique qui vaut α2c=Arcsin 1

n avec
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n=n2
n1

:

P⊥(α2) =
3

8π
n5 sin2 2α2

(n
√

1− n2 sin2 α2 + cosα2)2
pour 0 6 α2 6 α2c (2.8)

après l’angle critique α2c, on entre dans le domaine "évanescent" et P⊥(α2) vaut :

P⊥(α2, z) =
3

8π
n5 sin2 2α2

sin2 α2(n4 − 1) + 1− n2
e−

4π
λ

(
√
n2 sin2 α2−1)z pourα2c 6 α2 6

π

2
(2.9)

Le facteur 3/8π dans les deux équations est un facteur de normalisation. Ces équations per-

mettent de calculer la puissance rayonnée par cet ensemble de dipôles perpendiculaires, quelle que

soit la distance z, tant que z.λ.

Figure 2.8 – Illustration du positionnement d’un dipôle par rapport à l’interface : (A) un dipôle

perpendiculaire et (B) des dipôles parallèles à l’interface, orientés selon l’axe x ou y.

Dans le milieu 1, la puissance rayonnée par les dipôles résulte des interférences de deux ondes (I

et Ir). La puissance P⊥(α1) est là encore donnée par deux équations, la première pour 06α16α1B

et la deuxième pour α1>α1B ; α1B étant l’angle de Brewster (α1B=Arctgn=Arctg n2
n1
) :

P⊥(α1, z) =
3

8π
sin2 α1

[
1 + (rp)

2 + 2rp cos

(
4π

λ
z cosα1

)]
pour 0 6 α1 ≤ α1B (2.10)

avec le coefficient rp qui vaut :

rp =
n cosα1 − cosα2

n cosα1 + cosα2
> 0 (2.11)

P⊥(α1, z) =
3

8π
sin2 α1

[
1 + (r′p)

2 − 2r′p cos

(
4π

λ
z cosα1

)]
pourα1B 6 α1 6

π

2
(2.12)

avec le coefficient r′p qui vaut :

r′p =
cosα2 − n cosα1

n cosα1 + cosα2
> 0 (2.13)

L’angle de Brewster est celui pour lequel l’onde réfléchie est nulle, c’est à dire rp=0 et r′p=0.
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2.2.2 Cas d’un ensemble de dipôles orientés aléatoirement, parallèlement à l’in-
terface

De la même façon, nous pouvons calculer la puissance rayonnée par un ensemble de dipôles,

tous parallèles à l’interface, mais orientés aléatoirement suivant (x,y). Tous ces dipôles sont donc

compris dans un même plan situé à une distance z de l’interface. L’expression de la puissance

rayonnée P‖(α2) dans le milieu 2 se décompose en deux équations :

pour 0 6 α2 6 α2c :

P‖(α2) =
3

4π
n3 cos2 α2

[
1− n2 sin2 α2

(n
√

1− n2 sin2 α2 + cosα2)2
+

1

(
√

1− n2 sin2 α2 + n cosα2)2

]
(2.14)

et pourα2c 6 α2 6
π

2
:

P‖(α2, z) =
3

4π

n3

n2 − 1
cos2 α2 e

− 4π
λ
z
√
n2 sin2 α2−1

[
1 +

n2 sin2 α2 − 1

(n2 + 1) sin2 α2 − 1

]
(2.15)

Dans le milieu 1, l’expression de P‖(α1) est donnée par :

pour 0 6 α1 ≤ α1B :

P‖(α1, z) =
3

16π

[
1 + (r′s)

2 − 2(r′s) cos(
4π

λ
cosα1 z)] + cos2 α1[1 + (rp)

2 − 2rp cos(
4π

λ
cosα1z)

]
(2.16)

avec les coefficients de réflexion r′s et rp qui valent :

r′s =
n cosα2 − cosα1

cosα1 + n cosα2
> 0 (2.17)

et

rp =
n cosα1 − cosα2

n cosα1 + cosα2
> 0 (2.18)

et pourα1B 6 α1 6
π

2
:

P‖(α1, z) =
3

16π

[
1 + (r′s)

2 − 2(r′s) cos(
4π

λ
cosα1 z)] + cos2 α1[1 + (r′p)

2 + 2r′p cos(
4π

λ
cosα1 z)

]
(2.19)

avec le coefficient de réflexion r′p qui vaut :

r′p =
cosα2 − n cosα1

n cosα1 + cosα2
> 0 (2.20)
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Figure 2.9 – Diagrammes de rayonnement pour un ensemble de dipôles perpendiculaires (A) et

un ensemble de dipôles orientés aléatoirement, parallèlement (B) à l’interface. Trois tracés sont

superposées sur chaque diagramme : z=0 (pointillé rouge), z=λ/4 (courbe verte) et z=λ (courbe

noire).

2.2.3 Diagrammes de rayonnement

Les équations qui donnent P⊥ et P‖ permettent de tracer les diagrammes de rayonnement pour

deux ensembles de molécules. La figure 2.9 présente les diagrammes de rayonnement en coordonnées

polaires pour un ensemble de dipôles perpendiculaires (figure 2.9 A), modélisé à partir des équations

2.14-2.17, et un ensemble de dipôles orientés aléatoirement, parallèlement à l’interface (figure 2.9 B),

modélisé à partir des équations 2.18-2.21. Trois situations sont représentées sur chaque diagramme :

pour z=0, z=λ/4 et z=λ. Les deux diagrammes présentés sur la figure 2.9 sont invariants par rotation

autour de l’axe 0-z. Les diagrammes de rayonnement des dipôles perpendiculaires et parallèles sont

complètement différents et varient notablement avec la distance z qui sépare les dipôles de l’interface.

On remarque que l’émission des dipôles est majoritaire dans le milieu 2 (verre). De plus, les dipôles

localisés très proche de l’interface (z≈0) émettent quasiment la totalité de la puissance dans le milieu

d’indice élevé (c’est à dire le substrat en verre). Cet effet est fortement accentué par la contribution

de l’onde évanescente (quand α2>α2c). Lorsqu’on s’éloigne de l’interface (z>λ), cette contribution,

due aux ondes évanescentes, diminue rapidement en faveur de l’émission dans le milieu 1 (eau).

2.2.4 Signal collecté par l’objectif

L’objectif qui collecte le signal de fluorescence est placé du côté du milieu d’indice n2. Il s’agit

d’un objectif à immersion à huile. La figure 2.9 montre qu’il est important de disposer d’un objectif

de grande ON, afin de collecter un maximum de puissance dans le milieu 2. Notamment dans le

cas d’un dipôle perpendiculaire, où l’émission est concentrée dans la direction de l’angle critique
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qu’un objectif de faible ouverture numérique (ON<1) ne permettrait pas de collecter. On peut

définir une efficacité de collection ε liée à l’ouverture numérique de l’objectif. ε correspond alors à la

probabilité de détecter un photon dans l’angle solide défini par l’ouverture numérique de l’objectif

(αmax2 =arcsinON
n2

). ε est donné par :

ε(z) =
2π
∫ αmax2

0 P (α2, z) sinα2 dα2

2π
∫ π

2
0 P (α2, z) sinα2 dα2 + 2π

∫ π
2

0 P (α1, z) sinα1 dα1

(2.21)

ε(z) est donc compris entre 0 et 1. La figure 2.10 donne l’évolution de ε en fonction de z pour

différents objectifs à immersion et pour les deux orientations de dipôles. Il en résulte que plus

l’ouverture numérique est importante, plus on collecte de signal. Et ε varie fortement plus on se

rapproche de l’interface, typiquement lorsque z<λ. A l’opposé ε ne varie quasiment plus lorsque

z>λ.

Figure 2.10 – Evolution de ε en fonction de z pour un ensemble de dipôles perpendiculaires (A) et

parallèles (B) à l’interface. Ces courbes ont été calculées pour des objectifs à immersion d’ouverture

numérique 1.35, 1.4, 1.45 et d’une ouverture maximale de 2π stéradian (i.e. αmax2 =π/2)

2.3 Epifluorescence

Il existe deux configurations d’éclairage et de collection possibles en microscopie optique : la

diascopie et l’épiscopie. La diascopie consiste à utiliser un condenseur pour éclairer l’échantillon et

un objectif pour collecter le signal transmis par l’échantillon. C’est la configuration la plus répandue

en biologie. Il s’agit par exemple de microscopie à contraste de phase ou DIC, etc. L’épiscopie,

quant à elle utilise l’objectif à la fois pour collecter le signal et illuminer l’échantillon (dans ces

conditions on collecte le signal rétrodiffusé par l’échantillon). La mise en œuvre d’un montage par

épiscopie est toujours plus commode qu’en diascopie, pour la simple raison qu’elle ne nécessite pas

de superposer le faisceau d’éclairage sur la voie de collection. En effet, l’objectif joue aussi le rôle

de condenseur en épiscopie. De plus, comme je viens de le montrer dans le paragraphe précèdent,

les molécules émettent préférentiellement du côté du substrat en verre lorsqu’elles sont proches
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de l’interface. On détectera alors plus de signal de fluorescence en collectant le signal du côté du

verre. L’épiscopie apparait donc comme la configuration idéale pour la fluorescence. Les progrès

récents dans le développement des nouvelles technologies (caméras, filtres interférentiels) et des

composants optiques (objectifs) permettent de rendre l’épi-fluorescence de plus en plus performante

et de l’adapter aisément à de nouvelles applications. Son avantage majeur en biologie et biochimie

est lié à la sensibilité de détection, ce qui constitue un point essentiel en microscopie et spectroscopie

de molécule unique, par exemple.

Figure 2.11 – Structure de base d’un montage en épi-fluorescence. Le chemin d’excitation est

indiqué en bleu ; le signal de fluorescence est en vert. Les lentilles L1 et L2 de focale respective f1

et f2 composent un "beam expander". La taille du faisceau est ajustée à l’aide d’un diaphragme D.

LGC est la lentille qui permet d’avoir un éclairage grand champ sur l’échantillon. Elle fait converger

le faisceau laser sur le plan focal arrière de l’objectif (BFP). Le miroir dichroïque MD renvoie le

faisceau laser sur l’échantillon en direction de l’objectif Ob. Un filtre passe haut (F) est placé sur la

voie de collection et finalement la lentille de tube LT permet d’imager l’échantillon sur une caméra

CCD.

Le challenge, lors du développement d’un microscope en épi-fluorescence, repose sur la mise en

place d’un système optique permettant d’obtenir un très bon rapport signal sur bruit. Pour cela,

le signal d’excitation laser rétrodiffusé par l’échantillon doit être parfaitement éliminé sur la voie

de collection, sinon le signal de fluorescence sera indétectable. Pour cela, il est nécessaire d’utiliser

une bonne lame dichroïque et un bon filtre de collection (type passe-haut). La structure de base

des dispositifs que j’ai assemblée au cours de mes travaux de thèse est représentée sur la figure

2.11. Dans le but d’élargir le champ d’observation, la taille du spot laser est étendue à travers un

dispositif optique appelé "beam expander" (figure 2.11 : L1 - L2). Ce dernier se compose de deux

lentilles qui collimatent et étendent le diamètre du faisceau laser. Un diaphragme D est placé après



2.4 Total Internal Reflection Fluorescence Microscopy 63

la lentille L2. Il sert à ajuster la taille de la zone d’excitation sur l’échantillon. Il joue donc le rôle

d’un diaphragme de champ. La lumière incidente est ensuite spectralement affinée à l’aide d’un

miroir dichroïque (figure 2.11 MD) qui dirige le faisceau d’excitation vers l’objectif. Le faisceau

d’excitation est focalisé sur le plan focal arrière de l’objectif (BFP) à l’aide de la lentille LGC . Les

rayons lumineux émergent alors à la sortie de l’objectif, tous parallèles entre eux. Il est à noter que

le BFP se situe en général au niveau de la pupille arrière de l’objectif du microscope. La lumière

émise par l’échantillon est collectée par le même objectif. Une dernière sélection de la longueur

d’onde se fait via un filtre d’émission de type passe-haut (figure 2.11 F). Il sélectionne le signal de

fluorescence et bloque le signal à la longueur d’onde d’excitation laser. Les microscopes sont souvent

équipés d’une roue de différents cubes qui permet de changer de jeu de filtres et d’observer différents

marqueurs dans le même échantillon. Enfin, une image de la fluorescence de l’échantillon est formée

à l’aide de la lentille de tube (LT ) sur une caméra de type CCD (figure 2.11 CCD).

2.4 Total Internal Reflection Fluorescence Microscopy

2.4.1 Principe de la microscopie TIRF

L’étude du phénomène d’adhésion repose sur l’observation de la membrane en contact avec

la surface. Pour cela, la microscopie TIRF (Total Internal Reflection Fluorescence Microscopy) est

parfaitement adaptée. Elle est par ailleurs compatible avec de nombreuses techniques de microscopie,

comme le contraste de phase, le DIC et d’autres outils plus sophistiqués comme le PALM, le STED

le NEFM [136]. Les montages expérimentaux TIRF sont réalisables aussi bien sur un microscope

droit, qu’inversé. Une vue d’ensemble des différents dispositifs TIRF sera présentée à la fin de ce

chapitre (paragraphe 2.4.3).

La microscopie TIRF repose sur l’utilisation d’une onde évanescente pour exciter l’échantillon.

Cette onde évanescente est créée au niveau de l’interface entre le milieu le plus réfringent et le

moins réfringent (par exemple l’interface verre/eau), si l’angle incident θ du faisceau laser incident

est supérieur à l’angle critique θc (θ>θc). On observe alors un phénomène de réflexion totale dans

le verre (figure 2.12). "L’intensité" 1 de l’onde évanescente dans l’eau décroît exponentiellement sur

une distance typique de quelques centaines de nanomètres, figure 2.12.

1. La notion d’intensité dans le cas d’une onde évanescente est un abus de langage. Cette "intensité" est définie

comme I = |E|2 puisque seul le champ ~E va influencer la probabilité d’absorption kabs des fluorophores.
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Figure2.12–Réflexiontotaleinterne:uneondeévanescenteestgénéréesiθ>θc.Laprofondeur

d’atténuationκestdonnéeparl’équation2.23.Laprofondeurdepénétrationvaut≈4κ.

2.4.2 Approchethéorique

Dansceparagraphejevaisdécrirelesgrandeurscaractéristiquesdel’ondeévanescente.Consi-

déronslecasd’uneseuleinterface:verre/eauavecn=neaunverre
etunfaisceaulasersepropageantdans

leverre,dirigéversl’interface(figure2.12).L’ondeévanescenteestalorsgénéréepourlesanglesθ

supérieursàl’anglecritiqueθctelque:

θc=arcsin(n) (2.22)

Sachantquenverre=1.53etneau=1.33à488nm,alorsθc∼60.4°pourl’interfaceverre/eau.Pour

desanglesinférieursàl’anglecritiqueθc,lalumièreestréfractéeselonlesloisdeSnell-Descartes.

End’autresmots,unepartiedelalumièreestréfléchieetl’autrepartietransmise."L’intensité"de

l’ondeévanescentedécroîtexponentiellementavecladistancez(figure2.12).Sil’interfaceesten

z=0,alors:

I(z)=I(z=0)e−z/κ (2.23)

Ladistanced’atténuationdel’ondeévanescente,ouprofondeurd’atténuation,estnotéeκ.Elle

varieavecl’angled’incidenceθ,exceptépourθcoùellevaut∞.Pourθ>θc,κestdonnéepar:

κ(θ)=
λ

4π

1

n2verresin
2θ−n2eau

(2.24)
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"L’intensité" I(z) ne devient négligeable que pour une profondeur de pénétration à z&4κ

( I(z=4κ)
I(z=0) =0.018). Sachant que κ est typiquement de l’ordre de 100 nm dans le visible, la portée

maximale de l’onde évanescente sera d’environ 400-500 nm au delà de l’interface. Une autre ca-

ractéristique notable de l’onde évanescente est qu’elle se propage sur une faible distance le long

de l’interface, provoquant un petit décalage latéral du faisceau réfléchi par rapport au faisceau

incident. On parle du décalage de Goos-Hänchen [137]. Ce décalage n’est pas évident à observer

expérimentalement car il est typiquement de l’ordre de la longueur d’onde.

"L’intensité" I(z=0) dépend de l’angle d’incidence θ et de l’état de polarisation du faisceau. On

peut distinguer deux cas extrêmes de polarisation : la polarisation "s" ou TE (transverse électrique)

et la polarisation "p" ou TM (transverse magnétique). En supposant que notre interface est dans

le plan (x,y), l’axe optique est alors l’axe z, comme sur la figure 2.13. En polarisation "s" le champ

électrique
−→
E est orienté parallèlement à l’interface (suivant y sur la figure 2.13 A, ⊗), quel que

soit l’angle d’incidence. Ainsi, toutes les molécules ayant le dipôle de transition orienté suivant y

seront efficacement excitées par le faisceau laser. L’expression de la variation relative de I(z=0) en

polarisation "s" est donnée par [138, 3] :

Is(z = 0, θ < θc)

Is(z = 0, θ = 0)
= γs(θ < θc) = (1 + n′)2 cos2 θ

(cos θ +
√
n′ 2 − sin2 θ)2

(2.25)

Is(z = 0, θ > θc)

Is(z = 0, θ = 0)
= γs(θ > θc) = (1 + n′)2 cos2 θ

1− n′ 2
(2.26)

Le cas de la polarisation "p" est légèrement plus complexe. Le champ électrique
−→
E du faisceau

incident possède à la fois des composantes parallèles (selon l’axe x) et perpendiculaires (selon l’axe z)

à l’interface (figure 2.13 B). Par conséquent, la polarisation de l’onde évanescente est elliptique dans

le plan de propagation (x,z). Dans cette configuration, les fluorophores qui ont leur dipôle orienté

perpendiculairement par rapport à l’interface seront préférentiellement excités 2. L’expression de

"l’intensité" en z=0 en polarisation "p" est [3, 138, 139] :

Ip(z = 0, θ < θc)

Ip(z = 0, θ = 0)
= γp(θ < θc) = n′ 2(1 + n′)2 cos2 θ

(
√
n′ 2 − sin2 θ + n′ 2 cos θ)2

(2.27)

Ip(z = 0, θ > θc)

Ip(z = 0, θ = 0)
= γp(θ > θc) = (1 + n′)2 cos2 θ(2 sin2 θ − n′ 2)

n′ 4 cos2 θ + sin2 θ − n′ 2
(2.28)

2. Pour l’interface verre/eau : |Ez |2
|Ex|2

=12.5 pour θ=65°, |Ez |2
|Ex|2

=6.9 pour θ=70° et |Ez |2
|Ex|2

=5.7 pour θ=75°
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Figure 2.13 – Etats de la polarisation d’une onde évanescente. (A) En polarisation "s", le champ

électrique ~E est toujours parallèle à la surface (suivant y ⊗). (B) En polarisation "p", le champ

électrique ~E de l’onde évanescente à deux composantes, l’une perpendiculaire (suivant z) l’autre

parallèle (suivant x) à la surface.

La figure 2.14 donne l’évolution théorique de "l’intensité" d’excitation sur l’interface en fonction

de θ. Afin de bien comparer les deux états de polarisation, I(z=0) a été normalisée par sa valeur à

θ=0°. On observe très clairement une différence entre les deux courbes au niveau de l’angle critique

θc. "L’intensité" de l’onde sur l’interface présente un maximum pour θ=θc avec γs∼3.49 et γp∼4.62,
respectivement en polarisation "s" et "p" (pour l’interface verre/eau).
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Figure 2.14 – Evolution de "l’intensité" d’excitation relative γ en z=0 en fonction de l’angle

d’incidence pour l’interface verre/eau. En polarisation "s", la première partie de la courbe avant

θc est modélisée par l’équation 2.25 et la seconde, après θc, est modélisée par l’équation 2.26.

Concernant la polarisation "p" ce sont les équations 2.27 et 2.28 qui la modélisent. Les indices de

réfraction nverre, neau et nair valent respectivement 1.53, 1.33 et 1. θc pour l’interface verre/air vaut

40.8° et pour l’interface verre/eau 60.6°.

2.4.3 Exemples de montages TIRF

La réflexion totale a été exploitée pour la première fois en microscopie en 1903 par A. Cotton et

H. Mouton [140] pour observer des particules colloïdales. Ce premier système n’utilisait pas encore

la fluorecence. Seule la lumière diffusée par les colloïdes était détectée. Leur montage optique était

rudimentaire mais néanmoins efficace (figure 2.15). Un faisceau convergeant était dirigé sur l’une

des faces d’entrée d’un rhomboèdre de Fresnel. Dans un tel système, la réflexion totale a lieu à

l’intérieur du rhomboèdre, particulièrement sur la face AB où l’échantillon est déposé. Le signal est

alors collecté par le haut à l’aide d’un objectif de microscope (par diascopie). Seuls les éléments

hétérogènes du milieu diffusent la lumière. On observe alors des petites taches lumineuses sur un

fond noir (c’est à dire en champ sombre). A l’aide de cette technique, Cotton et Mouton ont observé

des mycoplasmes (type de bactéries sans paroi d’une taille ∼1 µm) se déplaçant en décrivant ce qui

semblait être un mouvement Brownien. Cette approche sera reprise par E. J . Ambrose en 1956 pour

l’étude de l’adhésion de cellules [141] : il a utilisé un simple prisme à réflexion totale à la place du

rhomboèdre. Déjà à l’époque, les scientifiques avaient remarqué l’importance des points focaux dans

l’adhésion des cellules sur une surface. Au début des années 80, D. Axelrod contribue fortement à

populariser cette technique pour les applications en biologie, en proposant cette fois d’observer un

signal de fluorescence au lieu de regarder la diffusion [138]. Depuis, une grande variété de montages
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optiques a été proposée.

Figure 2.15 – Principe du microscope à réflexion totale proposé par Cotton et Mouton [140]. ABCD

représente le prisme rhomboèdrique Fresnel et L une lentille convergente.

Le dispositif le plus populaire utilise un prisme à réflexion totale afin de créer une l’onde évanes-

cente sur l’interface (figure 2.16). Ce prisme s’adapte autant sur un microscope droit, qu’inversé. Le

faisceau d’excitation est focalisé sur l’interface à l’aide d’une lentille. Le rôle du prisme est d’assurer

que l’angle d’incidence du faisceau sur l’échantillon est tel que θ > θc ; quelle que soit la forme

du prisme : triangulaire, cylindrique, cubique. Cependant, les prismes représentés sur la figure 2.16

permettent de combiner le TIRF avec d’autres modes d’illumination comme le contraste de phase.

L’échantillon se compose de deux lamelles et le prisme est collé sur l’une d’elles. Les cellules adhèrent

sur la lamelle du haut. Dans ces deux exemples, l’objectif permet de collecter le signal de fluores-

cence par diascopie. Une configuration avec un prisme monté sur un microscope droit est présenté

dans la figure 2.16 B. Il s’agit d’un prisme particulier puisqu’il possède une forme trapézoïdale.

Ainsi, le faisceau incident entre par la périphérie du prisme. Il est dirigé vers la face supérieure afin

d’arriver sur l’interface avec un angle θ > θc. L’angle d’incidence est alors complètement défini par

la géométrie du prisme. Le prisme est en contact avec la partie inférieure de l’échantillon. Cette

méthode est particulièrement bien adaptée pour observer l’adhésion des cellules dans de simples

boîtes de culture. Tous ces montages qui utilisent des prismes présentent un inconvénient majeur :

le signal de fluorescence qui résulte de l’excitation par l’onde évanescente doit traverser la cellule et

le reste de l’échantillon avant d’être collecté par l’objectif. Il en résulte que les photons de fluores-

cence sont fortement diffusés par différents compartiments de la cellule et le reste de l’échantillon. La

qualité de l’image de fluorescence est alors notablement détériorée, affectant entre autres la limite

de résolution du microscope.

Dans le but de s’affranchir du problème précédemment cité, les dispositifs modernes n’utilisent

pas de prisme : on parle du montage "prismless" (figure 2.17) [138]. Il s’agit cette fois de dispositif en
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Figure 2.16 – (A) Montage expérimental TIRF avec un prisme cubique dans un microscope inversé

(B) et un prisme trapézoïdal dans un microscope droit. Le prisme permet de diriger le faisceau sur

l’interface avec un angle θ > θc [138].

épiscopie (on parle d’épi-fluorescence) : l’excitation et la collection se font à travers le même objec-

tif. Cette méthodologie nécessite cependant l’utilisation d’un objectif à grande ouverture numérique

(typiquement ON>1.4). Le faisceau incident est focalisé sur le plan arrière de l’objectif (back fo-

cal plane, BFP) puis déplacé vers la périphérie de l’objectif pour augmenter l’angle d’incidente θ

sur l’échantillon (figure 2.17). L’angle d’incidence maximum est directement défini par l’ouverture

numérique de l’objectif θmax=Arcsin( ON
nhuile

). Par exemple pour ON=1.45, θmax'71,4° (sachant que
θc∼60,4° pour l’interface verre/eau).

2.5 Mesures de la distance membrane-substrat par TIR

Depuis les années 80, la microscopie TIRF s’est largement répandue dans les domaines de la

biologie, de la biophysique et de la biochimie. Elle est devenue une méthodologie couramment utilisée

dans le but de réduire l’épaisseur de la zone d’illumination à quelques centaines de nm. Par exemple,

elle a été utilisée dans le cadre de l’étude des phénomènes d’endocytose ou d’exocytose [142], du

trafic cellulaire [143], de la cinétique d’absorption des protéines [144] ou encore pour topographier

des contacts cellulaires [102, 2]. Le TIRF est souvent employé pour améliorer le rapport signal sur

bruit, par exemple dans le cas de l’imagerie de molécules uniques [145]. Les montages expérimentaux

TIRF peuvent être assemblés de toute pièce. Des systèmes adaptables sur des microscopes droits ou
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Figure2.17–Montage"prismless"dansunmicroscopeinversé.Lefaisceauestfocalisésurleplan

arrièredel’objectif(BFP)àlapériphériedelapupilled’entréedel’objectif.

inverséssontégalementcommercialisés:Olympus,LeicaouencoreZeissproposentdesmicroscopes

dédiésauTIRF,souventéquipésdeplusieurssourceslaser.Ilssonttrèssimplesd’utilisationcar

l’inclinaisondel’angled’incidenceestautomatisée.Cessolutionscommercialesutilisenttypiquement

unoudeux miroirsgalvanométriquespour modifierl’angled’incidence.Ellesdonnentaccèsau

régimeévanescentmais,trèssouvent,iln’yaucuncontrôleprécisdel’angled’incidence.Ainsi,

beaucoupd’étudesTIRFrestentpurementqualitativescariln’estpaspossibledeconnaîtreavec

précisionκ(θ)etI(z=0,θ).Cependant,demultiplestravauxdémontrentastucieusementqu’ilest

possibled’utiliserlespropriétésdesondesévanescentespour mesurerdesdistancesaxialespar

exempleentrel’interfaceetlamembranecellulaire.Lespremièresexpériencesdecetypeontété

publiéesen1985parF.Lannietcollaborateurs[101].Ilsontexaminél’organisationspatialedes

différentscomposantscellulaires.Leurtechniqueapermisdeconfirmerl’existencedescontacts

focauxetd’estimerladistancemembrane-substratà∼50nmpourcequ’ilsappellentdes"contacts

proches"et∼10nmpourles"contactsfocaux".Quelquesannéesplustard,G.A.Truskeyet

collaborateurssesontinspirésdecestravauxetontconfirmécesrésultats[102].F.Lanniutilisait

unseulangled’incidencepourcalculerladistancecellule/substrat.G.A.Truskey,M.ReichertetJ.

S.Burmeisterontaméliorélatechniquedequantification,endéveloppantleTIRFàanglevariable

(VariableAngle-TotalInternalReflectionFluorescence,VA-TIRF).Cetteméthodologiepermetde

contrôlerlaprofondeurd’atténuationκdel’ondeévanescente,enajustantl’angled’incidenceθ

[146].Ungoniomètresurlequelestmontéunefibreoptiquepermetdecontrôlerl’angled’incidence
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(figure 2.18). Ainsi on accède à des profondeurs d’atténuation κ (de l’ordre de 100 nm), ce qui

permet de cartographier toutes les distances membrane-surface (même lorsque la membrane est

très éloignée de la surface). Plus récemment, les études de K. Stock et collaborateurs ont montré

qu’il est possible de cartographier par VA-TIRF, la totalité de la membrane en ce qui concerne la

partie ventrale de la cellule [147]. Ils ont établi que la grande majorité de la membrane plasmique

se trouve typiquement entre 100 et 300 nm du substrat. Les récentes innovations en microscopie

optique permettent également de combiner TIRFM avec d’autres techniques de microscopie comme

l’AFM [148], le PALM [149], STED [150], FRET [151], etc.

Figure 2.18 – Premier montage expérimental de VA-TIRF. Le faisceau d’incidence provenant de

la fibre optique est dirigé sur l’échantillon à l’aide d’un goniomètre afin de faire varier l’angle

d’incidence. Le faisceau traverse un prisme hémicylindrique avant d’arriver sur l’échantillon. Le

signal de fluorescence est collecté en diascopie [146].

Le VA-TIRF n’est pas l’unique méthode de mesure des distances en régime évanescent. A. Has-

sanzadeh et collaborateurs ont développé une technique dédiée à la mesure de distance membrane-

surface qui repose sur la perturbation des ondes évanescentes créées à l’aide d’un guide d’onde,

appelé WEFF (Waveguide Evanescent Field Fluorescence) [152]. Le champ évanescent présent à la

surface du guide d’onde permet d’exciter des molécules fluorescentes présentes au voisinage de cette

surface. L’intensité de fluorescence peut être alors interprétée en termes de distances par rapport à

la surface. Un exemple de montage expérimental en microscopie WEFF est présenté sur la figure

2.19. L’avantage de cette technique est son grand pouvoir de résolution de l’ordre de ∼ 5 nm [153].

Son principal inconvénient est que le temps d’acquisition pour obtenir une image est de l’ordre de

plusieurs dizaines de secondes.
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Figure 2.19 – Montage expérimental d’un microscope de fluorescence à guide d’onde [153].

