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Introduction 

L’imagerie de molécules biologiques dans les cellules vivantes par microscopie 

de fluorescence promet d’apporter de nouvelles informations sur les processus 

moléculaires, comme par exemple des paramètres de cinétiques et de dynamiques 

qui ne peuvent être obtenus par des méthodes d’ensemble de microscopie ou 

biochimiques.[1,2] En microscopie de fluorescence, le suivi  de molécules repose sur 

la précision de localisation de l’émetteur fluorescent. Celle-ci dépend directement du 

nombre de photons récoltés lors de l’acquisition.[3] Plus l’émetteur est brillant, plus le 

nombre de photons récoltés est élevé pour une intensité donnée. Cela se traduit par 

un meilleur rapport signal/bruit. Mais le nombre de photons émis et récoltés est 

également lié à l’intensité lumineuse qui excite l’émetteur. Enfin plus le temps 

d’acquisition est long, plus on peut localiser précisément l’émetteur. Malheureusement 

des puissances d’excitation élevées et des temps d’acquisition trop longs sont 

responsables de phototoxicité sur les cellules accompagnée d’une dégradation de la 

sonde fluorescente. De plus si la molécule à suivre bouge trop rapidement, des temps 

d’acquisition trop longs ne permettront pas de localiser l’émetteur dans l’espace. 

Augmenter la brillance de l’émetteur permet cependant de le localiser avec précision 

à la fois dans le temps et l’espace sans interférer avec les processus cellulaires. De 

surcroit, il est aujourd’hui également possible de résoudre deux émetteurs à une 

distance inférieure aux limites de diffraction de la lumière par microscopie de 

reconstruction optique stochastique directe (dSTORM)[4] ou microscopie par 

localisation activée (PALM)[5] mais uniquement si l’émetteur est photocommutable ou 

photoactivable. 

La limite de brillance des fluorophores conventionnels (fluorophores organiques et 

protéines fluorescentes) peut être surmontée par l’utilisation de NPs luminescentes. 

Aujourd’hui les NPs de semiconducteurs (QDs)[6] et les NPs de silice[7] dominent le 

domaine des NPs luminescentes. Parmi ces dernières, les NPs de polymères 

fluorescentes ont l’avantage d’être biocompatibles et d’avoir une plus grande flexibilité. 

Ces NPs peuvent donc être une excellente alternative aux NPs inorganiques. Notre 

groupe a notamment développé des NPs de polymères fluorescentes par 

nanoprécipitation.[8] Ces NPs, constituée de polymères biocompatibles, peuvent 

facilement être chargées avec de grandes concentrations en fluorophores organiques. 
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Dernièrement, les problèmes d’auto-inhibition de fluorescence généralement 

rencontrés dans ces systèmes ont été résolus.[8,9]  Les NPs de polymères 

fluorescentes peuvent donc égaler voir surpasser la brillance des QDs. Il a également 

été démontré que ces NPs contenant de grande quantité de fluorophores conduisaient 

au clignotement de la particule entière résultant d’une forte coopération entre les 

fluorophores. Cette propriété les rend tout à fait appropriés à l’imagerie super-

résolutive par dSTORM. Outre les propriétés photophysiques décrites ci-dessus, 

l’utilisation de NPs fluorescentes demandent un contrôle de la taille ainsi que des 

interactions spécifiques et non spécifiques. Le cytoplasme est un espace très 

encombré, composé de nombreuses macromolécules, d’un réseau dense formé par 

le cytosquelette et de divers organites cellulaires.[10,11] Les NPs doivent être 

suffisamment petites pour se frayer un chemin dans cet amas de molécules sans pour 

autant perturber la trajectoire des biomolécules d’intérêts.[12] Pour cela, leur taille doit 

être du même ordre de grandeur que les biomolécules destinées à être marquées. 

Cependant la taille des NPs obtenues par nanoprécipitation est entre 40 et 250 nm.[13] 

En même temps, les surfaces des particules influencent fortement leur comportement 

dans les systèmes biologiques au niveau extra- et intracellulaire.[12,14] L’adsorption 

non spécifique de protéines à la surface des particules va conduire à une perte de 

contrôle de leur comportement et masquer les éventuels ligands attachés à la surface 

de la particule. La stratégie la plus utilisée est l’ajout de polyéthylène glycol (PEG) en 

guise de traitement de surface.[15] Mais le risque de la PEGylation est dans un premier 

temps, d’augmenter significativement le diamètre hydrodynamique de la particule et 

dans un deuxième temps, d’accroitre la distance entre l’émetteur et la molécule 

marquée. Une alternative à la PEGylation est l’utilisation de groupements 

zwittérioniques.[16] Ces groupements ont l’avantage de former une fine couche avec 

une efficacité contre l’adsorption de protéines comparable à la PEGylation.  

L’objectif de ce travail consiste à développer des NPs de polymères fluorescentes en 

tant que sondes pour l’imagerie intracellulaire. Le développement de ces NPs peut se 

résumer en trois parties bien distinctes. (i) Le premier objectif est d’optimiser la 

fluorescence des NPs pour augmenter la vitesse et la précision de localisation. La 

combinaison de la brillance avec un contrôle du clignotement des NPs augmenterait 

également la résolution. (ii) Ensuite les NPs doivent être rendues complètement 

furtives dans le cytoplasme. Pour cela deux aspects doivent être considérés. L’un est 
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de diminuer au maximum le diamètre des NPs tout en conservant une efficacité 

d’encapsulation des fluorophores. Et l’autre consiste à adapter la surface des NPs pour 

éviter les interactions non spécifiques avec l’environnement intracellulaire. (iii) Enfin 

ces NPs ultrapetites, ultrabrillantes et non-interactives devront être fonctionnalisées 

pour marquer des biomolécules intracellulaires.   

Dans un premier temps, nous verrons les principes généraux de fluorescence ainsi 

que l’état de l’art sur les NPs fluorescentes en particulier les NPs de polymères 

encapsulant des grandes quantités de fluorophores et l’imagerie intracellulaire. 

Ensuite la seconde partie traitera du contrôle de la taille des NPs par ajout de fractions 

de groupements chargés sur les polymères ou en variant la composition du polymère. 

Nous verrons également quelques exemples du comportement des NPs en fonction 

de leur taille dans le cytosol après microinjection et électroporation. Ensuite, nous nous 

intéresserons aux propriétés optiques de ces NPs. Deux types de NPs ont été 

optimisées en termes de brillance : les NPs chargées de complexes de lanthanides et 

les NPs chargées de rhodamine. Enfin dans une dernière partie, nous proposerons 

une nouvelle approche de traitement de surface à base de groupements 

zwittérioniques pour réduire les interactions non spécifiques dans le cytoplasme. Nous 

verrons également le comportement des NPs résultantes dans le cytosol après 

microinjection ainsi que la stratégie de fonctionnalisation choisie pour les NPs afin de 

marquer des biomolécules intracellulaires telles que les dynéines. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Partie 1 : Etat de l’art 

14 

Partie 1 : Etat de l’art 

1.1 Généralités sur la fluorescence  

 La lumière est probablement l’outil le plus versatile pour observer un objet. Nous 

l’employons nous-mêmes constamment et tous les jours pour fournir une image à notre 

cerveau. Son caractère non-invasif, capable d’interagir de différentes manières avec 

la matière en fait une radiation primordiale en imagerie. Par définition, la lumière est 

un ensemble d’ondes électromagnétiques avec des λ de 10-3 à 10- 8 m.[17] Ces 

fluctuations électriques et magnétiques sont capables de se propager aussi bien dans 

le vide que dans la matière. L’œil humain est sensible aux ondes comprises entre 400 

et 800 nm qui constituent le spectre de la lumière visible. La lumière regroupe 

également, les rayonnements infra-rouges (de 800 nm à 1 mm) et les rayonnements 

ultra-violets (de 100 à 400 nm).  

En mécanique quantique, la lumière est décrite selon le principe fondamental de la 

dualité onde-particule. Cela signifie qu’elle se comporte à la fois comme une onde 

électromagnétique et comme une particule transportant un quantum d’énergie, 

appelée, photon. Ainsi un photon de fréquence  a une énergie égale à h avec h la 

constante de Planck de magnitude 6,63 x 10-34 Js.[17]  En tant que particule, la lumière 

est alors capable d’interagir avec la matière par échange d’énergie. L’absorption d’un 

photon ne peut se faire que si son énergie est égale à la différence d’énergie entre 

l’état fondamental et l’un des états excités de la molécule. L’énergie est alors absorbée 

par la molécule qui passe dans un état électroniquement excité. Les molécules 

restituent l’énergie perçue sous divers processus de désexcitation. Le retour à l’état 

fondamental, peut se faire par émission de photons après un transfert de charge 

intramoléculaire ou un changement de conformation. Les interactions avec d’autres 

molécules peuvent aussi se produire telles qu’un transfert d’électron ou de proton ou 

un transfert d’énergie.[18] 
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Figure 1. Diagramme de Jablonski. Reproduit à partir des références [19,20]. 

Parmi les différents mécanismes de désactivation, le phénomène de luminescence 

résulte de l’émission de photons par la matière. La luminescence distingue la 

fluorescence de la phosphorescence par des mécanismes de restitutions des photons 

différents. Le diagramme de Jablonski (Figure 1) schématise l’ensemble des 

processus d’excitation et de désactivation. Le niveau d’énergie électronique 

fondamental singlet, ainsi que les premier et second niveaux d’énergie sont désignés 

respectivement par S0, S1 et S2. Les niveaux d’énergie intermédiaires correspondent 

aux niveaux vibrationnels. Lorsqu’une molécule rencontre un photon ayant une 

énergie correspondante à une transition entre ses niveaux d’énergie, la molécule 

absorbe l’énergie du photon et passe du niveau électronique fondamental S0 à un état 

électronique de plus haute énergie, S1 ou S2. La molécule promue perd ensuite une 

partie de son énergie sous forme non radiative pour atteindre le niveau vibrationnel le 

plus bas de S1. Lorsque celle-ci est permise, la transition S1 S0 s’accompagne de 

l’émission d’un photon de fluorescence.  

Si cette transition n’est pas permise, c’est-à-dire qu’il y a une modification du spin de 

départ de l’électron, le retour à l’état fondamental est plus lent et s’accompagne tout 

d’abord d’un retournement de spin de l’électron qui passe par l’état triplet T1 avant de 

pouvoir revenir à l’état fondamental par émission d’un photon de phosphorescence. 

Dans certains cas, le mécanisme est un peu plus complexe. Pour les ions de 

lanthanides trivalents, la luminescence s’effectue par des transitions des électrons de 

l’orbitale 4f. Habituellement ces transitions sont dites interdites (selon la règle de 

Laporte) et l’excitation directe est donc très peu efficace. L’excitation s’effectue alors 
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à travers un transfert d’énergie d’un ligand/chélateur au lanthanide, appelé effet 

d’antenne. Une fois le ligand excité, la conversion intersystème est suivie d’un transfert 

d’énergie intramoléculaire qui conduit à l’excitation de l’ion lanthanide. Le retour à l’état 

fondamental s’effectue par une émission de luminescence avec des temps de vie 

extrêmement longs de l’ordre de la micro- ou milliseconde.[20] 

1.2 Caractéristiques de l’émission de fluorescence 

1.2.1 Spectres d’absorption, d’émission et coefficient d’extinction molaire 

 Le diagramme de Jablonski révèle que l’énergie d’émission de fluorescence est 

systématiquement plus faible que l’énergie d’excitation. L’électron excité perd en effet 

rapidement une partie de l’énergie absorbée par relaxation vibrationnelle pour 

atteindre le niveau vibrationnel le plus bas de S1. Par conséquent, la longueur d’onde 

d’absorption est donc toujours plus courte que la longueur d’onde d’émission. Cette 

différence entre les longueurs d’onde d’excitation et d’émission est appelé 

déplacement de Stokes. En filtrant la lumière incidente sans bloquer l’émission de 

fluorescence, il est possible de discriminer la lumière d’excitation de la lumière 

d’émission et donc d’observer uniquement l’objet fluorescent. Cela fait de la 

fluorescence une méthode d’imagerie extrêmement sensible avec un contraste bien 

supérieur aux autres techniques d’imagerie optique.  

 

Figure 2. Spectres d’absorption et d’émission de FITC. Reproduit à partir de la référence [21]. 
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Le coefficient d’extinction molaire, , représente la probabilité qu’un fluorophore 

absorbe un photon. Il est exprimé en M−1cm−1 et dépend de la longueur d’onde. On 

parle aussi quelques fois de section d’absorption efficace, , exprimée en m².   

1.2.2 Temps de vie 

 En considérant, kr comme la constante cinétique de désexcitation par émission 

de fluorescence et knr, la constante cinétique de désexcitation non radiative, le temps 

de vie d’un fluorophore est :  

τ = 
1

kr+knr
 

Il correspond au temps caractéristique pendant lequel le fluorophore reste à l’état 

excité avant de revenir à l’état fondamental en produisant un photon de fluorescence. 