Le TIRF n’est pas la seule méthode possible pour mesurer des distances axiales. Une technique

d’imagerie, utilisant la plasmonique combinée au FLIM (Fluorescence-lifetime imaging microscopy)

[154] permet elle aussi de mesurer les distances membrane/substrat. Le substrat se présente alors

sous la forme de surfaces nanostructurées permettant le contrôle de la résonance plasmon. Cette

résonance est à l’origine de l’apparition d’une onde électromagnétique à une longueur d’onde spé-

cifique, déterminée par la taille et la forme des nanoparticules. Une calibration à l’aide de billes

fluorescentes permet notamment de remonter à la distance axiale grâce aux valeurs de l’intensité

de fluorescence et de durée de vie (plus la molécule est proche de l’interface, plus sa durée de vie se

raccourcit). Cette technique permet d’obtenir une résolution de l’ordre de 10 nm. Une autre étude

mettant en jeu la plasmonique repose sur le transfert d’énergie non radiatif entre une surface métal-

lique et les molécules fluorescentes [155]. Le mécanisme du MIET (metal-induced energy transfer)

est analogue à celui du FRET : l’énergie du fluorophore dans son état excité, est transférée aux

plasmons de la couche métallique. Ici, les plasmons accélèrent la relaxation radiative des molécules

fluorescentes, raccourcissant ainsi leur durée de vie. En sachant que le taux de transfert dépend de

la distance molécule-surface métallique, la durée de vie peut être directement convertie en distance

axiale. Le MIET a été utilisé pour cartographier les distances membrane-substrat et permet d’élargir

la gamme des distances à ∼100-200 nm par rapport au FRET, qui lui est limité par une distance

typique de ∼10 nm.



Chapitre 3

Dispositif expérimental TIRFM dédié à

la mesure des distances

membrane-substrat

3.1 Introduction

Les techniques qui permettent d’étudier l’adhésion et la migration cellulaire sont plus ou moins

faciles à mettre en œuvre. Certaines d’entre elles sont très contraignantes en termes de coût d’ins-

tallation ou de traitement des données. Les montages TIRF "prismless" présentent l’avantage de

s’affranchir des défauts inhérents à l’utilisation d’un prisme. Ce dernier induit en effet une déforma-

tion notable (élongation) de la zone d’éclairage, due aux aberrations introduites par la réfraction des

rayons sur la face d’entrée du prisme. L’utilisation de prismes cylindriques diminue légèrement ces

aberrations mais ne permet pas de s’affranchir complètement du phénomène. Dans le cadre de mon

travail de thèse, le challenge a été de trouver une solution optimale du point de vue instrumental

et de l’analyse des résultats. Nous avons souhaité développer un montage expérimental avec des

composants optiques relativement simples, rendant la technique adaptable à la majeure partie des

dispositifs commerciaux et qui, une fois installés, permettent une prise en main rapide par n’importe

quel utilisateur. Je vais présenter dans ce chapitre la version finale du dispositif expérimental. Il est

l’aboutissement de deux années de développement. Il intègre entre autres une platine de rotation

de grande précision (≈ 10−4°) afin de contrôler précisément l’angle d’incidence du faisceau sur l’in-

terface et des composants optiques de grande dimension, permettant d’augmenter au maximum la

surface d’irradiation de l’échantillon.

Pour mesurer par microscopie TIRF les distances membrane/substrat, il est indispensable de

connaître très précisément l’angle d’incidence θ du faisceau laser sur l’interface. La longueur d’at-

ténuation de l’onde évanescente étant directement reliée à θ (équation 2.24). Il est alors possible

73
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d’ajuster finement κ en faisant varier θ. A ce titre, nous avons mis en place un protocole de ca-

libration de l’angle d’incidence θ qui sera détaillé dans ce chapitre. Dans notre montage, l’angle

d’incidence est contrôlé à l’aide d’une platine de rotation dotée d’une grande précision angulaire.

J’ai successivement utilisé deux platines motorisées : la première était d’une précision d’environ

0.01°, sans mesure absolue de la position et la seconde d’une précision de 2x10−4° qui intègre un

système de mesure optique de la position angulaire. En outre, afin d’éviter la translation de la zone

d’éclairage lorsqu’on augmente l’angle d’incidence, l’ensemble (lentille LGC et objectif, figure 2.11)

forme un système afocal. Dans notre montage, le point pivot du miroir MR est parfaitement imagé

sur l’échantillon (figure 3.1 A). La figure 3.1 B montre en effet que si le point pivot du miroir MR

n’est pas placé au foyer objet de LGC on observera alors une translation importante (dans la direc-

tion d’inclinaison du faisceau laser) de la zone d’irradiation laser sur l’échantillon. Notre montage

est donc équipé de différents moyens de translation afin d’ajuster la position de MR par rapport à

LGC, et la position de LGC par rapport au microscope.

Figure 3.1 – Système imageur afocal composé de la lentille LGC et de l’objectif. (A) Lorsque le

point pivot du miroir MR est positionné à la distance focale de la lentille LGC, le plan objet (ou

plan pivot) et le plan image sont conjugués. (B) L’effet de la translation de la zone d’irradiation

laser sur l’échantillon lorsque le miroir MR n’est pas positionné à la distance focale de LGC.

Ainsi, dans ce chapitre, je présenterai comment adaptater un microscope inversé pour faire

de la microscopie TIRF. Je détaillerai les éléments du montage expérimental et la stratégie de la

calibration de l’angle d’incidence (étape majeure avant toute étude quantitative).
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3.2 Montage expérimental

Figure 3.2 – Dispositif expérimental. Le système est monté sur une base d’un microscope inversé

Olympus IX71. Les lentilles L1 et L2 de focale respective f1 et f2 composent le premier "beam

expander". Les lentilles L3 et L4 (de focale f3 et f4) constituent le deuxième "beam expander".

Les miroirs M1 et M2 orientent le faisceau incident sur le miroir rotatif MR. LGC est la lentille

qui permet d’avoir un éclairage grand champ sur l’échantillon (Ech) (sa focale est fGC). Elle fait

converger le faisceau laser sur le plan focal arrière de l’objectif (BFP). La dichroïque DM renvoie le

faisceau laser sur l’échantillon en direction de l’objectif Ob. Un filtre passe haut (F) est placé sur la

voie de collection et un miroir mobile M3 permet d’envoyer le signal de l’échantillon sur une caméra

CCD via une lentille L5 (de focale f5) afin d’imager le BFP. L’échantillon est imagé sur une caméra

sensible CMOS à l’aide de la lentille de tube LT .
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Figure 3.3 – Photo du dispositif expérimental.

Les dispositifs TIRF utilisés au cours de cette thèse ont été développés sur la base d’un micro-

scope inversé Olympus (IX71). Les figures 3.2 et 3.3 donnent une représentation du dernier montage

expérimental que j’ai réalisé. Les composants optiques nécessaires pour faire varier l’angle d’inci-

dence sont placés à l’extérieur du microscope : la structure de base du microscope est dispensée de

modification. L’excitation de l’échantillon est effectuée à l’aide d’une source laser émettant à 488

nm (Sapphire 488, Coherent), d’une puissance maximale de 225 mW.

3.2.1 Mesure du waist du faisceau laser

Afin de filtrer de façon optimale le faisceau laser dans un trou de filtrage, la largeur du faisceau

laser à la sortie de la source a été mesuré par la "méthode du couteau", illustrée sur la figure 3.4 A

(le waist donné par le constructeur n’est qu’une valeur approximative, valable pour différents lasers

et à différentes longueurs d’onde). Cette technique consiste à mesurer la variation de l’intensité

lumineuse lorsqu’on masque progressivement le faisceau laser à l’aide d’un "couteau". Pour cela,

j’ai utilisé une lame de rasoir, montée sur une platine de translation micrométrique. La lame est

déplacée latéralement (déplacement x ) par rapport à l’axe de propagation du laser (z ) (figure 3.4

A). Au fur et à mesure du déplacement du bord de la lame de rasoir, le faisceau est de plus en

plus masqué. On enregistre l’évolution de la puissance transmise P à l’aide d’un puissance-mètre en

fonction de x, figure 3.4 B. Le profil gaussien du faisceau laser peut alors être obtenu en dérivant

P(x) (courbe rouge). P ′(x) représente une coupe radiale du profil latéral du faisceau laser. Son

expression est donnée par :
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P ′(x) = P0e
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où x0 est la position du maximum de P ′(x), ω(z) est la largeur du faisceau, mesurée à la sortie

laser et ω0 la valeur du waist (c’est-à-dire le minimum de ω(z)). λ est la longueur d’onde du faisceau

laser. Un faisceau laser diverge naturellement au cours de sa propagation et sa dimension latérale

est donné par ω(z). Un ajustement numérique de la dérivée P ′(x) à l’aide de l’équation 3.1 permet

d’obtenir ω(z) (figure 3.4 B). A la sortie du laser Sapphire 488, ω(z) vaut 464 ± 10 µm.

Figure 3.4 – (A) Méthode du couteau pour la mesure de ω(z). (B) Exemple d’évolution de la

puissance laser mesurée P (points noirs) en fonction du déplacement x de la lame opaque. Sa

dérivée P ′(x) (courbe rouge) et son fit gaussien (courbe bleue).

3.2.2 Voie d’excitation

A Agrandissement de la taille du faisceau laser

Le montage de la figure 3.2 intègre deux "beam expander". Il s’agit d’un système optique afocal,

composé de deux lentilles, qui sert à étendre la taille d’un faisceau lumineux collimaté. Le premier

"beam expander" se constitue des lentilles L1 et L2, le second des lentilles L3 et L4 (figure 3.2). Il

était important dans notre montage d’étendre le plus possible la taille du faisceau afin d’agrandir

au maximum le champ d’observation sur l’échantillon. Après la lentille L4, le diamètre du faisceau

est d’environ 25 mm. De nombreux fournisseurs de composants optiques proposent des "beam ex-

panders" déjà fabriqués. Cependant, ces derniers ne permettent pas d’ajuster le faisceau à la taille

désirée ou de travailler dans une gamme spectrale souhaitée. La construction d’un "beam expan-

der" plus simple, fonctionnant pour une longueur d’onde, repose sur l’utilisation d’un jeu de deux
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lentilles convergentes : le foyer image de la première lentille LE coïncide avec le foyer objet de la

deuxième lentille LS (figure 3.5). Un faisceau parallèle passe à travers la première lentille d’entrée,

puis converge au foyer de cette dernière. Le système étant afocal, le faisceau est ensuite collimaté

par la lentille de sortie. Pour créer un tel dispositif, il faut respecter quelques règles élémentaires

d’optique géométrique. La lentille d’entrée doit avoir un diamètre supérieur à la taille du faisceau

incident. Le diamètre de la lentille de sortie doit être supérieur à la taille du faisceau émergeant. Le

grandissement transversal de ce tandem est donné par le rapport des distances focales |Gt| = fS
fE

.

En d’autres termes, le diamètre DS du faisceau qui émerge du "beam expander" est donné par

DS=|Gt| ·DE, si DE est le diamètre du faisceau incident.

Figure 3.5 – Exemple de "beam expander" composé de deux lentilles convergentes, LE (la lentille

d’entrée) et LS (la lentille de sortie) chacune caractérisée par leurs distances focales respectivement

fE et fS .

Le challenge de ce développement instrumental consistait à agrandir le petit diamètre du faisceau

laser (∼1 mm) de sorte qu’il mesure environ 25 mm avant la lentille LGC. Afin d’éliminer les défauts

du faisceau laser, ce dernier a été filtré spatialement au niveau du deuxième "beam expander" à l’aide

d’un "pinhole" (figure 3.2). Ce "pinhole" d’une petite ouverture de quelques microns, est installé au

foyer des deux lentilles. Afin de filtrer correctement le faisceau, j’ai utilisé un pinhole d’un diamètre

de 10 µm. Cette étape de filtrage est essentielle pour obtenir un faisceau d’éclairage homogène et

parfaitement circulaire sur l’échantillon.

B Contrôle de la polarisation du faisceau laser

Un autre paramètre doit être parfaitement contrôlé en TIRF : la polarisation du faisceau laser.

En effet, "l’intensité" d’excitation en z=0 en TIRF dépend fortement de l’état de polarisation

(paragraphe 2.4.2). Afin de basculer d’une configuration d’excitation de polarisation s en polarisation

p (figure 2.13) et vice versa, nous avons choisi de placer une lame λ/2 sur le trajet du faisceau laser

(figure 3.2). Néanmoins, le laser Sapphir n’étant pas parfaitement polarisé linéairement, nous avons
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placé un polariseur de qualité avant la lame λ/2. Un prisme de Glan-Taylor a donc été positionné

à la sortie du laser.

C Contrôle de la puissance d’excitation (roue de densités neutres)

Afin de faire varier la puissance d’excitation laser sur l’échantillon (la puissance de sortie du

laser étant fixée à sa valeur maximale pour éviter des fluctuations d’intensité), nous avons placé

deux roues de densités sur le trajet optique. Il s’agit de deux supports permettant de fixer chacun

6 filtres neutres attenuateurs. Ces roues nous permettent de sélectionner une valeur de densité

comprise entre 0.1 et 3. Ainsi, "l’intensité" d’excitation à l’interface peut être adaptée sans trop

irradier l’échantillon.

D Platine de rotation pour faire varier l’angle d’incidence θ

Le miroir MR est monté sur une platine de rotation motorisée (PRS-110, PI Micos). C’est un

élément capital de notre dispositif. La rotation du miroir permet de basculer rapidement (typique-

ment en 100 ms) entre les deux modes d’illumination : épi-fluorescence et TIRF. La platine est

dotée d’un encodeur angulaire qui permet de se positionner très précisément à 2x10−4 dégrés près.

L’angle d’inclinaison du faisceau laser, après réflexion sur le miroir MR, est noté α. Les miroirs M2

et le MR sont installés sur une grande platine de translation 2D (x,y) afin que l’on puisse ajuster

finement la position du point pivot de MR par rapport à la lentille LGC. Le dernier élément externe

au microscope est la lentille de tube LGC. Cette lentille permet de faire converger les rayons sur le

plan arrière de l’objectif afin de créer un éclairage grand champ. La distance focale de la lentille

LGC qui équipe notre dispositif est de 250 mm.

E Miroir dichroïque

Le faisceau entrant dans le microscope est renvoyé vers l’objectif à l’aide d’un miroir dichroïque

(Di01-R488, Semrock) positionné à 45°. Cet élément réfléchit parfaitement à la longueur d’onde

d’excitation laser (488 nm) et fonctionne comme un filtre passe-haut en transmission, permettant

une première sélection du signal de fluorescence. Le miroir Semrock que j’ai utilisé transmet entre

504 et 900 nm (dans cette fenêtre la transmission est supérieure à 95%). Ainsi, le miroir dichroïque

est parfaitement adapté à la détection de molécules comme la DiO, la DiA et l’ATTO-488.

F Objectif TIRF

Le faisceau réfléchi par le miroir dichroïque converge sur le plan focal arrière de l’objectif et

émerge collimaté de ce dernier (figure 3.2). Il s’agit d’un objectif à immersion dédié au TIRF

(Olympus, PlanApoN 60x TIRFM, ON=1.45). Cet objectif de grande ouverture numérique est
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indispensable pour d’une part créer l’onde évanescente et d’autre part collecter efficacement le

signal de fluorescence. Comme nous l’avons vu précédemment, il est nécessaire d’utiliser un objectif

de grande ouverture numérique pour optimiser la collection du signal émis par les fluorophores

situés à proximité d’une interface. L’angle maximal de collection et d’excitation est directement

donné par l’ON et vaut environ 72°. L’angle critique pour l’interface verre/eau étant d’environ 61°,

il est donc envisageable de travailler dans un régime purement évanescent avec cet objectif. Il existe

un lien direct entre la position du spot laser dans le plan focal arrière de l’objectif (BFP) et l’angle

d’incidence θ. Lorsque le spot est au centre de la pupille d’entrée de l’objectif, l’angle d’incidence

θ=0. Lorsqu’on déplace ce spot vers la périphérie de la pupille d’entrée, θ augmente. Ainsi il existe

une position radiale particulière qui correspond à l’angle critique θc à partir de laquelle on crée

des ondes évanescentes sur l’interface. Cette position est proche du bord de la pupille d’entrée de

l’objectif. Il est intéressant de souligner que le BFP de cet objectif est situé à proximité de la pupille

d’entrée de ce dernier. Cet objectif est également équipé d’une bague de correction qui permet

d’ajuster l’épaisseur de la lamelle de verre (170 µm) pour une température ambiante (∼21°C) et

pour 37°C. Pour que la mise au point puisse être réalisée précisément sur l’échantillon, un système

piezoélectrique (E-665 XR, PI) permet de déplacer axialement la position de l’objectif, avec une

résolution nanométrique.

3.2.3 Voie de détection

Après excitation de l’échantillon, le signal de fluorescence est collecté par le même objectif. Il

traverse le miroir dichroïque et un filtre d’émission passe haut, qui sélectionne les longueurs d’onde

entre 505 et 900 nm avec un très bon taux de réjection de la raie laser (BLP01-488R, Semrock). La

voie de collection est ensuite séparée en deux. Il est possible d’adresser le signal, via le déplacement

d’un miroir mobile (figure 3.2 MR), vers une caméra CCD (QI Click, QI Imaging) afin d’imager le

plan arrière de l’objectif. L’échantillon peut être directement imagé sur une caméra CMOS (Orca

Flash 4.0, Hamamatsu) à l’aide de la lentille de tube conventionnelle LT. La lentille convergente

L5, qui est utilisée pour observer le BFP, a une distance focale de 150 mm et est placée de façon à

imager le BFP avec un grandissement 1 (montage 4f).

3.2.4 Chambre d’observation

Les objets étudiés (vésicules, cellules...) sont placés dans une chambre porte-échantillon réalisée

au laboratoire. Cette chambre est un système hermétique destiné à préserver le milieu de l’évapora-

tion du solvant. Elle se compose d’un support en aluminium, aux dimensions 7.5 x 2.5 cm, adapté

pour être installé sur un porte-échantillon de la platine de translation (figure 3.6). Les vésicules ou

les cellules sont placées entre deux lamelles (24 x 24 mm et d’épaisseur 170 µm ± 10 µm, Assistent),

séparées par un joint en caoutchouc. La première lamelle est installée sur le support, la surface

utile vers le haut. Un joint lubrifié d’une graisse à vide est positionné dessus. On y dépose alors les
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vésiculesoulescellulesresuspenduesdanslemilieud’observation.L’échantillonestensuiterecou-

vertd’unedeuxièmelamellepourrefermerlesystème.L’ensembleestimmobiliséparunanneauen

téflon.Unebaguedeserrageenaluminiumestvisséeparlehautafindebienfixerlesystème(figure

3.6B).Uneenceintechauffante(OKOLab)aétéinstalléeautourdumicroscopepourréaliserles

expériencesentempératureoptimalepourlescellules,soit37°C.

Figure3.6–Chambred’observation.(A)Elémentscomposantlachambre:lesupport,leslamelles,

lejoint,l’anneauentéflonetlabaguedeserrage.(B)Chambreassemblée.

3.3 Calibrationdel’angled’incidence

3.3.1 Echantillondecalibration

Pourcalibrerl’angled’incidence,ilestnécessaired’utiliserunéchantillonquipossèdetrois

propriétésessentielles:sonépaisseurdoitêtre«λ,etildoitabsorberetémettredefaçonisotrope.

Aprèsdenombreuxtests,nousavonschoisid’utiliserunemonocouchedeboitesquantiques.Les

nanocristauxprésententeneffetunetrèsbonnephotostabilité,cequinouspermetd’acquérirun

grandnombred’imagesaucoursdutempsetcelasurlamêmezone.Deplus,unefoisfixésà

lasurfacedansunfilmmincedepolymère,lesQDotsnevontpassedésorberaucontactd’un

solvant,commelesmoléculesorganiques.Pourréaliserdeséchantillonsdecalibration,nousavons

dispersédesQDotsdansunfilmmincedepolyméthacrylatedeméthyle(PMMA,MM=25kg/mol,

04554-500,PolysciencesInc.).Sachantquelediamètred’uneboitequantiqueest∼9nm,nous

avonspréparédesfilmsdePMMAdopésdeQDots,d’uneépaisseur∼10nm.LesQuantumDots

sélectionnéspourlacalibrationsontles"FortOrange"(paragraphe2.1.4).Pourqueledépôtsoit

homogène,lesQuantumDotsontétédiluésdansdutoluèneàuneconcentrationtypiquede∼

10−11M.Lescouchesmincesontétéobtenuesparspin-coating.Afindetrouverl’épaisseuroptimale

delacouchedeQDots,nousavonsfaitvariercertainsparamètrescommelavitessedelarotation,



82 Dispositif expérimental TIRFM dédié à la mesure des distances membrane-substrat

Figure 3.7 – Evolution de l’épaisseur des couches minces de PMMA dopées de Quantum Dots en

fonction de la vitesse de rotation du spin coater. La concentration de la solution de PMMA est de

3.75 g/l dans du toluène. En rouge, sont représentés les points expérimentaux (± 1 nm) et en bleu

l’ajustement numérique. Les variables a et α ont été estimées respectivement à 348 et à 0.41 (voir

texte).

l’accélération de la tournette (ou spin coater) et la concentration du PMMA. L’épaisseur de la couche

a été déterminée par ellipsomètrie (à λ=633 nm, Jobin Yvon-Horiba). Un exemple de variation de

l’épaisseur d’une couche de PMMA à 3.75 g/l, dopée de QDots en fonction de la vitesse de rotation

est présenté sur la figure 3.7. Les points expérimentaux ont été ajustés avec une fonction du type

e(υ)=a 1
υα , où e est l’épaisseur, a une constante qui dépend de la concentration et la viscosité du

milieu, υ la vitesse de rotation (en tours/min) et α une constante qui vaut 2/3 dans le cas d’un

polymère pur [156]. Une couche de ∼ 12 nm a été obtenue avec une vitesse de rotation de 4000

tours/min et une accélération de 4000 tour/min/s, figure 3.7.

La zone d’éclairage sur l’échantillon permet de recouvrir de manière quasi totale la surface du

détecteur (caméra CMOS) qui vaut 223 x 223 µm2. Le profil d’illumination peut être ajusté par

l’équation :

I(x,y) = I0e
(−2

(x−x0)
2+(y−y0)

2

ω2xy
)

(3.3)

On obtient une dimension latérale du faisceau sur l’interface ωxy=120 µm ± 3 µm (figure 3.8).

Avec cet échantillon, j’ai également pu caractériser le décalage résiduel de la zone d’éclairage quand

on augmente l’angle d’incidence. Pour cela, j’ai enregistré des images de luminescence d’une mo-

nocouche de boîtes quantiques (Fort Orange) à θ=0° et θ=66°, pour une interface verre/eau. Le



3.3Calibrationdel’angled’incidence 83

déplacementlatéralduspotd’excitationdansladirectiond’inclinaisondufaisceaulaserdontj’ai

parléaudébutduchapitren’estquede16µmentreθ=0°etθ=66°(figure3.8),cequinereprésente

que6-7%dudiamètretotaldufaisceaud’éclairage.Ils’estavéréimpossibledefairetendrecedéca-

lagespatialverszéro,malgrétousmeseffortsd’alignement.Jemesuisd’ailleursrenduecompte,sur

unautrebancexpérimental,avecunautreobjectifTIRFdelamarqueZeiss(ON=1.46,63x),qu’il

étaitpossibledefairedisparaîtretotalementcedécalagerésiduel.Enconclusion,onpeutchiffrerles

variations"d’intensité"d’excitationaucentredelacaméra,àenviron5-10%aprèslanormalisation

deI(z=0)entreθ=0etθ=66°.

Figure3.8–Effetdudéplacementlatéraldufaisceaulaserlorsqu’onaugmentel’angled’incidence

θde0à66°.Lescerclesreprésententleslignesdufitparlafonctiond’ajustementdonnéepar

l’équation3.3

3.3.2 Relationdegrandissemententreαetθ

L’ensemble(lentilleLGC-objectif)constitueunsystèmeimageurafocal,oùlalentilleLGCjoue

lerôled’unelentilledetubedefocale250mm.Ainsi,leplanquicontientlepointpivotdumiroir

MRestparfaitementimagésurl’interface(figure3.9A).Cetensemble(lentille+objectif)peut

êtreremplacéparunesimplelentilleconvergente(figure3.9B).

Surlafigure3.9B,AiBiestl’imagedeA0B0,lorsqu’iln’yaaucuneaberration(A0B0étant

dansleplanpivotetAiBidansleplandel’interface).LegrandissementtransversalGtetangulaire

Gadecesystèmeimageurest:
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Figure3.9–SystèmeimageurafocalcomposédelalentilleLGCetl’objectif.(A)Lorsquelepoint

pivotdumiroirMRestpositionnéàladistancefocaledelalentilleLGC,leplanpivotetleplan

imagesontconjugués.(B)Schémasimplifiédusystèmeimageuroùlesaberrationssontillustrées

commeunedéformation∆xdansleplanpivot.

Gt=
AiBi
A0B0

n0
ni

(3.4)

et

Ga=
n0
ni

1

Gt
=
A0B0
AiBi

=
θ

α
(3.5)

Or,commelemontrelafigure3.8,notresystèmeprésenteuncertainnombred’aberrationsgéo-

métriquesàprendreencomptepourétablirlarelationdegrandissemententreαetθ.Ilestcoutume

d’introduirelesaberrationsauniveaudel’image.Cesdernièresinduisentunedéformationdel’image

quel’onpeutdécrireparunevariation∆xdelapositionBidansleplanimage.Néanmoins,pour

desraisonsdesimplificationmathématique,ilesttoutàfaitpossibledetransposerlesaberrations

auniveaudel’objet,AiBietA0B0étantconjuguésvialesystèmeimageur.Lesaberrationspeuvent

ainsiêtredécritesensupposantunedéformation∆xdel’objet,telqueleA0B
∗
0=A0B0+∆x.Sion

tientcomptedesaberrations,Gas’écritalors:
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Ga =
θ

α
=
A0B

∗
0

AiBi
=
A0B0

AiBi
+

∆x

AiBi
(3.6)

Dans le cas d’un faisceau monochromatique, les aberrations courantes sont de cinq types : sphé-

riques, coma, astigmatisme, courbure de champ et distorsion [157]. Même si les objectifs actuels

de grande ouverture numérique sont conçus de façon à minimiser toutes ces aberrations, elles ap-

paraissent inévitablement lorsqu’on augmente l’angle d’inclinaison des rayons lumineux [158]. De

plus, la lentille de tube dans les microscopes joue un rôle non négligeable dans la correction des

aberrations. Dans notre montage, nous avons utilisé une lentille conventionnelle pour LGC (il s’agit

d’un doublet achromatique de 2 pouces de diamètre). Les aberrations de type coma sont principa-

lement liées à un mauvais alignement du faisceau laser, ce qui n’est pas le cas dans notre montage.

L’astigmatisme et la distorsion sont parfaitement corrigés dans les objectifs à immersion à huile

et ceux dédiés au TIRF [158]. En revanche, les aberrations sphériques et de courbure de champ

peuvent être relativement importantes. Par conséquent, il est possible d’estimer ∆x en ne tenant

compte que de ces deux sources d’aberration. Pour les aberrations sphériques ∆x≈ρ3 et pour la

courbure de champ ∆x≈ρ (ρ étant définit sur la figure 3.9 B) [157]. Puisque l’angle α est petit dans

nos expériences (typiquement ∼0.5°), tgα ≈ α ≈ ρ
fGC

. Par conséquent Ga s’écrira :

Ga =
A0B0

AiBi
+ c2α+ c4α

3 (3.7)

où c2 et c4 sont des coefficients de proportionnalité. θ peut donc s’écrire comme :

θ = Gaα =
A0B0

AiBi
α+ c2α

2 + c4α
4 (3.8)

Le rapport A0B0
AiBi

est le grandissement angulaire du système (objectif + lentille LGC). Sachant

que l’objectif que j’ai utilisé a un grandissement de 60x pour une lentille de tube de 180 mm, avec

la lentille LGC de focale 250 mm, A0B0
AiBi

=83.33.

3.3.3 Détermination de θ

Je vais exposer dans ce paragraphe une méthode simple pour calibrer l’angle d’incidence θ en

fonction de α. Elle repose sur l’analyse du signal de fluorescence provenant du BFP lorsqu’on excite

une monocouche de QDots. L’image observée dans le BFP correspond à la projection du diagramme

de rayonnement émis par l’ensemble des QDots excités. A partir des formules du paragraphe 2.2, il

est possible de calculer ce que l’on doit observer dans le BFP de l’objectif pour un ensemble de dipôles

aléatoirement orientés, parallèlement à l’interface (figure 3.10 A1 et A2), et perpendiculairement à

l’interface (figure 3.10 B1 et B2). A l’aide de ces formules, il est également possible de calculer ce

qui se passe dans le cas de dipôles organisés aléatoirement suivant x,y,z et dont l’ensemble constitue

une émission isotrope (figure 3.10 C1 et C2). L’image du BFP présente un anneau périphérique

brillant relatif au régime évanescent, i.e. θ>θc. La frontière intérieure de cet anneau est très intense
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et correspond très exactement à θ=θc. θc est indiqué par un cercle rouge sur la figure 3.10 A1.

L’émission des dipôles parallèles est beaucoup plus homogène au delà de θc (figure 3.10 A1) que

dans le cas de dipôles perpendiculaires (figure 3.10 B1). Pour ces derniers, l’émission est beaucoup

plus importante lorsque θ=θc puis elle chute brutalement (figure 3.10 B1, B2), faisant apparaître

un anneau périphérique plus fin.

Figure 3.10 – Images théoriques du BFP dans le cas d’un objectif de 1.45 d’ON, calculées à

partir des formules du paragraphe 2.2. Ce calcul ne tient compte d’aucune aberration. Les images

A1, B1 représentent respectivement le signal émis par les dipôles parallèles, perpendiculaires pour

une interface verre/air. L’image C1 représente quant à elle une émission isotrope pour la même

interface. Les images A2, B2 et C2 représentent les mêmes configurations, mais cette fois pour

l’interface verre/eau.

Sur les images expérimentales on observe en plus de l’émission des QDots la position du spot

laser. En effet, ce dernier n’est pas complètement éliminé par les différents filtres. Il apparaît sur la

figure 3.11 A comme un spot brillant au centre de l’image. Lorsque l’angle d’incidence du faisceau

est incliné d’un angle α, le spot laser se déplacera verticalement (figure 3.11 B et C). Plus l’angle

α augmente, plus le spot s’approche de l’anneau périphérique (figure 3.11 B). De cette façon, il est

possible de suivre la position du spot laser en fonction de l’angle d’incidence α. On mesure alors

la position angulaire de l’angle critique, αc. Elle correspond au moment où le spot laser atteint la

frontière intérieure de l’anneau (figure 3.11 C). La fluorescence est maximale quand α=αc, ce qui se

traduit par une accentuation de la brillance de l’anneau. On peut alors établir une correspondance

très précise entre α et θ pour l’angle critique. La valeur expérimentale de l’angle critique αc peut
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être ensuite associée à une valeur théorique θc calculée pour différentes interfaces :

θc = arcsin(n′) (3.9)

sachant que n′=n1/n2 où n2 correspond à l’indice de la lamelle de verre (1.53 à 488 nm) et

n1 l’indice du milieu d’observation, qui peut être tout simplement l’air comme sur l’exemple de la

figure 3.11.

Figure 3.11 – Images expérimentales du plan focal arrière de l’objectif (BFP) pour l’interface

verre/air. L’anneau périphérique correspond au domaine des ondes évanescentes et le spot brillant,

au faisceau d’excitation laser. L’image du BFP à (A) α=0° ou θ=0°, (B) à α= 0.1° et (C) à α=0.35°.

Les images ont été obtenues avec une irradiance laser de 5 W/cm2 et avec un temps d’acquisition

de 150 ms.

Les images expérimentales de la figure 3.12 ressemblent fortement au profil d’émission calculé

dans le cas de dipôles orientés aléatoirement suivant x,y,z et dont la résultante est une émission

isotrope. Cette ressemblance peut être également illustrée à l’aide d’une intégration radiale du

signal dans le BFP (figure 3.12). La courbe noire représente l’intégration radiale extraite à partir

d’une image expérimentale du BFP pour l’interface verre/eau et la courbe rouge l’intégration radiale

de l’image théorique (figure 3.10 C2). Comme je l’ai précédemment écrit, l’image théorique a été

calculée sans tenir compte des aberrations résiduelles du système. Pour cette raison, les deux courbes

ne se superposent pas parfaitement lorsque θ&θc. Cependant l’intensité maximale du signal de

fluorescence (normalisée à 1 pour θ=0) est identique dans les deux cas. Ainsi, cette expérience

montre que l’organisation de nos boîtes quantiques sur l’interface est telle que l’émission est plutôt

isotrope.

Afin d’obtenir une courbe de calibration θ(α), nous avons fait varier n1 en utilisant des milieux

d’indices de réfraction différents. Les monocouches de QDots ont alors été immergées dans l’air,

l’eau, le glycérol à 22% (dilué dans l’eau) et le butanol. Ces indices de réfraction théoriques ont été

vérifiés expérimentalement à l’aide d’un réfractomètre (Pal-Ri, Atago). Les valeurs théoriques (θc)

et expérimentales (αc) de l’angle critique sont résumées dans le tableau 3.1. Les images du BFP

pour chaque milieu n1 sont présentées sur la figure 3.13.
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Figure 3.12 – Intégration radiale du signal émis par les dipôles orientés aléatoirement suivant x,y,z

pour une interface verre/eau. La courbe noire représente l’intégration radiale du signal expérimental

et la courbe rouge discontinue, le calcul théorique.

TABLEAU 3.1 – Evolution de l’angle critique (α et θ) en fonction de l’indice de réfraction dans différents
milieux à ∼ 23°C, comparé avec l’indice théorique [159, 160].

milieu nth nexp αc(degré) θc(degré)

air 1 1 0.35 ± 0.005 40.82

eau 1.333 1.333 0.466± 0.005 60.616

glycérol 22% 1.36 1.358 0.476± 0.005 62.585

butanol 1.394 1.397 0.49 ± 0.005 65.95

Figure 3.13 – Images du plan focal arrière de l’objectif (BFP) enregistrées pour α=αc pour quatre

milieux d’indice n1 différent. Les images ont été obtenues avec une irradiance laser de 5 W/cm2 et

un temps d’acquisition de 150 ms.

Ainsi, les valeurs de θc sont tracées en fonction de αc (figure 3.14) et ajustées avec l’équation

3.8. Cette fonction prend en compte les aberrations sphériques et de courbure de champ résiduelles.
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D’ailleurs,lesaberrationsdetypecourburedechampsontobservablessurlesimagesdelafigure

3.13,avecunedéformationencroissantdeluneduspotlaserquandαestgrand,typiquement

α αc.Defaçongénérale,plusl’ouverturenumériqueestgrande,pluslescourburesdechampsont

importantes.c2etc4ontétédéterminésparlafonctionpolynomialed’ajustement(équation3.8)

etvalentrespectivement85(±5)et77(±22).Decettefaçon,n’importequellevaleurdel’angle

d’incidenceθsurl’interfacepeutêtrecalculéeàpartirdel’angleα.Grâceàlaconnaissancede

l’angled’incidencenouspouvonsparlasuitedéterminerlaprofondeurd’atténuationκdel’onde

évanescente,calculéeàpartirdel’équation2.24.

Figure3.14–Courbedecalibrationdel’angled’incidenceθenfonctiondeα.Lespointsexpéri-

mentaux(enrouge)pourlesdifférentesinterfaceverre/air,verre/eau,verre/glycérol,verre/butanol

sontajustésparl’équation3.8(courbebleue),oùc2etc4valentrespectivement85(±5)et77(±22).





Chapitre 4

Etude de l’adhésion des vésicules par

nTIRFM

4.1 Elaboration des vésicules géantes (Giant Unilamellar Vesicles)

4.1.1 Electroformation des vésicules

Les vésicules géantes ont été synthétisées par électroformation [82]. C’est une méthode relative-

ment simple à mettre en oeuvre qui permet d’obtenir des vésicules de taille homogène et composées

d’une seule bicouche lipidique. La synthèse des vésicules a été effectuée dans une chambre d’élec-

troformation fabriquée par nos soins (figure 4.1). Elle se compose d’un cadre en téflon et de deux

plaques de verre recouvertes d’une fine couche d’ITO, un matériau conducteur et transparent (In-

dium Tin Oxide). Nous avons choisi de réaliser un cadre en téflon car sa nature hydrophobe permet

de préserver l’étanchéité du système. Des connectiques qui assurent le contact électrique au niveau

de la couche ITO ont été collées sur les plaques à l’aide d’une résine conductrice contenant des

particules d’argent.

Pour éviter toute contamination bactérienne, les plaques d’ITO sont soigneusement nettoyées

au Decon 90, désinfectées à l’éthanol puis rincées abondement à l’eau ultra-pure (Millipore, résis-

tivité >15 MΩ.cm, pH=6, fortement appauvrie en ions). Les lipides dilués dans le solvant ad hoc

(chloroforme/ méthanol dans la majorité des cas) ont été déposés sur chaque plaque ITO à l’aide

d’une seringue Hamilton. Le solvant est ensuite évaporé sous ultra vide pendant 30 minutes. Entre

les deux plaques, on place un espaceur en téflon de 4 mm d’épaisseur. Les plaques sont montées en

vis-à-vis dans le cadre en téflon et vissées ensemble afin de former un système étanche. Le cadre

dispose de deux orifices : l’un pour injecter une solution de sucrose, l’autre pour aspirer les vésicules

électroformées. La solution de sucrose à 200 mM est injectée avec une seringue équipée d’une fine

aiguille (21G). On applique une différence de potentiel entre les deux plaques avec un générateur

à basse fréquence dans le but de créer un champ électrique alternatif. Le champ créé à l’intérieur

91
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dececondenseurprovoquelemouvementdesmoléculesd’eau.Cemouvementfacilitel’autoassem-

blageenbicouchedeslipides.Unetensionde0.2Vàlafréquencede10Hzestd’abordappliquée.

L’amplitudeestaugmentéeparpaliersde0.2V,toutesles30minutes,jusqu’àatteindre0.8V.

L’électroformationestalorspoursuivietouteunenuit.Avantd’arrêterlasynthèsedesGUVs,lafré-

quenceestbaisséeà4Hzetl’amplitudeà0.2Vpendantuneduréede15min.Cettedernièreétape

permetdedécollerlesvésiculesdelasurfacedesplaques.Ellessontensuiteaspiréesàl’aided’une

seringueéquipéed’uneaiguilledediamètreimportant(18G)afindelimiterlesforcesdecisaillement

quiprovoqueraientlalysedesvésicules.Lesvésiculesainsipréparéespeuventêtreconservéesdans

unrécipientenverreà4°Cpendantenvironunmois.

Figure4.1–Chambred’électroformation:(A)Lesystèmedécomposépièceparpièce.(B)La

chambreassemblée.

4.1.2 Compositiondes membranesphospholipidiques

J’aiélaborétroistypesdevésicules,présentéssurlafigure4.2.Tousleslipidesontétépréparés

àraisonde2mg/mL.Lepremiertypedevésicules,utilisédanslaplupartdesexpériences,est

composéde99.9%envolumedelipidesDOPC(1,2-dioleoyl-sn-glycero-3-phosphocholine,MM=786

g/mol,AvantiPolarLipids,850375P)etde0.1%envolumedeDOPE-ATTO488(1,2-dioleoyl-sn-

glycero-3-phosphoethanolamine-ATTO488,MM=1316g/mol,ATTO-TEC,AD488-165),figure4.2

A.0.1%deDOPE-ATTO488correspondàlaconcentrationoptimalepourobtenirunmarquage

homogènedelamembrane.Lessolutionssontpréparéesà2mg/mLdansunmélangechlorofor-

me/méthanol(ratiovolumique9:1)pourleDOPCetdansunmélangedichlorométhane/méthanol

(ratiovolumique8:2)pourDOPE-ATTO488.Afindemimeruneadhésionspécifiquedevési-

cules(i.e.quimetenjeuuneliaisonentredeuxprotéines),nousavonscrééundeuxièmetype

desvésicules.EllessontcomposéescommeprécédemmentdeDOPC(95%envolume),deDOPE-
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ATTO 488 (0.1% en volume), avec en plus 4.4% en volume de DSPE-mPEG2000 (1,2-distearoyl-

sn-glycero-3-phosphoethanolamine-N-[metoxy(Polyéthylène Glycol)2000], MM=2805 g/mol, Avanti

Polar Lipids, 880120P) et 0.5% en volume de DSPE-PEG2000-biotine (1,2-distearoyl-sn-glycero-3-

phosphoethanolamine-N-[Biotinyl (Polyéthylène Glycol)2000], MM=3017 g/mol, Avanti Polar Li-

pids, 880129P) (figure 4.2 B). Ces deux derniers lipides ont été dilués dans un mélange de chlo-

roforme/méthanol (9 :1). Le dernier type de vésicules que j’ai préparé a servi de système contrôle

de l’adhésion spécifique (figure 4.2 C). Ces vésicules ont quasiment la même composition que les

précédentes : elles ne contiennent pas de lipides biotinylés, DSPE-PEG2000-biotine.

Les phospholipides DOPC, DOPE ou DSPE sont caractérisés par une charge effective neutre (le

greffage de molécules de biotine ou de PEG ne fait pas varier leur charge). Ce n’est pas le cas du

fluorophore ATTO 488 (ATTO-TEC, AD 488-161). La charge nette de l’ATTO 488 est de -1 à pH

6-7 (figure 2.5 A). Lorsque l’ATTO est greffé au niveau de la tête polaire du phospholipide DOPE

(figure 2.5 A), la membrane d’une vésicule composée de DOPE-ATTO 488 aura une charge effective

légèrement négative.

Figure 4.2 – Les trois types de compositions membranaires préparés : (A) GUV électroformée à

partir de lipides DOPC et DOPE-ATTO 488 ; (B) de DOPC, DOPE-ATTO 488, DSPE-mPEG2000

et DSPE-mPEG2000-biotine ; (C) de DOPC, DOPE-ATTO 488, DSPE-mPEG2000.

Afin de promouvoir la sédimentation des vésicules dans l’échantillon, elles ont été transposées

dans une solution de glucose à 250 mM (densité 1.0153 g/cm3). En effet, le sucrose présent à

l’intérieur des vésicules a une masse molaire ∼ 2 fois plus importante que celle du glucose (342

g/mol pour le sucrose contre 180 g/mol pour le glucose) : on favorise ainsi leur sédimentation

guidée par la force gravitationnelle. La concentration en sucre est plus importante à l’extérieur

(250 mM) qu’à l’intérieur de la vésicule (la densité du sucrose à 200 mM est 1.0246 g/cm3). Par ce

biais, on induit une différence de pression osmotique de part et d’autre de la bicouche lipidique. Afin

d’équilibrer la pression, les molécules d’eau passent de l’intérieur vers le milieu extérieur provoquant

un léger dégonflement de la GUV. Ce phénomène provoque des fluctuations de la membrane, qui

empêchent la vésicule d’éclater lorsqu’elle arrive en contact avec la surface.
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4.2 Fonctionnalisation des lamelles de verre

L’un des challenges de notre étude a été de fonctionnaliser des surfaces grâce auxquelles nous

pourrions contrôler le comportement adhésif des vésicules. Ainsi, nous avons mis au point différents

protocoles de préparation de surfaces afin d’obtenir soit une répulsion ou une attraction électrosta-

tique (adhésion non spécifique), soit une adhésion spécifique par l’intermédiaire de protéines (couple

biotine-streptavidine). La méthodologie adoptée pour obtenir chaque type de surface est détaillée

dans ce paragraphe.

4.2.1 Réalisation de surfaces chargées négativement

Dans le but de provoquer une répulsion électrostatique des vésicules par la surface, nous avons

préparé deux types de substrats chargés négativement. Pour rappel, la membrane de nos vésicules

possède une charge effective négative.

A Surfaces SiOH

La première méthode, la plus simple à réaliser, consiste à nettoyer la surface de verre avec une

solution piranha. Ce mélange hautement réactif, préparé à partir d’acide sulfurique (H2SO4) et d’eau

oxygénée (H2O2) permet d’éliminer les contaminants organiques des surfaces, suivant la réaction

[161] :

H2SO4 + H2O2 → H2SO−4 + H3O+ + O• (4.1)

Les radicaux libres O• produits dans la réaction, réagissent avec la surface de verre (figure 4.3 A).

La surface, après un traitement au piranha, est parfaitement homogène et présente des terminaisons

SiOH (figure 4.3 B). Sa rugosité est très faible (. 1 nm, observé par l’AFM).

Figure 4.3 – Traitement des lamelles de verre au piranha. (A) Elimination des contaminants

organiques par action des radicaux libres. (B) Surface nettoyée présentant les terminaisons SiOH,

immergée dans l’eau.
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Le protocole de préparation des surfaces SiOH est le suivant :

– Les lamelles sont positionnées verticalement dans un bac Hellendahl et immergées dans une

solution de piranha pendant une heure à température ambiante. Le mélange piranha se com-

pose de 50% H2O2 (à 35% dans l’eau, Sigma Aldrich, 349887) et de 50% H2SO4 (pureté 98%,

VWR, 102765G).

– Les lamelles sont ensuite soigneusement rincées à l’eau ultra-pure.

– Avant dépôt des vésicules, les lamelles sont séchées à l’argon ou l’azote.

B β-caséine

La β-caséine est une petite protéine. Sa masse moléculaire est de 24 kDa. Elle est présente

majoritairement dans le lait (∼40% de la masse totale des protéines du lait). Sur cette protéine, il

est possible d’identifier deux régions fonctionnelles où le domaine N terminal possède un caractère

hydrophile (∼50 acides aminées), le reste de la molécule étant hydrophobe. On peut alors tout à fait

imaginer que la partie hydrophobe est absorbée à la surface de la lamelle et la partie hydrophile est

orientée du côté de la solution. Dans la partie hydrophile, on constate la présence de 5 résidus de type

sérine. La chaîne latérale de ces acides aminées peut être estérifiée en présence des groupements

phosphates (figure 4.4 A). Ainsi, les sérines phosphorylées sont à l’origine de la charge effective

négative de la protéine. Le protocole d’élaboration des surfaces est le suivant :

– Les lamelles sont dégraissées à l’isopropanol dans un bain à ultrasons pendant 10 minutes.

– Les lamelles sont ensuite recouvertes d’une solution de β-caséine (pureté > 98%, Sigma Al-

drich, C6905) diluée à 500 µg/mL dans du PBS à 250 mM (Phosphate Buffer Solution 1M,

pH=7.4, Sigma Aldrich, P3619).

– Après une heure d’incubation, les surfaces sont rincées à l’eau ultra-pure puis séchées à l’argon

ou l’azote.

Figure 4.4 – (A) Structure chimique de la sérine. Le groupement phosphate (en bleu) apporte

un caractère électronégatif à la β-caséine. (B) Absorption des β-caséines sur une surface en verre.

La partie hydrophobe est liée à la surface, alors que la partie hydrophile s’oriente vers la solution

aqueuse.
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4.2.2 Réalisation de surfaces chargées positivement

Nous avons également souhaité développer des surfaces donnant lieu à une attraction électrosta-

tique. Dans le but de moduler le comportement des vésicules en fonction de la charge, trois types

de substrats ont été préparés.

A Aminosilanes

La première catégorie de surfaces présente une terminaison amines (NH2). Pour cela, les lamelles

ont été fonctionnalisées à l’aide d’un aminosilane. Les aminosilanes sont des composés chimiques

dotés d’un groupement fonctionnel amine. L’aminosilane utilisé lors de nos fonctionnalisations est le

3-aminopropyldimethylethoxysilane (APDMES, MM=161 g/mol, pureté > 97%, Abcr, AB110423),

présenté sur la figure 4.5 B. La lamelle est préalablement nettoyée au piranha. Elle expose à sa

surface les groupements hydroxyles qui réagiront avec l’atome Si de l’aminosilane. Ainsi le groupe-

ment éthoxy (OCH2CH3) est déplacé, ce qui permet la formation de liaisons covalentes Si-O-Si. La

silanisation des surfaces permet d’obtenir un substrat très homogène. Il est important de noter que

cette fonctionnalisation est réalisée dans une boite à gants sous pression d’argon.

Figure 4.5 – Fonctionnalisation des surfaces avec les aminosilanes : (A) nettoyage de la surface

au piranha, (B) incubation de la surface avec des aminosilanes, (C) formation des liaisons Si-O-Si

entre les aminosilanes et la surface.

Le protocole utilisé pour obtenir ce substrat est le suivant :

– Les surfaces doivent d’abord être soigneusement nettoyées. Pour cela, les lamelles sont po-

sitionnées verticalement dans un bac Hellendahl et immergées dans une solution de piranha

pendant 30 minutes à température ambiante. Comme précédemment, le mélange piranha a

été obtenu à partir de 50% H2O2 et de 50% H2SO4 (figure 4.5 A).

– Les lamelles sont ensuite soigneusement rincées à l’eau ultra-pure afin d’éliminer toute trace

d’acide. Elles sont conservées dans l’eau ultra-pure pour éviter la contamination de l’échan-

tillon.

– Les surfaces nettoyées sont séchées à la tournette pendant 2 minutes (4000 RPM et 3000

RPM/s).
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– Les lamelles sont transférées dans un nouveau bac Hellendahl au sein d’une boîte à gants.

Elles sont alors plongées dans une solution de 3-aminopropyldimethylethoxysilane (APDMES,

MM=161 g/mol, pureté > 97%, Abcr, AB110423) diluée à 0.8% dans du toluène anhydre

(concentration 99%, VWR, 41464-AK) (figure 4.5 B). Les terminaisons SiOH permettent les

liaisons des groupements réactifs des silanes (figure 4.5 C). La cinétique d’adsorption des

silanes est extrêmement lente. On estime que 80-90% des silanes sont adsorbés dans les trois

premières heures. Cependant il faut attendre plusieurs heures pour recouvrir l’ensemble de la

surface. Ainsi, nous avons fixé l’incubation à 24 heures.

– Au bout de 24 heures, les lamelles sont rincées deux fois au toluène anhydre et sorties de la

boite à gants.

– Elles sont ensuite transférées dans un bain à ultrasons pendant 10 minutes afin de détacher

tous les silanes accrochés de manière non covalente.

– Afin d’éliminer le solvant de la surface des lamelles, le toluène a été évaporé à l’aide d’une

pompe à vide jusqu’à une pression de l’ordre de 10−6 mbar.

B Poly-L-lysine

La deuxième molécule choisie est la poly-L-lysine. Ce polymère est constitué d’une chaîne de

plusieurs lysines, un des acides aminés les plus courants entrant dans la composition des protéines.

Les lysines sont liées les unes aux autres par des liaisons peptidiques (entre le groupement carboxyle

et amine). Elles possèdent une chaîne latérale, composée de quatre carbones, avec un groupement

amine à son extrémité. A pH physiologique (∼ 7), les fonctions amines sont chargées positivement

(NH+
3 ). Le caractère polycation permet une adsorption facile sur beaucoup de surfaces, par exemple

le verre (figure 4.6). La petite taille de la molécule permet d’obtenir une couche d’épaisseur nanomé-

trique. Afin de réaliser les surfaces hautement chargées, nous avons utilisé une poly-L-lysine d’une

masse moléculaire comprise entre 150 et 300 kDa. Ce polymère se compose alors d’environ 1.4x103

à 2.7x103 molécules de lysine. Le protocole pour déposer de la poly-L-lysine est résumé ci dessous :

– Les lamelles de verre sont d’abord dégraissées à l’isopropanol. Pour cela, les lamelles sont

installées dans un bac Hellendahl puis placées dans un bain à ultrasons pendant 10 minutes.

– Les surfaces ainsi nettoyées sont ensuite séchées à l’argon ou l’azote.

– Les lamelles sont alors incubées pendant 1 heure avec une solution de poly-L-lysine (MM=150-

300 kDa, 0.01%, Sigma Aldrich, P4832) diluée à 3% en volume dans l’eau ultra-pure (pH=6).

– Afin d’enlever l’excès de polymère non adsorbé, les substrats sont rincés à l’eau ultra-pure

puis séchés à l’argon ou l’azote.

C PDDA

La troisième surface consiste à déposer un polymère chargé positivement : Poly (diallyldime-

thylammonium chloride) (PDDA). C’est un long polymère caractérisé par une densité de charges



98 Etudedel’adhésiondesvésiculesparnTIRFM

Figure4.6–Adsorptiond’unpolymèrepoly-L-lysinesurunesurfaceenverre.

élevée.Samassemoléculaireestdel’ordredequelquescentainesdemilliersg/mol.Legroupement

aminesesituesurlecyclepyrrolidine.Pourquelachaînedupolymèresoitcorrectementdéroulée

surlasurface,ildoitêtreattiréparleschargesnégativesprésentesàlasurface(figure4.7).Dans

lecascontraire,ilformerades"pelotes".Afind’obtenirunecouchedePDDAhomogène,del’ordre

de1nm,nousavonsdéveloppéleprotocolesuivant:

–Afind’obtenirlesterminaisonsSiOHàlasurface,leslamellessonttoutd’abordtraitéespar

unesolutionpiranha.

–Lessurfacessontexposéespendant1heureauPDDA(MM=4x105-5x105g/molà20%dans

l’eauultra-pure,Sigma-Aldrich,409030)diluéàlaconcentrationde10mMdansuntampon

àpHacide(AVSTitrinormbuffer,pH=4,32095.264,VWR).

–Afind’enleverl’excèsdepolymèrenonadsorbé,lessubstratssontrincésàl’eauultra-pure

puisséchésàl’argonoul’azote.

Figure4.7–Fonctionnalisationdelasurfaceàl’aidedePDDA.Lessurfacessontd’abordnettoyées

aupiranha.LegroupementamineduPDDAseliedefaçonélectrostatiqueauxfonctionsSiOH.

4.2.3 Fonctionnalisationdessurfacesavecdespolyéthylènesglycols(PEG)

A Silanisationdelasurface

Leslamellesontétépréactivéesavecunsilaneafindeprésenterungroupementterminalamine

etpermettrelaliaisondesPEG(figure4.8A3).Leprotocoleutilisépourobtenircesubstrataété

présentédansleparagraphe4.2.2A.
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B GreffagedesPEG

Afindemodulerlecomportementdesvésicules,j’aigreffédeuxdifférentstypesdepolyéthylènes

glycolssurlacouched’aminosilane:desmPEG-NHS2000et5000(Metoxy-polyéthylèneglycol-

NHS),d’unemassemolairerespectivede2000g/molet5000g/mol(DZ3521etDZ3531,Interchim).

LeprotocolededépôtdesPEG-NHSestlesuivant:

–Lessurfacessilaniséessontincubéespendantuneheureavecunesolutiondepolyéthylène

glycol-NHSdiluéà10mg/mL,dansunesolutiontamponcarbonate-bicarbonateà100mM

(pH=9).LegroupementN-hydroxysuccinimide(NHS)estungroupementhautementréactif

quiréagitavecdesfonctionsamines(figure4.8B1).ApHbasique,lesestersNHSréagissent

avecdesaminesprimairespourformerdesliaisonsstablesamides(figure4.8B2).Laréaction

estterminéeenuneheure.

–Lessurfacessontrincéesàl’eauultra-purepuisséchéesàl’argonoul’azote.

Figure4.8–FonctionnalisationdessurfacesparlesPEG:(A1)nettoyagedelasurfaceaupiranha,

(A2)incubationdelasurfaceavecdesaminosilanes,(A3)liaisondessilanessurlasurface,(B1)

incubationdessurfacessilaniséesavecdesmPEG-NHS,(B2)formationdesliaisonsamidesentre

lessilanesetlesPEG.

4.2.4 Fonctionnalisationdessurfacesavecdelastreptavidine

Afinderéaliserlessurfacesdestinéesauxexpériencesd’adhésionspécifique,nousavonsfonction-

nalisélessurfacesavecdelastreptavidine.Lastreptavidineestunhomo-tétramèreetsastructure

tertiaireprésentequatrepochespourlogerlabiotine,pluspetite.Cettedernièreestprésenteàla
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surface des GUVs. Le complexe de biotine-streptavidine se caractérise par de nombreuses liaisons

hydrogènes et van der Waals. La majeure partie du protocole utilisé pour cette fonctionnalisation

a été décrite dans les deux paragraphes précédents. Le point de départ est une surface recouverte

de biotine-PEG-NHS. Le protocole est alors le suivant :

– Les lamelles fonctionnalisées par des aminosilanes sont incubées avec une préparation de

biotine-PEG-NHS (MM=5000 g/mol, IL1870, Interchim) dans les mêmes conditions que les

autres mPEG-NHS (figure 4.5).

– Les lamelles sont ensuite incubées 30 minutes avec une solution de la streptavidine (streptavi-

dine recombinante de Streptomyces avidinii, lyophilisée, S0677, Sigma-Aldrich). La protéine a

été diluée dans une solution tampon phosphate (PBS, pH=7.2, Invitrogen Life Technologies)

à 100 µg/mL.

– Les surfaces sont alors rincées à l’eau ultra-pure puis séchées à l’argon (ou l’azote).

4.3 Caractérisation des surfaces par mesure d’angles de contact

Afin de caractériser nos différentes surfaces fonctionnalisées, nous avons choisi de mesurer les

angles de contact d’une goutte d’eau déposée sur les surfaces. Cette méthode permet de quantifier

l’affinité d’une solution sur une surface, c’est-à-dire le degré d’hydrophobicité de la surface. Ces

mesures de mouillabilité sont simples et rapides à réaliser. Elles permettent de mettre en évidence le

changement d’hydrophobicité d’une surface qui résulte de la fonctionnalisation. Dans ce paragraphe

je vais décrire les paramètres à prendre en considération lors d’un phénomène de mouillage. Je

décrirai le principe d’utilisation de l’appareil de mesure et de détermination des angles de contact.

Enfin, les résultats expérimentaux seront présentés pour chacune des surfaces préparées.

4.3.1 Principe général de la mesure d’angles de contact

La mouillabilité d’une surface définit la facilité avec laquelle une goutte de liquide va s’étaler

sur cette dernière. La mouillabilité se caractérise par l’angle de contact θ que fait une goutte de

liquide sur l’interface (figure 4.9). Le profil de la goutte dépend alors de trois tensions interfaciales :

solide-liquide (γSL), solide-vapeur (γSV ) et liquide-vapeur (γLV ). En d’autres termes, plus θ est

grand, plus la surface est hydrophobe. A l’opposé, plus θ est petit, plus la surface est hydrophile.
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Figure 4.9 – Profil d’une goutte étalée sur une surface solide. γSL, γSV , γLV représentent respecti-

vement la tension interfaciale solide-liquide, solide-vapeur et liquide-vapeur et θ l’angle de contact

de la goutte avec la surface.