Le temps de vie va définir la fenêtre temporelle d’observation pendant laquelle le 

fluorophore peut interagir ou diffuser et donc fournir des informations concernant des 

processus d’une durée similaire.[18] 

1.2.3 Rendement quantique 

 Le rendement quantique, Φf, est le rapport du nombre de photons émis sur le 

nombre de photons absorbés par un fluorophore. Il représente la fraction de molécules 

excitées qui retourne à l’état fondamental en émettant un photon de fluorescence et 

est donné par l’équation suivante :  

Φf =
𝑛𝑜𝑚𝑏𝑟𝑒 𝑑𝑒 𝑝ℎ𝑜𝑡𝑜𝑛𝑠 é𝑚𝑖𝑠

𝑛𝑜𝑚𝑏𝑟𝑒 𝑑𝑒 𝑝ℎ𝑜𝑡𝑜𝑛𝑠 𝑎𝑏𝑠𝑜𝑟𝑏é𝑠
=

kr

kr+knr
 =  krτ  

Le rendement quantique et le coefficient d’extinction molaire sont étroitement liés à la 

brillance du fluorophore. La brillance caractérise le nombre de photons émis en 

fluorescence par unité de temps pour une intensité de lumière donnée. Cette dernière 

est donnée par la formule suivante :  

B=  x Φf 

Ce sont donc les fluorophores ayant les plus grands rendements quantiques et 

coefficients d’extinction molaire qui sont les plus brillants.   
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1.3 Marqueurs fluorescents  

1.3.1 Molécules organiques fluorescentes 

 Les fluorophores sont généralement des molécules de structure plane 

composées de plusieurs noyaux aromatiques conjugués. La figure 3 donne une vue 

d’ensemble des principales classes de molécules fluorescentes utilisées à ce jour en 

fluorescence. Parmi elles, les plus importantes et les plus connues sont les acides 

aminés fluorescents, les xanthènes (fluorescéines et rhodamines), les BODIPYs, les 

cyanines et les coumarines. Beaucoup d’entre-eux ont été modifiés chimiquement 

pour améliorer leurs paramètres physico-chimiques tels que la solubilité, la 

photostabilité ou la brillance. Cependant les fluorophores organiques ont un coefficient 

d’extinction molaire qui est généralement compris entre 25 000 et 250 000 M-1cm-1 et 

leur rendement quantique est modéré à élevé (30 à 90 %).[22–24]  Ainsi, les plus 

performants atteignent des valeurs de l’ordre de 2x104 à 9x104 M-1cm-1 en 

brillance.[22,23] 

 

Figure 3. Graphique représentant la brillance des principales classes de fluorophores organiques en 

fonction de la longueur d'onde du maximum d'absorption. La couleur de la structure chimique indique 

la longueur du maximum d'émission. Reproduit à partir de la référence [22]. 
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Compte tenu de leur petite taille et de la variété existante, leurs applications sont 

nombreuses allant du marquage de biomolécules,[25] au suivi des réactions 

enzymatiques,[26] aux indicateurs de pH[27] ou d’ions[28] en passant par la coloration 

des cellules.[29]  

1.3.2 Protéines fluorescentes 

 A l’origine, la GFP (« green fluorescent protein ») est une protéine naturelle que 

l’on retrouve dans la méduse Aequorea Victoria.[30] L’ingénierie des protéines 

recombinantes a permis la création de milliers de GFP mutants dont la diversité, 

aujourd’hui, recouvre tout le spectre visible (Figure 4). Les modifications concernent 

leur spectre d’absorption et d’émission,[31–33] leur brillance,[34] leur 

photostabilité,[31] certaines sont mêmes photoconvertibles[35] ou 

photoactivables.[36] 

L’application première des protéines fluorescentes est le marquage de protéines. La 

séquence codante pour la protéine fluorescente peut être fusionnée au gène d’une 

protéine d’intérêt. L’expression de la protéine d’intérêt peut alors être suivie en temps 

réel, on obtient des informations sur son expression, sa localisation, ses translocations 

et interactions jusqu’à sa dégradation.[37]  

 

Figure 4. Diversité spectrale des protéines fluorescentes monomériques. Les colonnes montrent les 

positions des maxima d’émission et de leur brillance relative à celle de l’EGFP. Reproduit à partir de la 

référence [37]. 
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Récemment, d’autres classes de protéines fluorescentes génériques sont apparues 

utilisant des protéines complexant des fluorogènes naturels tels que les flavines[38–

40] ou les bilirubines.[41] Ces protéines ont l’avantage d’être plus petites que la GFP 

et peuvent être utilisées en conditions anaérobies, contrairement à la GFP. Certaines 

classes de protéines fluorescentes issues de photochromes bactériens et complexant 

la biliverdine, ont également été ingéniées pour émettre dans le proche infrarouge 

ouvrant l’accès à l’imagerie in vivo.[42] Malgré tous ces efforts dans le développement 

de protéines fluorescentes, leur coefficient d’extinction molaire est très souvent 

inférieur à 5x104 M-1cm-1, limitant fortement leur brillance, en plus d’une faible 

photostabilité.[37,42]  

1.3.3 Nanoparticules luminescentes 

 Compte tenu de la diversité des NPs luminescentes, nous nous limiterons aux 

NPs connues pour leur grande brillance et leur utilisation pour le suivi intracellulaire ou 

l’imagerie super-résolutive.   

Quantum dots 

Depuis la fin des années 90, les QDs ont été très largement utilisés en tant que 

marqueurs luminescents. Les QDs ont une taille variant de 1-6 nm.[24] Les QDs 

généralement utilisés pour la bioimagerie, sont constitués de semi-conducteurs de 

classe II/VI ou III/V  tels que CdSe, CdTe, InP ou InGaP. Leurs propriétés optiques 

vont dépendre des semi-conducteurs utilisés, de leur taille, de leur dispersité et de la 

chimie de surface. Leur spectre d’absorption est généralement assez large alors que 

le spectre d’émission est plutôt étroit et symétrique. Leurs caractéristiques spectrales 

permettent ainsi une excellente séparation de la lumière d’excitation de la lumière 

d’émission et une détection de plusieurs QDs émettant à différentes longueur d’onde 

avec une seule source d’excitation. La largeur du pic d’émission dépend en grande 

partie de la distribution de taille des QDs. En effet, la taille du cœur des QDs détermine 

les longueurs d’ondes d’absorption et d’émission (Figure 5). Généralement, leur 

coefficient d’extinction varie de 100,000–1,000,000 M–1 cm–1.[24] Cela s’accompagne 

dans la plupart des cas de rendements quantiques assez élevés entre 20 et 60 % qui 

donnent des brillances entre 6x104-6x105 M-1cm-1.[23,24] Le cœur de semi-conducteur 

peut être entouré d’une enveloppe en ZnS pour les QDs de CdSe, qui va permettre 
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d’optimiser le rendement quantique et la stabilité des QDs.[43] Il en résulte que les 

QDs possèdent une brillance et une photostabilité bien supérieures comparées aux 

fluorophores organiques ou protéines fluorescentes, accompagnées de temps de vie 

plus longs. Cependant des défauts à la surface du crystal conduisent à un signal 

luminescent intermittent visible lorsqu’on observe les NPs de manière individuelle.[44]  

Ce phénomène diminue le rendement quantique et peut nuire à l’observation en 

microscopie de luminescence conventionnelle.[45] Mais cette propriété à clignoter 

peut être utilisée, si maitrisée, pour l’imagerie super-résolutive.[46,47]  Les QDs ne 

peuvent pas être utilisés tels quels dans les milieux biologiques car leur solubilité dans 

l’eau est très faible. Il est donc nécessaire de modifier la surface des QDs pour assurer 

leur dispersion dans les milieux aqueux. Cela peut être effectué par un revêtement à 

base de ligands chargés,[48] de polymères amphiphiles,[49] de polyélectrolytes,[50] 

d’une couche supplémentaire inorganique de silice[51] ou de phospholipides.[52] Cela 

a aussi conduit au développement de diverses stratégies de fonctionnalisation des 

particules.[53–55] Malgré ces efforts, la chimie de surface des QDs reste cependant 

compliquée car toute modification à la surface de la particule risque d’affecter les 

propriétés optiques des QDs.[56] A cela, s’ajoute également la toxicité élevée des 

métaux lourds constituants les QDs qui est un réel frein dans leur utilisation en 

imagerie du vivant.[57]  

 

Figure 5. (A) Schéma et image TEM d’un QD composé du noyau et d’une enveloppe. (B) Relation entre 

la taille et la longueur d’onde d’émission des QDs. Le spectre d’émission se déplace vers les plus 

grandes longueurs d’onde lorsque le diamètre des QDs augmente. Reproduit à partir la référence [58]. 
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Nanoparticules d’or  

Si les QDs dominent le marché des particules fluorescentes, d’autres types de 

particules luminescentes ont été développées ces dernières années. Parmi elles, les 

particules d’or sont une alternative aux QDs. Les NPs d’or sont reconnues pour leur 

propriétés de résonance plasmonique de surface résultant de l’interaction avec la 

lumière.[59] En plus de cela, les NPs d’or absorbent fortement dans la lumière 

visible[60] et peuvent être utilisées en imageries de luminescence à deux photons dans 

le proche infrarouge.[61] Les NPs d’or ont l’avantage d’avoir une bonne 

biocompatibilité ainsi que d’être faciles à synthétiser et à fonctionnaliser.[62] Elles 

possèdent des sections efficaces élevées et une excellente photostabilité mais des 

rendements quantiques très faibles.[62,63] Leurs propriétés de luminescence sont 

également difficiles à maitriser car elles dépendent de paramètres tels que la taille des 

particules[62,64] ou la nature de l’habillage.[64,65] La photocommutation des NPs d’or 

est notamment possible grâce à un revêtement de surface avec des molécules 

photocomutables ou photoactivables.[66] 

Nanoparticules de carbone 

Les particules de carbone, appelées « carbon dots », sont de diamètre inférieur à 10 

nm. Elles sont une bonne alternative aux QDs car elles sont moins toxiques, plus 

économiques et ont une meilleure biocompatibilité.[67,68] Tout comme pour les 

particules d’or et les quantum dots, leur section d’absorption efficace est élevée aussi 

bien dans le visible par excitation à un photon que dans le proche infrarouge par 

excitation à deux photons.[61] Les particules de carbone présentent des rendements 

quantiques généralement compris entre 5 et 40% ainsi qu’une bonne 

photostabilité.[69] Ces NPs montrent une émission de luminescence sans 

clignotement. Mais elles peuvent être photocommutables dans certains cas 

particuliers.[67] Leur surface est hautement sensible à l’environnement et les 

propriétés optiques des particules de carbone peuvent être affectées par des 

contaminants même à faibles doses.[69] C’est pourquoi les particules de carbones 

sont souvent passivées par des PEG afin d’obtenir des intensités de fluorescence 

suffisamment élevées.[70]  
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Nanoparticules à conversion ascendante de photon 

 Les NPs à conversion ascendante de photon ou « up conversion » sont capables 

d’une émission de luminescence appelée « anti-Stockes » grâce à un processus 

optique non linéaire. Cela signifie que le photon de luminescence est émis à une 

longueur d’onde plus courte que la longueur d’onde d’excitation contrairement aux 

fluorophores conventionnels.[71] Généralement ce phénomène nécessite un transfert 

d’énergie entre un sensibilisateur et un émetteur. Le sensibilisateur est excité après 

absorption d’un photon généralement dans le proche infrarouge. Il a la possibilité de 

transférer son énergie d’excitation à l’émetteur qui lui peut absorber un ou plusieurs 

photons et ainsi accumuler l’énergie d’excitation. Il émet ensuite un photon de 

luminescence de plus faible longueur d’onde. Ces NPs sont généralement composées 

d’une matrice cristalline, typiquement NaYF4, dopée d’ions lanthanides trivalents dont 

20 % de sensibilisateur tel que Yb3+ et 2% d’émetteur comme Er3+.[72] La taille joue 

un rôle important dans la brillance de ces NPs à conversion ascendante de photon. Il 

a notamment été démontré que l’excitation du réseau cristallin est inhibée par des 

défauts de surface. Ainsi les particules présentant le plus de défauts de surface, 

généralement les plus petites, vont présenter une intensité d’émission réduite.[73] 

Nanoparticules de complexes de lanthanides 

Les complexes de lanthanides peuvent être encapsulés dans des NPs de 

polymère,[74,75] de silice[76] ou simplement enrobés de surfactant.[77] Généralement 

ce sont des complexes d’europium[74,77,78] ou de terbium trivalents.[76,79] Le 

principal inconvénient de ces complexes est leur faible coefficient d’extinction venant 

des ions lanthanides. C’est pourquoi ils sont excités à travers un ligand qui contient un 

groupement « antenne » qui va absorber l’énergie d’excitation avant de le transférer à 

l’ion lanthanide qui émet de la luminescence.[80] Concernant leurs propriétés 

spectrales, les complexes de lanthanides ont des pics d’émission très fins (<10 nm), 

des déplacements de Stokes larges (>150 nm) ainsi qu’une excellente photostabilité 

accompagnés de temps de vie de photoluminescence extrêmement longs (plusieurs 

dizaines de µs à quelques ms).[76,79] Ces temps de vie très longs sont 

particulièrement adaptés à l’imagerie à déclenchement périodique avec la possibilité 

de supprimer l’autofluorescence des milieux biologiques.[80] 
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Figure 6. Les ions de lanthanides sont excités par l'effet d'antenne. Reproduit à partir de la référence 

[76].  