A l’équilibre, la somme de trois forces exercées au niveau de l’interface est nulle, ce qui conduit

à la relation de Young décrite par l’équation :

cos θE =
γSV − γSL

γLV
(4.2)

où θE est un angle de contact en équilibre. Cependant, la relation de Young n’est vraie que

dans le cas où la goutte est en équilibre parfait avec la surface sur laquelle elle repose. Ceci est

possible uniquement dans le cas où la surface est très homogène et parfaitement plane. Or, les

propriétés d’une surface peuvent être modifiées par l’intermédiaire d’un traitement chimique. Ainsi,

toute fonctionnalisation de surface peut induire un changement de nature chimique et de rugosité.

L’effet de la rugosité des surfaces a été décrit dans les années 40 par Wenzel [162]. Il a observé

que la présence d’une micro-texture sur une surface hydrophobe, renforce davantage son caractère

hydrophobe. La mesure d’angles de contact apparaît donc comme une méthode rapide et efficace

pour montrer le changement d’état de la surface après fonctionnalisation (bien plus simple que la

microscopie électronique ou à force atomique). Cette mesure permet aussi de vérifier l’homogénéité

de la fonctionnalisation à grande échelle, typiquement sur toute la surface de la lamelle de verre.

4.3.2 Mesure d’angles de contact

Tout au long de ma thèse, après chaque étape de mise au point d’un nouveau protocole de

fonctionnalisation, j’ai pris soin de caractériser les surfaces par des mesures d’angles de contact. Ces

angles ont été mesurés à l’aide d’un instrument optique OCA15EC (Data Physics). D’un point de

vue pratique, la surface à analyser est installée à l’horizontal sur un porte échantillon. Une goutte

d’1 µl d’eau ultra-pure est alors déposée sur la surface à l’aide d’une seringue montée sur un pousse-

seringue (figure 4.10). Le système optique permet d’observer le profil de la goutte à l’aide d’une

caméra CCD, équipée d’un objectif de grande distance de travail.
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Figure 4.10 – L’instrument optique de mesure d’angles de contact, équipé d’un pousse-seringue

qui dépose de petites gouttes sur la surface. Une source de lumière éclaire l’échantillon par l’arrière

et une caméra équipée d’un objectif permet d’observer le profil de la goutte.

Figure 4.11 – Evolution du profil des gouttelettes d’eau déposées sur chaque surface nettoyée puis

fonctionnalisée. La ligne rouge figure l’interface. Le profil de la goutte est délimité par l’ellipse

dessinée en bleu.
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Une ligne de base est tracée au niveau de l’interface eau/substrat. La mesure de l’angle s’effectue

à partir de l’image enregistrée avec la caméra. Le profil de la goutte est alors déterminé via un logiciel

SCA20. Ce logiciel utilise la méthode par arc d’ellipse pour déterminer l’angle de contact. Le contour

de la goutte est ajusté suivant la forme d’un segment d’ellipse. De cette manière, tout le contour

de la goutte est parfaitement pris en compte et pas uniquement l’intersection du liquide avec la

ligne de base. Les angles de contact de deux côtés de la goutte sont obtenus grâce à un ajustement

numérique. Une dizaine de mesures ont été effectuées sur une ou plusieurs lamelles et les résultats

sont donnés en terme d’angle moyen pour chaque type de substrat (tableau 4.1). L’évolution du

profil des gouttes après chaque traitement de surface est présenté sur la figure 4.11. Il est intéressant

de noter qu’après nettoyage au piranha, les surfaces sont très hydrophiles. L’angle de contact est

inférieur à 5° (notre appareil ne permet pas de mesurer des angles . 5°).

TABLEAU 4.1 – Tableau récapitulatif des mesures d’angles de contact sur les surfaces étudiées. N signifie
le nombre des mesures effectuées.

surface N angle moyen (degré) écart-type (degré)

lamelle non traitée 29 73 7

isopropanol 15 53 2

poly-L-lysine 30 66 4

β-caséine 20 56 4

PDDA 18 23 2

aminosilane 48 75 2

PEG5000 10 46 4

SiOH - . 6 -

4.4 Mesure de la distance membrane-surface par TIRF normalisé

(nTIRF)

Nous avons développé une technique de microscopie de fluorescence dédiée à l’étude de l’adhésion

de vésicules géantes. Cette technique est basée sur une double mesure par microscopie TIRF (θ>θc)

et par épi-fluorescence (θ=0°). Dans ce paragraphe, je vais montrer qu’il est possible de déterminer

la distance z0 qui sépare la membrane lipidique de la surface (figure 4.12), par normalisation du

signal TIRF à l’aide de celui enregistré en épi-fluorescence.
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Figure4.12–Membranelipidiqueéloignéed’unedistancez0del’interface.

4.4.1 Calculdeladistance membrane-interface(approchethéorique)

L’interprétationquantitatived’uneimageTIRFencequiconcerneladistancemembrane/sup-

portn’estpastriviale.Eneffet,lecontrastedesimagesTIRFdépenddeplusieursparamètres,

dontcertainssontinconnus,commelaconcentrationlocaledefluorophores.Unpointbrillantsur

l’imageTIRFnesignifiepasforcémentquel’objetestsituétrèsprèsdel’interfacemaispeuttout

simplementêtrelaconséquencedel’aggrégationdefluorophores,mêmeàunedistanceimportante

delasurface.End’autrestermes,lesignaldefluorescenceenTIRFnedépendpasseulementdu

déclinexponentieldel’ondeévanescenteetdeladistancez0quiséparelesobjetsfluorescentsde

l’interface.Néanmoins,jevaismontrerqu’ilestpossibledes’affranchirdetouscesparamètresin-

connusennormalisantl’imageTIRFparuneautreimageobtenueenépi-fluorescence.Pourcela,je

vaistoutd’abordconsidérerunplanfluorescent,parallèleàl’interface,infinimentfinetquiémet

unsignalisotrope.

Lesignaldefluorescencefdenregistrésurunpixel(xd,yd)delacaméraCMOSenmicroscopie

grandchamppeuts’exprimersouslaformesuivante[163]:

fd(xd,yd,θ)= dxsdysdzsfs(xs,ys,zs,θ)PSFdet(xd−xs,yd−ys,−zs) (4.3)

oùPSFdetdécritla"point-spreadfunction"dedétectionpourunpixeletfslesignaldefluo-

rescencegénérédansl’échantillon.Cesignalpeuts’écrire:

fs(xs,ys,zs,θ)=ηd(zs+z0)σabs(zs+z0)φ(zs+z0)
Iexc(xs,ys,zs,z0,θ)

hc
λ

C(xs,ys,zs) (4.4)

Pourrappel,σabsestlasectionefficaced’absorption,
hc
λcorrespondàl’énergieduphotonabsorbé,

ηdestl’efficacitédedétectiondudispositifetφlerendementquantique.Iexcdésigneleprofil

d’excitationlaseràunangledonnéeθ.Creprésenteladistributionlocaledesfluorophoresdans

l’échantillon.Silesmoléculesfluorescentessontprésentesàproximitédel’interface(z λ),ηd,σabs

etφvontfortementdépendredez0.Lesvariationsdeηdaveczontétéévaluéesdanslechapitre2

(voirefficacitédecollection,figure2.10).Encequiconcerneσabsetφ,onpeutégalementobtenir
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leur variation avec z à travers le taux d’émission kr [134, 133, 135, 164]. En effet kr, et par voie

de conséquence la durée de vie, varient fortement quand la molécule est proche d’une interface.

D’ailleurs ce phénomène est à la base de la microscopie MIET (Metal-induced energy transfer)

récemment proposée par l’équipe de J. Enderlein pour étudier l’adhésion cellulaire [155].

Dans le cas où on considère un plan fluorescent homogène et d’épaisseur �λ, la distribution

de molécule s’écrit tout simplement C(xs,ys,zs)=C0δ(zs) où C0 est un nombre moyen de molécule

et δ la distribution de Dirac (les molécules fluorescentes se trouvent dans le plan zs=0). Dans ces

conditions, les profils d’excitation laser en épi-fluorescence (θ=0) et en TIRF (θ>θc) sont :

Iexc(xs, ys, zs, θ = 0) = I0e
− 2(x2s+y

2
s )

ω2
L (4.5)

Iexc(xs, ys, zs, z0, θ > θc) = γ(θ)I0e
− 2(x2s+y

2
s )

ω2
L e

− (zs+z0)
κ(θ) (4.6)

où ωL est le profil latéral de l’irradiance laser. Avec notre premier dispositif expérimental ωL=50

µm. γ est le facteur de correction qui tient compte de la variation de "l’intensité" d’excitation

au niveau de l’interface en fonction de l’angle d’incidence (figure 2.14, paragraphe 2.4.2). κ est la

profondeur d’atténuation de l’onde évanescente dans l’échantillon (équation 2.24, paragraphe 2.4.2).

Sachant que C=C0δ(zs), le signal de fluorescence enregistré sur la caméra CMOS s’écrit alors

pour θ=0 et θ>θc :

fd(xd, yd, θ > θc) = ηd(z0)σabs(z0)φ(z0)
I0

hc
λ

C0γ(θ) e
− z0
κ(θ)

∫∫
dxsdys e

− 2(x2s+y
2
s )

ω2
L PSFdet(xd−xs, yd−ys, 0)

(4.7)

fd(xd, yd, θ = 0) = ηd(z0)σabs(z0)φ(z0)
I0

hc
λ

C0

∫∫
dxsdys e

− 2(x2s+y
2
s )

ω2
L PSFdet(xd − xs, yd − ys, 0) (4.8)

Par conséquent, la distance z0 qui sépare le plan fluorescent de l’interface peut être calculée en

divisant l’équation 4.7 par l’équation 4.8. On obtient alors en chaque pixel de la caméra une valeur

de z0, telle que :

z0(xd, yd) = −κ(θ) ln
fd(xd, yd, θ > θc)

γ(θ)fd(xd, yd, θ = 0)
= −κ(θ) ln

fTIRF
γ(θ)fEPI

(4.9)
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Figure4.13–Représentationd’unevésiculeenadhésionsurunesurface.LaPSFdetpourunpixel

arbitrairedelacaméraestreprésentéeenbleu.

L’imageobtenueenépi-fluorescenceestutiliséepournormaliserl’imageTIRF,nouspermettant

ainsidenousaffranchirdetouslesparamètresinconnusliésàlaconcentrationlocaledefluorophore

C0,ainsiqueceuxliésàl’orientationdelamoléculeetquidépendentdez(ηd,σabs,φ).

Danslecasd’unevésiculeenadhésion,commesurlafigure4.13,onconsidèrequelamembrane

estuniformémentmarquéeàl’échellede λ
ON,quesonépaisseuresttrèspetite(λ)etqu’elle

estlocalementplaneauvoisinagedusubstrat.L’expressiondusignaldefluorescenceenTIRF

esttoujoursdonnéparl’équation4.7carseulelamembraneàproximitédel’interfaceestexcitée

parl’ondeévanescente.Al’opposé,l’équation4.8quidonnelesignalenregistréenépi-fluorescence

doitêtrecorrigédefaçonàtenircomptedusignaldefondgénéréparlamembranesupérieurede

laGUV.Commeillustrésurlafigure4.13,laPSFdets’étirelelongdel’axez,etlesmolécules

éloignéesdupland’observationvontcontribuer,dansunecertainemesure,ausignalenregistréen

épi-fluorescence.Toutefoiscesignal"horsfocus"estbeaucoupplusfaiblequeceluigénéréparles

moléculesprésentesdansleplandemiseaupoint.Eneffet,lafonctionPSFdetestmaximaledansle

plandemiseaupoint.Enconséquence,ilestnécessaired’appliqueruntermecorrectifmultiplicatif,
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noté β, à l’équation 4.8. Ce facteur correctif β est tout simplement le rapport (en épi-fluorescence)

entre : le signal généré par les molécules dans le plan focal (qui correspond à la toute petite zone

que recouvre la PSFdet dans le plan focal) et le signal total, c’est-à-dire celui généré dans le plan

focal plus celui produit par les molécules "hors focus" (qui correspond à la zone interceptée par la

PSFdet au niveau de la membrane supérieure sur la figure 4.13). A l’aide de cette représentation

graphique de la PSFdet, on comprend aisément que β va dépendre du diamètre D de la vésicule. En

conclusion, pour une vésicule en adhésion, la distance z0 entre la membrane lipidique et la surface

est donnée par :

z0(xd, yd) = −κ(θ) ln
fd(xd, yd, θ > θc)

γ(θ)β(D)fd(xd, yd, θ = 0)
(4.10)

En pratique, nous allons normaliser l’image TIRF par une image en épi-fluorescence, enregistrée

avec la même mise au point. Le calcul de la distance z0 est alors effectué à l’aide d’une procédure

développée avec le logiciel Igor Pro. Ce calcul numérique tient compte des facteurs de correction

γ(θ) et β(D). L’évaluation de ces deux facteurs de correction est détaillée dans les paragraphes

suivants.

4.4.2 Détermination de κ, γ et β

A Détermination de l’indice de réfraction effectif du milieu et de κ

La profondeur d’atténuation κ de l’onde évanescente est donnée par [146] :

κ (θ) =
λ

4π

1√
n2
verre sin2 θ − n2

eff

(4.11)

où neff l’indice effectif du milieu perçu par l’onde évanescente. On considère alors les vésicules

en adhésion comme un système de trois couches. L’onde évanescente pénètre d’abord une première

couche de glucose très fine (il s’agit du milieu dans lequel les vésicules sont suspendues). La deuxième

couche est la bicouche lipidique, i.e. la membrane de la vésicule. Enfin, la troisième couche est

l’intérieur de la vésicule, c’est-à-dire une solution de sucrose (figure 4.13). Les travaux de G. A.

Truskey, M. Reichert et J. S. Burmeister montrent que cet empilement de trois couches peut être

remplacé par une seule couche effective, d’indice neff, pour calculer le profondeur d’atténuation [165,

102, 146] L’indice de la membrane lipidique n’influence quasiment par neff. En revanche l’épaisseur de

la première couche a un impact sur neff, comme il a été mis en évidence par Gingell et collaborateurs

[166]. Si l’épaisseur de la première couche est quasiment nulle, alors neff sera voisin de l’indice

du sucrose. Plus l’épaisseur de la première couche augmente, plus neff tendra à se rapprocher de

l’indice du glucose. Pour déterminer neff, nous avons procédé de la même manière que lors de

l’étape de la calibration de l’angle d’incidence θ. La position angulaire de l’angle critique αc, pour

l’interface verre/vésicule, a été mesurée sur le BFP de l’objectif. La figure 4.14 présente une image du
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BFP obtenue en observant la fluorescence produite par une vésicule en adhésion. Même si l’anneau

excentrique de fluorescence est beaucoup moins contrasté que dans le cas d’un film de QDots (figure

3.13), il est tout à fait possible de déterminer αc.

Figure 4.14 – Image du BFP enregistrée pour une vésicule en adhésion. Cette image a été obtenue

avec excitation laser ∼ 25 W/cm2 en polarisation "s" et un temps d’acquisition de 200 ms. L’angle

critique vaut αc=0.465° ± 0.002°, ce qui correspond à θc=62° ± 0.4°.

L’angle critique θc a été ensuite déterminé à partir de la courbe de calibration (figure 3.14),

θc=62°. L’indice effectif peut être calculé à l’aide de l’équation :

neff = ng sin θc (4.12)

neff pour une vésicule en adhésion vaut alors 1.350 ± 0.005. Il est très proche de celui du sucrose

(1.343 ± 0.001). Dans le cas où la vésicule subit une répulsion induite par le substrat, elle se trouve

loin de l’interface. L’indice effectif est alors celui du glucose : 1.339 ± 0.001. A partir de l’équation

4.11, il est possible de calculer la profondeur d’atténuation de l’onde évanescente. Ainsi, pour θ=67°,

κ=97 ± 4 nm pour des vésicules en adhésion et κ=88.9 ± 0.6 nm pour les vésicules en répulsion.

B Facteur de correction de la puissance laser γ

L’excitation laser sur l’interface dépend de l’angle d’incidence θ et de l’état de la polarisation du

faisceau laser (paragraphe 2.4.2). Au cours de cette étude, j’ai travaillé uniquement en polarisation

"s". La variation théorique de "l’intensité" de l’onde évanescente sur l’interface est alors donnée

par les équations 2.25 et 2.26. Il est également possible de mesurer expérimentalement l’évolution

de γ(θ) en mesurant le signal de luminescence produit par une monocouche de QDots. Les images

du BFP ont été enregistrées à différents angles d’incidence pour l’interface verre/eau. On considère
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alors que puisque l’irradiation laser est très faible (25 W/cm2), le signal de luminescence enregistré

est directement proportionnel à "l’intensité" d’excitation (on est en dehors de tout phénomène

de saturation). Le signal de luminescence pour les différents angles a été mesuré puis normalisé

par rapport au signal à θ=0. La figure 4.15 montre que les données expérimentales suivent bien

l’évolution de la courbe théorique. "L’intensité" est bien maximale à l’angle critique θc.

Figure 4.15 – Evolution expérimentale de γ avec θ pour l’interface verre/eau. La courbe bleue

représente l’évolution théorique de γ. La puissance d’excitation laser est de 25 W/cm2.

Ces mesures sont aisées à effectuer lorsqu’il s’agit d’une simple interface, comme l’interface ver-

re/eau et à l’aide d’une monocouche de QDots. Cependant, comme je l’ai mentionné précédemment,

l’observation des images du BFP dans le cas de vésicules est nettement plus difficile. La raison prin-

cipale est que le signal provenant d’une seule vésicule est faible et beaucoup moins photostable que

celui des QDots. Afin d’estimer au mieux la valeur de γ, pour un angle θ donné et pour l’indice

effectif des vésicules, nous avons extrapolé les valeurs expérimentales de γ obtenues avec une courbe

de QDots, pour différents milieux d’observation (figure 4.16). Les monocouches ont été immergées

dans trois milieux différents : l’eau, le glucose et le sucrose, afin de se rapprocher le plus possible des

conditions réelles obtenues pour des vésicules en adhésion. Les indices de réfractions de ces milieux

ont été mesurés à l’aide d’un réfractomètre à ∼24°C. Les indices de références sont également donnés

dans le tableau 3.2 [167]. L’évolution du γ en fonction de l’indice suit un comportement linéaire

(figure 4.16). Les points expérimentaux ont pu être ajustés par une fonction affine. De cette manière,

il est possible d’extrapoler à partir de la droite de régression la valeur de γ pour le neff=1.35. J’ai

ainsi obtenu un facteur de correction γ pour θ=67°, de 2.63.
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TABLEAU 4.2 – Evolution de facteur de correction γ pour θ=67° en fonction de l’indice de réfraction du
milieu d’observation. Les solutions de glucose et de sucrose ont été préparées dans l’eau ultra-pure à pH=6.

milieu nthéo (à 20°C) nexp (à 24°C) γ écart-type γ

eau 1.333 1.333 2.49 0.32

glucose 1.339 1.339 2.52 0.20

sucrose 1.343 1.342 2.58 0.13

Figure 4.16 – Facteur de correction γ, pour θ=67°, en fonction de l’indice de réfraction du milieu.

Les données expérimentales (points noirs) ont été ajustées par un fonction affine.

C Facteur de correction β

L’imagerie TIRF est particulièrement bien adaptée à l’observation de la membrane inférieure

de la GUV car l’onde évanescente décroit exponentiellement sur quelques centaines de nm de l’in-

terface. Cependant, en épi-fluorescence la profondeur de champ en détection est bien plus grande,

typiquement quelques dizaines de µm, même avec un objectif de 1.45 d’ON. Ceci a pour conséquence

qu’une partie du signal émis par les sondes fluorescentes localisées loin de la surface, sera détectée.

Ainsi, la membrane supérieure des vésicules est une source du bruit de fond en épi-fluorescence

qu’il faut estimer afin de calculer la distance membrane-surface. Comme le montre la figure 4.13,

la fonction PSFdet est étendue selon l’axe z. Par conséquent, les fluorophores situés loin du plan

focal peuvent contribuer au signal en épi-fluorescence. Néanmoins, comme je l’ai expliqué précé-

demment, ce signal "hors focus" est faible, comparé au signal dans le plan focal. En effet, plus on

s’éloigne du plan focal, plus la PSFdet diminue. Afin d’éliminer ce signal "hors focus", le signal

en épi-fluorescence doit être multiplié par un facteur de correction β. β est le ratio entre le signal
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généré par des molécules fluorescentes dans le plan focal divisé par le signal total, c’est-à-dire le

signal dans le plan focal plus celui "hors focus" :

β =
fd(xd, yd, θ = 0) en focus

fd(xd, yd, θ = 0) en focus + hors focus
(4.13)

β peut être calculé car on peut prédire la forme de la vésicule. Cette dernière est déterminée

par son état d’adhésion et va donc varier selon la surface utilisée. Par exemple, en adhésion faible,

la forme de la vésicule peut être approximée par une sphère ou une oblate. A l’opposé, si la vésicule

est attirée et s’étale sur la surface, sa forme ressemble plus à une demi-sphère ou une demi-oblate

(figure 4.17) [168]. Le facteur β a été calculé théoriquement pour ces quatre formes typiques de

GUV à partir de l’équation 4.3. L’expression de la PSFdet utilisée pour ce calcul est de la forme

Gausienne-Lorentzienne [163] :

PSFdet(x, y, z) =
ω2

0

ω(z)2
e
− 2(x2+y2)

ω(z)2 (4.14)

avec ω

ω(z) = ω0

√
1 +

z2λ2

π2ω2
0

(4.15)

Figure 4.17 – Calcul du facteur de correction β en fonction du diamètre apparent D de la vésicule,

pour quatre formes différentes de vésicules.
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Nousavonsfixéω0à200nmetλà525nm.Cettevaleurduwaistω0,correspondàlavaleur

typiquequ’ilestpossibled’obteniraveccetobjectif[169].Danslecasd’uneformeoblate,lerapport

grandaxesurpetitaxeaétéfixéà2.Lafigure4.17montrel’évolutiondeβenfonctiondudiamètre

apparentD(celuiobservéenépi-fluorescence)delavésicule.Cecalculmontrebienquelesignal

"horsfocus"estfaible.Lesvésiculesquej’aiétudiéesavaientundiamètreDd’aumoins10µm,par

conséquentβestsupérieurà0.7quelllequesoitlaformedelavésicule.

4.5 AnalysedesimagesenTIRFetenépi-fluorescence

Endéplaçantlamiseaupointlelongdel’axez,ilestpossibled’observerlescontoursdesvésicules

enépi-fluorescence.OnpeutalorsdéterminerlediamètreapparentDdesGUVsetidentifierlaforme

delavésicule:unesphère(ouuneoblate),oualorsunedemi-sphère(oudemi-oblate).Cettepremière

analyseestcapitalepourdéterminerletermecorrectifβ.

ApartirdesimagesTIRF,j’aidéterminélediamètredelasurfaced’étalementdesvésicules.

OnnotecediamètreL(figure4.18).L’étatd’étalementEpeutêtrequantifiéàpartirduratio

entreLetD,E=LD.UnexempleducalculdeEestprésentésurlafigure4.18(E=0.66).Lesvaleurs

d’étalementEdesvésiculessurlesdifférentssubstratssontrésuméesdansletableau4.3.Lesvaleurs

deEpermettentderéaliserunepremièreclassificationdesinteractionsvésicules-surface.

Figure4.18–(A)Schémad’unevésiculeadhéréesurunesurface.Lreprésentelediamètrede

lazonedecontactetDlediamètreapparentdelavésicule.(B)Lestdélimitésurl’imageTIRF

(l’angled’incidencedeθ=67°enpolarisation"s").(C)Destdéterminéàpartird’uneimagedéfo-

caliséeenépi-fluorescence(θ=0°).Surcetexemple,unevésiculebiotinyléereposesurunesurface

fonctionnaliséeavecdelastreptavidine,L=12.7µmetD=19.1µm.Lesimagesontétécapturées

avecuntempsd’acquisitionde300msetuneirradiancede25 W/cm2.

LesvaleursdeErévèlentquelesvésiculesmisesencontactavecdessurfaceschargéesnégati-

vement(SiOHetβ-caséine)nes’étalentquasimentpas(E∼0.15,tableau4.4).Aucontraire,sur

unesurfacedestreptavidine,lesvésiculesbiotinyléess’étalentdefaçonnettementplusimportante

carE∼0.7.Surlesautressurfaces,lesvésiculess’étalentquasitotalementcar E∼0.9.Ilest
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intéressant de noter que sur les surfaces recouvertes de poly-L-lysine ou d’aminosilanes, les forces

d’attraction sont telles que 〈E〉≈1 et que très rapidement on observe la lyse des vésicules. L’impact

de ce phénomène est important, car ce n’est plus une vésicule qui repose sur la surface, mais une bi-

couche lipidique. La lyse des GUVs est d’ailleurs la signature des interactions électrostatiques entre

la membrane lipidique, chargée négativement, et la surface d’amine ou de poly-L-lysine, chargées

positivement.

TABLEAU 4.3 – Tableau récapitulatif des valeurs moyennes du diamètre apparent 〈D〉, du diamètre de la
zone de contact 〈L〉 et d’étalement 〈E〉 des vésicules sur différents substrats. Les écart-types entre les mesures
sont notés σD, σL et σE . N représente le nombre de vésicules sur lesquelles le ratio a été calculé.

substrat 〈D〉(µm) σD 〈L〉(µm) σL 〈E〉 σE N

SiOH 24.9 6.4 3.2 1.4 0.12 0.03 21

β-caséine 22.2 1.8 3.6 0.5 0.16 0.02 7

biotine-streptavidine 22.9 7.3 15.6 5.7 0.69 0.15 26

NH2-PEG 5000 27.5 7 22.9 7.2 0.82 0.09 10

PDDA 23.4 6.1 20.7 5.9 0.88 0.07 19

NH2-PEG 2000 21 4.9 18.5 3.8 0.89 0.08 20

NH2/poly-L-lysine - - - - ≈1 - -

Figure 4.19 – Schémas représentatifs d’une vésicule en répulsion sur le substrat recouvert de β-

caséine (A1) et en attraction sur une surface de PDDA (A2). (B1 et B2) : images en épi-fluorescence

(θ=0°), (C1 et C2) : en TIRF (θ=67° en polarisation "s"). Les images ont été enregistrées avec une

irradiance de 25 W/cm2 et un temps d’acquisition de 100 ms.
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L’adhésion d’une vésicule a des répercussions importantes sur l’image TIRF. Sur les surfaces

chargées négativement, les images TIRF mettent en évidence un faible signal de fluorescence, réparti

sur une petite zone d’étalement (figure 4.19 C1). Le fait que ce signal soit faible, signifie que la

membrane se situe loin de l’interface. Avec la même mise au point (i.e. sur l’interface), les images en

épi-fluorescence font ainsi apparaître un halo lumineux diffus (figure 4.19 B1). A l’inverse, sur une

surface chargée positivement, l’étalement est plus important. La membrane semble être plus proche

de l’interface, car le signal TIRF est conséquent (figure 4.19 C2). De plus, on voit très distinctement

apparaître un disque brillant très contrasté et homogène, presque aussi large que celui observé sur

l’image en épi-fluorescence (figure 4.19 B2) en accord avec la valeur de E présentée dans le tableau

4.3 (〈E〉∼0.9 sur PDDA).

4.6 Détermination des distances membrane-surface

Il est important de souligner un point essentiel : pour que la normalisation du signal TIRF par

le signal en épi-fluorescence soit possible, les deux images doivent être capturées rapidement l’une

à la suite de l’autre, et strictement dans les mêmes conditions. C’est-à-dire avec la même puissance

d’excitation laser, la même mise au point (au niveau de l’interface) et le même temps d’acquisition.

4.6.1 Adhésion non spécifique

Dans le but de quantifier le plus finement possible l’adhésion des vésicules sur les différents

substrats préparés, nous avons mesuré les distances z0 qui séparent la membrane lipidique des

surfaces. z0 a été calculé à l’aide de l’équation 4.10 en chaque pixel des images. Après traitement

numérique, on obtient de nouvelles images des distances membrane-support, comme illustré sur la

figure 4.20.

Grâce à ces images, il est possible de cartographier les distances z0 sur la totalité de la zone de

contact. La figure 4.20 donne des exemples de cartographie sur différentes surfaces. De plus, afin

de mieux comparer les images des distances, nous avons tracé les histogrammes des distances en

considérant uniquement la zone centrale d’adhésion (sélectionnée par un ROI, "region of interest",

délimité sur la figure 4.20 Ci par les carrés noirs), afin de s’affranchir des aberrations sur le calcul

de z0 produites par la courbure de la membrane au bord de la zone d’adhésion. Les histogrammes

ont été tracés sous la forme d’une densité de probabilité p(z0), figure 4.20 D1-D3. Ces densités de

probabilités ont été ajustées avec une distribution Gaussienne afin d’en extraire la valeur moyenne

〈p(z0)〉 et son écart-type σp(z0). Ce dernier paramètre rend compte des fluctuations de la membrane

au dessus de la surface (phénomène d’ondulation induit par la force répulsive "d’Helfrich"), mais

également de l’hétérogénéité de la surface. En effet, les surfaces étudiées étant fonctionnalisées

avec des protéines ou des polymères, elles peuvent présenter certaines imperfections topographiques

dues à l’organisation spatiale des molécules. σp(z0) est aussi appelé "rugosité dynamique" dans la
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littérature. Pour chaque type de substrat, j’ai enregistré le comportement de plusieurs vésicules.

Les valeurs moyennes et les écart-types des distributions pi(z0) obtenus pour chaque GUV ont été

moyennés. 〈z0〉 représente la valeur moyenne des valeurs moyennes 〈pi(z0)〉 et σ〈p(z0)〉 l’écart-type

de ces valeurs. 〈σpi(z0)〉 et σσpi(z0) sont respectivement la moyenne et l’écart-type des rugosités

dynamiques σpi(z0) enregistrées pour chaque vésicule.

Comme je l’ai déjà souligné, il est possible de contrôler les interactions entre les vésicules et son

substrat. Etant donné que la charge effective des vésicules est négative, nous avons observé leur

comportement sur différentes surfaces chargées. Dans le but d’induire une répulsion électrostatique,

les vésicules ont été déposées sur des surfaces électronégatives telles que la β-caséine ou SiOH.

Un exemple typique de comportement est présenté sur la figure 4.20 A1, B1, C1. Les vésicules

s’équilibrent à une distance moyenne de 〈z0〉=279 nm dans le cas de la β-caséine et 〈z0〉=199 nm

dans le cas de SiOH. Lorsque les surfaces sont chargées positivement, les vésicules sont plutôt

attirées vers la surface (attraction électrostatique). C’est le cas pour des vésicules mises en contact

avec des substrats recouverts de PDDA, de NH2-PEG 2000 ou 5000, de poly-L-lysine ou d’amines.

Un exemple typique d’image des distances membrane-support sur une surface chargée positivement

est donné sur la figure 4.20 C2. La distance moyenne 〈z0〉 diminue alors considérablement par rapport

à la surface chargée négativement. Pour ces substrats, le 〈z0〉 varie entre 62 et 2 nm. Les résultats

obtenus pour toutes les surfaces sont détaillés dans le tableau 4.4.

TABLEAU 4.4 – Tableau récapitulatif des mesures d’adhésion (AS signifie adhésion spécifique et ANS
adhésion non spécifique). N représente le nombre de vésicules sur lesquelles les mesures ont été effectuées.
Pour l’adhésion spécifique, les vésicules sont composées de 95% de lipides DOPC, 0.1% de DOPE-ATTO
488, 4.4% de DSPE-mPEG2000 et 0.5% de DSPE-PEG2000-biotine. Pour le contrôle de cette adhésion, les
vésicules se composent de 95.5% de lipides DOPC, 0.1% de DOPE-ATTO 488 et 4.4% de DSPE-mPEG2000.
Les vésicules utilisées pour toutes les autres expériences d’adhésion non spécifique se composent de 99.9%
de lipides DOPC et de 0.1% de DOPE-ATTO 488.

substrat AS ANS 〈z0〉 σ〈pi(z0)〉 〈σpi(z0)〉 σσpi(z0) N 〈h〉
(nm) (nm) (nm) (nm) (nm)

β-caséine x 279 46 18 3 14 121

SiOH x 199 34 20 3 20 98

contrôle biotine x 146 19 3 1 12 -

NH2-PEG 5000 x 62 18 12 5 22 337

PDDA x 55 22 9 4 36 372

NH2-PEG 2000 x 44 20 15 3 27 388

biotine-streptavidine x 34/46 16/18 10/7 5/4 21 317

poly-L-lysine x 14 11 16 2 6 -

NH2 x 2 10 17 3 6 -
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Figure4.20–(Ai)Imagesenépi-fluorescence(θ=0°),(Bi)imagesenTIRF(θ=67°enpolarisa-

tion"s"),(Ci)imagesdedistancesz0,(Di)histogrammedesdistancesp(z0)aucentredelazone

d’adhésion,délimitéeparunROI(carrénoirsurCi).A1àD1:casd’unevésiculesurunsubstrat

recouvertdeβ-caséine;A2àD2:vésiculesurunesurfacedePDDA;A3àD3:vésiculebiotinylée

surunesurfacerecouvertedestreptavidine.LesimagesA1,B1,A2etB2ontétéenregistréesavec

untempsd’acquisitionde100msetlesimagesA3,B3avecuntempsd’acquisitionde300ms.

L’irradianceestde25 W/cm2(λ=488nm).
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4.6.2 Adhésion spécifique

Nous avons mis en évidence un phénomène d’adhésion spécifique entre la membrane et la surface

à l’aide d’un binôme de protéines caractérisé par une force d’interaction très élevée (de l’ordre

de Kd∼10−14mol/l). Les protéines en question sont la biotine et la streptavidine. Elles sont bien

connues pour leur liaison spécifique et donc souvent employées en biophysique. Pour réaliser cette

expérience, nous avons utilisé les surfaces fonctionnalisées avec de la streptavidine sur lesquelles

des vésicules contenant les phospholipides biotinylés (DSPE-mPEG2000-biotine) ont été déposés.

Un exemple d’image des distances membrane-surface pour une GUV en adhésion spécifique est

donné sur la figure 4.20 C3. L’adhésion spécifique se produit lorsque la biotine greffée sur la longue

chaîne d’un PEG reconnaît spécifiquement la streptavidine présente sur la surface. Une première

liaison biotine-streptavidine provoque l’accumulation des autres biotines sur la même zone, de façon

à former des plaques d’adhésion (figure 4.21). Nous avons pu observer différents types de plaques

en termes de taille et de répartition. La figure 4.21 A représente le cas d’une vésicule liée à la

surface par de nombreuses liaisons biotine-streptavidine. La figure 4.21 B représente un cas où ces

liaisons sont moins nombreuses. Un zoom sur une petite zone d’adhésion, délimitée par un ROI sur

la figure 4.21 A1 et B1, permet de mieux apprécier la taille des plaques (figure 4.21 A2 et B2). Cette

hétérogénéité est particulièrement visible sur la distribution des distances p(z0), où on distingue

deux sous-populations. p(z0) a été ajustée à l’aide de deux Gaussiennes et nous avons analysé les

distances moyennes 〈z0〉 de ces deux populations ainsi que leurs écart-types moyens 〈σp(z0)〉 (tableau
4.5). On peut en déduire que la première population est située ≈34 nm et la deuxième vers ≈46 nm.

La figure 4.21 montre que lorsque la taille des plaques augmente, la distance moyenne membrane-

surface de la première population diminue. Sur la figure 4.21 A2, on peut observer l’existence de

petites plaques d’adhésion, très rapprochées. Dans ce cas, la distance z0 au niveau de ces zones

d’adhésion est d’environ 27 nm. Sur la figure 4.21 B2, les zones d’adhésion sont plus grandes et plus

espacées ; la distance membrane-surface est alors de ∼20 nm. Le reste de la membrane, celle qui

n’est pas liée à la surface reste à une distance d’environ 40 nm du support.

Afin de confirmer la spécificité de cette adhésion, nous avons déposé sur le même substrat (re-

couvert de streptavidine) de vésicules dépourvues de phospholipides biotinylés. L’expérience montre

bien l’absence d’adhésion spécifique. On observe un faible signal de fluorescence en TIRF, avec des

profils similaires à ceux enregistrés sur la β-caséine et SiOH (figure 4.22). La membrane se situe en

moyenne à 〈z0〉=146 nm avec 〈σp(z0)〉=3 nm.
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Figure 4.21 – (A1, B1) Vésicules biotinylées en adhésion sur un substrat recouvert de streptavidine.

Le carré noir représente une zone de 5 x 5 µm2, agrandie sur les images (A2 et B2). (A3 et B3)

Les histogrammes de distances représentés en terme de densités de probabilité p(z0) établis à partir

des images A2 et B2. Les images ont été capturées avec un temps d’acquisition de 300 ms et une

irradiance de 25 W/cm2.

Figure 4.22 – (A) Image en épi-fluorescence (θ=0°), (B) image TIRF (θ=67° en polarisation "s"),

(C) image des distances z0 et (D) son histogtamme des distances pi(z0), d’une vésicule "contrôle" dé-

pourvue de biotine, déposée sur un substrat recouvert de streptavidine. Les images ont été capturées

avec un temps d’acquisition de 300 ms et une irradiance de 25 W/cm2.

4.6.3 Discussion

Dans le cas de l’adhésion non spécifique, les forces d’interaction entre la membrane et la surface

contrebalancent l’attraction gravitationnelle. Ces interactions entre les GUVs et le substrat peuvent
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avoir plusieurs origines. Les forces de van der Waals sont celles qui agissent aux distances les plus

courtes, typiquement à l’échelle nanométrique. A plus longue distance, il peut apparaître une at-

traction ou une répulsion électrostatique. Il existe également une force de répulsion importante,

induite par le substrat, à l’origine de l’ondulation de la membrane. Il s’agit de la force de répul-

sion d’Helfrich [170]. Cette dernière donne naissance à des modulations importantes de la distance

membrane-surface, typiquement ≈50 nm [170]. Dans le but de montrer l’importance des interactions

électrostatiques dans nos expériences, j’ai estimé la distance moyenne entre la membrane lipidique

et la surface lorsque l’attraction gravitationnelle est uniquement compensée par la force de répulsion

d’Helfrich (j’ai négligé les interactions de van der Waals car elles ne deviennent préponderantes qu’à

des distances de quelques nm). La force de gravitation est donnée par Fg=∆ρ ·V · g, où ∆ρ est la

différence de densité entre l’intérieur et l’extérieur de la vésicule, V le volume de la vésicule et g

l’accélération de la pesanteur. La force de répulsion d’Helfrich est quant à elle donnée par [171] :

Frep =
2Acfl(KBT)2

K〈h〉3
(4.16)

où A est la surface de la zone de contact, cfl est une constante qui vaut 0.116 [170], K est

l’énergie de courbure de la membrane et 〈h〉 la distance moyenne entre la membrane et le support.

En écrivant l’équilibre des forces (Frep=Fg), et à partir des valeurs de L et D, il est possible de

calculer 〈h〉 tel que :

〈h〉 = 3

√
2cflA(KBT)2

K∆ρVg
(4.17)

∆ρ vaut 9.3 kg/m3 dans nos expériences, K=8.5x10−20 J pour une membrane en DOPC [172],

T=295°K, A=π(L2 )2 et V=4
3π(D2 )3 dans le cas d’une sphère ou moitié moins dans le cas d’une

demi-sphère. Les valeurs de 〈h〉 ont été calculées pour toutes les surfaces. Elles sont données dans

le tableau 4.4. Les valeurs estimées de la distance membrane-surface ne coïncident absolument

pas avec nos valeurs expérimentales. C’est la preuve que nos résultats expérimentaux ne peuvent

s’expliquer que si on ajoute une force supplémentaire liée aux interactions électrostatiques. Par

exemple sur la surface de β-caséine et SiOH, 〈h〉∼100 nm, alors que 〈z0〉≈200 nm pour SiOH et

〈z0〉≈280 nm pour la β-caséine. Il existe donc sur ces surfaces une force de répulsion électrostatique

importante qui repousse la vésicule au delà de la distance de 100 nm prédite par les fluctuations

thermodynamiques de la membrane. De même pour les surfaces chargées positivement (PDDA, NH2-

PEG, poly-L-Lysine, NH2), où il existe cette fois une force d’attraction électrostatique qui s’oppose

à la force de répulsion d’Helfrich. Pour confirmer le rôle joué par les interactions électrostatiques,

nous avons récemment entrepris de mesurer le potentiel ζ des surfaces. Or, il est impossible de

mesurer directement ce potentiel sur une surface. Nous avons décidé de faire cette mesure sur des

nanoparticules de silice. Au laboratoire, on possède un ζ-mètre (Zetasizer Nano-ZS, Nano series) qui

permet de mesurer cette valeur. Les nanoparticules de silice ont été synthétisées suivant la méthode
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décrite dans l’article de Bogush et collaborateurs [173]. Les particules que nous avons élaborées ont

un diamètre moyen de 140 nm et présentent directement à leur surface les groupements SiOH. Le

potentiel ζ de la surface SiOH a été mesuré sur les nanoparticules et vaut ∼ -40 mV. Au moment de la

rédaction de ce manuscrit, nous n’avons pas eu le temps de reproduire toutes les fonctionnalisations

sur les nanoparticules. En effet, les protocoles initialement prévus pour les surfaces doivent être

adaptés pour les nanoparticules. Malgré tout, nous avons montré que par ajout de β-caséine, le

potentiel ζ est légèrement plus négatif (-45 mV). Lorsqu’on ajoute du PDDA, le potentiel devient

positif (30 mV). Pour conclure, ces premières mesures du potentiel ζ renforcent l’hypothèse que les

interactions électrostatiques jouent un rôle de premier plan dans nos expériences. En supposant que

la valeur moyenne de la distance membrane/surface mesurée en nTIRF soit directement corrélée

à l’amplitude de la force d’attraction ou de répulsion électrostatique, il est possible de classer les

surfaces comme sur la figure 4.23. Il nous reste à confirmer ce classement à l’aide des valeurs du

potentiel ζ.

La rugosité dynamique moyenne 〈σp(z0)〉 varie de façon intéressante dans le tableau 4.5. Si on

exclut les valeurs enregistrées sur la poly-L-lysine et sur les amines, 〈σp(z0)〉 diminue avec 〈z0〉.
〈σp(z0)〉∼19 nm dans le cas d’une répulsion électrostatique et ∼12 nm dans le cas d’une attraction

électrostatique. Une telle variation de la rugosité dynamique a déjà été observée dans la littérature

[174]. La rugosité dynamique semble donc diminuer au fur et à mesure que la force d’adhésion

augmente. Dans le cas des surfaces de poly-L-Lysine et NH2, 〈σp(z0)〉∼16-17 nm, car la membrane

est instable sur la surface. En effet, comme je l’ai écrit précédemment, on observe très vite la lyse des

GUVs sur ces deux surfaces, certainement parce que leur potentiel ζ électropositif est très élevé. La

distance moyenne entre la bicouche lipidique et la surface sur poly-L-lysine et NH2 a été déterminée

respectivement à 14 et 2 nm. La distance z0 est beaucoup plus difficile à déterminer du fait de

l’hétérogénéité de la membrane après la lyse. Nous avons d’ailleurs souvent observé l’apparition de

nano-vésicules au dessus de la membrane, voire la formation d’invaginations. Cette différence de

distance de 10 nm enregistrée entre les amines et la poly-L-lysine peut s’expliquer par l’épaisseur

de la double couche électrique de Gouy-Chapman-Stern (paragraphe 1.2.4 B). On peut tout à fait

imaginer que dans le cas de la poly-L-lysine le plan de cisaillement est situé beaucoup plus loin

de la surface que dans le cas d’une surface recouverte d’amine. Lorsqu’on ajoute des PEG sur

les amines, la membrane initialement située à 2 nm est repoussée à 40-60 nm. Cette distance de

quelques dizaines de nm ne peut pas s’expliquer par la longueur des PEG, qui n’excède pas ∼10
nm pour les PEG 5000 et ∼ 4 nm pour les PEG 2000 [170]. De plus, les PEG sont des polymères

qui ne possèdent aucune charge apparente. Par conséquent ces derniers ne peuvent pas directement

contribuer à l’attraction électrostatique des vésicules vers la surface. Plus vraisemblablement, ces

observations peuvent s’expliquer par le fait que la couche de PEG écrante la charge effective des

amines. Leur encombrement stérique ne leur permet pas de former des liaisons avec tous les amino-

silanes disponibles. En changeant la masse moléculaire de la chaîne carbonée des PEG, on modifie

l’épaisseur de la couche d’écrantage. En conséquence, plus les polymères sont longs, plus la charge



4.6 Détermination des distances membrane-surface 121

effective de la couche d’amine sera écrantée, et plus le potentiel ζ sera faible. Mes observations vont

dans le sens : 〈z0〉=62 nm avec les PEG 5000 et 44 nm avec les PEG 2000. Je souhaite mettre

en évidence ce phénomène d’écrantage à partir des mesures du potentiel ζ sur les nanoparticules.

La charge effective des surfaces fonctionnalisées au PDDA est également positive. Une partie de la

charge du polymère est engagée dans les liaisons avec les groupements SiOH de la surface (nettoyée

au piranha) ; l’autre partie est à l’origine de la charge effective de la surface. On peut également

imaginer que le polymère n’est pas parfaitement déplié sur la surface mais forme des petites pelotes

qui fluctuent, éloignant ainsi à quelques dizaines de nm le plan de cisaillement entre la couche diffuse

et la couche de Stern.

Figure 4.23 – Représentation schématique des vésicules en interaction électrostatique sur les dif-

férentes surface. Dans le cas d’attraction électrostatique, la distance z0 membrane-surface diminue

au fur et à mesure que la force d’attraction augmente. A l’opposé, la distance z0 augmente avec la

force de répulsion.

Dans le cas de l’adhésion spécifique, la distance entre la membrane libre et la surface au niveau

des jonctions biotine-streptavidine est en moyenne de 34 nm. La figure 4.21 montre que cette dis-

tance varie avec la taille des plaques d’adhésion. Lorsqu’elles se regroupent pour former de larges
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zones, z0∼20 nm. Ce phénomène de regroupement de plaques d’adhésion, s’accompagne donc d’un

rapprochement de la membrane vers la surface. Ceci peut être corrélé à la densité de streptavi-

dine déposée sur la surface. Le processus serait le suivant : les phospholipides biotinylés présents

dans la membrane se regroupent au sein de microdomaines puis se lient aux streptavidines, ce qui

provoque l’apparition des plaques d’adhésion. En effet, les lipides biotinylés sont connus pour s’or-

ganiser en microdomaines (séparation de phases) à la surface des vésicules [175]. Lorsque la surface

est recouverte de streptavidine de façon homogène, de nombreuses petites plaques d’adhésion ap-

paraissent. Cependant, lorsque la streptavidine ne recouvre pas toute la surface de la lamelle, les

plaques d’adhésion sont beaucoup plus espacées, et leur taille est plus importante.

Les phospholipides DSPE-mPEG2000 ont pour but d’écranter la surface de la vésicule afin

d’éviter le phénomène d’adhésion non spécifique. Ils sont plus nombreux que les DOPE-ATTO488

(chargés négativement) et il est possible d’émettre l’hypothèse qu’ils sont répartis uniformément au

sein de la membrane. La présence des DSPE-mPEG2000 à l’intérieur des plaques ne semble pas être

gênante car les biotines sont greffées au bout de la chaîne de PEG, de même longueur que celle du

DSPE-mPEG2000. Une représentation idéalisée d’une zone d’adhésion est donnée sur la figure 4.24.

Figure 4.24 – Représentation schématique d’une plaque d’adhésion spécifique.

4.7 Simulations Monte Carlo

Pour comprendre quels sont les paramètres expérimentaux qui peuvent influencer le calcul de

z0, nous avons mis en oeuvre des simulations Monte Carlo afin de reproduire numériquement une

expérience nTIRF. Le but de ces simulations est de fournir des informations pertinentes sur l’origine

de l’erreur lors du calcul de z0.
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4.7.1 Simulations du signal de fluorescence

Le temps d’acquisition dans nos expériences était de l’ordre de 100 ms. Si on répète plusieurs

fois la mesure sur des vésicules, on se rend compte que le signal varie légèrement en chaque pixel

de l’image. L’origine de ces variations du signal est principalement liée à la diffusion de la sonde

fluorecente dans la membrane lipidique. Les expériences de spectroscopie de corrélation de fluores-

cence (FCS) montrent en effet que le temps moyen que met une molécule pour traverser une zone

d’environ 250 nm de diamètre est d’environ 1 ms dans des bicouches lipidiques et 1-5 ms dans des

membranes cellulaires [57, 58]. Le grandissement à l’échelle d’un pixel faisant approximativement

100 nm, le processus de diffusion va induire, au niveau de chaque pixel, des fluctuations impor-

tantes du signal de fluorescence à l’échelle de la ms. La figure 4.25 A, montre d’ailleurs l’évolution

instantanée (toutes les ms) du signal de fluorescence pour un pixel de la caméra, dans le cas d’une

vésicule en adhésion. Le signal moyen 〈F(t)〉 est de 12.8 coups/ms et l’écart-type est de σF=6.6

coups/ms (ces valeurs ont été obtenues en ajustant l’histogramme du signal de fluorescence avec

une distribution Gaussienne, figure 4.25 B). En FCS, on met en évidence qu’il existe un lien entre

les fluctuations δF(t) du signal et la concentration de fluorophore. Plus le nombre de molécules

présentes dans le volume d’analyse est faible, plus les fluctuations δF(t) (et par conséquent σF) sont

importantes. Dans l’exemple de la figure 4.25 A, σF
〈F(t)〉∼

σF(t)
〈F(t)〉 w 50%. Une analyse détaillée d’un

grand nombre d’échantillons nous a permis de montrer que le rapport σF
〈F(t)〉 était compris entre

20 et 50% dans nos expériences. Ces variations de quelques dizaines de % sont directement liées

au marquage des vésicules, d’une électroformation à l’autre. Ce sont ces fluctuations instantanées

δF(t) à l’échelle de la ms qui vont après 100 ms (ou 300 ms) de temps d’acquisition, faire fluctuer

le signal de fluorescence en chaque pixel. On comprend alors intuitivement que plus les fluctuations

δF(t) sont importantes (ce qui correspond à un faible marquage), plus l’erreur sur le calcul de z0 est

elle aussi importante. Or, on ne peut pas augmenter indéfiniment la quantité de fluorophore dans

les membranes lipidiques. Avec trop de fluorophore DOPE-ATTO488, on verra peut être apparaître

des domaines membranaires riches en DOPE et le marquage fluorescent ne sera plus homogène.

Il en est de même avec des cellules vivantes. Si la quantité de fluorophore est trop importante, les

cellules perdent leur comportement normal, elles ne migrent plus, voir elles désadhérent. Nous avons

donc marqué les vésicules en tenant compte qu’il ne fallait pas une concentration trop importante

de fluorophore. Pour voir l’influence des différents paramètres comme δF(t) (ou σF) et le temps

d’intégration sur l’erreur de calcul de z0, nous avons simulé le signal de fluorescence enregistré au

niveau d’un pixel de la caméra par une méthode Monte Carlo.

La diffusion rapide des sondes fluorescentes provoque des fluctuations du signal de fluorescence au

cours du temps, comme sur la figure 4.25 A. Ces fluctuations temporelles suivent une loi Gaussienne,

comme le montre la figure 4.25 B. Pour reproduire un tel signal de fluorescence, il suffit de tirer

au sort à chaque itération une valeur de fluorescence suivant une loi de probabilité normale (ou

Gaussienne). Pour cela, on fixe 〈F(t)〉 et le rapport
∑

= σF
〈F(t)〉 . Le logiciel Mathematica permet de

faire ce type de tirage au sort. On obtient alors un signal comme celui présenté sur la figure 4.25 C,



124 Etude de l’adhésion des vésicules par nTIRFM

où σF
〈F〉 a été fixé à 50% et 〈F〉=12.8 coups/ms.

Figure 4.25 – (A) Evolution du signal de fluorescence en TIRF au cours du temps enregistré avec

la caméra CMOS (les bruits de fond ont été retranchés). (B) Histogramme du signal de fluorescence.

Ce dernier est ajusté à l’aide d’une distribution Gaussienne. (C) Exemple de simulation Monte Carlo

qui reproduit ce signal expérimental (A).

Pour simuler une expérience, on fixe la valeur de z0 (noté zth0 ), puis on calcule le signal moyen

〈F(t)〉 en TIRF et en épi-fluorescence. On lance alors deux séries d’itérations pour simuler un signal

en épi-fluorescence et en TIRF, sachant que γ=2.3 et β=1 et κ=97 nm. Pour cela, on fixe une valeur

de
∑

(ou de σF ). On intégre ensuite le signal pour les deux séries d’itérations, on obtient fTIRF
et fEPI , et puis on calcule z0 à l’aide de l’équation 4.10. Enfin, on chiffre la précision du calcul en

déterminant le paramètre ∆, défini comme ∆= |z0−z
th
0 |

zth0
.

4.7.2 Influence du nombre d’itérations et de σF (ou δF(t))

Nous avons effectué plusieurs séries de simulations, en fixant zth0 à 50 nm et I0 à 8 coups/ms, et en

faisant varier le nombre d’itérations de 3 à 1000, ainsi que
∑

de 20 à 50%. Les résultats sont présentés

sur la figure 4.26 A. Cette figure montre, d’une part, que pour un niveau donné de fluctuation
∑

,

l’erreur ∆ sur le calcul de z0 diminue plus le nombre d’itérations augmente. D’autre part, pour

un nombre d’itérations fixé, l’erreur ∆ augmente avec
∑

. Ce résultat corrobore notre intuition de

départ, c’est-à-dire que la concentration du marqueur fluorescent influence l’erreur sur le calcul de

z0. Moins il y a de fluorophores, plus les fluctuations de fluorescence augmentent, et plus il faudra

augmenter le temps d’acquisition pour lisser les fluctuations. Une itération correspond au temps que

met une molécule pour traverser (diffuser) une zone d’environ 100 nm (le grandissement pour un
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pixel).Onsaitqu’enréalitécetempsvauttypiquement0.5à2ms:100itérationscorrespondentà

50-200msdetempsd’acquisition.Or,lamajoritédesexpériencesnTIRFontétéréaliséesavecun

tempsd’acquisitionde100ms.Cetempsd’acquisitionestdonctoutàfaitacceptable,carl’erreur

∆n’excèdepas10%.

4.7.3 Influencedubruitdefond

Ilesttoutàfaitpossibled’ajouterunbruitdefonddansnossimulationsafindetenircomptedes

différentessourcesdebruitdansnosexpériences.Ilyatoutd’abordlebruit"propre"delacaméra

CCDouCMOSquivaut100coupsquelquesoitletempsd’intégration.Ils’agitenréalitéd’un

"offset"électroniqueafind’éviterl’apparitiondessignauxnégatifs.Aceniveaudefonds’ajoute

unbruitliéàl’excitationlasercommeladiffusionRamanduverreetdusolvant.Sachantquela

puissancelaserutiliséedanslesexpériencesesttrèsfaible,cessignauxRamansonteuxaussitrès

faibles.Nossimulationsontmontréquel’erreursurlecalculdez0n’étaitpasinfluencéeparles

différentessourcesdebruitdefond,mêmelorsqu’ilssontimportants.

Figure4.26–(A)Evolutiondel’erreur∆surlecalculdez0enfonctiondunombred’itérations

etde .(B)Evolutionde∆z0avec .

Onpeutmontrerendéveloppantlelogarithmedanslecalculdez0,qu’iln’estpasnécessairede

soustrairelebruitdefond,silerapportbruitsursignalestsimilaireenTIRFetenépi-fluorescence:

ln
fTIRF
fEPI

=ln
STIRF+BTIRF
SEPI+BEPI

=ln
STIRF
SEPI

+ln
1+BTIRFSTIRF

1+BEPISEPI

≈ln
STIRF
SEPI

(4.18)

oùSTIRFcorrespondausignalémisparlesmoléculesd’ATTO488etBTIRFaubruitdefonden

TIRF(demêmepourlesignalenépi-fluorescence).CommelavaleurdeB/Sestfaibleetquasiment
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identique en TIRF et en épi-fluorescence, le deuxième terme du développement du logarithme tend

vers zéro. Nous avons vérifié expérimentalement cette approximation.

4.7.4 Erreur absolue ∆z0

Il est possible de chiffrer l’erreur absolue sur z0, notée ∆z0, à l’aide de nos simulations Monte

Carlo. Il suffit pour cela de lancer un grand nombre de simulations (typiquement 104, ce qui corres-

pond à une image de 100x100 pixels) et de calculer l’écart-type sur l’ensemble des mesures de z0.

Cet écart-type donne l’erreur absolue ∆z0 sur la mesure de z0.

Dans une première série de simulations, nous avons montré que ∆z0 ne varie pas avec la position

de zth0 de la membrane lipidique. Ce résultat est important, car il montre que l’erreur sur le calcul

de z0 est constante quelle que soit la position axiale de la membrane lipidique.

Dans une seconde série de simulations, nous avons regardé comment varie ∆z0 en fonction de
∑

.

Pour cela nous avons fixé zth0 à 100 nm, I0 à 8 coups/ms et le nombre d’itérations à 100. La figure

4.26 B montre l’évolution de ∆z0 avec
∑

. Il apparaît d’une part que l’erreur varie linéairement avec∑
; d’autre part, que ∆z0 reste relativement faible de l’ordre de quelques nm, typiquement . 5 nm.

Si on différencie l’équation 4.10, on peut alors montrer que :

∆z0 ∼ κ (
∆γ

γ
+

∆β

β
) (4.19)

si on néglige les erreurs sur κ et sur les signaux de fluorescence. Par ailleurs, on peut tout à fait

estimer que l’erreur relative sur β est de l’ordre de 5-10%. L’erreur sur γ provient essentiellement du

décalage spatial du spot laser quand on augmente l’angle d’incidence (paragraphe 3.3.1). On peut

donc aussi tout à fait estimer que ∆γ
γ =5-10%. Sachant que κ≈100 nm, alors 10<∆z0<20 nm. Si on

ajoute ensuite à cette valeur les 5 nm d’erreur induite par les fluctuations du signal de fluorescence,

on trouve que 15<∆z0<25 nm. Les résultats des expériences d’adhésion spécifique présentés sur la

figure 4.21 constituent un bon moyen de tester la résolution axiale de notre technique. L’histogramme

4.21 B3 fait clairement apparaître les deux sous-populations lorsque la distance qui les sépare est

d’au moins 20 nm. Une telle preuve expérimentale pour l’appréciation de la résolution axiale d’un

système optique est extrêmement rare dans la littérature. L’erreur sur la mesure de la distance

z0 provient donc essentiellement de l’erreur sur les calculs des facteurs de correction γ et β. La

résolution axiale de notre système est donc d’environ 20 nm et peut être comparable avec celle

obtenue par la microscopie RICM. La résolution en RICM est souvent estimée à ∼5 nm [170, 176].

Or, cette évaluation ne tient pas compte de la divergence des rayons lumineux à la sortie de l’objectif.

La résolution RICM peut être appréciée sur les distributions des distances dans la référence [170].