Les NPs de complexes de lanthanides sont souvent fonctionnalisées avec de la 

streptavidine[74,77,79], quelques fois avec des anticorps[81] ou des 

oligonnucléotides.[76]   Elles sont notamment très utilisées dans les tests 

immunochimiques où elles peuvent atteindre des sensibilités 100 fois supérieures aux  

fluorophores organiques en utilisant une détection à déclenchement périodique.[76]   

Nanoparticules de silice dopées avec des fluorophores  

Les particules de silice sont inertes et transparentes dans le visible. De quelques 

dizaines à des milliers de molécules organiques et ou nanoobjets inorganiques 

peuvent y être incorporées.[82] Suivant la méthode de synthèse des NPs, les 

fluorophores peuvent être simplement piègés dans la NPs[83] ou attachés de manière 

covalente.[84] La quantité de fluorophores organiques incorporée est cependant 

limitée du fait du caractère hydrophobe de ces derniers alors que la silice est plutôt 

hydrophile. Cela pose également problème au niveau des possibles fuites des 

fluorophores qui diminuent l’intensité de fluorescence mais en même temps augmente 

le bruit de fond en imagerie.[85] Malgré cela, l’encapsulation de plusieurs fluorophores 

dans les particules de silice augmente considérablement le coefficient d’extinction 

résultant, qui correspond à la somme des coefficients d’extinction individuels des 

fluorophores encapsulés. Il en résulte que ces NPs atteignent des brillances plus 

élévées que les fluorophores organiques seuls. Néanmoins, à concentrations trop 

élevées en fluorophores, des phénomènes d’auto inhibition de fluorescence induit par 

agrégation des fluorophores apparaissent, diminuant le rendement quantique des 
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NPs.[86] La matrice de silice protège efficacement les fluorophores de l’environnement 

extérieur minimisant leur photoblanchiment. Ceci permet de les illuminer à des 

intensités lumineuses élevées et des excitations prolongées. En outre, la surface de 

silice rend ces NPs chimiquement inertes et physiquement stables. Elle peut être 

modifiée facilement par l’introduction de divers groupements fonctionnels tels que des 

groupements PEG, hydroxyle, carboxyle, phosphonate ou amine.[85] En terme de 

toxicité, les NPs de silice montrent une excellente biocompatibilité. A cela s’ajoute leur 

capacité à encapsuler, en plus de fluorophores, d’autres matériels comme des 

principes actifs ou des agents de contrastes magnétiques ou radioactifs.[87,88] C’est 

pourquoi, les NPs de silice ont un grand potentiel en imagerie multimodale ou en 

diagnostic et thérapie combinés pour des pathologies telles que les cancers.[89] 

NPs de polymères conjugués 

Les particules de polymères conjugués sont à base de polymères π-conjugués 

fluorescents. Elles peuvent atteindre des tailles très petites ~ 4 nm. On obtient des 

sections d’absorption efficaces typiquement entre 10−15-10−14 cm2
, soit trois à quatre 

ordres de grandeurs supérieurs aux fluorophores conventionnels et un ordre de 

grandeur plus grand que les particules inorganiques.[82,90] Contrairement aux 

nanoparticules de silice, il y a peu de phénomènes d’inhibition de fluorescence induit 

par agrégation. Néanmoins leur rendement quantique est généralement modéré entre 

1 et 20 %.[91] Mais dans certains cas il peut atteindre 70%. [92,93]  Ces NPs atteignent 

donc des brillances très élevées entre 104 et 108 M-1cm-1.[94]  

 

Figure 7. Nanoparticule de polymères conjugués PFBT. Reproduit à partir de la référence [95].  

Lorsque les polymères conjugués sont dispersés dans une matrice polymérique inerte, 

les particules résultantes montrent un signal fluorescent intermittent.[96,97] Les NPs 

de polymères conjugués sont pourvues d’une photostabilité trois fois supérieure 
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comparée aux fluorophores conventionnels. On peut également facilement encapsuler 

des fluorophores organiques à l’intérieur des NPs de polymères conjugués ce qui 

permet d’obtenir des déplacements de Stockes supérieurs.[98]  Enfin, la modification 

de surface avec des polymère amphiphiles est facile et n’altère pas les propriétés 

optiques du polymère conjugué.[99,100]  
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1.4 Nanoparticules de polymère encapsulant une grande 

quantité de fluorophores 

 Parmi les nanoparticules luminescentes non citées précédemment, les NPs de 

polymères encapsulant une grande quantité de fluorophores sont également très 

intéressantes. Elles ont l’avantage d’être composées de polymère non fluorescent 

biocompatible voire biodégradable. A l’intérieur, des fluorophores organiques sont 

piégés dans la matrice polymérique. 

 

Figure 8. Représentation schématique d’une nanoparticule polymérique encapsulant une grande 

quantité de fluorophores. La brillance de la nanoparticule est proportionnelle au nombre de fluorophores 

encapsulés (N), à leur coefficient d’extinction (ε) et au rendement quantique de la nanoparticule (Φ).  

Le principe de ces NPs repose sur l’encapsulation d’une grande quantité de 

fluorophores dans un espace confiné. Le coefficient d’absorption de la NP correspond 

à la somme des coefficients d’absorption des fluorophores encapsulés (figure 8). La 

brillance résultante est d’autant plus élevée, qu’elle est le produit du coefficient 

d’absorption multiplié par le rendement quantique. Le coefficient d’absorption de la 

nanoparticule va également dépendre de la taille des NPs : plus le volume de la 

particule est grand, plus on peut encapsuler de fluorophores à l’intérieur. 
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1.4.1 Méthodes de préparations des NPs de polymères fluorescentes 

A partir de monomères 

Les NPs peuvent être préparées directement à partir des monomères par les 

méthodes de mini-, micro-émulsion et émulsion (figure 9). Elles reposent sur la 

dispersion du monomère dans une phase dispersante. Les micelles formées sont ainsi 

stabilisées par un tensioactif plus ou moins en grande quantité. La réaction de 

polymérisation est ensuite amorcée par un initiateur. La différence entre les émulsions 

repose principalement sur les concentrations en tensioactifs et sur la méthode 

d’homogénéisation des émulsions.[94] Le diamètre des particules formées varie de 50 

à plusieurs centaines de nm pour l’émulsion et dépend essentiellement de la cinétique 

de polymérisation et de l’utilisation ou non de surfactant. Les NPs obtenues sont de 

l’ordre de 100 nm pour la mini-émulsion et inférieur à 50 nm pour la microémulsion. 

Les fluorophores sont encapsulés le plus souvent de manière covalente dans les 

particules[101] mais l’encapsulation physique des fluorophores est également 

possible.[102] La difficulté avec ces techniques de préparations de NPs est d’obtenir 

des particules de polymères très concentrées en fluorophores et d’avoir une répartition 

homogène des fluorophores dans les particules. Certaines de ces méthodes de 

synthèse comme la polymérisation RAFT par mini-émulsion permettent néanmoins 

d’incorporer de manière covalente des quantités importantes de fluorophores dans des 

NPs de poly(styrène).[103]  

 

 

Figure 9. Préparation des nanoparticules à partir de monomères.  
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A partir de polymères 

L’évaporation de solvant, l’auto-assemblage ainsi que la nanoprécipitation sont les 

trois principales méthodes permettant l’obtention de NPs de polymères à partir de 

polymères (figure 10).  

Parmi elles, l’évaporation de solvant repose sur la formation d’une émulsion en 

prérequis. Le polymère est dissous dans la phase organique. Une émulsion de type 

huile dans eau se forme grâce à l’ajout d’un surfactant et d’une forte agitation 

(homogénéisation à haute vitesse ou sonication). Puis l’émulsion est suivie de 

l’évaporation du solvant organique résiduel volatil. Ceci provoque la précipitation du 

polymère et la formation de NPs.[104] Cette méthode est principalement limitée par la 

taille de NPs obtenue, de l’ordre d’une à plusieurs centaines de nm, malgré l’ajout de 

tensioactif et l’homogénéisation énergique.  

 

Figure 10. Préparation des nanoparticules à partir de polymères. 

L’auto-assemblage de NPs de polymères requiert quant à elle des copolymères à 

blocs composés de séquences ou blocs à partir d’au moins deux monomères 

différents, l’un hydrophile et l’autre hydrophobe.[105] La micellisation de ces 

polymères nécessite un solvant dans lequel l’un des blocs est dissous et l’autre non. 
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Au-delà de la concentration micellaire critique (CMC), les chaines de copolymères 

s’associent formant des micelles dont le centre est composé des blocs insolubles dans 

le solvant entourés par les blocs solubles. L’auto-assemblage de copolymères à blocs 

permet d’obtenir des tailles de NPs variant entre moins de 10 à 100 nm. Cependant 

en cas de dilution, l’équilibre thermodynamique n’est plus stable et peut conduire à des 

échanges de chaine polymérique et à la fuite des fluorophores encapsulés. Pour éviter 

ce problème, le fluorophore peut être covalemment attaché au polymère à blocs[106] 

ou les polymères réticulés une fois sous forme de particules.[107]  

D’un point de vue, efficacité d’encapsulation, la nanoprécipitation ou déplacement de 

solvant est une des méthodes les plus intéressantes. Elle est aussi souvent choisie 

pour sa simplicité et son économie en temps et énergie vis-à-vis de l’évaporation de 

solvant.[108] Elle requiert deux phases dont l’une est un solvant et l’autre, un non-

solvant du polymère. La phase solvant, typiquement organique qui sert à solubiliser 

les polymères et doit être miscible à la phase non-solvant. Cette dernière est aqueuse 

et peut ou non contenir des tensioactifs. La phase organique est additionnée à la 

fraction aqueuse en une seule fois ou en plusieurs, soit par goutte à goutte ou en 

continu par des systèmes microfluidiques. La formation des NPs résulte de la diffusion 

rapide des solvants (aqueux et organique) qui conduit à un mélange dans lequel le 

polymère n’est plus soluble qu’on appelle supersaturation du polymère. La gamme de 

taille de NPs obtenue est très large allant de moins de 10 nm à plusieurs centaines de 

nm. La taille des particules formées par nanoprécipitation va dépendre de nombreux 

paramètres tel que la concentration en polymère, la présence ou non de tensioactifs, 

la vitesse et le type de mélange des différentes phases, la quantité relative des deux 

solvants. 

1.4.2 Encapsulation des fluorophores  

 Le confinement des fluorophores dans les NPs de polymères peut être fait de 

différentes manières. La première stratégie est de lier par liaison covalente le 

fluorophore à la matrice polymérique.[109–111]  Cela nécessite l’introduction de 

groupement réactifs sur les polymères ou des groupements de polymérisation sur le 

fluorophore afin de lier le fluorophore au polymère. L’inconvénient de cette méthode 

est d’être limitée dans la quantité de groupements réactionnels ou le degré de 

polymérisation du fluorophore et donc de la quantité de fluorophores encapsulés. Dans 
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les autres cas, le fluorophore n’est pas lié covalemment au polymère mais piégé 

physiquement dans la particule de polymère. [8,112–118] Le risque dans ce cas est 

d’avoir une fuite des fluorophores vers le milieu extérieur. Pour éviter cela et avoir une 

encapsulation efficace, il est nécessaire que les fluorophores encapsulés soient très 

apolaires afin d’être piégés dans le cœur de la nanoparticule très hydrophobe.  

1.4.3 Propriétés photo-physiques des nanoparticules 

 Tout comme les NPs de silice, l’encapsulation de fluorophores à l’intérieur de la 

matrice de polymère protège les fluorophores encapsulés de l’environnement extérieur 

et augmente par conséquent leur photostabilité. Cependant à forte concentration en 

fluorophore, des phénomènes d’agrégation des fluorophores dans la particule qui 

forment des agrégats H non fluorescents conduisent à une auto-inhibition de la 

fluorescence (appelée auto-inhibition de la fluorescence causée par agrégation (ACQ)) 

et donc à une diminution de la brillance.[115,119,120] L’encapsulation d’une grande 

quantité de fluorophores dans les NPs de polymères nécessite une adaptation au 

niveau du design des fluorophores utilisés. 

Afin d’éviter la formation d’agrégats H, il est possible d’ajouter des groupements 

volumineux qui vont venir se placer perpendiculairement par rapport au plan du 

fluorophore et procurer un espacement suffisant entre chaque fluorophore dans la 

particule.[117,121,122] Par exemple, des NPs de PLGA chargées avec le lumogen red 

(LR) d’une teneur de 5 %m possède un rendement quantique de 50 % (figure 11).[117] 

Dans le cas des fluorophores chargés comme les dérivés de la rhodamine B (R18) et 

les cyanines, il est possible d’utiliser des contre-ions volumineux et hydrophobes 

comme par exemple les dérivés fluorés de tétraphényl borate ou des bis(2-

éthylhéxyl)sulfosuccinate (AOT).[123,124]  De charge négative très volumineux et 

hydrophobe, le contre-ion s’insère entre les fluorophores chargés positivement et évite 

leur agrégation. Les résultats de mesure de fluorescence indiquent qu’avec un contre-

ion volumineux, F5-TBP (figure 11), associé à R18 dans des NPs de PLGA, le 

rendement quantique est de 20 % avec une teneur de fluorophores de 5 %m.[8] 

Alternativement, l’encapsulation de fluorophores qui montre une émission induite par 

agrégation (AIE) peut être utilisée (figure 11).[125–127] Ces fluorophores ont la 

particularité d’être non fluorescents en solution mais de fluorescer sous forme 

d’agrégats ou à l’état solide. Ainsi des NPs de DSPE-PEG contenant des fluorophores 
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de type AIE à 33 %m possèdent un rendement quantique de 58 %.[128]  Concernant 

les fluorophores covalemment liés au polymère, l’insertion de fluorophore directement 

sur le polymère peut conduire également à des NPs avec des chargements en 

fluorophores et des rendements quantiques très élevés.[103,129] Par exemple, un 

monomère de type BODIPY, a été incorporé dans le polymère par mini-émulsion 

(figure 11). Les NPs résultantes contiennent un chargement de 8%m de fluorophore 

avec un rendement quantique de 35 %.[103]  En terme de brillance, les NPs contenant 

les fluorophores précédemment décrits atteignent des valeurs de brillance entre 105 à 

108 M-1cm-1.[94]   

 

Figure 11. Exemples de fluorophores utilisés pour les NPs de polymères fluorescentes permettant 

d’atteindre des brillances élevées.  

En les observant de manière individuelle, les NPs chargées avec des concentrations 

élevées en fluorophores R18/F5-TPB ont un comportement photocommutable.[8] Ce 

phénomène résulte d’un transfert d’énergie ultra-rapide entre fluorophores 

identiques.[130] A fortes concentrations, le transfert d’énergie augmente ainsi que la 

probabilité de transférer l’énergie d’excitation à un agrégat non fluorescent. Associé à 
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un comportement collectif des fluorophores au sein de la particule, cela se traduit par 

un clignotement de la particule entière. Cette propriété permet d’envisager leur 

utilisation pour l’imagerie super-résolutive.  