Dans cet article du groupe de E. Sackmann, la résolution axiale est en réalité tout à fait similaire

à la notre, c’est-à-dire environ 20 nm.
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4.8 Conclusion

Nous avons développé une technique qui permet d’étudier l’adhésion de vésicules géantes. Notre

approche se base sur la normalisation de l’image TIRF par une image enregistrée en épi-fluorescence.

Nous l’avons nommée nTIRF, pour normalized Total Internal Reflection Fluorescence Microscopy.

Notre outil offre la possibilité d’observer, avec une résolution axiale de l’ordre de 20 nm, la topo-

graphie d’une membrane lipidique en contact avec une surface.

Nous avons pu, grâce à la microscopie nTIRF, caractériser l’adhésion de vésicules en mesurant

les distances qui séparent la membrane de la surface. Les vésicules ont été déposées sur différents

substrats fonctionnalisés. Dans un premier temps, je me suis intéressée au phénomène d’adhésion

non spécifique, où l’attraction et la répulsion des vésicules étaient guidées par des interactions

électrostatiques. Pour cela, les vésicules ont été déposées sur des surfaces chargées négativement

telles que la β-caséine ou SiOH. Sur ces surfaces, la membrane des GUVs est repoussée au delà de

150-200 nm de l’interface. A l’opposé, les vésicules déposées sur les substrat chargés positivement

comme le PDDA ou les NH2-PEG, subissent une forte attraction électrostatique. La membrane se

trouve alors a moins de 100 nm de l’interface. Dans le cas de surfaces fonctionnalisées avec des

aminosilanes et la poly-L-lysine, l’attraction est telle, qu’elle provoque la lyse (i.e. l’éclatement)

des vésicules sur la surface. La résolution axiale de notre technique nous a permis de mettre en

évidence des effets relativement fins, comme celui lié à la variation de la longueur de la chaîne

de PEG, où la distance 〈z0〉 est 18 nm plus grande avec les PEG 5000 que pour les PEG 2000.

Les polymères de polyéthylène glycol sont caractérisés par un rayon de giration qui dépend de la

longueur de la chaîne de PEG. Grâce à cette propriété, les PEG sont souvent utilisés pour mimer

un glycocalyx (la couche de polysaccharides liée de manière covalente aux phospholipides et aux

protéines membranaires) [177].

L’adhésion spécifique a été étudiée à l’aide de vésicules biotinylées sur un substrat recouvert de

streptavidine. Ce type d’étude est souvent utilisé dans le but de mimer les conditions d’adhésion

cellulaire. Les plaques d’adhésions induites par les liaisons biotine-streptavidine peuvent être com-

parées aux points focaux d’adhésion que développe la cellule avec la MEC. La présence des plaques

d’adhésion a déjà été observée dans des nombreuses études [80, 177, 178]. Notre étude montre que

la membrane se situe en moyenne à ∼34 nm de la surface au niveau des zones d’adhésion. Cette dis-

tance résulte de l’épaisseur du sandwich moléculaire entre la membrane et l’interface. Ce sandwich

multicouche est composé d’une première couche de NH2-PEG5000-biotine, d’une seconde couche de

streptavidine et d’une troisième couche de biotine-PEG2000 présente au niveau de la membrane des

vésicules. Si on néglige la taille de la biotine qui mesure moins d’un nm, l’épaisseur de la première

couche est principalement définie par la longueur de la chaîne de PEG, estimée à ∼10 nm. La taille

de la streptavidine, étudiée par cristallographie, s’élève à environ 5-6 nm [179, 180]. L’épaisseur

de la dernière couche est prédominée par la longueur des PEG, environ 4 nm [170]. Il n’est alors

pas étonnant que les plaques d’adhésion spécifique soient situées à une distance minimum de 20
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nm, limitée par la taille de ce sandwich moléculaire. La valeur de z0 mesurée par nTIRF est de ce

fait acceptable compte tenu de la résolution de notre technique. Mes mesures coïncident avec les

résultats trouvés par L. Limozin et K. Sengupta par RICM [95], en particulier en ce qui concerne

la différence de distances z0 entre la membrane libre et celle liée à la surface (∼20-30 nm).



Chapitre 5

Etude de l’adhésion cellulaire par

VA-TIRFM

5.1 Introduction

La microscopie nTIRF est une méthode relativement simple à mettre en œuvre, qui permet

d’étudier avec précision l’adhésion de vésicules géantes. Néanmoins, il n’est pas possible d’appliquer

cette technique sur des cellules. En effet, il est difficile d’estimer le facteur de correction β pour les

cellules, d’une part parce qu’on ne peut pas prédire les contours d’une cellule vivante en adhésion,

et d’autre part parce qu’il existe de nombreux organites intracellulaires susceptibles de générer du

bruit en épi-fluorescence. L’approche que nous avons retenue pour mesurer les distances membrane-

surface sur les cellules est la technique VA-TIRF (TIRF à angle variable) proposée et développée

conjointement par F. Lanni et collaborateurs [101] et G. Truskey et collaborateurs [102]. La méthode

VA-TIRF repose essentiellement sur l’acquisition d’une série d’images TIRF à différents angles

d’incidence θ (θ>θc). Cette technique permet de cartographier les distances entre la membrane

plasmique et la surface (uniquement pour la partie ventrale de la cellule). Les angles d’incidence

étant très proches les uns des autres, nous avons dû améliorer notre montage optique, notamment en

implantant une platine de rotation plus précise que celle utilisée pour la microscopie nTIRF. Cette

nouvelle platine motorisée (présentée dans le chapitre 3) permet de contrôler l’angle α avec une

précision de 2x10−4°. L’optimisation du montage expérimental a fait l’objet d’une partie importante

de mon travail de troisième année de thèse. Ainsi, les résultats expérimentaux que je présenterai

à la fin de ce chapitre constituent plus une étude de faisabilité qu’une étude biologique en-soi.

Ce chapitre sera donc consacré à la description de la microscopie VA-TIRF, suivie de résultats

préliminaires que j’ai pu obtenir sur deux lignées cellulaires en adhésion sur différentes surfaces

recouvertes de biomolécules (fibronectine, collagène de type IV, poly-L-lysine, albumine ou encore

β-caséine).

129
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5.2 Modèles cellulaires

J’ai choisi de présenter les résultats obtenus sur deux lignées de cellules adhérentes : MDA-MB-

231 et U-87 MG, même si au cours de mes travaux j’ai également travaillé sur d’autres lignées comme

les cellules MCF7, HT-1080 ou MDCK2-GFP-Pgp. Ces deux lignées proviennent de l’American Type

Culture Collection (ATTC).

A Lignée MDA-MB-231

La lignée MDA-MB-231 (HTB − 26TM, ATTC) est issue d’un adénocarcinome mammaire hu-

main. Ces cellules ont été prélevées à partir d’une métastase située au niveau d’un épanchement

pleural. MDA-MB-231 est l’acronyme de M.D. Anderson - Metastatic Breast, en référence à l’ins-

titut M.D. Adderson Cancer Center (Houston) où la lignée a été établie en 1973 [181]. In vitro,

cette lignée cellulaire est reconnue pour avoir un phénotype hautement invasif, en comparaison avec

d’autres lignées d’adénocarcinome étudiées (typiquement la lignée MCF7). Les injections répéti-

tives in vivo de ces cellules provoquent l’apparition de métastases chez les souris. Les études ont

démontré qu’elles expriment de nombreux récepteurs matriciels, notamment les sous-unités α2, α3,

αv, ainsi que β1, β5 des intégrines [182, 183]. L’expression de ces sous-unités permet, entre autres,

l’adhésion des MDA-MB-231 sur le collagène de type IV (α2β1) ou la fibronectine (αvβ5) [90, 184].

Les altérations d’expression de ces récepteurs ont été également associées au développement de mé-

tastases [183]. La lignée MDA-MB-231 nous a été fournie par Hamid Morjani, Université de Reims

Champagne-Ardenne (UMR CNRS 6237).

B Lignée U-87 MG

La seconde lignée est U-87 MG (HTB − 14TM, ATTC). Il s’agit d’une des premières lignées

cellulaires établies à partir d’un glioblastome humain dans les années 60 [185]. Ces cellules appelées

MG (malignant glial) ont été décrites comme ayant une morphologie atypique : souvent polynucléaire

avec des prolongements membranaires très fins. Des lignées additionnelles ont été développées par la

suite sur la base des MG. Les U-87 MG appartiennent à la série U- établie à l’université d’Uppsala.

Les cellules U-87 MG sont souvent utilisées dans les études d’adhésion. Elle expriment notamment

les intégrines α5β1 et αvβ3/β5, ce qui leur procure la spécificité d’adhésion sur la fibronectine [5].

Cette lignée nous a été fournie par Monique Dontenwill, Université de Strasbourg (UMR CNRS

7213).

C Culture cellulaire

Les cellules sont cultivées au sein d’une étuve à 37°C sous atmosphère humide, à 5% de CO2.

L’entretien des lignées se fait durant la phase exponentielle de leur croissance, en général lorsque
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la monocouche de cellules atteint 70-80% de confluence. L’entretien s’effectue dans des conditions

stériles, sous une hotte à flux laminaire : le milieu usagé est d’abord retiré et les cellules sont rincées

à l’aide d’une solution de PBS (Phosphate Buffer Solution, pH=7.4, Invitrogen). Le tapis cellulaire

est décollé sous action de la trypsine (Trypsin-EDTA, 0.05% 1x, Gibco). 300 µL de cette enzyme est

reparti uniformément sur le fond de la boîte de culture puis les cellules sont incubées 3 à 5 minutes

à 37°C afin d’optimiser la digestion enzymatique. La trypsine est une endoprotéase qui hydrolyse

les liaisons peptidiques de certains acides aminés. Elle permet la digestion des protéines d’adhésion

et provoque le détachement des cellules. L’action de la trypsine est inhibée par l’addition de 5 mL

de milieu de culture. Les cellules sont alors ensemencées dans de nouvelles flasques de culture, d’une

surface de 25 cm2, à une concentration typique de 104 cellules/mL pour un volume de 5 mL. Les

lignées cellulaires sont cultivées dans des milieux différents qui sont du MEM (Minimum Essential

Medium) Glutamax-I (Gibco) pour les MDA-MB-231 et du EMEM (Eagle’s Minimum Essential

Medium) avec L-glutamine (Lonza) pour les cellules U-87 MG. Les milieux sont supplémentés de

10% de sérum de veau foetal (SVF, Gibco) et de 1% d’un mélange d’antibiotiques (Péniciline 100

U/mL et Streptomycine 100 µg/mL, Gibco). Ces milieux contiennent du rouge de phénol qui indique

leur changement de pH.

D Marquage de la membrane plasmique et milieu d’observation

L’observation des cellules a été réalisé dans un milieu de culture ne présentant pas de signal de

fluorescence à λ=488 nm. Les milieux comme le MEM ou le EMEM, même sans rouge de phénol,

produisent un signal de fluorescence relativement important à 488 nm. Nous avons constaté que

deux vitamines sont à l’origine de cette fluorescence : la riboflavine, en majeure partie et l’acide

folique, dans une moindre mesure. La société Evrogen produit un milieu de culture ne contenant pas

de riboflavine et fortement appauvri en acide folique : le milieu DMEMgfp-2 (Dulbecco’s Modified

Eagle Medium, Evrogen). Nous y ajoutons de la L-glutamine (2 mM), du HEPES (10 mM) et

1% de SVF. Ce nouveau milieu est parfait pour les observations en fluorescence à 488 nm car il

préserve l’état physiologique des cellules pendant plusieurs heures et ne produit quasiment pas de

bruit de fond à 488 nm. La sonde fluorescente utilisée pour marquer la membrane plasmique est

la DiO. Les propriétés de cette sonde ont été décrites dans le chapitre 2 (paragraphe 2.1.3). Elle

a été choisie parce qu’elle est préférentiellement excitable en polarisation "s". De plus, elle permet

d’obtenir un marquage de la membrane très homogène, en évitant l’internalisation. Le protocole

de marquage que j’ai mis en place s’inspire de celui décrit dans l’article publié par Johnson et

collaborateurs [186]. Les cellules sont tout d’abord lavées au PBS puis décollées du fond de la boîte

de culture avec de la trypsine (on utilise jusque là, un protocole identique à celui pour l’entretien

des cellules). Les cellules sont ensuite resuspendues à une concentration de 3x105 cellules/mL dans

1 mL de milieu non fluorescent (DMEMgfp-2, Evrogen), supplémenté de 1% de SVF, de L-glutamine

et d’HEPES. Une solution de DiO, diluée dans du DMF à la concentration 700 µM, est placée dans

un bain à ultrasons pendant 20 minutes avant d’en prélever ∼7 µL et de l’injecter dans le tube
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qui contient les cellules en suspension (concentration finale de DiO est ∼5 µM). Les cellules sont

incubées à l’étuve (37°C, 5% CO2) pendant 10 minutes. Elles sont ensuite centrifugées pendant 5

minutes à 1500 rpm. On élimine alors le surnageant contenant l’excès de sondes fluorescentes non

intégrées à la membrane. Les cellules sédimentées au fond de tube sont resuspendues dans le milieu

non fluorescent, chauffé à 37°C. La procédure de centrifugation est répétée encore deux fois, afin

d’éliminer le maximum de DiO non liée à la membrane. Les cellules sont enfin déposées sur des

lamelles de verre fonctionnalisées, fixées dans une chambre d’observation (paragraphe 3.2.5). Pour

permettre l’adhésion cellulaire, les chambres d’observation sont placées dans l’étuve. Afin de pouvoir

comparer les résultats expérimentaux sur différents substrats, toutes les mesures d’adhésion ont été

effectuées au bout d’une heure d’incubation à 37°C et 5% CO2.

5.3 Fonctionnalisation des lamelles de verre

Dans le but de comparer le comportement adhésif des cellules à celui des vésicules, nous avons

réalisé les surfaces destinées à provoquer soit une répulsion, soit une attraction électrostatique (adhé-

sion non spécifique). J’ai reproduit un certain nombre de fonctionnalisations de surfaces réalisées

lors de l’étude de l’adhésion de GUVs. Afin d’induire l’adhésion spécifique des cellules sur un sub-

strat, de nouveaux protocoles de préparation de surfaces ont été élaborés. L’adhésion spécifique est

obtenue par l’intermédiaire de protéines matricielles : fibronectine ou collagène de type IV. Pour

éviter la contamination bactérienne des surfaces, tous les protocoles ont été réalisés dans des condi-

tions stériles (sous la hotte à flux laminaire). La méthodologie adoptée pour obtenir chaque type de

surface est détaillée dans ce paragraphe.

5.3.1 Réalisation de surfaces chargées négativement

Pour évaluer le comportement adhésif des cellules lorsque la surface induit une force de répulsion

électrostatique sur la membrane plasmique, nous avons préparé deux types de surfaces chargées

négativement (la membrane cellulaire étant elle aussi chargée négativement).

A β-caséine

Pour rappel, la β-caséine est une protéine qui, lorsqu’elle forme une monocouche sur une lamelle

de verre, provoque l’apparition d’une charge effective négative. Ses caractéristiques et le protocole

de fonctionnalisation de la surface ont été présentés dans le chapitre 4 (paragraphe 4.2.1 B).

B Albumine de sérum bovin (BSA)

L’albumine, comme la β-caséine, est une protéine chargée négativement (66.5 kDa). C’est la

protéine la plus abondante du sérum. Sa concentration physiologique se situe entre 30 et 40 g/litre
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de sang. L’albumine joue le rôle de régulateur de pH sanguin. Pour cette raison, elle est très soluble

à pH=7. Cette propriété est provoquée par la charge élevée de la protéine, induite majoritairement

par les acides aminés chargés négativement (acide glutamique et aspartique). D’après les études

cristallographiques, la structure tertiaire de l’albumine est en forme de cœur, mesurant environ 8

nm de long et 3 nm d’épaisseur [187]. A pH acide (pH=2-7), l’albumine a tendance à se déplier.

Nos expériences ont été réalisées à pH=7.2 : il est envisageable que la protéine conserve sa structure

tertiaire et donc s’adsorbe de façon non covalente à la surface. L’albumine que nous avons utilisée

pour fonctionnaliser les surfaces est l’albumine de sérum bovin (BSA). Le protocole d’élaboration

des surfaces est le suivant :

– Les lamelles sont dégraissées à l’isopropanol dans un bain à ultrasons pendant 10 minutes.

– Elles sont ensuite recouvertes d’une solution de BSA (pureté > 98%, Sigma Aldrich, A3803)

diluée dans une solution tampon phosphate (PBS, pH=7.2, Invitrogen Life Technologies) à

20 µg/mL.

– Après une heure d’incubation, les surfaces sont rincées au PBS puis séchées à l’argon (ou

l’azote).

5.3.2 Surface chargée positivement (poly-L-lysine)

Nous avons également souhaité développer des interfaces donnant lieu à une attraction électro-

statique de la membrane vers la surface. Nous avons donc choisi de fonctionnaliser les surfaces avec

de la poly-L-lysine. Le protocole pour ce type de surface est présenté dans le chapitre 4, paragraphe

4.2.2 B. A noter que cette fois la poly-L-lysine est diluée dans le PBS. Ce changement de solvant

ne modifie pas les conditions de fixation du polymère car les groupements amines ont un pKa∼9.5,
ce qui signifie qu’ils restent sous la forme chargée NH+

3 à pH=7.2.

5.3.3 Fonctionnalisation des surfaces pour l’adhésion spécifique

Dans le but de réaliser les surfaces destinées aux expériences d’adhésion spécifique, nous avons

fonctionnalisé les lamelle de verre avec les composants de la matrice extracellulaire : la fibronectine

et le collagène de type IV. La structure de ces deux protéines matricielles a été décrite dans le

chapitre 1 (paragraphe 1.2.2).

A Fonctionnalisation des surfaces avec de la fibronectine

Une couche homogène de fibronectine peut être obtenue par simple physisorption sur des la-

melles nettoyées au piranha. Les groupements SiOH induisent une attraction électrostatique des

groupements amines présents sur la protéine. Le protocole de préparation des surfaces est le sui-

vant :
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– Afin d’obtenir les terminaisons SiOH à la surface, les lamelles sont tout d’abord traitées par

une solution piranha (50% H2O2 et 50% H2SO4), décrite précédemment dans le paragraphe

4.2.1 A.

– Les surfaces sont exposées pendant 1 heure à la solution de fibronectine (Fibronectine de

plasma humain 0.1%, Sigma-Aldrich, F0895) diluée à la concentration de 10 µg/mL dans du

PBS pH=7.2.

– Afin d’enlever l’excès de protéine non adsorbée, les substrats sont rincés au PBS puis séchés

à l’argon (ou l’azote).

B Fonctionnalisation des surfaces avec le collagène de type IV

Les fibres de collagène étant plus volumineuses que celles de la fibronectine, le protocole pré-

cédent ne fonctionne pas. Il est nécessaire de lier le collagène par chimisorption à la surface (via

des liaisons covalentes). Les protocoles conventionnels de préparation de surfaces avec du collagène

reposent sur le séchage d’une goutte d’une solution de collagène. Cependant, cette méthode de

préparation ne permet pas de contrôler l’épaisseur de la couche (un aspect critique dans nos expé-

riences). Afin d’obtenir les couches d’épaisseur nanométrique, nous avons développé un protocole de

fonctionnalisation des surfaces de manière spécifique, à l’aide d’aminosilanes. Les fonctions amines

de ces derniers permettront la liaison des fibres de collagène via les fonctions carboxyles des acides

aminés sur la chaîne peptidique de la protéine, tels que l’aspartate ou le glutamate. Le protocole de

fonctionnalisation est le suivant :

– Les surfaces sont soigneusement nettoyées avec une solution piranha, puis fonctionnalisées

avec des aminosilanes (Cf. paragraphe 4.2.2 A).

– Les surfaces silanisées sont ensuite incubées pendant quatre heures avec une solution de col-

lagène de type IV (Collagène de type IV de cellules humaines dilué dans l’acide acétique à 0.5

M, Sigma-Aldrich, C6745) dilué à 50 µg/mL dans une solution de PBS.

– Afin d’enlever l’excès de protéine non adsorbée, les substrats sont rincés au PBS puis séchés

à l’argon (ou l’azote).

5.4 Caractérisation des surfaces

Afin de caractériser nos différentes surfaces, nous avons choisi la méthode des angles de contact.

Comme au chapitre 4 (étude de l’adhésion de vésicules par nTIRF), nous avons pu démontrer un

changement d’état de la surface après sa fonctionnalisation. Les mesures nous ont permis de vérifier

également l’homogénéité de la fonctionnalisation. Les résultats des mesures pour chaque type de

substrat sont résumés dans le tableau 5.1. L’évolution du profil d’une goutte d’eau ultra-pure déposée

sur chaque surface après traitement est présentée sur la figure 5.1.
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Figure 5.1 – Evolution du profil d’une gouttelette d’eau déposée sur chaque surface nettoyée puis

fonctionnalisée. La ligne rouge figure l’interface. Le profil de la goutte est délimité par l’ellipse

dessinée en bleu.

Dans l’objectif d’estimer l’épaisseur de la couche de protéines déposées sur les surfaces par

fonctionnalisation, j’ai caractérisé ces surfaces par ellipsométrie (HORIBA, Jobin Yvon, UVISEL).

Ces mesures n’ont pas été réalisées directement sur les lamelles de verre, mais sur des substrats de

silicium. J’ai évalué l’épaisseur de la couche de fibronectine à ∼3-4 nm et celle de collagène de type

IV à ∼4 nm. Il est intéressant de noter que ces mesures m’ont permis de vérifier la nature du dépôt

en déterminant simultanément l’indice effectif de la couche. J’ai enregistré une valeur d’indice de

∼1.4 sur nos dépôts d’épaisseur nanométrique. D’après la littérature, l’indice effectif de ces deux

protéines matricielles est typiquement ∼1.5 [188].
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TABLEAU 5.1 – Tableau récapitulatif des mesures d’angles de contact sur les surfaces étudiées. N correspond
au nombre de mesures effectuées.

surface N angle moyen (degré) écart-type (degré)

lamelle non traitée 29 73 7

isopropanol 15 53 2

poly-L-lysine 30 66 4

β-caséine 20 56 4

BSA 20 56 2

SiOH - . 6 -

fibronectine 20 49 2

aminosilane 48 75 2

collagène de type IV 20 41 3

5.5 Mesure de la distance membrane-surface par VA-TIRF

Je vais montrer dans ce paragraphe comment il est possible, à partir d’une série d’images TIRF

enregistrées en augmentant graduellement l’angle d’incidence θ, de déterminer la distance qui sépare

la membrane plasmique du substrat. Comme dans le chapitre précèdent, la distance membrane/-

substrat est notée z0 (figure 4.12).

5.5.1 Calcul de la distance membrane-surface (approche théorique)

La méthode pour déterminer la distance z0 en VA-TIRF est radicalement différente de celle en

nTIRF. Si on se réfère aux travaux de Burmeister, Truskey et Reichert (pionniers dans le domaine), la

dépendance angulaire du signal de fluorescence, émis par une membrane marquée, est exponentielle

[146]. Il est possible de formaliser ce signal de fluorescence si on considère comme dans le chapitre

4, le signal isotrope produit par un plan parallèle à l’interface et d’épaisseur infinitésimale. Cette

approximation est tout à fait acceptable dans le cas de la membrane ventrale d’une cellule, si le

marquage est bien réalisé. En effet, lorsque la cellule est en adhésion sur un substrat, la membrane

plasmique, dont l’épaisseur est nanométrique, est localement parallèle à l’interface. L’expression du

signal de fluorescence en TIRF (θ>θc) fd(xd,yd,θ) pour un pixel arbitraire de la caméra CMOS est

donné dans le paragraphe 4.4.1 (équation 4.7). Par conséquent, le signal de fluorescence produit à

différents angles θ, tels que θc<θ1<θ2<θ3...<θ10, est donné par :
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fd(xd, yd, θ1) = ηd(z0)σabs(z0)φ(z0)
I0

hc
λ

C0γ(θ1) e
− z0
κ(θ1)

∫∫
PSFdet(xd, yd)

fd(xd, yd, θ2) = ηd(z0)σabs(z0)φ(z0)
I0

hc
λ

C0γ(θ2) e
− z0
κ(θ2)

∫∫
PSFdet(xd, yd)

fd(xd, yd, θ3) = ηd(z0)σabs(z0)φ(z0)
I0

hc
λ

C0γ(θ3) e
− z0
κ(θ3)

∫∫
PSFdet(xd, yd)

etc

fd(xd, yd, θ10) = ηd(z0)σabs(z0)φ(z0)
I0

hc
λ

C0γ(θ10) e
− z0
κ(θ10)

∫∫
PSFdet(xd, yd) (5.1)

On remarque que pour chaque angle θi, le signal de fluorescence en TIRF ne varie pas simplement

de façon exponentielle avec la distance z0. Il dépend aussi de nombreux paramètres inconnus tels que

ηd, σabs, φ, C0. Tout comme en microscopie nTIRF, la technique VA-TIRF permet de s’affranchir de

tous ces paramètres inconnus, qui pour certains dépendent de z0. Pour cela, on définit la grandeur

χ qui regroupe tous les grandeurs qui ne dépendent pas de θ :

χ(xd, yd, z0) = ηd(z0)σabs(z0)φ(z0)
I0

hc
λ

C0

∫∫
PSFdet(xd, yd) (5.2)

On peut alors réécrire le signal de fluorescence pour chaque angle d’incidence, normalisé par le

facteur de correction d’irradiance γ (paragraphe 2.4.2) :

fd(xd, yd, θ1)

γ(θ1)
= χ(xd, yd, z0) e

− z0
κ(θ1)

fd(xd, yd, θ2)

γ(θ2)
= χ(xd, yd, z0) e

− z0
κ(θ2)

etc. (5.3)

En prenant le logarithme de fd(xd,yd,θi)
γ(θi)

on obtient alors la série d’équations :

ln
fd(xd, yd, θ1)

γ(θ1)
= lnχ(xd, yd, z0) − z0

κ(θ1)

ln
fd(xd, yd, θ2)

γ(θ2)
= lnχ(xd, yd, z0) − z0

κ(θ2)

etc. (5.4)

En conclusion, la distance z0 entre le plan fluorescent (i.e. la membrane) et la surface, correspond

à la pente de la droite ln fd(xd,yd,θi)
γ(θi)

tracée en fonction de - 1
κ(θi)

. Ce traitement des signaux de

fluorescence en TIRF permet de s’affranchir, comme en nTIRF, de tous les paramètres inconnus

liés à la concentration locale du fluorophore dans la membrane plasmique, et de tous ceux relatifs à

l’orientation du moment dipolaire −→µ01. Un exemple de traitement de signal est donné sur la figure 5.2.
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Le signal de fluorescence enregistré en chaque pixel de l’image est divisé par γ puis tracé en fonction

de l’inverse de la profondeur d’atténuation de l’onde évanescente (-1/κ). Les points expérimentaux

peuvent alors être ajustés par la droite de régression :

ln
fTIRF (θi)

γ(θi)
= lnχ− z0

κ(θi)
(5.5)

La pente de la droite correspond alors à la distance z0 entre la membrane et l’interface. L’or-

donnée à l’origine de la droite lnχ n’est pas utile pour calculer z0. Il ne reste plus qu’à réaliser ce

traitement en chaque pixel de l’image, afin d’obtenir une nouvelle image qui représente la valeur de

z0 en chaque pixel.

5.5.2 Approche expérimentale

Le réglage de l’incrément angulaire ∆θ est capital en VA-TIRF. Il doit être le plus grand possible,

sachant que θi doit être compris entre θc=61.24° et θmax=72°. J’ai décidé que la première image

de la série serait enregistrée pour un angle d’incidence θ voisin de 63°, et la dernière pour un angle

θ∼68°. Il est en effet important de souligner que pour θ>68°, les images de fluorescence présentent

trop d’aberrations pour être exploitables. Dans cet intervalle angulaire, il est tout à fait possible

d’acquérir une série de 10 images tous les ∆θ=0.4°, ce qui correspond à un pas ∆α de 0.002° au

niveau de la platine de rotation MR (figure 3.2). Les angles d’incidence θi ont été déterminés grâce

à la courbe de calibration θ(α) (paragraphe 3.3.2). La procédure de prise de mesure en VA-TIRF

est résumée sur la figure 5.3.

On commence par enregistrer une série de 10 images TIRF d’une cellule, pour différents angles

d’incidence θi tel que θ1<θ2<θ3...<θ10. La progression angulaire est donnée dans le tableau 5.2. Pour

les mêmes positions angulaires, on enregistre également des images du fond sur une zone dépourvue

des cellules. Pour chaque angle θi, les images de fond sont moyennées, puis ajustées à l’aide d’une

fonction Gaussienne 2D (équation 3.3, figure 3.8), de façon à extraire un profil typique du fond qui

sera soustrait aux images TIRF. Le bruit sur les images provient essentiellement du bruit propre

de la caméra CMOS ("offset" de 100 coups). La diffusion Raman de l’eau et de la lamelle de verre,

et l’autofluorescence des protéines contenues dans le milieu de culture (SVF) produisent également

du bruit dans une moindre mesure. L’évolution du bruit en TIRF, tracée en fonction du temps

d’acquisition et de la puissance laser, est représentée sur la figure 5.4. Ce bruit a été déterminé en

enregistrant le signal en TIRF à θ=63.59° d’une lamelle recouverte du milieu de culture dit "non

fluorescent" supplémenté de 1% SVF. On remarque que le bruit augmente linéairement avec le

temps d’exposition. Pour une puissance laser de 5 W/cm2 et un temps d’acquisition tacq de 100 ms,

ce qui correspond aux paramètres typiques que j’ai utilisé expérimentalement, le bruit vaut ∼ 230

coups/pixel. Le signal de fluorescence enregistré sur les cellules en adhésion est quant à lui variable.

Néanmoins, il reste supérieur à quelques milliers de coups pour 100 ms d’acquisition.
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Figure5.2–Exempledecalculdeladistancemembrane-interface.(A)Uneséried’imagesTIRF

enregistréesàdifférentsanglesd’incidenceθenpolarisation"s".Ils’agitd’unecelluleMDAMB231

enadhésionsurdelafibronectinedansunmilieudeculturenonfluorescent,à37°C.Lafluorescence

aétécollectéeàl’aided’unobjectifàimmersion(ON=1.45;60x)pouruneexcitationlaserà488

nm(5 W/cm2)etuntempsd’acquisitionde100ms.(B)Evolutiondeln(fTIRF(θi)/γi)enfonction

de-1/κipourunpixelarbitraireauniveaudelazoned’adhésion.Lespointsontétéajustésàl’aide

del’équation5.5(courberouge).Lapentedeladroiteestz0=151nm.
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Figure 5.3 – Procédure qui permet de construire l’image des distances z0.

TABLEAU 5.2 – Progression angulaire des angles d’incidence α et θ, et valeurs de κ utilisées pour les
mesures VA-TIRF. Les profondeurs d’atténuation κ ont été calculées l’aide de l’équation 4.11, sachant que
neff=1.341.

αi (degré) 0.48 0.482 0.484 0.486 0.488 0.49 0.492 0.494 0.496 0.498

θi (degré) 63.59 63.99 64.39 64.79 65.19 65.6 66 66.41 66.82 67.23

κi (nm) 138 128 120 113 108 103 99 95 92 89
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Figure5.4–Evolutiondubruitdefondpourθ=63.59°enfonctiondutempsd’acquisitionetde

lapuissanced’excitationlaser.Lesignald’émissionaétécollectéàl’aided’unobjectifàimmersion

(ON=1.45;60x),λ=488nm,pourtroispuissanceslaserdifférentes:1.5 W/cm2(carrésbleus),5

W/cm2(carrésrouges)et18 W/cm2(carrésnoirs).Lespointsexpérimentauxontétéajustéspar

unefonctionaffine.

Ladistancemembrane-surfaceestintégralementcalculéeàl’aided’uneprocédurequenousavons

développéesurIgorPro(WaveMetrics).Leprogrammesoustraitd’abordlefondpourchaqueimage

TIRF.Ladistancez0estensuitecalculée,pixelparpixel,suivantlaprocéduredécritesurlafigure

5.3.Oneffectuetoutd’abordunseuillagedontl’objectifestd’optimiserletempsdecalcul,en

évaluantz0uniquementauniveaudelacellule.Unebonnevaleurdeseuilestdéterminéeencalculant

lavaleurmoyennedusignalfTIRF(θi)surl’ensembledelapremièreimagedelasérie.Lorsqu’ily

alieudecalculerz0,ontracelacourbeln
fTIRF(θi)
γ(θi)

enfonctionde(− 1
κ(θi)
)àl’aidedessignaux

defluorescenceenregistrésauniveaudumêmepixel.Lesvaleursdeγ(θi)etκ(θi)sontlesmêmes

pourtouslespixelsetpourtouteslescellules.Eneffet,l’indiceeffectifd’unecelluleenadhésionne

variequasimentpasd’unecelluleàl’autre,quelquesoitlesubstrat.Lespointsexpérimentauxsont

ensuiteajustésenréalisantunerégressionlinéaireafind’enextrairelavaleurdeladistancez0.Le

tempsdecalculpouruneimagede500x500pixelsestdel’ordrede20minutes.

5.5.3 Déterminationdeκetγ

A Déterminationdel’indiceeffectifd’unecelluleenadhésionetdeκ(θi)

L’indiceeffectifdumilieucorrespondàl’indiceperçuparl’ondeévanescented’unecelluleen

adhésion.Ils’avèrequecettemesureestplusdifficileàréaliserquedanslecasd’unevésicule.La
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technique qui consiste à observer le signal dans le BFP de l’objectif, utilisée précédemment, n’est pas

transposable aux cellules (paragraphe 4.4.2). En effet, le signal "hors focus" produit par l’ensemble

de la cellule quand θ<θc, modifie le contraste observé dans le BFP, rendant impossible la localisation

de θc. J’ai donc dû changer de stratégie pour mesurer l’angle critique et par conséquent neff. Une série

d’images a été enregistrée à l’aide de la caméra CMOS, autour de la position présumée de l’angle

critique. Le signal moyen de fluorescence 〈f〉 émis par la cellule est déterminé en réalisant un ROI

(région d’intérêt), comme illustré sur les figures 5.5 A1 et A2. 〈f〉 est ensuite tracé en fonction de

l’angle d’incidence α (figures 5.5 B1 et B2). On distingue nettement deux comportements différents

sur ces courbes : la première partie de la courbe, entre 0.464°-0.468°, décroît plus rapidement que

la deuxième partie, au-delà de 0.468°. Or, on sait que pour les angles supérieurs à l’angle critique

(i.e. en régime évanescent), l’intensité de fluorescence décroît quasiment linéairement entre θc et 70°

(figure 2.14 et 4.15). Sachant que pour θ.θc, le volume sondé par le faisceau laser est nettement

plus important qu’en régime évanescent, il est tout à fait attendu d’enregistrer un signal moyen de

fluorescence 〈f〉 plus grand quand θ<θc que lorsque θ>θc. Les deux régimes observés sur la figure

5.5 correspondent donc à θ<θc (droite bleue) et à θ>θc (droite verte). L’intersection entre ces deux

droites nous permet de déterminer l’angle critique et par conséquent l’indice effectif de la cellule

(l’équation 4.12). En répétant ce type de mesure sur un grand nombre de cellules, nous avons obtenu

que αc≈0.468°, soit θc≈61.24° et donc neff=1.341 pour les cellules MDA-MB-231 et pour les cellules

MCF7 neff varie avec la surface (tableau 5.3). Cette valeur est très proche de l’indice de l’eau (1.33),

mais reste inférieure à l’indice du cytoplasme (1.37), ce qui suggère que la membrane plasmique

est relativement loin de la surface, typiquement vers 100 nm [166]. Grâce à la valeur de neff, il est

possible de calculer l’atténuation de l’onde évanescente κ(θi) (tableau 5.2). Pour le premier angle

θ1=63.59°, κ1=138 nm. Pour le dernier θ10=67.2°, κ1=89 nm. On fait donc varier l’atténuation κ

d’environ 50 nm entre la première image TIRF et la dernière.

TABLEAU 5.3 – Tableau récapitulatif des mesures de l’indice effectif neff (neff = ng sin θc) sur les cellules
MDA-MB 231 et MCF7. N correspond au nombre de cellules sur lesquelles les mesures ont été effectuées.

lignée cellulaire substrat αc (degré) θc (degré) neff N

MCF7 verre 0.468 61.24 1.341 3

poly-L-lysine 0.466 60.92 1.333 2

BSA 0.466 60.92 1.333 3

β-caséine 0.468 61.24 1.341 3

fibronectine 0.468 61.24 1.341 2

MDA-MB-231 poly-L-lysine 0.468 61.24 1.341 4

BSA 0.468 61.24 1.341 5

β-caséine 0.468 61.24 1.341 4

fibronectine 0.468 61.24 1.341 4
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B Facteur de correction de la puissance laser γ

Comme le montre l’équation 5.5, le signal de fluorescence doit être normalisé par le facteur de

correction γi qui reflète les variations de l’excitation laser sur l’interface (figure 2.14). Pareillement à

la microscopie nTIRF, nous avons fixé la polarisation laser en configuration "s". Afin de déterminer

les valeurs de γ(θi), j’ai mesuré dans le BFP le signal produit par une monocouche de QDots pour

chaque angle θi de la série du tableau 5.2. L’évolution de γ(θi) dans cet intervalle angulaire est

donnée sur la figure 5.6 A pour l’interface verre/eau et 5.6 B pour l’interface verre/glycérol 22%.

Puisque la normalisation par le signal en épi-fluorescence (θi=0) n’est pas possible sur une cellule,

nous allons normaliser γ(θi) par rapport à sa valeur en θ1, le premier angle de la série (θ1=63.59°).

J’ai choisi l’eau et le glycérol 22%, car l’indice effectif des cellules en adhésion est compris entre

1.333 (indice de l’eau) et 1.358 (indice du glycérol 22%).

Figure 5.5 – Détermination de l’indice effectif d’une cellule. (A) Images de fluorescence et his-

togrammes du signal correspondant, évalués dans la région d’intérêt délimitée par le carré rouge.

Le signal moyen est indiqué sous chaque histogramme. (A1) Il s’agit d’une cellule MCF7 sur verre

et (A2) d’une cellule MDA-MB-231 sur BSA, dans un milieu de culture non fluorescent, à 37°C

(ON=1.45 ; 60x, λ=488 nm, Plaser=5 W/cm2 et tacq=50 ms). (B1) Evolution du signal moyen de

fluorescence 〈f〉 avec α correspondant à la cellule MCF7 et (B2) correspondant à la cellule MDA-

MB-231.
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Figure 5.6 – (A) Evolution relative de γ(θi) en fonction de l’angle d’incidence θi pour l’interface

verre/eau. (B) De même pour l’interface verre/glycérol 22%. Les points expérimentaux ont été

ajustés avec l’équation 5.6. (C) Détermination de γ(θ=63.59°) en fonction de l’indice du milieu

d’observation.

Les points expérimentaux des figures 5.6 A et B ont été ajustés grâce à l’expression théorique

de γ en polarisation "s" (équation 2.26), pour θ>θc :

γ(θi)

γ(θ1)
= (1 + n′)2 cos

2θi
1− n′2

1

γ(θ1)
(5.6)

où n′ est égal à nglycérol/nverre ou est neau/nverre. Grâce à l’ajustement numérique, on obtient la

valeur de γ(θ1) qui vaut respectivement 2.87 ± 0.01 et 3.34 ± 0.01 pour les interfaces verre/eau et

verre/glycérol 22 %. Pour trouver le facteur de correction γ(θ1) correspondant à l’indice effectif des

cellules (nc=1.341), j’ai extrapolé linéairement le comportement de γ(θ1) en fonction de neff obtenu

pour l’eau et le glycérol (figure 5.6 C). Un tel comportement linéaire a déjà été observé (figure

4.16) : deux points suffisent pour déterminer la bonne valeur γ(θ1) correspondant à l’indice effectif

d’une cellule en adhésion. J’en ai déduis alors que γ(θ1)=3.02 pour neff=1.341. Cette valeur nous

permet de calculer à l’aide de l’équation 5.6, les valeurs de γ(θi) dans le cas de cellules en adhésion.

Ces valeurs sont données dans le tableau 5.4.
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TABLEAU 5.4 – Récapitulatif des valeurs θi et γ(θi) utilisées pour les observations sur cellule.

θi (degré) 63.59 63.99 64.39 64.79 65.19 65.6 66 66.41 66.82 67.23

γ(θi)/γ(θ1) 0.996 0.968 0.941 0.913 0.886 0.859 0.833 0.806 0.780 0.754

5.5.4 Vérification dans le cas où z0=0

Afin de m’assurer de l’exactitude des différentes valeurs de γ(θi) et κ(θi), j’ai vérifié que pour

une couche de QDots déposée à la surface d’une lamelle de verre, la technique VA-TIRF permet

bien de retrouver z0=0. J’ai ainsi testé la procédure de calcul pour l’interface verre/eau. J’ai obtenu

que la valeur moyenne de z0 est centrée autour d’une distance de 0 nm, avec un écart-type de 18

nm. Cette vérification importante m’a permis de confronter la procédure de calcul en microscopie

VA-TIRF sur un cas réel, pour lequel on connaît la valeur de z0.

5.6 Adhésion cellulaire

Pour évaluer le degré d’adhésion des cellules, j’ai réalisé des cartographies des distances membra-

ne/surface. L’objectif que nous nous sommes fixé est le même qu’en microscopie nTIRF, c’est-à-dire

obtenir l’histogramme des distances p(z0) qui caractérise le comportement des cellules sur un sub-

strat donné. Les grandeurs statistiques associées aux distributions des distances ont été décrites

dans le paragraphe 4.6.1.

Dans ce paragraphe, je vais présenter les résultats que j’ai obtenus sur les deux lignées cellulaires

suivantes : MDA-MB-231 et U-87 MG. Afin de les comparer avec ceux enregistrés sur les vésicules

géantes, les cellules ont été déposées sur des surfaces recouvertes de poly-L-lysine et de β-caséine.

Ces surfaces sont fréquemment utilisées dans les mesures d’adhésion usuelles, comme lors d’un test

de rinçage. Ce test est destiné à étudier la spécificité du comportement adhésif des cellules [5].

Les substrats de poly-L-lysine et de β-caséine (ou d’albumine) jouent le rôle de surfaces référence

pour quantifier l’adhésion. En effet, l’adhésion est maximale sur la poly-L-lysine et minimale sur

la β-caséine ou l’albumine. J’ai également initié des études d’adhésion spécifique sur ces cellules.

Afin d’assurer une reconnaissance spécifique, les cellules ont été mises en contact avec des surfaces

recouvertes de fibronectine et de collagène de type IV. Toutes les observations ont été réalisées après

une heure d’incubation à 37°C et 5% de CO2. Quant aux mesures VA-TIRF, elles ont été effectuées

à 37°C pendant une durée limitée à une heure.

5.6.1 Adhésion non spécifique

Des cellules MDA-MB 231 en suspension dans le milieu de culture non fluorescent ont été

déposées sur des substrats fonctionnalisés avec des molécules connues pour interagir de façon non
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spécifique avec les cellules. Sachant que la charge effective de la membrane cellulaire est négative,

j’ai comparé le comportement des cellules sur des surfaces chargées positivement (poly-L-lysine) et

négativement (β-caséine et BSA).

A Résultats expérimentaux

Un exemple typique de comportement d’une cellule MDA MB 231, incubée sur une surface

recouverte de poly-L-lysine, est présenté sur la figure 5.7 (A1-E1). Les images en DIC, en épi-

fluorescence et en TIRF donnent un aperçu de la morphologie cellulaire. Il apparaît que les cellules

adoptent une forme inattendue, la membrane s’étire de façon à former un disque plat sur la surface,

alors que les organites comme le noyau restent dans une partie globulaire centrale, loin de l’interface

car invisible sur l’image TIRF. Etant donné que les prolongements membranaires sont très fins, le

contour de la cellule se distingue difficilement sur l’image en DIC. J’ai alors souligné le contour

cellulaire en rouge (figure 5.7 A1). L’image en épi-fluorescence B1 montre un signal conséquent

provenant de la membrane supérieure compactée autour du noyau. L’image des distances z0 obtenue

en VA-TIRF permet d’apprécier l’étirement de la membrane sur le substrat (figure 5.7 D1). On

observe que certains prolongements membranaires sont en contact proche du substrat, c’est-à-dire

à une distance z0.50 nm (zones bleues foncées sur l’image). La partie centrale de la cellule semble

être plus éloignée, atteignant les distances de ∼150 nm. A l’aide de la distribution des distances

p(z0), tracée sous la forme d’une densité de probabilité (figure 5.7 E1), on peut conclure que la

membrane plasmique se situe à une distance moyenne de 〈p(z0)〉=121 nm. Sur les substrats chargés

négativement, l’étalement de la membrane est complètement différent. Les cellules sur un substrat

de β-caséine ont une morphologie plutôt sphérique, comme le montre l’image DIC avec dans ce cas

une petite zone d’adhésion, mise en évidence sur l’image TIRF (figures 5.7 A2 et C2). Sur l’image

en épi-fluorescence (B2) on observe là encore un halo lumineux très intense au centre, corrélé à la

morphologie globulaire de la cellule. L’image TIRF met en exergue que la surface de contact avec le

substrat est très petite (figure 5.7 C2). L’image topographique obtenue en VA-TIRF montre quant

à elle que l’étalement est très hétérogène et que la cellule développe des filopodes afin de pouvoir

s’accrocher à la surface (figure 5.7 D2). Au niveau des filopodes, la membrane est très proche de

l’interface (z0.50 nm). La distribution des distances p(z0) reflète l’hétérogénéité de l’étalement de

la membrane. p(z0) est en effet très dissymétrique. Par conséquent, la moyenne des distances z0

est différente du maximum de la distribution (p(z0)max≈131 nm et 〈p(z0)〉≈154 nm, figure 5.7 E2).

L’adhésion des cellules MDA-MB 231 sur β-caséine, figure 5.7 (A2-E2), est représentative de ce que

j’ai observé sur les surfaces recouvertes de BSA.

Pour mieux apprécier les différences de comportement cellulaire sur poly-L-lysine, BSA et β-

caséine, les distributions p(z0) enregistrées sur plusieurs cellules ont été moyennées. Les distributions

moyennes P(z0) (P(z0)= 1
N

∑
i
pi(z0)) sont tracées sur la figure 5.8. Les distributions enregistrées sur

la BSA et la β-caséine ont été ajustées par une somme de deux fonctions Gaussiennes. Les maximums
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de ces deux profils Gaussiens sont donnés dans le tableau 5.5. Concernant la poly-L-lysine, P(z0)

s’ajuste très bien avec une simple Gaussienne. Les valeurs moyennes des distances 〈z0〉 et leurs

écart-types moyens 〈σp(z0)〉 pour ces trois substrats sont données dans le tableau 5.5.

Figure 5.7 – Images de deux cellules MDA MB 231 en adhésion sur la poly-L-lysine (A1-D1) et sur

la β-caséine (A2-D2), après une heure d’incubation. (Ai) : images en DIC, (Bi) : en épi-fluorescence

(θ=0°), (Ci) : en TIRF pour θ=63.59° en polarisation "s". (Di) : cartographie des distances z0 et

(Ei) : densités de probabilité p(z0) correspondant aux images Di. Les images B1, B2, C1 et C2 ont

été obtenues pour une puissance laser de 5 W/cm2 et un temps d’acquisition de 100 ms.
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TABLEAU 5.5 – Tableau récapitulatif des mesures d’adhésion sur les cellules U-87 MG et MDA-MB 231 en
adhésion spécifique (AS) et non spécifique (ANS). 〈z0〉 représente la moyenne des valeurs moyennes 〈pi(z0)〉,
σ〈pi(z0)〉 est l’écart-type de ces moyennes. 〈σpi(z0)〉 et σσpi(z0) sont respectivement la moyenne et l’écart-type
des rugosités dynamiques σpi(z0) mesurées pour chaque cellule. P(z0)max le (ou les) maximum(s) de la (des)
Gaussienne(s) qui permet(tent) d’ajuster le profil de la distribution. N correspond au nombre de cellules sur
lesquelles les mesures ont été effectuées.
lignée substrat AS ANS 〈z0〉 σ〈pi(z0)〉 〈σpi(z0)〉 σσpi(z0) P(z0)max N

cellulaire (nm) (nm) (nm) (nm) (nm)

U-87 MG verre x 159 23 45 10 151 ;185 14

fibronectine x 224 23 49 7 161 ;205 ;240 5

MDA-MB poly-L-lysine x 112 6 29 2 105 9

231 BSA x 138 13 48 10 120 ;176 9

β-caséine x 157 23 49 7 138 ;203 11

fibronectine x 154 9 40 8 146 10

collagène x 160 23 41 12 115 ;164 ;193 5

de type IV

Figure 5.8 – Distributions des distances z0 (P(z0)) moyennées sur plusieurs cellules MDA-MB 231

en adhésion sur la poly-L-lysine (bleu), BSA (rouge) et la β-caséine (vert). Ces histogrammes ont

été ajustés à l’aide de plusieurs fonctions Gaussiennes (courbes noires : résultantes des fits).

B Discussion

Les résultats obtenus sur BSA, β-caséine et poly-L-lysine, nous ont permis d’évaluer le processus

d’adhésion cellulaire lorsqu’il est guidé par des interactions électrostatiques. La charge effective
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négative de la membrane cellulaire fait qu’une cellule est fortement attirée par une surface recouverte

de poly-L-lysine (chargée positivement). Sur ces surfaces, toutes les cellules ressemblent à un "œuf au

plat" et aucune d’elles, après une heure d’observation sous microscope, n’a initié un comportement

migratoire. Cette morphologie où l’étalement est uniforme ne semble pas propice à la migration.

Ces cellules ainsi attirées vers la surface, par l’intermédiaire d’une force d’attraction électrostatique

(mise en évidence au chapitre 4), pourraient avoir de grandes difficultés à migrer sur ce substrat.

Les surfaces chargées négativement, comme celles recouvertes de β-caséine ou de BSA, induisent

une force de répulsion qui semble inhiber l’étalement et l’attachement de la cellule. En effet, les

figures 5.7 C2 et D2 montrent que les cellules sont peu étalées sur le support et que la distance

moyenne membrane/support est plus grande que sur la poly-L-lysine (tableau 5.5). La surface

d’adhésion sur BSA et β-caséine ne représente que ≈17% de la surface d’adhésion que développe une

cellule sur la poly-L-lysine. Sur ces surfaces chargées négativement, les cellules produisent également

de nombreux filopodes pour adhérer. Ces résultats peuvent expliquer le faible taux d’adhésion

couramment observé sur BSA ou β-caséine (proche de 0%), lors d’un test de rinçage. En effet,

il paraît plus simple de décrocher des cellules qui développent une faible surface de contact. De

plus, la figure 5.8 montre que le comportement adhésif des cellules sur les deux substrats chargés

négativement est différent. Un net décalage de la distribution P(z0) sur β-caséine vers les distances

plus élevées est mis en évidence. Ce phénomène est peut-être lié à une différence de charge effective

de l’interface comme je l’ai observé entre les surfaces SiOH et celles recouvertes de β-caséine dans

le cas des vésicules géantes. Une mesure du potentiel ζ me permettrait de confirmer (ou infirmer)

cette hypothèse.

Lorsqu’on analyse plus en détails la distribution des distances P(z0), on remarque l’existence de

deux sous-populations sur les substrats chargés négativement (P(z0) a été ajustée à l’aide de deux

Gaussiennes). Les positions P(z0)max de ces deux sous-populations sont données dans le tableau 5.5.

A l’opposé, une seule Gaussienne est utilisée pour ajuster la distribution enregistrée sur la poly-

L-lysine. Cette unique Gaussienne reflète l’homogénéité de la topographie membranaire sur cette

surface. Concernant la β-caséine ou la BSA, nous pouvons imaginer que la première population

qui correspond aux distances les plus courtes, coïncide avec les filopodes par lesquels les cellules

s’ancrent à la surface. La deuxième population correspondrait quant à elle à la membrane autour

des filopodes.

5.6.2 Adhésion spécifique

Afin de mimer le microenvironnement cellulaire, j’ai étudié l’adhésion de cellules U-87 MG et

MDA-MB 231 sur des surfaces recouvertes de fibronectine et de collagène de type IV. L’adhésion

entre les cellules et les surfaces devient alors spécifique car elle est régulée par les interactions entre

les protéines de la matrice et les récepteurs membranaires associés (par exemple les intégrines).
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A Résultats expérimentaux

La première étude que j’ai réalisée consistait à comparer les conséquences d’une adhésion spé-

cifique sur P(z0) avec une adhésion non spécifique. J’ai effectué cette expérience à l’aide de cellules

U-87 MG déposées d’une part sur une lamelle recouverte de fibronectine, d’autre part sur une simple

lamelle de verre. Deux exemples de comportement d’adhésion sont présentés sur la figure 5.9. On

remarque que les cellules adhérées sur la surface de verre ne développent pas de forme migratoire

(figures 5.9 B1, C1), comme observé précédemment sur la BSA ou la poly-L-lysine. Au contraire,

la forme des cellules déposées sur la surface fonctionnalisée avec de la fibronectine suggère que les

cellules sont en cours de migration (figures 5.9 A2 à C2). On distingue clairement un front migra-

toire avec de nombreux filopodes à l’avant ainsi qu’un arrière train en cours de rétractation (figures

5.9 B2, C2). La présence du noyau à l’avant de la cellule, visible sur l’image en épi-fluorescence (le

halo lumineux sur la figure 5.9 A2), sous-entend que la cellule se trouve dans la phase terminale

de la migration : le noyau vient d’être transloqué et la queue est déjà bien rétractée (voir la figure

1.3). Les images TIRF (figures 5.9 B1 et B2) rendent compte de l’étalement relativement impor-

tant de la membrane sur les deux surfaces. La cartographie des distances z0 sur la figure 5.9 C1,

montre que la cellule en adhésion sur du verre développe des lamellipodes dans différentes direc-

tions correspondant aux zones bleues foncées sur l’image. L’histogramme des distances p(z0), établi

à partir de la cartographie C1, montre que la cellule se situe en moyenne à 〈p(z0)〉∼166 nm (figure

5.9 D1). Concernant la cellule en adhésion sur la fibronectine, la distance moyenne est plus grande,

〈p(z0)〉∼223 nm (figure 5.9 D2). Les distributions moyennes sur verre et sur fibronectine sont tracées

sur la figure 5.10. Les probabilités de densité P(z0) ont été moyennées à partir d’enregistrements

effectués sur 5 cellules sur fibronectine et 12 cellules sur verre. Dans les deux cas, les distributions

moyennes ont été ajustées avec une somme de plusieurs Gaussiennes (deux pour le verre et trois

pour la fibronectine). Les différents paramètres statistiques extraits de ces distributions sont donnés

dans le tableau 5.5.

Dans une deuxième étude, j’ai comparé l’adhésion de cellules MDA-MB 231 sur la fibronectine

et sur le collagène de type IV. Après une heure d’incubation, les cellules présentent toutes un

profil migratoire, que la surface soit recouverte de fibronectine ou de collagène (figure 5.11). Sur

les images topographiques des distances z0 (figures 5.11 C1 et C2), on remarque l’apparition, à de

multiples endroits, de zones où la membrane plasmique est très proche de la surface, c’est-à-dire

z0.50 nm (zones bleues foncées sur les images). Sur l’image C1, ces zones sont majoritairement

situées sur la queue de rétractation de la cellule (en haut à droite de l’image), alors que sur l’image

C2, ces zones de contact apparaissent majoritairement sur le front de la migration, au niveau d’un

large lamellipode déployé par la cellule (en haut à gauche de l’image). Ces zones particulières, où

z0.50 nm, correspondent vraisemblablement à des points d’adhésion focaux. En effet, ces zones

apparaissent aux endroits présumés où les contacts focaux doivent avoir lieu : sur un lamellipode ou

sur la queue de rétractation. C’est au niveau des contacts focaux que la membrane plasmique est la

plus proche de la surface. De nombreux travaux l’ont déjà révélé. Plusieurs de ces travaux ont même
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déterminéquelamembranesesituetypiquemententre20et50nmdusupport,auniveaud’unpoint

d’adhésionfocal[101,102,28].Unemanièreefficacedecorrélernosobservationsaveclaprésence

effectivedecontactsfocauxseraitderéaliserundoublemarquagefluorescentdelamembrane,

commejel’aifait,etd’uneprotéineimpliquéedanslaformationdesadhésomes,parexempleune

intégrine.L’idéeseraitd’obtenirdeslignéesstablesquiexprimeraientlesprotéinesdefusionavec

unmarqueurfluorescent.LesprotéinesfluorescentesdelafamilledesGreenFluorescentProteins

commelaGFP,oulamoléculemCherryseraientbienadaptéespourcetyped’étude.

Figure5.9–Imagesd’unecelluleU-87MGenadhésionsurduverre(A1-D1)etsurlafibronectine

(A2-D2),aprèsuneheured’incubation.(Ai):Imagesenépi-fluorescence(θ=0°),(Bi):enTIRF

pourθ=63.59°enpolarisation"s",(Ci):cartographiedesdistancesmembrane/substratet(Di):

histogrammesdesdistancesp(z0)correspondantauximagesCi.LesimagesA1,A2,B1etB2ont

étéobtenuesavecunepuissancelaserde5 W/cm2etuntempsd’acquisitionde100ms.
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Figure 5.10 – Distributions des distances membrane/substrat P(z0) moyennées sur plusieurs cel-

lules U-87 MG en adhésion sur du verre (rouge) et sur de la fibronectine (bleu). Les histogrammes

ont été ajustés à l’aide de deux fonctions Gaussiennes (courbes noires : résultantes des fits).

Les deux images VA-TIRF de la figure 5.11 reflètent l’état d’avancement d’une cellule au cours

de son processus de migration. Sur l’image B1, la cellule se trouve plutôt dans un stade final du

processus migratoire décrit sur la figure 1.3 ; la translocation du noyau a déjà eu lieu. Sur l’image

B2, c’est l’inverse : le processus migratoire est en train de s’engager ; la cellule vient de déployer

un large lamellipode au niveau duquel elle est en train de s’ancrer à la surface (la translocation n’a

pas encore eu lieu). Les histogrammes pi(z0) correspondant aux images des distances sont tracés

sur les figures 5.11 D1 et D2. La distance moyenne 〈pi(z0)〉 entre la membrane et la surface est de

156 nm sur la fibronectine (figure 5.11 D1) et 173 nm sur le collagène de type IV (figure 5.11 D2).

Afin de comparer le comportement des cellules MDA-MB 231 sur fibronectine et sur collagène de

type IV, j’ai là encore moyenné les distributions P(z0) enregistrées sur 5 à 10 cellules différentes.

Les deux distributions moyennes sont tracées sur la figure 5.12. Elles ont été ajustées à l’aide d’une

seule Gaussienne, en ce qui concerne la fibronectine, et par la somme de trois Gaussiennes pour le

collagène de type IV. L’ensemble des résultats est présenté dans le tableau 5.5.