De plus, ce transfert d’énergie ultra-rapide entre les fluorophores permet de transférer 

l’énergie d’excitation de milliers de fluorophores donneurs à un seul fluorophore 

accepteur. Ces NPs de polymères chargées avec beaucoup de fluorophores 

fonctionnent alors comme des nano-antennes, capables d’amplifier le signal de trois 

ordres de grandeur par rapport à un seul fluorophore. Grâce à ce système, il est alors 

possible de détecter une molécule unique dans des conditions d’illumination 

semblables à la lumière ambiante.[131–133] 

1.4.4 Chimie de surface  

 La modification de surface des NPs consiste en l’insertion de groupements 

hydrophiles à la surface qui permettront dans un premier temps de stabiliser les NPs 

dans les milieux biologiques. Les NPs ne doivent pas agréger en présence de sels et 

dans les conditions de pH physiologique. De plus la modification de surface permet de 

minimiser les interactions non spécifiques notamment avec les protéines afin de rendre 

les NPs furtives et de prolonger leur temps de circulation in vivo. Enfin le contrôle des 

propriétés de surface des NPs combiné à la fonctionnalisation, c’est-à-dire l’ajout de 

ligand, permet l’adressage spécifique des NPs à des récepteurs moléculaires.  

La stratégie la plus répandue pour assurer la stabilité des NPs dans les milieux 

biologiques est l’ajout de groupement poly(éthylène glycol) (PEG). Ce dernier est 

connu pour empêcher l’adsorption des protéines sur la particule par encombrement 

stérique.[134] L’insertion du groupement PEG peut être réalisée par l’insertion de 

lipides PEGylés comme le DSPE-PEG, au sein de la matrice polymérique.[128] Le 

groupement PEG peut également être lié de manière covalent sur le polymère.[115] 

D’autres groupes ont utilisé des copolymères à blocs comprenant un domaine 

hydrophobe à base de poly(styrène) (PS) suivis par un bloc d’acide poly(acrylique) 

(PAA) et puis du groupement PEG.[103] Certaines NPs ont également été enrobées 

de surfactants PEGylées comme le tween 80 ou le pluronic F127.[135] Enfin des 

polymères amphiphiles tel que le poly(phosphoester)[136]  ou encore des 

polysaccharides[137] peuvent être utilisés alternativement.  
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L’interaction des NPs avec des récepteurs biologiques spécifiques nécessite en plus 

d’une surface non interactive, l’insertion de groupements chimiques réactifs. La 

fonctionnalisation des particules est souvent effectuée à la fin de la chaine PEG via 

des groupements tels que les groupements carboxylates, thiols ou amines.[138] Par 

une réaction de bioconjugaison  il est possible d’attacher des ligands comme l’acide 

folique,[128] la streptavidine,[139] des anticorps[116] ou encore des peptides tels que 

RGD[140] ou TAT.[126]  En dehors de ces réactions conventionnelles, d’autres 

réactions telles que la chimie clic peut être employée. Elle a l’avantage d’être simple, 

rapide avec des rendements élevés en milieu aqueux.[141,142]  
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1.5 Imagerie de fluorescence intracellulaire  

1.5.1 Imagerie de fluorescence et ses limites 

 L’imagerie de fluorescence est très utilisée en biologie notamment grâce à son 

caractère non-invasif, sa grande sensibilité et sa compatibilité avec le vivant. A l’aide 

de marquages fluorescents il est possible d’imager de manière spécifique des 

molécules, des constituants cellulaires, des cellules ou des tissus dans des 

organismes vivants ou fixés. La microcopie de fluorescence est donc devenue, au 

cours de ces dernières années, un outil fondamental en biologie allant de la 

compréhension de processus moléculaires jusqu’à la visualisation d’organisme entier.  

 

Figure 12. (A) Principe d’un microscope à épifluorescence. (B) Capacité d’un microscope de 

fluorescence à résoudre deux émetteurs de lumière qui sont proches. La résolution est définie par le 

critère de Rayleigh (R = 0.61λ/ON). Reproduit à partir de la référence [143].    

L’image d’une source ponctuelle lumineuse à travers un système optique tel qu’un 

microscope à épifluorescence (Figure 12A) est représentée par la tâche d’Airy. Elle 

est formée de disques représentant les maxima et minima d’intensité lumineuse qui 

résultent des effets de diffraction de la lumière (Figure 12B). Selon le critère de 

Rayleigh, les figures de diffraction sont résolues lorsque la région centrale de la tâche 

d’Airy chevauche le premier disque de minima d’une autre tâche.[143] 
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La résolution spatiale d’un microscope est définie comme :  

𝑅 = 0.61
𝜆

𝑂𝑁
  

avec λ la longueur d’onde et ON (ou NA) l’ouverture numérique. Ainsi pour une 

ouverture numérique maximale de 1,4 avec un grossissement x100, un objectif à 

immersion huile et une longueur d’onde de 500 nm, la résolution sera de 214 nm. La 

résolution est limitée à ~ 200-250 nm en microscopie à fluorescence.[2] Cela signifie 

qu’il est impossible de séparer et d’imager des objets ou détails dont la taille est 

inférieure à cette limite.  

1.5.2 Imagerie de molécules uniques  

 A côté de cela, l’observation de molécules uniques nécessite une précision de 

localisation de l’émetteur ou de la sonde fluorescent(e). Cela dépend du nombre de 

photons détectés par rapport au bruit de fond de l’échantillon. Plus ce ratio est grand, 

plus la localisation sera précise et rapide.[3] Ce rapport signal/bruit peut être augmenté 

de différentes manières. Le bruit de fond fluorescent est non négligeable lorsqu’on 

veut localiser une molécule individuelle dans la cellule.[72] Les composés tels que les 

acides aminés aromatiques, les flavines, NAD(P)H, l’élastine et les porphyrines 

fluorescentes recouvrent le spectre entier du visible et contribuent à l’autofluorescence 

des cellules et tissus.[144] Ce bruit de fond fluorescent peut être réduit à l’aide de 

méthodes de microscopie telles que la microscopie confocale, la microsopie TIRF ou 

l’imagerie à déclenchement périodique. Les microscopies confocale et TIRF vont 

permettre de réduire le champs observé ou excité sur des profondeurs < 400 nm et 

100 nm respectivement.[1] L’imagerie à déclenchement périodique utilise des sondes 

luminescentes ayant des temps de vie très longs et permet de supprimer 

l’autofluorescence des composants cellulaires.[145] Une autre solution est 

d’augmenter le nombre de photons récoltés venant de la sonde fluorescente. Celui-ci 

peut être amélioré soit en utilisant une sonde plus brillante, soit par augmentation de 

l’intensité de la lumière d’excitation, ou encore par prolongation du temps d’acquisition. 

La méthode FIONA (fluorescence imaging with one-nanometer accuracy) par exemple 

combine la microscopie TIRF avec l’acquisition d’un grand nombre d’images  

permettant d’augmenter considérablement le ratio signal/bruit.[146]  
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1.5.3 Imagerie super-résolutive 

 Dernièrement, le développement de techniques de microscopie optique capables 

de franchir la limite de diffraction de la lumière ont permis d’avoir des images avec une 

meilleure résolution.  Les techniques d’imagerie de super-résolution regroupent quatre 

techniques reposant sur les propriétés photo-physiques des fluorophores : la 

microscopie de déplétion par émission stimulée (STED),[147,148] la microscopie par 

localisation photoactivée (PALM),[5,149] la microscopie de reconstruction optique 

stochastique (STORM)[4] et PAINT (point accumulation for imaging in nanoscale 

topography).[150]   

 

 

Figure 13. Principe des microscopies super-résolutives : PALM et STORM. Reproduit à partir de la 

référence [151].  
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PALM et STORM sont tous les deux basés sur la détection de molécules individuelles. 

Ils requièrent des fluorophores photoactivables ou photocommutables (figure 13). Les 

émetteurs fluorescents sont dans un premier temps activés/excités de manière 

aléatoire ou non par un laser. L’image est enregistrée puis les fluorophores activés 

sont photoblanchis dans le cas de PALM ou passent par un état noir non fluorescent 

réversible pour STORM à l’aide d’un laser d’inactivation ou non. Durant chaque cycle 

d’activation/inactivation, seuls une poignée de fluorophores s’illuminent. L’image finale 

est une reconstruction des images résultantes des n cycles et regroupant toutes 

molécules individuelles détectées. Il en résulte une résolution latérale de 20 nm et 50 

nm en axial.[151]  

1.5.4 Les contraintes de l’imagerie intracellulaire 

 Suivre des biomolécules intracellulaires de manière individuelle implique de 

travailler sur des cellules vivantes. Par conséquent, le temps d’exposition et l’intensité 

d’excitation des fluorophores sont non seulement limités par le nombre de photons 

qu’ils peuvent délivrer avant leur photoblanchiment mais aussi par la phototoxicité 

induite sur les cellules vivantes.[152] Pourtant les techniques de suivi de molécules 

individuelles nécessitent de récolter un nombre de photons important. La brillance de 

l’émetteur fluorescent doit alors être suffisamment élevée pour sa détection et sa 

localisation. Les NPs fluorescentes sont de plus en plus utilisées dans l’imagerie 

intracellulaire pour leur brillance et leur photostabilité. Cependant ils sont également 

considérablement plus volumineux par rapport aux fluorophores organiques et 

protéines fluorescentes et doivent répondre, en dehors des propriétés photophysiques, 

à des critères de taille et de chimie de surface. En effet le cytoplasme est un espace 

particulièrement encombré, composé de nombreuses macromolécules et d’un réseau 

dense formé par le cytosquelette et de divers organites cellulaires.[10,11] Le premier 

événement qui se produit lorsqu’une NP entre dans un système biologique est 

l’adsorption de protéines recouvrant la surface de la particule.[153] La composition et 

la structure de cette couche de protéine va déterminer le sort de la particule dans les 

milieux biologiques. Rendre les NPs furtives est d’autant plus indispensable pour cibler 

une biomolécule spécifique puisque la couche de protéines adsorbées risque de 

masquer les ligands insérés à la surface de la particule. En même temps, les NPs 

doivent être suffisamment petites pour se frayer un chemin à travers le maillage du 
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cytosquelette et l’encombrement cytoplasmique sans pour autant perturber la 

trajectoire des biomolécules d’intérêts.[12]  

1.5.5 Les sondes utilisées pour l’imagerie intracellulaire 

 Les fluorophores organiques, les protéines fluorescentes et les QDs sont les 

sondes fluorescentes les plus utilisées pour le suivi de molécules individuelles.[54]  

Pour obtenir une brillance suffisante, les biomolécules peuvent être marquées avec 

plusieurs copies de protéines fluorescentes.[154,155]  Des dérivés de GFP ont permis 

de suivre des transporteurs de la sérotonine au niveau de la membrane plasmique et 

du réticulum endoplasmique[156,157],d’ARNm dans les cellules[154,155] ou encore 

de protéines régulatrices et d’étudier leurs interactions au niveau des moteurs 

flagellaires d’Escherichia coli. [158]  L’inconvénient majeur des protéines fluorescentes 

est qu’elles peuvent interférer avec la molécule/protéine cible et altérer son 

comportement ou même sa fonction.[54,158]  

Les fluorophores organiques sont également très employés notamment pour 

l’exploration des dynamiques d’association/dissociation des finalement 

d’actine,[159,160] la visualisation du déplacement des myosines le long de ces 

filaments,[161] ou encore le suivi de protéines régulatrices des filaments 

d’actines.[162]   

Les QDs ont été utilisés dans un premier temps pour marquer des protéines 

membranaires tels que les récepteurs EGF, les récepteurs GABA, les canaux 

potassiques ou les intégrines.[54] Cela a permis d’obtenir des informations sur les 

mécanismes de transport dans les cellules. Le marquage de biomolécules 

intracellulaires nécessite néanmoins des exigences particulières pour les particules 

fluorescentes comparées aux fluorophores organiques ou protéines fluorescentes. 