B Discussion

Pour interpréter ces résultats expérimentaux, je me suis focalisée sur l’analyse des distributions

moyennes des distances membrane/substrat. Grâce à ces distributions, il est possible de quantifier

l’adhésion en termes d’interactions globales entre un type cellulaire et une surface. Je suis consciente

que le nombre de cellules étudiées n’est pas suffisant pour obtenir un comportement représentatif

d’une lignée cellulaire. Mes résultats mettent néanmoins en avant l’intérêt de la microscopie VA-

TIRF en ce qui concerne l’étude de l’adhésion cellulaire. Par exemple, j’ai observé un comportement
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Figure 5.11 – Une cellule MDA MB 231 en adhésion sur la fibronectine (A1-D1) et sur le collagène

de type IV (A2-D2), après une heure d’incubation. (Ai) : images en épifluorescence (θ=0°), (Bi) :

images TIRF pour θ=63.59° en polarisation "s", (Ci) : cartographie des distances z0 et (Di) :

histogrammes des distances pi(z0) correspondantes. Les images A1, A2 ont été obtenues avec une

puissance laser de 5 W/cm2 et un temps d’acquisition de 100 ms.
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Figure 5.12 – Distributions moyennes des distances membrane/substrat (P(z0)) pour des cellules

MDA-MB 231 en adhésion sur la fibronectine (bleu) et sur le collagène de type IV (rouge). La

courbe noire représente le résultat de l’ajustement réalisé à l’aide d’une ou plusieurs Gaussienne(s).

adhésif inattendu des cellules sur fibronectine et sur collagène : les valeurs moyennes des distances

membrane/substrat (〈z0〉) montrent qu’en adhésion spécifique la membrane se trouve en moyenne

plus loin du support qu’en adhésion non spécifique. Par exemple, pour les cellules MDA-MB 231,

〈z0〉∼112 nm sur la poly-L-lysine et 〈z0〉∼160 nm sur le collagène (tableau 5.5). Les cellules U-87

MG sont connues pour exprimer les intégrines α5β1 et αvβ3/β5 qui reconnaissent spécifiquement

la fibronectine [5]. On distingue une nette différence sur les distributions des distances P(z0) entre

ces cellules sur verre et sur fibronectine (figure 5.10). Sur la fibronectine, la membrane est située en

moyenne 65 nm plus loin de la surface que sur du verre (tableau 5.5). Nous pouvons alors supposer

que cette différence de hauteur reflète l’adaptation du comportement migratoire de la cellule par

rapport au substrat. En effet, il est envisageable que les cellules en adhésion spécifique, c’est-à-dire

qui développent des contacts d’adhésion focaux avec le substrat, aient tendance à organiser leur cy-

tosquelette de façon à maintenir la membrane relativement loin du substrat pour migrer rapidement.

En effet, la lignée U-87 MG (tout comme MDA-MB 231) est bien connue pour son comportement

hautement invasif. Cette hypothèse s’appuie sur la morphologie migratoire des cellules observée sur

les substrats recouverts de protéines matricielles. Sur la fibronectine, comme sur le collagène de type

IV, les cellules MDA-MB 231 ont tendance à développer rapidement (après une heure d’incubation)

une morphologie migratoire de type "tear drop", tout comme les cellules U-87 MG. Ce résultat

n’est pas surprenant ; cette lignée est connue pour exprimer, elle aussi, des récepteurs capables de

reconnaître les deux types de protéines matricielles : les intégrines αvβ1 reconnaissent la fibronectine

et les intégrines α2β1 reconnaissent quant à elles le collagène de type IV [90]. C’est peut-être pour

cette raison que les distributions des distances P(z0) sont très similaires entre le collagène et la

fibronectine (figure 5.12).
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5.7 Simulations Monte Carlo

Comme dans le chapitre 4, nous avons souhaité évaluer l’impact des différentes paramètres

expérimentaux sur l’erreur de calcul de z0, à l’aide de simulations Monte Carlo.

5.7.1 Simulation du signal de fluorescence

Comme je l’ai expliqué dans le paragraphe 4.7.1, le signal de fluorescence enregistré en chaque

pixel (xd,yd) fluctue rapidement au cours du temps. Cette variation du signal est induite par la

diffusion de la sonde fluorescente (la DiO) dans la membrane plasmique. L’échelle de temps ca-

ractéristique de ces fluctuations d’intensité est la ms (figure 4.25). Afin de simuler une mesure en

VA-TIRF, le signal de fluorescence pour un pixel quelconque a été reproduit numériquement suivant

la procédure décrite dans le paragraphe 4.7.1. Cette procédure se base sur un tirage au sort, à chaque

itération, d’une valeur de fluorescence suivant une loi de probabilité normale. Chaque itération cor-

respond à un temps de diffusion typique de 0.5 à 2 ms [58]. A partir d’une valeur théorique zth0 ,

on simule les signaux de fluorescence correspondant à la série d’angles d’incidence utilisés dans les

expériences (figures 5.13 A1-A10). On calcule ensuite les signaux totaux fTIRF (θi) intégrés pour les

10 séries d’itérations. Les paramètres γ(θi) et κ(θi) utilisés dans les simulations sont ceux obtenus

expérimentalement (tableaux 5.2 et 5.3). On trace alors ln(fTIRF (θi)/γ(θi)) en fonction de -1/κ(θi),

comme sur la figure 5.13 B. Au final, les points sont ajustés avec l’équation 5.5 et on obtient une

valeur simulée de z0. La précision du calcul de z0 est donnée par ∆= |z0−z
th
0 |

zth0
et l’erreur absolue ∆z0

sur la mesure de z0 correspond à l’écart-type enregistré sur un ensemble de 104 simulations.

5.7.2 Influence du nombre d’itérations et de σF

Comme pour la microscopie nTIRF, j’ai voulu évaluer les impacts du temps d’acquisition et des

fluctuations du signal de fluorescence (donné par
∑

= σF
〈F (t)〉), sur la précision de la mesure. Plusieurs

séries de simulations ont été réalisées, en faisant varier le nombre d’itérations de 3 à 1000, ainsi que∑
entre 20 et 50% (zth0 est fixé à 100 nm et I0 à 10 coups /ms). La figure 5.14 A donne l’évolution

de l’erreur relative ∆ sur la mesure du z0 en fonction du nombre d’itérations et de
∑

. Comme en

microscopie nTIRF, ces simulations montrent que l’erreur ∆ augmente avec les fluctuations relatives

du signal
∑

, mais diminue avec le nombre d’itérations. La concentration de DiO utilisée pour le

marquage de la membrane est extrêmement critique dans nos expériences. Si cette concentration

est trop élevée, les cellules perdent leur comportement normal : elles ne migrent pas, voire elle

désadhèrent rapidement lorsqu’on les excite avec le faisceau laser. De ce fait, j’ai faiblement marqué

les cellules. Les fluctuations du signal de fluorescence sont alors importantes à l’échelle de la ms

pour un pixel. Elles sont typiquement de l’ordre de 50% sur les cellules. Sachant qu’une itération

correspond au temps que met une sonde fluorescente pour diffuser à travers la taille effective d’un

pixel (soit ∼100 nm), 100 itérations correspondent à un temps d’acquisition de 50 à 200 ms. Or,
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Figure 5.13 – (A1-A10) : Simulation des signaux de fluorescence correspondant aux dix angles de

la série donnée dans le tableau 5.2. Les paramètres de la simulation sont I0=10 coups/ms,
∑

=50%,

zth0 =100 nm et le nombre d’itérations est fixé à 100. (B) Evolution de ln(fTIRF (θi)/γ(θi)) en fonction

de -1/κ(θi). Les valeurs de κ(θi) et γ(θi) sont celles données dans les tableaux 5.2 et 5.4. Les points

ont été ajustés à l’aide de l’équation 5.5 : on obtient alors z0=93.7 nm.

Figure 5.14 – (A) Evolution de l’erreur ∆ sur le calcul de z0 en fonction de
∑

et du nombre

d’itérations. (B) Evolution de l’erreur absolue ∆z0 en fonction de
∑

.
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toutes les expériences VA-TIRF que j’ai présentées ont été réalisées avec un temps d’acquisition fixe

de 100 ms. Nous pouvons remarquer sur la figure 5.14 A, que ∆ est typiquement de 10% pour 100

itérations, ce qui est tout à fait acceptable. Augmenter le temps d’acquisition à 200 ou 300 ms nous

permettrait de diminuer d’un facteur 2 l’erreur ; or nous avons constaté qu’à partir de 200 ms de

temps d’acquisition, les effets du photoblanchiment commençaient à apparaître.

5.7.3 Erreur absolue ∆z0

Il est également possible d’évaluer l’erreur absolue ∆z0 à l’aide de nos simulations Monte Carlo.

Tout comme en microscopie nTIRF, j’ai vérifié que ∆z0 ne variait pas avec la position zth0 de la

membrane, ce qui signifie que l’incertitude sur le calcul de ∆z0 est indépendante de la position axiale

de la membrane. De plus, j’ai calculé la variation de ∆z0 en fonction de
∑

(figure 5.14 B). Pour ce

calcul I0=10 cps/ms, zth0 a été fixé à 100 nm et le nombre d’itérations à 100. Comme en microscopie

nTIRF, on peut constater que l’erreur ∆z0 évolue linéairement en fonction des fluctuations relatives∑
. Cette simulation révèle que l’erreur ∆z0 induite par les fluctuations du signal de fluorescence en

VA-TIRF est plus importante qu’en nTIRF. Pour
∑

=50%, l’erreur absolue est d’environ 14 nm.

Néanmoins, ce résultat ne signifie pas que l’erreur ∆z0 est plus grande en VA-TIRF qu’en nTIRF.

En effet, il n’y a pas de facteur de correction du bruit de fond (β) en VA-TIRF, et l’erreur sur les

termes γ(θi) se trouve fortement atténuée par la procédure qui consiste à réaliser une régression

linéaire sur les dix valeurs de fTIRF (θi). Par conséquent, la façon la plus simple d’évaluer l’erreur

absolue ∆z0 sur la mesure de la distance membrane/substrat, est d’extraire à partir des régressions

linéaires effectuées en chaque pixel de l’image, la valeur de l’incertitude chiffrée par le logiciel. La

méthode utilisée pour l’ajustement linéaire est la méthode des "moindres carrés". Cette dernière

permet d’obtenir une très bonne estimation de l’erreur absolue sur le coefficient directeur de la

droite (z0). A partir de nos résultats expérimentaux, il est possible de représenter en plus de l’image

des distances z0, une autre image qui donne en chaque pixel l’erreur absolue ∆z0. La figure 5.15

A2 donne un exemple de ce type de représentation. L’histogramme des valeurs de ∆z0 permet

d’affirmer que l’erreur sur le calcul de z0 n’excède pas 40 nm et qu’en moyenne elle vaut ≈17 nm

(figure 5.15 B2). Si on reproduit cette analyse sur plusieurs cellules, on peut chiffrer l’erreur moyenne

〈∆z0〉 à environ 16 nm, ce qui est très proche de la valeur estimée à l’aide des simulations Monte

Carlo, lorsqu’on ne considère que l’influence des fluctuations de fluorescence. En d’autres termes, la

résolution axiale en VA-TIRF est majoritairement corrélée aux fluctuations instantanées du signal

de fluorescence.
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Figure 5.15 – Cellules MDA MB 231 en adhésion sur le collagène de type IV. (A1) : cartographie

des distances z0 et (B1) : histogramme des distances z0 (p(z0)). (A2) : image de l’erreur absolue

∆z0 extraite des ajustements en chaque pixel et (B2) : histogramme des erreurs ∆z0.

5.8 Conclusion

J’ai mis en place un banc expérimental qui permet de faire de la microscopie TIRF à angle

variable (VA-TIRF). Cette technique consiste à enregistrer une série d’images de fluorescence à

différents angles d’incidence, tous supérieurs à l’angle critique. En marquant la membrane plasmique

des cellules vivantes avec la DiO, j’ai montré qu’il était possible, à partir de la série d’images, de

cartographier avec une très grande précision la distance qui sépare la membrane du support. La

résolution axiale de notre dispositif est typiquement de ≈15 nm. Grâce à la microscopie VA-TIRF,

nous avons pu mettre en évidence le comportement adhésif de deux types cellulaires différents :

lorsque l’adhésion est spécifique (à l’aide de substrats recouverts de protéines de la MEC) et non

spécifique (lorsque l’adhésion est gouvernée par les interactions électrostatiques).

Les études d’adhésion non spécifique sur poly-L-lysine d’une part, et BSA ou β-caséine d’autre

part, ont mis en évidence que la distance moyenne 〈z0〉 est directement corrélée aux interactions

électrostatiques entre la membrane et la surface, comme dans le cas des vésicules (chapitre 4). L’éta-

lement membranaire conséquent des cellules sur la poly-L-lysine confirme d’ailleurs l’existence d’une

force d’attraction importante sur cette surface (figure 5.7 A1-A3). L’impact des forces d’attraction

ou de répulsion électrostatique sur la distance 〈z0〉 est néanmoins beaucoup moins prononcé sur les

cellules que dans le cas des vésicules. Dans le cas des cellules, j’ai observé que la position moyenne

de la membrane est repoussée de 35 nm sur une surface recouverte de β-caséine par rapport à la
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poly-L-lysine. Dans le cas des vésicules, ce décalage est de 265 nm. L’origine de cette différence de

comportement entre les cellules et les vésicules s’explique par le fait que la membrane des cellules ne

peut pas être considérée comme un simple système passif : son organisation est finement contrôlée

par le cytosquelette de la cellule. Même si l’impact du cytosquelette est difficile à estimer, il est

raisonnable de penser qu’une cellule adhérente crée, par l’intermédiaire de son cytosquelette, une

force de contre-réaction pour réguler son adhésion [14]. De plus, à ce stade des expériences, il est

difficile d’expliquer la différence de distance moyenne 〈z0〉 enregistrée sur BSA et β-caséine. Il est

tout aussi difficile d’expliquer la topographie très hétérogène de la membrane sur ces surfaces (figure

5.7 D2). Cette hétérogénéité pourrait signifier que les cellules seraient capables de déplacer, via les

forces qu’elles exercent sur le substrat, les molécules liées à la surface de manière non covalente

(comme c’est le cas avec la BSA et la β-caséine). Afin de confirmer cette hypothèse, il serait ju-

dicieux d’étudier l’adhésion cellulaire de façon dynamique. Les étapes très précoces de l’adhésion

pourraient nous aider à comprendre ce phénomène. Il suffirait pour cela d’enregistrer des images

toutes les 10 minutes durant la première heure d’incubation. D’ailleurs, un suivi dynamique du

processus d’adhésion pourrait être réalisé sur tous les types de surface. Ces résultats permettraient

de décrire l’adaptation du comportement adhésif des cellules sur les différents substrats.

En ce qui concerne l’adhésion spécifique, j’ai étudié le comportement des cellules sur des surfaces

recouvertes de fibronectine et de collagène de type IV. Le comportement est le même pour les cellules

U-87 MG et MDA-MB 231 : la distance membrane/substrat est en moyenne plus grande lorsque

l’adhésion est spécifique, en comparaison avec une adhésion non spécifique. Par exemple, 〈z0〉=224

nm sur la fibronectine pour les U-87 MG, alors que 〈z0〉=159 nm sur le verre. De même, 〈z0〉=154

nm sur la fibronectine et 160 nm sur le collagène pour les cellules MDA-MB 231, alors que 〈z0〉=112

sur la poly-L-lysine. Sur les surfaces recouvertes de BSA et β-caséine, les cellules subissent une

force de répulsion, d’origine électrostatique, relativement importante. D’ailleurs, sur ces surfaces,

l’étalement membranaire est très faible (figure 5.7 C2). Par conséquent, on ne peut pas affirmer

que les cellules soient réellement adhérées sur ces surfaces. C’est la raison pour laquelle quasiment

aucune cellule ne reste fixée sur une surface recouverte de BSA ou de la β-caséine, lors des test de

rinçage.

Une perspective intéressante de ce travail serait d’étudier l’adhésion de lignées U-87 MG sur-

exprimant et sous-exprimant les intégrines α5β1. L’expression de ce récepteur spécifique de la fi-

bronectine dans les cellules cancéreuses est étroitement associée au comportement métastatique des

cellules. Ainsi, l’enjeu d’une telle étude serait de corréler l’état d’adhésion avec les vitesses de mi-

gration de ces lignées sur des surfaces recouvertes de fibronectine. Le Laboratoire de Biophotonique

et Pharmacologie de Strasbourg (UMR CNRS 7213) développe et étudie également le rôle de mo-

lécules inhibant la reconnaissance entre l’intégrine α5β1 et la fibronectine. Il est alors envisageable

d’étudier l’impact de ces molécules sur le processus d’adhésion des lignées U-87 MG.

Les distributions P(z0) enregistrées pour les cellules MDA-MB 231 en adhésion sur des surfaces

recouvertes de collagène et de fibronectine ne sont pas très différentes (figure 5.12). Cette ressem-
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blance est probablement due au fait que la lignée MDA-MB 231 exprime à la fois les récepteurs

spécifiques de la fibronectine et ceux du collagène de type IV. Cependant, les cellules MDA-MB 231

sont également capables d’adhérer sur le collagène de type I [90]. Il nous est dont apparu intéressant

d’étudier l’adhésion des cellules sur ce collagène. A ce jour, nous ne sommes pas parvenus à déposer

de façon contrôlée une couche d’épaisseur nanométrique de collagène de type I sur les lamelles de

verre. Néanmoins, nous avons tout de même observé des comportement intéressants en TIRF sur des

couches d’épaisseur d’environ 50 nm. J’ai pu notamment distinguer ce qui semblerait être des points

d’adhésion cellule-matrice beaucoup plus prononcés que ceux identifiés sur la fibronectine ou alors

sur le collagène de type IV. L’analyse de ces premiers résultats s’avère très complexe, car l’épaisseur

de la couche de ce collagène n’est pas homogène sur l’échantillon. L’équipe travaille actuellement sur

l’optimisation du protocole de fonctionnalisation de surface afin d’obtenir des couches d’épaisseur

nanométrique de collagène de type I.



Conclusion

L’objectif de mon travail de thèse a été de développer deux techniques de nanoscopie de fluores-

cence basées sur l’utilisation des ondes évanescentes et dédiées à l’étude de l’adhésion. La mesure

d’adhésion repose sur la détermination des distances qui séparent la membrane du substrat. L’un

des défis de ce travail a été de trouver des solutions optimales, du point de vue de l’instrumentation

et du traitement des données, afin de rendre les techniques adaptables quel que soit le microscope.

Le montage expérimental que j’ai réalisé est très polyvalent. Il m’a permis d’analyser l’adhésion

des vésicules géantes par microscopie nTIRF et des cellules vivantes par microscopie VA-TIRF.

Ces deux types de microscopie offrent la possibilité d’étudier la topographie d’une membrane en

adhésion sur une surface, avec une résolution axiale nanométrique, typiquement de l’ordre de 20

nm. Ce projet de nanoscopie de fluorescence a été initié au laboratoire au moment où j’ai commencé

ma thèse. Il s’est donc enrichi au fur et à mesure que nous progressions dans les développements

expérimentaux.

La maîtrise de certains paramètres expérimentaux a constitué une étape décisive de mon travail.

Le facteur le plus crucial est l’angle d’incidence θ du faisceau laser sur l’interface de l’échantillon.

La connaissance de l’angle d’incidence θ est indispensable pour évaluer la profondeur d’atténuation

de l’onde évanescente κ, elle-même nécessaire au calcul des distances membrane/surface. Pour cette

raison, nous avons établi un protocole de calibration de l’angle θ qui consiste à observer le signal

émis par une monocouche de QDots dans le plan focal arrière de l’objectif. Associée à l’utilisation

d’une platine de rotation de grande précision, notre procédure de calibration permet de contrôler

l’angle d’incidence avec une précision de ∆θ=0.04° en régime évanescent. Une telle résolution an-

gulaire est nécessaire pour adapter notre technique à un dispositif TIRF commercial. Le deuxième

point essentiel consiste à minimiser la translation de la zone d’éclairage sur l’échantillon lorsqu’on

augmente l’angle d’incidence. Malheureusement, il m’a été difficile de m’affranchir complètement

de cet effet. L’objectif Olympus utilisé au cours de ma thèse serait vraisemblablement à l’origine de

certaines aberrations impossibles à compenser. La translation induit une erreur (de l’ordre de 10%)

sur le facteur de correction d’irradiance laser γ. Or, l’optimisation de ce paramètre expérimental

permettrait de gagner quelques nanomètres sur la résolution axiale. Dans cette perspective, nous

avons testé récemment un objectif TIRF de la marque Zeiss. L’utilisation de ce dernier a permis de

faire disparaître intégralement le décalage de la zone d’éclairage.

161
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A l’aide de mon montage expérimental, j’ai tout d’abord étudié l’adhésion de vésicules géantes

par microscopie nTIRF. Les vésicules constituent un parfait modèle biomimétique pour comprendre

les mécanismes physico-chimiques de l’adhésion membranaire. Notre approche se base sur la nor-

malisation de l’image TIRF par une seconde image enregistrée en épi-fluorescence (i.e. θ=0°). Dans

un premier temps, j’ai étudié l’adhésion non spécifique : les vésicules sont déposées sur des surfaces

chargées négativement (β-caséine ou SiOH) et sur des surfaces chargées positivement (PDDA, NH2-

PEG, poly-L-lysine...). Le comportement des vésicules sur ces surfaces m’a permis de prouver la

prédominance des interactions électrostatiques au cours du processus d’adhésion. Sur les surfaces

chargées négativement, j’ai observé une forte répulsion électrostatique : la membrane des GUVs est

repoussée à plus de 150 nm de l’interface, bien au delà de la valeur prédite par les fluctuations

thermodynamiques de la membrane. En revanche, sur les surfaces chargées positivement, les GUVs

subissent une forte attraction électrostatique qui contrebalance la force de répulsion d’Helfrich. La

membrane se trouve alors à moins de 100 nm de l’interface. Dans le cas de surfaces fonctionnalisées

avec de la poly-L-lysine et des aminosilanes, l’attraction est tellement importante qu’elle provoque

la lyse des vésicules sur la surface. Mes résultats ont mis en évidence le lien entre l’amplitude de

la force électrostatique induite par la surface sur la vésicule et la distance membrane-surface. J’ai

également étudié l’adhésion spécifique de vésicules biotinylées sur un substrat recouvert de strepta-

vidine. Le but de cette étude a été de mimer les conditions d’adhésion cellulaire lorsque celle-ci est

gouvernée par des interactions protéine-protéine. Les liaisons biotine-streptavidine ont pour consé-

quence la formation de plaques d’adhésion qui modélisent les points focaux d’adhésion développés

entre la cellule et la MEC. Notre étude montre que la membrane se situe en moyenne à ∼34 nm de la

surface au niveau des zones d’adhésion. Une perspective serait d’approfondir ces connaissances sur

l’adhésion spécifique des vésicules géantes, en recréant des conditions plus réalistes. Par exemple, il

serait intéressant d’étudier les liaisons entre les récepteurs matriciels (les intégrines) ajoutés dans

la membrane phospholipidique, et les ligands de la matrice extracellulaire déposés sur une surface.

Couplé à un système microfluidique, ce type d’étude permettrait de déterminer les forces d’adhésion

qui résultent des interactions ligand-récepteur.

Dans une deuxième phase, j’ai mis en œuvre un dispositif expérimental adapté à l’étude de

l’adhésion des cellules vivantes par microscopie VA-TIRF. Cette technique consiste à enregistrer

une série d’images TIRF à différents angles d’incidence. La résolution axiale d’environ 15 nm du

dispositif s’est avérée bien adaptée à l’étude des cellules. Cependant, la technique gagnerait en

sensibilité si cette résolution était optimisée. Nous avons déjà identifié quelques pistes d’amélioration.

L’ajustement linéaire en chaque pixel pourrait être perfectionné en attribuant un poids à chaque

point correspondant à l’incertitude de la mesure. Nous pourrions également enregistrer une série de

15 à 20 images TIRF (au lieu de 10), en utilisant un objectif de plus grande ouverture numérique.

Olympus propose à l’heure actuelle des objectifs TIRF standard avec une ON=1.49. Avec un tel

composant optique, θmax est ∼6° plus grand qu’avec un objectif de 1.45 d’ouverture numérique. La

même société propose également un objectif TIRF d’ON=1.7.
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Dans nos études, nous avons accordé une grande importance à l’état physiologique des cel-

lules. Pour cela, au lieu d’effectuer un marquage immunohistochimique, nous avons préféré marquer

simplement la membrane plasmique à l’aide d’une sonde membranaire. Nous avons ainsi réussi à

cartographier avec une très grande précision la distance qui sépare la membrane du support. De

façon analogue aux vésicules, les comportements adhésifs non spécifique et spécifique de deux li-

gnées cellulaires (U-87 MG et MDA-MB 231) ont pu être mis en évidence. Par exemple, les études

d’adhésion non spécifique sur poly-L-lysine, BSA et β-caséine ont révélé que la distance membrane/-

substrat refléte la nature électrostatique des interactions entre la membrane et la surface. Que ces

interactions créent une force d’attraction ou de répulsion, l’impact de cette force sur la position de

la membrane est moins important que dans le cas des vésicules. Ce résultat n’est pas surprenant. En

effet, il est fort probable que la cellule exerce une force sur le substrat qui s’oppose à celle induite par

la surface, sur la membrane. Dans le but de vérifier cette hypothèse, l’équipe NanoBiophotonique

du LNIO travaille actuellement sur la dynamique du processus d’adhésion cellulaire. Les phases

précoces de l’adhésion cellulaire seront suivies afin de comprendre le comportement des cellules sur

les différents substrats (les images seront enregistrées toutes les deux minutes). De la même façon,

il est envisageable d’étudier en dynamique le processus de migration cellulaire. Ceci permettrait

d’obtenir un aperçu sur la réorganisation de la topographie membranaire au cours des différents

stades de migration.

En ce qui concerne l’adhésion spécifique, j’ai étudié le comportement des cellules sur des surfaces

recouvertes de fibronectine et de collagène de type IV. J’ai ainsi constaté que le comportement des

deux lignées cellulaires est très similaire sur ces substrats matriciels. De plus, la distance membra-

ne/substrat semble être plus importante lorsque l’adhésion est spécifique que lorsqu’elle est non

spécifique. Sachant que les cellules présentent une morphologie migratoire de type "tear drop" lors-

qu’elles sont en adhésion spécifique, ce qui n’est pas le cas en adhésion non spécifique, nous pouvons

émettre l’hypothèse que cette différence de hauteur reflète l’adaptation du comportement de la cel-

lule par rapport au substrat. En effet, il est envisageable que ces deux lignées hautement invasives,

réorganisent leur cytosquelette de façon à maintenir la membrane relativement loin du substrat

pour migrer efficacement. Une mesure de vitesse de migration sur nos substrats nous permettrait

de confirmer cette hypothèse.
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Etude de l’adhésion de vésicules 
géantes et de cellules vivantes par 
nanoscopie de fluorescence 
 
L’objectif de mon travail de thèse a été de 
caractériser l’adhésion de vésicules géantes 
lipidiques et de cellules vivantes. Dans le but 
d’obtenir des informations quantitatives sur 
l’adhésion, j’ai développé deux techniques de 
nanoscopie de fluorescence basées sur la 
microscopie TIRF (Total Internal Reflection 
Fluorescence). Cette technique repose sur la 
création d’une onde évanescente à proximité d’une 
interface. J’ai développé pour cela un montage 
optique, qui permet de contrôler finement les 
caractéristiques de l’onde évanescente (longueur 
d’atténuation, état de polarisation, etc.). L’adhésion 
des vésicules a été étudiée par nTIRF (TIRF 
normalisé) : les images TIRF sont normalisées par 
des images en épi-fluorescence. J’ai pu ainsi 
caractériser l’adhésion non spécifique (interaction 
électrostatique) et spécifique (interaction biotine-
streptavidine) de vésicules sur différentes surfaces 
fonctionnalisées. Pour quantifier l’adhésion des 
cellules, j’ai utilisé l’approche VA-TIRF (TIRF à angle 
variable). Cette dernière consiste à enregistrer une 
série d’images en régime évanescent à différents 
angles d’incidence. Ceci nous a permis d’établir une 
cartographie des distances entre la membrane 
ventrale d’une cellule et la surface pour différents 
comportements d’adhésion initiés sur divers 
substrats : chimiques ou protéiques. Ces deux 
techniques permettent de mesurer la distance 
membrane-surface avec une précision 
nanométrique, ≈20nm, ce qui est particulièrement 
adapté à l’étude du processus d’adhésion. 
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Adhesion Studies of Giant Unilamellar 
Vesicles and Living Cells by 
Fluorescence Nanoscopy 
 
The aim of my thesis was to characterize the 
adhesion of Giant Unilamellar Vesicles and living 
cells. In order to obtain a quantitative information 
about the state of the adhesion, I developed two 
fluorescence nanoscopy techniques based on 
microscopy TIRF (Total Internal Reflection 
Fluorescence). This technique consists of creating 
an evanescent wave in the vicinity of an interface. I 
developed the experimental setup, which allows an 
accurate control of characteristics of the evanescent 
wave (penetration depth, polarization state, etc.). 
The vesicles adhesion was studied by nTIRF 
(normalized TIRF). TIRF images are normalized by 
epi-fluorescence images. I was able to characterize 
the nonspecific adhesion (electrostatic interaction) 
and specific adhesion (biotin-streptavidin 
interaction) of vesicles on different functionalized 
surfaces. To quantify the adhesion of cells, I used 
the VA-TIRF approach (variable angle TIRF). The 
latter is to record a series of images at different 
angles of incidence in the evanescent regime. This 
allowed us to map the distances between the ventral 
membrane of a cell and the surface for different 
adhesion behaviors initiated on various substrates: 
chemical or protein. These two techniques permit to 
measure the membrane surface-distance with the 
nanometer precision ≈20nm, which is particularly 
suitable for the study of the adhesion process. 
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membranes. 
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