Tout d’abord, il faut un moyen de faire entrer les NPs dans la cellule et délivrer le 

matériel dans le cytosol. Ensuite ces NPs doivent se déplacer dans un environnement 

extrêmement encombré. Plusieurs exemples traitent des kinésines et myosines, 

moteurs moléculaires, impliqués dans le transport et la division cellulaire. La brillance 

des QDs permet de visualiser les pas individuels de myosine-V se déplaçant le long 

de filament d’actine.[163,164]  
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Parmi les autres nanoparticules fluorescentes, des nanoparticules de fluorophores ont 

montré une grande brillance et peuvent être imagées au niveau de particule 

individuelle avec une grande précision pendant des périodes prolongées dans des 

milieux cellulaires.[165] Des NPs d’AIE de 14 nm de diamètre ont également permis 

de marquer des structures intracellulaires telles que les microtubules par microscopie 

STED.[166]  Récemment, des NPs à conversion ascendante de photons ont montré 

des brillances adaptées à l’imagerie de molécule unique.[167] Certaines de ces NPs 

ont permis d’imager la structure de protéines du cytosquelette en imagerie super-

résolutive à haut débit.[168] Grâce  à leur taille ultrapetite et leurs propriétés 

photophysiques, les carbon dots sont aussi d’excellents candidats pour l’imagerie 

intracellulaire et la visualisation de dynamiques cellulaires.[169] Ils peuvent également 

être utilisés en imagerie super-résolutive.[167] Des NPs de polymères conjugués sont 

aussi très prometteuses au niveau de leur brillance et de leur stabilité permettant de 

les localiser avec précision au niveau individuelle.[170] Ces NPs ont notamment été 

utilisées pour imager des structures subcellulaires telles que des mitochondries, 

l’enveloppe nucléaire ou des microtubules en imagerie super-résolutive.[171] Enfin, 

des NPs d’or ont permis d’étudier les processus d’endocytose en temps réel avec une 

méthode d’imagerie basée sur la résonnance plasmonique de surface et la 

luminescence.[172]  
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Partie 2 : Matériel et méthodes 

2.1 Matériel 

 Le méthacrylate de méthyle (99%, M55909), le méthacrylate d’éthyle (99%, 

234893), le méthacrylate de butyle (99%, 235865), l’acide méthacrylique (99%, 

155721), le méthacrylate de 3-sulfopropyle (99%, 251658), le méthacrylate de 2-(N-3-

Sulfopropyl-N,N-diméthylammonium)éthyle (99%, 537284), le chlorure de 2-

(méthacryloyloxy)éthyl]triméthylammonium (75 % dans l’eau, 408107) et le 

méthacrylate de pentafluorophényle (95%, 741108)  ont été achetés chez Sigma-

Aldrich.  Le méthacrylate de propyle (Sigma-Aldrich, 97%, 751162) a été purifié en 

utilisant une colonne de chromatographie et l’azobis isobutyronitrile (Aldrich, ≥ 98%) a 

été recristallisé dans l’éthanol. Le diméthylsulfoxide (DMSO, grade analytique) a été 

obtenu de Fisher-Scientific. L’eau Milli-Q (Millipore), l’acétonitrile (≥ 99.9%, Sigma-

Aldrich) et le méthanol (≥ 99.9%, Carlo Erba reagents) ont été utilisés pour la 

préparation de nanoparticules. La 6-carboxy-tétraméthylrhodamine (TMR, Sigma-

Aldrich), le tampon phosphate salin (PBS, Fisher Scientific), le sérum de veau fœtal 

(FBS, Lonza) ont été utilisés pour les études de stabilité in vitro.  L’azobis 

isobutyronitrile (Aldrich, ≥ 98%) a été recristallisé dans l’éthanol. Le R18/F5-TPB a été 

synthétisé à partir de l’octadécyl ester perchlorure de rhodamine B (Aldrich, >98.0%) 

et le lithium tétrakis(pentafluorophényl)borate éthyl éthérate (AlfaAesar, 97%) par 

échange d’ions suivi d’une purification par colonne de chromatographie comme décrit 

précédemment.[8,173] Les cellules de carcinome cervical humain (HeLa), le milieu 

DMEM (Dulbecco’s modified eagle medium), le sérum de veau fœtal (FBS), la solution 

d’antibiotiques (penicillin-strepomycine, Gibco-Invitrogen), la L-glutamine and la 

trypsine ont été employés pour la culture cellulaire. Des plaques 6-puits de cultures 

tissulaires (TPP®) ont été utilisées pour l’imagerie cellulaire.  
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2.2 Synthèses 

2.2.1  Synthèse des polymères 

 

Figure 14. Principaux polymères synthétisés. 

Procédure générale pour la polymérisation radicalaire : les monomères ont été dissous 

dans du DMSO ou de l’acétonitrile dégazés et mélangés au ratio désiré. Ensuite 0.01 

eq d’AIBN ont été ajoutés au mélange. L’ensemble a été placé dans un bain d’huile 

préchauffé à 70°C. La réaction a été arrêtée une fois atteint une conversion de 25 % 

déterminée par RMN-1H. Les polymères ont été ensuite précipités deux fois dans un 

mélange de méthanol et/ou d’eau. Après séchage, les polymères ont été caractérisés 

par RMN et lorsque c’était possible, par chromatographie d’exclusion stérique. Pour 

les polymères contenant de grandes quantités de ZI, aucun solvant adapté à la 

chromatographie d’exclusion stérique n’a été trouvé. La synthèse du PMMA-SO3H est 

donnée comme exemple ci-dessous :  
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Poly(méthacrylate de méthyle-co-méthacrylate de 3-sulfopropyle) (PMMA-SO3H) : le 

méthacrylate de méthyle et méthacrylate de 3-sulfopropyle ont été dissous dans du 

DMSO dégazé à des concentrations respectives de 2 et 0.5 M. Les deux solutions ont 

été ajoutées et mixées dans un ballon bicol de 50 ml au ratio désiré à l’aide d’un 

barreau magnétique pour donner un volume final de 20ml. Le mélange a été dégazé 

en faisant buller de l’argon pendant 5 min puis placé sous atmosphère argon. 0.01 éq 

d’AIBN (en solution dans DMSO à 40 mg/ml) a été ajouté. Le ballon a ensuite été placé 

dans un bain d’huile à 70°C. A intervalles réguliers, des échantillons du mélange 

réactionnel ont été prélevés, dissous dans DMSO-d6 et analysés par RMN-1H. 

Lorsque la conversion a atteint 25 %, la réaction a été arrêtée et rapidement refroidie 

à température ambiante. Le mélange réactionnel a ensuite été ajouté goutte à goutte 

au méthanol (ou un mélange méthanol/eau pour les pourcentages les plus élevés en 

groupements chargés). Après filtration, le précipité récupéré a été redissous dans un 

petit volume d’acétonitrile (avec si besoin un petit volume de méthanol) et reprécipité 

deux fois dans le méthanol (méthanol/eau pour des pourcentages de charges plus 

élevés). RMN-1H (400 MHz, DMSO-d6, δ): 3.97 (br. s, 0.02-0.2 H), 3.57 (s, 3 H), 2.45 

(m, partiellement recouvert par le pic du solvant), 2.1–0.5 (m, 6 H). Fraction de 

groupements SO3H basée sur le pic à 3.97 ppm (théorique: obtenu) : 1%:1.1%; 

2%:2.3%; 5%:5.5%, 10%:12%. Poids moléculaire par chromatographie d’exclusion 

stérique (SEC) : 1%: Mw = 51 200, Mw/Mn = 1.58; 5%: Mw = 48 400, Mw/Mn = 1.08. 

Caractérisation des principaux polymères utilisés 

Poly(méthacrylate de méthyle-co-acide méthacrylique) (PMMA-COOH) : RMN-1H (400 

MHz, CDCl3, δ): 3.60 (s, 3 H), 2.2–0.5 (m, 6 H). Poids moléculaire par SEC : 1%: Mw 

= 38 100, Mw/Mn = 1.35; 5%: Mw = 46 800, Mw/Mn = 1.34. 

Poly(méthacrylate de méthyle-co-[2-

(méthacryloyloxy)éthyl]triméthylammonium) (PMMA-NMe3) : RMN-1H (400 MHz, 

DMSO-d6, δ): 4.37 (br. s, 0.02-0.2 H), 3.70 (br. S, 0.02-0.2), 3.55 (s, 3 H), 3.17 (s, 

0.09–0.9 H), 2.1–0.4 (m, 6 H). Fraction des groupements NMe3 basée sur le pic à 3.17 

ppm (théorique: obtenu) : 1%:1.1%; 2%:2.4%; 5%:5.8%; 10%:12.2%. Poids 

moléculaire par SEC : 1%:Mw = 99 900, Mw/Mn = 1.62; 5%: Mw = 95 300, Mw/Mn = 1.22.  

Poly(méthacrylate de méthyle-co-méthacrylate de 3-sulfopropyle-co-méthacrylate de 

2-(N-3-Sulfopropyl-N,N-diméthyl ammonium)éthyle) (PMMA-ZI-SO3H) : RMN-1H (400 
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MHz, DMSO-d6, δ): 4.36 (br, 0.04-0.2 H), 3.96 (br. s, 0.02-0.04 H), 3.55 (m, 3.4 H), 

3.13 (br, 0.12-0.6 H), 2.45 (br, recouvert par le pic de solvant), 2.04 (br, 0.04-0.2 H), 

2.00-0.30 (m, 6 H). Fraction obtenue des groupements ZI et SO3H basée sur les pics 

à 4.36 et 3.97 ppm, respectivement (théorique: obtenu) : ZI 10 %: 10.2 % - SO3H 1 %: 

1.4%; ZI 10 %: 11 %- SO3H 2 %: 2.8%. Poids moléculaire par SEC : 1% ZI: Mw = 43 

100, Mw /Mn = 1.14. Pour les polymères avec des quantités plus grandes de ZI aucun 

solvant adapté à la chromatographie d’exclusion stérique n’a été trouvé. 

Poly(méthacrylate d’éthyle-co-méthacrylate de 3-sulfopropyle-co-méthacrylate de 2-

(N-3-Sulfopropyl-N,N-diméthylammonium)éthyle) (PEMA-ZI-SO3H): RMN-1H (400 

MHz, MeOD, δ): 4.50 (br, 0.2 H), 4.34-3.92 (m, 2.02 H), 3.81 (br, 0.2 H), 3.70 (br, 0.2 

H), 3.29 (br, partiellement recouvert par le pic du solvant), 2.92 (br, 0.2 H), 2.31 (br, 

0.2 H), 2.23-0.5 (m, 9 H). Fraction obtenue des groupements ZI basée sur le pic à 4.50 

ppm: 10.3 %.  

Poly(méthacrylate de propyle-co-méthacrylate de 3-sulfopropyle-co-méthacrylate de 

2-(N-3-Sulfopropyl-N,N-diméthyl ammonium)éthyle) (PPMA-ZI-SO3H): RMN-1H (400 

MHz, MeOD, δ): 4.50 (br, 0.2 H), 4.29-3.54 (m, 2.42 H), 3.29 (br, partiellement 

recouvert par le pic du solvant), 2.92 (br, 0.2 H), 2.31 (br, 0.2 H), 2.23-0.5 (m, 11 H). 

Fraction obtenue des groupements ZI basée sur le pic à 4.50 ppm: 9.4%. 

Poly(méthacrylate de butyle-co- méthacrylate de 3-sulfopropyle -co- méthacrylate de 

2-(N-3-Sulfopropyl-N,N-diméthylammonium)éthyle) (PBMA-ZI-SO3H): RMN-1H (400 

MHz, CDCl3, δ): 4.40 (br, 0.2H), 4.30-3.55 (m, 2.42 H), 3.33 (br, 0.6 H), 2.99 (br, 0.2 

H), 2.36 (br, 0.2 H), 2.28-0.4 (m, 13 H). Fraction obtenue des groupements ZI basée 

sur le pic à 4.40 ppm: 8.3%.  

Poly(méthacrylate de méthyle-co-méthacryalte de pentafluorophényle-co-

méthacrylate de 2-(N-3-Sulfopropyl-N,N-diméthylammonium)éthyle) (PMMA-ZI-

PFMA): RMN-1H (400 MHz, DMSO-d6, δ): 4.36 (br, 0.04-0.2 H), 3.55 (m, 3 H), 3.13 

(br, 0.6 H), 2.45 (br, recouvert par le pic de solvant), 2.04 (br, 0.2 H), 2.00-0.30 (m, 6 

H). Fraction obtenue des groupements ZI basée sur les pics à 4.36 ppm : 11.2%. RMN-

19F (400 MHz, ACN-d3, δ): -150 (s, 1F), 152 (s, 1F), -157 (s, 1F), -162 (s, 2F).  
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2.2.2 Synthèse de l’espaceur boc-NH-L-SO3H-N3 

Synthèse du synthon 1 : L’acide homocystéique (1,00 g, 5,46 mmol, 1 eq.) et le di-tert-

butyl dicarbonate (Boc2O, 1,56 g, 7,18 mmol, 1,3 eq) ont été mis dans 20 mL d’un 

mélange eau methanol (1:1) et suivi par l’ajout de DIPEA (2,1 mL, 12,8 mmol, 2,3 eq). 

Après 24 h à température ambiante, le solvant a été évaporé sous pression réduite. 

Le résidu a ensuite été purifié par chromatographie avec un gradient de concentration 

DCM/MeOH de 95:5 à 50:50 (deux colonnes). Après séchage sous vide on obtient 1,2 

g du produit (rendement 78%). RMN-1H (400 MHz, MeOD, δ): 4.06 (m, 1H), 3.25 (h, 

2H, J = 6.6 Hz), 3.22 (q, 2H, J= 7.4 Hz), 2.87 (m, 2H), 2.31 (m, 2H), 2.31 (m, 2H), 1.45 

(s, 9H), 1.36 (s, 3H). 

Par la suite, le produit purifié (610 mg, 2.16 mmol,1 eq) et l’azido propanamine (247 

mg, 2.5 mmol, 1.2 eq) ont été dissous dans 6 ml de DMF anhydre. HATU (980 mg, 2.6 

mmol, 1.2 eq) et la triéthanolamine (600 µl, 4.32 mmol, 2 eq) ont été dissous à part 

dans 2 ml DMF puis ajouter au mélange réactionnel. L’ensemble a été placé sous 

agitation et sous argon à température ambiante. La réaction a été suivie par CCM 

(DCM/MeOH 8:2, révélation ninhydrine). Après 18h de réaction, le solvant a été 

évaporé à l’évaporateur rotatif. Le produit brut redissous dans un mélange DCM/MeOH 

(1:1) a ensuite été purifié par flash chromatographie sur une colonne de silice avec un 

gradient de concentration DCM/MeOH 95:5 à 70:30 (répété une fois). Le produit 

obtenu (428 mg, 54% de rendement) a été analysé par RMN-1H. RMN-1H (400 MHz, 

MeOD, δ): 4.09 (q, 1H), 3.36 (m, 2H), 3.27 (m, partiellement recouvert par le pic du 

solvant), 2.85 (t, 2H), 2.24-1.97 (m, 2H), 1.44 (s, 9 : H).  

Synthèse de l’ester NHS (synthon 2) : le boc-β-Ala-OH (400 mg, 2.11 mmol, 1eq) et le 

NHS (255mg, 2.22 mmol, 1.05 eq) ont été dissous dans 2.5 ml de DCM anhydre. DCC 

(458 mg, 1.05 eq) et DMAP (129 mg, 0.5eq) ont été dissous dans 2.5 ml de DCM 

anhydre puis ajoutés au mélange réactionnel goutte à goutte. Le tout a été placé sous 

agitation et sous argon pendant 18h à température ambiante. La réaction a été filtrée 

pour éliminer le précipité. Le filtrat récupéré a ensuite été séché à l’évaporateur rotatif 

puis conservé à -20°C après analyse RMN-1H. RMN-1H (400 MHz, MeOD, δ): 4.44-

3.24 (m, partiellement recouvert du pic du solvant), 2.65 (s, 4H), 2.49 (t, 1H), 2.35 (t, 

1H), 1.43 (s, 9H).  
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Synthèse de l’espaceur final (boc-NH-L-SO3H-N3) : Le synthon 1 (29 mg, 0.079 mmol 

1eq) a été dissous avec 2 ml de DCM/TFA 1:1 et placé sous agitation pendant 1h. 

L’achèvement de la déprotection a été vérifié par CCM (DCM/MeOH 8:2, révélation 

ninhydrine). Après 1 h, la réaction a été stoppée et le solvant enlevé par évaporation 

sous pression réduite. Le produit brut a ensuite été lavé au MeOH suivi d’une 

évaporation, trois fois de suite. Le produit sec obtenu sous forme d’une poudre blanche 

et l’ester NHS (synthon 2, 46 mg, 0.160 mmol, 2 eq) ont ensuite été dissous dans 600 

µl d’un mélange DMF/H2O 3:1. La réaction a été suivie par CCM (DCM/MeOH 8:2, 

révélation ninhydrine). Après 48h de réaction, 35 mg (0.122 mmol, 1.6 eq) d’ester NHS 

ont été ajoutés à la réaction avec 200 µl de DMF/H2O 3:1 et le tout a été laissé pendant 

encore 24h. Le solvant a ensuite été éliminé par évaporation sous pression réduite et 

le produit brut a été purifié par flash chromatographie avec un gradient de 

concentration DCM/MeOH de 95:5 à 70:30. Le produit purifié collecté (19 mg, 0.044 

mmol, 56% de rendement) a été analysé par RMN-1H et spectrométrie de masse. 

RMN-1H (400 MHz, MeOD, δ): 4.38 (q, 1H), 3.37 (t, 2H), 3.28 (m, recouvert par le pic 

du solvant), 2.86 (t, 2H), 2.43 (t, 2H), 2.29-2.03 (m, 2H), 1.77 (m, 2H), 1.43 (s, 9H). 

m/z : 437.1806 (+2H), calculée 435.4765.  

2.2.3 Modification du polymère PMMA-ZI 10%-PFMA 1%  

 L’espaceur boc-NH-L-SO3H-N3 (5.2mg, 0.012mmol, 2 eq) a été dissous dans 1 

ml DCM/TFA 1:1. L’achèvement de la déprotection a été suivi par CCM (DCM/MeOH 

8:2). Après 1h de réaction, le solvant a été évaporé.  Le produit brut a été lavé avec 

du MeOH avant d’être séché à l’évaporateur rotatif. Cette étape a été répétée 2 fois. 

Le produit sec a ensuite été dissous avec le polymère PMMA-ZI 10 %-PFMA 1% (64 

mg soit 0.006 mmol de groupements PFMA,1eq) dans 500 µl de DMF anhydre. Une 

solution de triéthylamine anhydre diluée 20x dans le DMF anhydre a été préparée à 

part avant d’ajouter 2 eq au mélange réactionnel. La réaction a été placée sous 

agitation et sous argon pendant 120h à température ambiante. Le polymère a ensuite 

été redissous dans 1 ml de CH3CN/MeOH 5:2. Puis le polymère a été précipité dans 

le MeOH à 4°C puis séché. Il a ensuite été redissous dans 1 ml de DCM/MeOH 1:1 et 

purifié sur colonne LH-20. Le polymère collecté puis séché donne une masse de 41 

mg.  
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2.3 Préparation des nanoparticules  

 Des solutions stocks de polymères ont été préparées à une concentration de 10 

g.l-1 dans l’acétonitrile (avec 20 % (vol.) méthanol pour les polymères ZI). Ces solutions 

ont été diluées à 2 g.l-1 dans le solvant correspondant contenant 1, 10 ou 20 % (en 

masse relative au polymère) de R18/F5-TPB. 50 µl de cette solution ont été ensuite 

ajoutés rapidement à 450 µl d’eau sous agitation (Thermomixer comfort, Eppendorf, 

1000 rpm, à 21°C) suivi d’une seconde dilution (x5) dans l’eau.  

Dans le cas de l’étude du comportement des NPs non ZI destinées à être 

microinjectées ou introduites dans le cytosol par électroporation, les solutions de NPs 

ont ensuite été additionnées d’une solution de T80 afin d’obtenir une concentration 

finale de 0.05 g.l-1. 

2.4 Fonctionnalisation des NPs-N3 avec DBCO-sulfoCy5 

 Les NPs-N3 à 20 % R18/F5-TPB ont été préparées comme décrit précédemment 

à partir du polymère modifié PMMA-ZI 10%-N3 1%. 4.8 µl d’une solution de DBCO-

sulfoCy5 à 100 µM ont été ajoutés à 1 ml de solution de NPs. Après homogénéisation, 

l’ensemble a été placé à température ambiante, protégé de la lumière pendant 18h. 

Les NPs ont ensuite été purifiées par chromatographie d’exclusion stérique à l’aide 

d’une colonne de déssalage PD-10 (GE Healthcare, Life Science). La fraction de NPs 

collectée a ensuite été analysée par spectrofluorométrie.  

2.5 Caractérisation des nanoparticules  

2.5.1 Diffusion dynamique de la lumière  

 La diffusion dynamique de la lumière (DLS) est une méthode non-invasive 

permettant de mesurer la taille de particules en solution ou suspension. La DLS est 

composée d’un laser qui éclaire l’échantillon et d’un détecteur qui enregistre la lumière 

diffusée par les particules. Le mouvement des particules crée des interférences 

constructives et destructives qui se traduit par une variation de l’intensité de la lumière 
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diffusée en fonction du temps. [174]  La corrélation de l’intensité du signal en fonction 

du temps permet d’obtenir le coefficient de diffusion. Celui-ci est lié au rayon 

hydrodynamique de la particule par la relation de Stokes-Einstein :  

 𝑅𝐻 =
𝑘𝑇

6πηD
 

Avec RH le rayon hydrodynamique, D le coefficient de diffusion, η la viscosité du liquide 

dispersant, T la température et k la constante de Boltzmann.[174] 

Les solutions de particules préparées par nanoprécipitation sont utilisées telles quelles 

pour les mesures de taille en DLS. Toutes les mesures en DLS ont été réalisées sur 

un Zetasizer Nano ZSP (Malvern Instruments S.A.). Il est équipé d’une source laser à 

633 nm qui éclaire l’échantillon. Le détecteur est placé à un angle de 173° et enregistre 

les variations d’intensités diffusées par les particules pendant 20 s à 25°C. Pour 

chaque mesure de taille, nous avons pris la moyenne des diamètres moyens pondérés 

en fonction du volume obtenus sur 10 cycles de 20 s.  

2.5.2 Microscopie électronique à transmission  

 L’imagerie par microscopie électronique à transmission (TEM) repose sur 

l’utilisation d’un faisceau d’électrons qui passe à travers l’échantillon déposé en fine 

couche sur une grille. Le microscope est composé d’un ensemble de lentilles 

magnétiques permettant de focaliser le faisceau d’électrons sur l’échantillon et de 

former l’image sur un écran fluorescent, le tout sous un vide poussé (figure 15).  

Préparation des échantillons : Les solutions de NPs peuvent être diluées selon la 

concentration en particules de la solution. 5µl de l’échantillon est déposé sur une grille 

de cuivre-rhodium recouverte d’un film de carbone CF-300-Cu 300 Mesh 

préalablement traitée à l’amylamine par décharge luminescente grâce à un système 

d’effluvage ELMOTM. Une solution à 2% d’acétate d’uranyle est ensuite appliquée 

pendant 20 s pour la coloration. La grille est séchée avant d’être observée au 

microscope. 

Microscopie : Le microscope utilisé est un microscope électronique à transmission 

Philips CM120. Un faisceau d’électrons est généré par un filament LaB6 et accéléré 

par un potentiel de 100 kV sous vide. L’acquisition d’images numériques est réalisée 

par une caméra CDD Peltier (Model 794, Gatan, Pleasanton,CA). Les images 
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obtenues sont ensuite analysées avec le logiciel Fiji. Pour chaque condition, au moins 

100 NPs ont été analysées.  

 

Figure 15. Principe de la microscopie électronique à transmission. Reproduit à partir de la référence 

[175]. 

2.5.3 Spectroscopie de corrélation de fluorescence  

 La spectroscopie de corrélation de fluorescence (FCS) est basée sur l’analyse 

des corrélations des fluctuations du signal de fluorescence de fluorophores (figure 16). 

Cette technique est très similaire à la DLS. La différence ici, est qu’on s’intéresse aux 

fluctuations de la fluorescence et non à celles de la lumière diffusée. La FCS mesure 

dans un petit volume d’observation les variations de l’intensité de fluorescence en 

fonction du temps, 𝐹(𝑡), qui fluctue comme la particule ou molécule fluorescente (en 

faible concentration) bouge à travers le volume confocal excité. Les fluctuations du 

signal sont analysées par une fonction d’autocorrélation temporelle 𝐺(𝜏) qui détermine 

le degré de corrélation entre l’intensité de fluorescence au temps 𝑡 et celle au temps 

𝑡 + 𝜏 [176]: 

𝐺(𝜏) =
⟨𝛿𝐹(𝑡). 𝛿𝐹(𝑡 + 𝜏)⟩

⟨𝛿𝐹(𝑡)⟩²
 

A partir de cette fonction, on détermine le temps de diffusion du fluorophore qui traduit 

le temps moyen que reste un fluorophore dans le volume excité. 𝐺(0), correspondant 



Partie 2 : Matériel et méthodes 

50 

à l’amplitude de la courbe d’autocorrélation, est inversement proportionnel au nombre 

moyen de fluorophores ou particules diffusantes dans le volume d’observation.[177]. 

La FCS est une méthode généralement utilisée pour des études d’association-

dissociation, de colocalisation ou de changement conformationel.[18,178] 

 

 

Figure 16. Principe de la FCS : (A) volume d’observation dans lequel une particule fluorescente se 

déplace ; (B) fluctuations de l’intensité de fluorescence en fonction du temps ; (C) fonction 

d’autocorrélation. Reproduit à partir de la référence [179].   

Les mesures de FCS ont été réalisées sur un équipement fait-maison composé d’un 

microscope inversé Nikon avec un objectif Nikon 60 × 1.2 NA à immersion dans l’eau. 

La source d’excitation est produite par une diode laser à émission continue (532 nm, 

Oxxius) et les photons sont collectés avec une photodiode à avalanche (APD SPCM-

AQR-14-FC, Perkin Elmer) connectée à un corrélateur (ALV7000-USB, ALV GmbH, 

Germany). Pour les mesures de FCS, nous avons utilisé des solutions de NPs 

chargées à 1 % de fluorophores, diluées 2 fois avant d’en déposer 200 l dans une 

plaque 96-puits. La stabilité des NPs en présence de sels et de protéines a été évaluée 

par ajout goutte à goutte de 50 % du volume final d’une solution de PBS (10x) diluée 

10 fois, d’une solution de FBS ou d’eau mQ aux solutions de NPs dans des tubes (low-

binding, Eppendorf) de 1,5 ml. L’acquisition a été réalisée directement après l’ajout. 

Les données obtenues ont été ensuite analysées avec le logiciel PyCorrFit.  
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2.5.4 UV/vis, fluorescence 

 Pour les NPs de rhodamine, les spectres d’absorption et d’émission ont été 

enregistrés respectivement, sur un spectrophotomètre Cary 4000 Scan ultraviolet–

visible (Varian) et un spectrofluoromètre FS5 (Edinburgh Instruments) équipé d’un 

compartiment thermostaté. Les échantillons ont été excités à 530 nm et l’émission de 

fluorescence a été enregistrée de 540 à 750 nm. Les rendements quantiques ont été 

calculés en utilisant la rhodamine 101 dans l’éthanol comme référence (QY=0.9).[180] 

Pour les NPs de lanthanides, les spectres d’absorption et d’émission ont été 

enregistrés respectivement avec un spectrophotomètre Cary 4000 Scan ultraviolet–

visible (Varian) et un spectrofluoromètre FluoroMax-4 (Horiba Jobin Yvon) équipé d’un 

compartiment thermostaté. La longueur d’onde d’excitation a été réglée à 345 nm et 

l’émission a été enregistrée de 550 à 720 nm. Les rendements quantiques ont été 

ensuite calculés en utilisant le complexe [Eu(tta)3phen] dans l’acétonitrile comme 

référence (QY=0.32).  

2.5.5 Microscopie TIRF  

 Pour l’étude du clignotement des NPs, celles-ci ont été déposées sur une surface 

traitée au préalable avec du polyéthylèneimine (PEI) avant d’être observées par 

microscopie de fluorescence par réflexion totale interne (TIRF). Le principe de la 

microscopie TIRF repose sur une illumination de l’échantillon par des ondes 

évanescentes qui sont générées par la réflexion totale interne de la lumière incidente 

à l’interface de deux milieux ayant des indices de réfraction différents (figure 17). Seuls 

les fluorophores compris dans les premiers 100 nm de hauteur seront excités. 

Préparation des échantillons : La solution de NPs obtenue après nanoprécipitation a 

été diluée à une concentration de 6 pM. Après centrifugation (MiniSpin plus, 

Eppendorf, 12 000 rpm, 15 min), 200 µl de cette solution ont ensuite été déposés dans 

des puits d’une plaque LabTek® dont la surface en verre a été recouverte de PEI (25k, 

1 g.l-1 dans tampon Tris pH 7.4) 15 min avant d’être lavée deux fois avec de l’eau Milli-

Q. La surface a ensuite été laissée en contact avec de l’eau Milli-Q pendant toute la 

durée de la microscopie.  
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Microscopie : L’équipement est composé d’un microscope Olympus IX-71 avec un 

objectif à immersion d’huile (NA = 1.49, 100×). La source lumineuse d’excitation est 

un laser DPPS (Cobolt) qui émet en continu à une longueur d’onde de 532 nm à une 

intensité de 0.5 ou 5 W/cm2. Le signal de fluorescence a été enregistré avec une 

caméra EMCCD (ImagEM Hamamatsu) avec un temps d’exposition de 30 ms par 

image. Les acquisitions ont ensuite été analysées par le logiciel Fiji.  

 

Figure 17. Etude du clignotement des NPs. Après avoir déposé les NPs sur une surface, elles sont 

imagées par microscopie TIRF. A partir des images obtenues, la variation de l’intensité de fluorescence 

en fonction du temps est analysée pour chaque spot lumineux. Le clignotement de la particule est défini 

comme le franchissement au moins une fois d’une limite correspondant à 20 % du maximum d’intensité 

de fluorescence de la NP. Reproduit à partir de la référence [181]. 

Analyse des images :  L’intensité moyenne des régions d’intérêt (ROIs, cercles de 

diamètre 5 pixels autour de la localisation de la particule) a été mesurée pour la 

projection du maximum d’intensité. Le bruit de fond a été soustrait en mesurant 

l’intensité moyenne des anneaux autour des ROIs. Pour chaque particule localisée, la 

fluctuation de l’intensité de fluorescence ainsi que celle du bruit de fond sur 30 s ont 

été mesurées sur les images initiales. Au moins 50 particules ont été analysées par 

échantillons. La distribution de l’intensité moyenne des NPs a permis d’exclure les 

agrégats. La variation de l’intensité de fluorescence corrigée par le bruit de fond a été 

tracée sur R pour chaque NP détectée. Le clignotement de la particule est défini 

comme le franchissement au moins une fois sur le temps d’acquisition de la limite 

correspondant à 20 % du maximum d’intensité de fluorescence de la NP.  
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2.6 Microinjection et microscopie cellulaire 

 Les cellules HeLa ont été cultivées dans un milieu DMEM supplémenté avec 10 

% de FBS, L-glutamine et 1 % de solution d’antibiotiques à 37°C sous atmosphère 

humidifiée avec 5 % de CO2. Pour la microinjection, elles ont été ensemencées sur 

des lamelles en verre (diamètre 16 mm) déposées ensuite dans une plaque 6-puits à 

une densité de 125x103 celllules/puit pendant 24h. Les cellules HeLa en sous 

confluence ont ensuite été montées dans une chambre Ludin ((Life Imaging Services, 

Bâle, Suisse). Les cellules ont été placées sur un microscope Leica DMIRE 2 et les 

différentes solutions de NPs de 0.5 à 2 nM ont été microinjectées dans le cytoplasme, 

et plus précisément dans le cytosol, au niveau de la région périnucléaire à l’aide d’un 

microinjecteur Femtojet/InjectMan NI2 (Eppendorf). L’acquisition a été réalisée soit 

avec le même équipement (Objectif 100x Plan APO 1.4 NA, lampe Xénon, et caméra 

Photometrics Prime), soit sur un microsocpe iMIC (Till Photonics) équipé d’une source 

multi-LED spectra X (Lumencor), un objectif Olympus 60x TIRFM (1.45 NA), et une 

caméra Flash 4 V2+ (Hamamatsu) après transfert des cellules. Durant l’expérience, 

les cellules ont été maintenues à 37°C dans une atmosphère humidifiée contenant 5% 

CO2 en utilisant un système de contrôle environnemental (Life Imgaging Services). Les 

vidéos ont été enregistrées sur 60 s avec un temps d’exposition de 50 ms et un binning 

2. Les images et vidéos ont été analysées avec le logiciel ImageJ (National Institutes 

of Health, USA). Pour le suivi de particules individuelles, l’acquisition a été réalisée sur 

30 s avec un temps d’exposition de 43 ms pour le microsocpie iMIC ou 50ms pour le 

microscope Leica DMIRE 2 avec un binning 1. Les trajectoires des NPs ont été 

obtenues en utilisant le plugin TrackMate pour Fiji.[182] Les courbes de déplacement 

quadratique moyen (MSD) ont été tracées et extraites avec un script MATLAB pour 

l’analyse des trajectoires de NPs. Au moins 50 trajectoires ont été analysées par 

condition sur au moins trois cellules différentes. 
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Partie 3 : Contrôle de la taille des nanoparticules 

3.1 Développement de nanoparticules de taille contrôlée 

 La taille des particules est un point essentiel à prendre en compte pour les 

applications en biologie et en particulier pour l’imagerie intracellulaire.[183] Le cytosol 

est un environnement extrêmement dense en macromolécules et autres constituants 

cellulaires. La particule fluorescente doit donc être suffisamment petite pour se frayer 

un chemin à travers le milieu intracellulaire en évitant par la même occasion, les 

interactions non-spécifiques qui conduiraient inévitablement à une perte de contrôle 

de la NP.[184] Cependant dans le cas des NPs de polymères fluorescentes, la 

brillance est également dépendante de la taille des NPs. Plus les NPs sont petites, 

plus la quantité de fluorophores encapsulés diminue. Il faut donc trouver le bon 

compromis entre une taille suffisamment petite pour se déplacer dans le cytosol tout 

en conservant une brillance suffisamment élevée pour une localisation précise dans le 

temps et l’espace.  

 

 

Figure 18. Schéma représentant le principe de la nanoprécipitation et l’encapsulation de fluorophores 

(en rouge) dans la matrice polymérique (en vert).  

Parmi les méthodes de préparation des NPs, la nanoprécipitation permet une 

encapsulation d’une grande quantité de fluorophores dans la matrice polymérique à 

partir de polymères préformés (figure 18). Le principe consiste à dissoudre le polymère 

dans un solvant organique miscible à l’eau. Puis cette solution est ajoutée à un excès 

de non-solvant du polymère, généralement de l’eau. La diffusion rapide des deux 
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solvants provoque la précipitation du polymère qui conduit à la formation des premiers 

noyaux de polymères ou particules primaires auxquelles peuvent venir s’ajouter des 

chaines de polymère pour faire grossir la particule. C’est un processus cinétiquement 

contrôlé par différents paramètres tels que la concentration,[185] le type et la vitesse 

de mélange,[186,187] le type de solvant,[188] la présence et la nature de composés 

stabilisants.[189] Mais la plupart des NPs formées par nanoprécipitation ne 

descendent pas en-dessous de 30 nm de diamètre. Dans notre groupe, des NPs de 

PLGA six fois plus brillantes que les QDs ont été formulées. Même en optimisant le 

protocole de nanoprécipitation et en diminuant la concentration du polymère, les NPs 

synthétisées atteignent au mieux 40 nm.[8]  Dans la littérature, il est souvent observé 

que les plus petites NPs sont obtenues en utilisant des polymères ou des tensio-actifs 

chargés.[190–192] A partir de ces observations, nous avons postulé que le ou les 

groupements chargés présents sur le polymère pouvaient réduire la taille des 

particules. 

Ci-dessous sont résumées les différentes étapes auxquelles j’ai contribué pour le 

contrôle de la taille des particules. Ces résultats sont répartis initialement dans trois 

articles différents. Pour plus de clarté, j’ai donc inséré uniquement l’article principal. 

Les deux autres publications se trouvent en annexe.  

Dans un premier temps nous avons démontré l’influence de un ou deux groupements 

chargés en fin de chaine du polymère sur la taille des nanoparticules. Nous avons 

ensuite synthétisé des polymères par polymérisation radicalaire en contrôlant le 

pourcentage de groupements chargés insérés sur le polymère pour obtenir des tailles 

de particules  10 nm. Enfin, l’influence de la composition du polymère, sa 

concentration et le milieu de nanoprécipitation sur la taille des particules a été explorée 

plus en détail. 

Influence de un ou deux groupements chargés sur la taille  

Dans une étude préliminaire, nous nous sommes intéressés à l’influence de 

groupements chargés portés par la chaine polymérique sur la taille des particules 

formées par nanoprécipitation. Pour cela nous avons modifié des polymères 

commerciaux souvent utilisés dans le domaine des biomatériaux : le poly(D,L-lactide-

co-glycolide) (PLGA), le polycaprolactone (PCL) et le poly(méthacrylate de méthyle) 

(PMMA). Ces polymères ont été modifiés par des groupements non chargés, ou 
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chargés dont les groupements carboxylate, sulfonate ou triméthylammonium (figure 

19).  

 

 

 

Figure 19. Polymères modifiés chimiquement : le poly(D,L-lactide-co-glycolide) (PLGA), le 

polycaprolactone (PCL) et le poly(méthacrylate de méthyle) (PMMA) ont été modifiés avec des 

groupements PEG, carboxylate, sulfonate, et triméthylammonium.  

Les polymères obtenus ont été dissous dans l’acétonitrile pour former ensuite des NPs 

après nanoprécipitation dans l’eau. Les tailles mesurées par DLS sont reportées figure 

20. Les indices de polydispersité sont assez faibles  0,2. Pour les trois polymères 

portant des groupements non chargés, la taille des particules est systématiquement 

au-dessus de 100 nm. Les polymères portant des groupements carboxylates donnent 

des particules de diamètre intermédiaire entre 60 et 100 nm. Les polymères portant 

des groupements sulfonate ou triméthylammonium conduisent aux tailles les plus 

petites, inférieures à 25 nm. Ici, la nature du polymère n’a, quant à elle, qu’une très 

faible influence sur la taille des particules. Néanmoins, dans certains cas (que nous 

verrons plus loin), la composition du polymère peut jouer un rôle plus important sur la 

taille.  
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Figure 20. Tailles obtenues par diffusion dynamique de la lumière de trois types de polymères PLGA, 

PMMA et PCL portant différents groupements chargés ou non. Les tailles sont les moyennes des 

valeurs obtenues pour trois mesures indépendantes du diamètre moyen pondéré en fonction du volume 

par DLS. Les barres d’erreurs correspondent à l’écart-type.   

Influence de fractions de groupements chargés sur la taille 

Par la suite, les polymères PMMA ont été synthétisés par polymérisation radicalaire 

(figure 21A) nous permettant d’augmenter ou de réduire le pourcentage de 

groupements chargés introduit sur le polymère. Ainsi trois séries de copolymères de 

type PMMA ont été synthétisés portant des groupements carboxylate, sulfonate ou 

triméthylammonium dont le pourcentage varie entre 1 et 10% (mol) (figure 21B). La 

polymérisation et la fraction de groupements chargés a été suivi par RMN-1H. Les 

spectres RMN des polymères après purification et séchage révèlent que la fraction des 

groupements chargés est bien contrôlée par polymérisation radicalaire. Le poids 

moléculaire moyen en masse mesuré par chromatographie d’exclusion est d’environ 

50 000 g.mol-1 pour les PMMA-COOH et -SO3H et 90 000 g.mol-1 pour les PMMA-

NMe3.  
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Figure 21. Synthèse (A) par polymérisation radicalaire du PMMA-SO3H et structure chimique (B) des 

polymères utilisés.  

Après nanoprécipitation dans l’eau, la taille des nanoparticules obtenues a été 

mesurée par TEM et reportée figure 22.  On observe une diminution du diamètre des 

NPs avec l’augmentation de la fraction de groupements chargés sur le polymère. Au-

delà de 5% de groupements -SO3H ou -NMe3, la taille des NPs atteint 8 et 7 nm 

respectivement. La même tendance est observée pour les NPs PMMA-COOH. 

Toutefois, la taille des NPs de PMMA-COOH est systématiquement plus grande. En 

effet à 10 % de groupement carboxylate sur le polymère, la taille des NPs descend 

seulement à 29 nm.  
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Figure 22. Tailles des NPs obtenues par nanoprécipitation. (A) Images de TEM de NPs de différents 

polymères dans l’eau. Les barres d’échelle correspondent à 50 nm. (B) Influence de la fraction de 

groupements chargés sur la taille des particules. Les NPs sont chargées à 10 % en fluorophores 

R18/F5-TPB. Au moins 200 particules ont été analysées par condition. Les barres d’erreur 

correspondent à la largeur à mi-hauteur de la distribution.  

Influence de la composition et de l’hydrophobie du polymère sur la taille 

Afin d’aller plus loin dans la compréhension de l’importance de la chimie des polymères 

dans le processus de nanoprécipitation, nous avons étudié l’influence de la nature du 

polymère sur la taille des NPs. Pour cela, nous avons synthétisé par polymérisation 

radicalaire des copolymères avec différents types et ratios de monomères 

méthacrylates. Les types de monomères utilisés, hydrophiles, hydrophobes et chargés 

sont représentés figure 23. Les copolymères synthétisés contiennent généralement un 

monomère de chaque type à différents pourcentages. La fraction des groupements 

chargés varie entre 1 et 5 % (mol) pour l’acide méthacrylique (MAA) et est de 1% (mol) 

pour le méthacrylate de sulfopropyle (SMA). Les fractions de groupements hydrophiles 

varient de 0 à 75 %. Les polymères ont été analysés par RMN-1H. Les ratios entre 

groupements hydrophiles et hydrophobes sur les polymères purifiés correspondent 

aux ratios de monomères ajoutés dans le mélange réactionnel ( 2 %).  
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Figure 23. Monomères utilisés pour la conception des copolymères. 

Pour chaque polymère, la fraction d’eau critique a été déterminée par mesure de 

turbidité. Celle-ci a été réalisée par ajout croissant de quantité d’eau aux solutions de 

polymères dissous dans un mélange acétonitrile/acétone. En parallèle, l’hydrophobie 

des polymères a été estimé en calculant le coefficient de partage (log P)  sur 

ChemDraw pour quatre unités répétitives. Les fractions d’eau critique sont corrélées 

aux valeurs de log P pour les différents polymères. Cela signifie que l’hydrophobie 

globale des polymères est directement liée à la solubilité des polymères dans des 

mélanges de solvants organiques/aqueux. 

Les NPs ont été ensuite formulées par nanoprécipitation dans l’eau et leur taille 

mesurée par DLS.  Pour toutes les combinaisons de monomères, l’augmentation de 

la fraction hydrophile du polymère conduit à une diminution de la taille des particules 

(Figure 24A). Les polymères contenant 100% de groupement hydrophobe et 1% de 

MAA donnent des particules de plus de 100 nm. A 75% de groupements hydrophiles, 

la taille diminue en dessous de 40 nm.  
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Figure 24. Influence de la composition des copolymères sur la taille des NPs. (A) Influence du ratio de 

monomères pour le copolymère HEMA-EMA-MAA. (B) Influence du type de monomère hydrophobe 

pour les copolymères avec 50 % HEMA et 1 ou 5 % MAA. (C) Influence du type de monomère hydrophile 

pour les copolymères avec 50 % EMA et 1 ou 5 % MAA. Les tailles sont les moyennes des valeurs 

obtenues pour trois mesures indépendantes du diamètre moyen pondéré en fonction du volume par 

DLS. Les barres d’erreur correspondent à l’écart-type.  

Le type de monomère hydrophobe influence également la taille des particules. Pour 

une série de copolymères constitués de monomères hydrophiles HEMA et de 

monomères hydrophobes divers avec un ratio 1:1, le diamètre des NPs résultantes 

augmente dans l’ordre des monomères hydrophobes suivants : MMA  EMA  PMA  

BMA  BzMA correspondant à une augmentation de l’hydrophobie (figure 24B). De 

manière similaire le type de monomère hydrophile a également une influence (figure 

24C). Pour un même monomère hydrophobe, la taille des NPs augmente dans l’ordre 

AMA  MAMA  HEMA, toujours avec l’augmentation de l’hydrophobie. Ceci est vrai 

pour les copolymères portant 1 % de groupements chargés MAA. Mais à 5 % de MAA, 

l’effet du groupement chargé prend le dessus et l’influence de l’hydrophobie des 

monomères hydrophiles disparait complètement.  
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Figure 25. Tailles des NPs en fonction des valeurs de log P calculées des copolymères. Les résultats 

sont donnés pour les copolymères contenant 1 % (triangles) et 5 % (étoiles) de MAA. Les symboles mi-

remplis correspondent aux NPs obtenues à partir des polymères contenant des monomères hydrophiles 

et hydrophobes ( 75% hp). Les symboles pleins sont utilisés pour ceux contenant uniquement le 

monomère hydrophobe (99 ou 95 % hp). Les barres d’erreur correspondent à l’écart-type sur au 

minimum trois mesures.  

Dans la Figure 25, la taille des NPs obtenues par nanoprécipitation est tracée en 

fonction de l’hydrophobie globale du polymère et résume les résultats de cette étude. 

Nous pouvons établir que l’influence de la chimie des polymères sur la taille s’observe 

à plusieurs niveaux. (i) De manière générale, la taille augmente avec l’hydrophobie du 

polymère.  (ii) A hydrophobies égales, la taille est plus petite pour les polymères 

contenant de plus grands pourcentages en groupements chargés. L’influence de 

l’hydrophobie est également plus marquée pour les faibles pourcentages de 

groupements chargés (1 % MAA) que pour les polymères portant plus de monomères 

chargés (5 % MAA). (iii) Les polymères composés uniquement de groupements 

hydrophobes et chargés donnent des NPs beaucoup plus grandes. L’influence de 

l’hydrophobie globale du polymère est également moins nette pour ces polymères.   

Influence du milieu et de la concentration en polymère 

Lorsque les NPs sont formulées dans le tampon phosphate à pH 7,4, la taille diminue 

assez fortement pour les polymères -COOH (figure 26A). Pour le PLGA par exemple, 

la taille passe de plus de 60 nm dans l’eau à 40 nm dans le tampon phosphate. 
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L’augmentation du pH du milieu de nanoprécipitation permet d’ioniser complétement 

le groupement -COOH et donc d’augmenter la charge nette sur le polymère qui se 

traduit par une diminution de taille des NPs. Cela explique également que les NPs des 

polymères -COOH sont systématiquement plus grandes que les NPs -SO3H dans l’eau 

(figure 20). En effet le groupement COOH n’est pas complètement déprotoné dans 

l’eau contrairement au groupement SO3H. A l’inverse l’ajout de sel dans la phase 

aqueuse de précipitation augmente la taille des NPs de PMMA-SO3H 1% qui passe 

de 17 nm à 32 nm avec 30 mM NaCl (figure 26B). Le NaCl, ici, permet de masquer les 

groupements chargés et d’augmenter la taille des particules pour un même polymère.  

 

Figure 26. Influence du milieu : (A) tailles de NPs de polymères carboxylates obtenues dans différents 

non-solvants : l’eau ou le tampon phosphate à pH 7,4. Les tailles sont les moyennes des valeurs 

obtenues pour trois mesures indépendantes du diamètre moyen pondéré en fonction du volume par 

DLS. Les barres d’erreurs correspondent à l’écart-type. (B) Influence de la concentration en NaCl dans 

le milieu de précipitation sur la taille des NPs PMMA-SO3H 1%. Les NPs sont chargées à 10 % en 

fluorophores R18/F5-TPB. Au moins 200 particules ont été analysées par condition. Les barres d’erreur 

correspondent à la largeur à mi-hauteur de la distribution. 

Un autre paramètre ayant un effet sur la taille des NPs est la concentration du 

polymère. En réduisant la concentration du polymère dans l’acétonitrile de 2 g.L-1 à 

0,2 g.L-1, nous pouvons réduire la taille jusqu’à 14 nm pour les NPs de PMMA-SO3H 

(figure 27).  Le système atteint cependant ses limites lorsqu’on arrive à une 

concentration de 0.1 g.L-1 en polymère. A cette concentration, nous observons une 

augmentation de la taille moyenne des NPs qui résulte d’une distribution de taille 

beaucoup plus hétérogène. 
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Figure 27. Taille des NPs de PMMA-SO3H mesurées par DLS et TEM. Les tailles sont les moyennes 

des valeurs obtenues pour trois mesures indépendantes du diamètre moyen pondéré en fonction du 

volume. Les valeurs de TEM correspondent à la moyenne des valeurs d’au moins 50 particules. Les 

barres d’erreurs correspondent à l’écart-type. 

L’ensemble de ces observations ont permis de mieux comprendre les paramètres qui 

interviennent sur le mécanisme de formation des NPs par 

nanoprécipitation.[185,193,194] Lorsque les phases aqueuse et organique diffusent 

l’une dans l’autre, cela crée une surpersaturation conduisant à une nucléation 

spontanée, c’est-à-dire la formation de noyaux primaires de polymère. Les particules 

grossissent ensuite par incorporation de nouvelles chaines de polymère au sein des 

NPs. En absence de stabilisation des NPs, celles-ci peuvent agréger. La taille finale 

des NPs résulte alors des taux relatifs de nucléation, grossissement et d’agrégation. 

Le taux de nucléation dépend essentiellement de la tension de surface et de la 

supersaturation.  

En supposant que les groupements chargés se situent préférentiellement à la surface 

des particules, la présence de groupements chargés dans le polymère diminue la 

tension de surface lors de la formation des nucléi qui a pour conséquence d’augmenter 

le taux de nucléation. Les groupements hydrophiles permettent également de stabiliser 

les particules à leur niveau mais moins efficacement.  

A partir des tailles déterminées par TEM, nous pouvons estimer le nombre de 

groupements chargés par particule. Ainsi pour les particules de PMMA-SO3H ou 

PMMA-NMe3, le nombre de groupements –SO3H ou NMe3 par particule est de 100 

quelle que soit la taille de la particule. Cela signifie qu’une fois cette limite atteinte, la 

phase de grossissement des particules s’arrête, due probablement à la répulsion 
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électrostatique entre la surface chargée des particules et les groupements chargés 

des polymères. Dans l’eau, la longueur de Debye est  10 nm. De par leurs petites 

tailles, toutes les charges présentes à la surface de la particule participent à la 

répulsion d’un nouvel ajout de chaine polymérique. Il en est de même pour l’agrégation 

des particules qui est limitée par la répulsion des particules chargées entre-elles. Pour 

les NPs de PMMA-COOH, la charge effective dans l’eau est plus faible et les particules 

sont également plus grandes. Le grossissement de la NP ne s’arrête que lorsqu’une 

densité de charge de surface donnée est atteinte. Plus le polymère sera donc chargé, 

plus les particules seront petites résultant d’un taux de nucléation élevé associé à des 

taux de grossissement et d’agrégation bas. Au contraire, l’ajout de sel dans la phase 

aqueuse de nanoprécipitation permet de diminuer les forces de répulsion conduisant 

à une augmentation de taille des NPs pour un polymère donné. L’augmentation de la 

taille avec l’hydrophobie du polymère est liée à l’augmentation de la supersaturation 

du polymère. Cela semble favoriser le grossissement des particules par rapport à la 

nucléation. Cela explique également l’augmentation de la taille lorsqu’on augmente la 

concentration en polymère.  

 

Figure 28. Images de TEM des NPs de PMMA-SO3H 1 et 2 % faites dans l’eau ou dans 10x10-3 ou 

30x10-3 M NaCl. La nanoprécipitation a été réalisée avec une concentration en polymère de 2 g.L-1 

excepté pour les NPs de 38 nm pour lesquelles la concentration en polymère est de 6 g.L-1. La taille 

indiquée correspond à la taille moyenne sur au moins 100 NPs. Les distributions de taille sont indiquées 

en bas de chaque image. Barre d’échelle : 50 nm.  



Partie 3 : Contrôle de la taille des nanoparticules 

66 

La figure 28 montre un exemple d’une gamme de taille pour un polymère de PMMA-

SO3H. En variant la fraction de groupements chargés sur le polymère, sa concentration 

et le milieu de précipitation, nous obtenons des NPs dont la taille varie entre 12 et 38 

nm.  

Pour conclure, l’introduction de quelques groupements chargés sur les polymères 

influence fortement la formation des NPs par nanoprécipitation. Outre les groupements 

chargés, la composition générale du polymère influe également considérablement la 

taille des particules obtenues. Selon le cas, l’hydrophobie du polymère va prendre le 

dessus sur l’influence du groupement chargé ou inversement. Ces deux paramètres 

combinés permettent d’obtenir une gamme de taille de NPs très large. A plus faible 

niveau, le milieu de nanoprécipitation et la concentration du polymère jouent un rôle 

également sur la taille. Ces deux derniers paramètres vont plutôt être utilisés pour 

moduler plus finement le diamètre des particules. Grâce à cela, nous pouvons formuler 

des NPs ultrapetites  15 nm. Nous sommes également en mesure de contrôler 

efficacement la taille des NPs et de produire des gammes de taille de NPs pour un 

polymère donné ou des gammes de NPs de même taille mais de composition (en 

termes de polymère) différente.  

 

Une partie de ces résultats a été publié ACS Nano et est joint ci-dessous. Une autre 

partie de ces résultats a été publié dans les articles joints en annexe :  

Article 2 : Protein-Sized Dye-Loaded Polymer Nanoparticles for Free Particle 

Diffusion in Cytosol. Andreas Reisch, Doriane Heimburger, Pauline Ernst, Anne 

Runser, Pascal Didier, Denis Dujardin, Andrey S. Klymchenko. Advanced Functional 

Materials 28, 1805157 (2018).  

Article 3 : Controlling Size and Fluorescence of Dye-Loaded Polymer 

Nanoparticles through Polymer Design. Rosiuk, V., Runser, A., Klymchenko, A. & 

Reisch, A. Langmuir 35, 7009–7017 (2019).  
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Article 1 : Charge-Controlled Nanoprecipitation as a Modular 

Approach to Ultrasmall Polymer Nanocarriers: Making Bright and 

Stable Nanoparticles. 
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3.2 Application pour la biologie 

 En collaboration avec Sylvie Egloff et Doriane Heimburger, ces NPs ont permis 

d’observer leur comportement dans le cytosol de cellules vivantes après microinjection 

ou électroporation des cellules.  Nous avons utilisé la gamme de NPs décrites 

précédemment (figure 28) dont la taille varie entre 12 et 38 nm.  Ces NPs sont 

chargées avec 10 % R18/F5-TPB les rendant extrêmement brillantes. Pour éviter les 

interactions non spécifiques, les NPs ont été traitées avec du tween 80 (T80), un 

surfactant portant du polyéthylène glycol (PEG), par simple adsorption sur la surface. 

Les NPs ont ensuite été introduites dans le cytosol via deux différentes méthodes : la 

microinjection ou l’électroporation. 

Etude du comportement des NPs par microinjection  

Une série de NPs de 17 et 32 nm ont été microinjectées dans le cytosol de cellules 

HeLa vivantes.  Grâce à leur grande brillance, les NPs ont pu être observées de 

manière individuelle. La majorité des plus grandes NPs (32 nm) reste proche du point 

d’injection comme le montre la figure 29. Quelques particules bougent dans le cytosol 

mais leur mouvement est restreint au niveau du pourtour du point d’injection. Les NPs 

de 17 nm réalisées à partir de PMMA-SO3H 1% dans l’eau, montrent cependant une 

bonne dispersion dans le cytosol. La quasi-totalité des NPs se retrouve dans le cytosol 

et se déplacent rapidement occupant tout l’espace. Seules 10% de ces NPs restent 

bloquées au point d’injection. En observant la distribution de taille des NPs de 17 et 

32 nm, 10% des NPs ont des tailles plus grandes que 23 nm pour les NPs de 17 nm 

alors que 5 % des NPs sont en-dessous de 23 nm pour les NPs de 32 nm. La taille 

critique permettant une diffusion libre dans le cytosol se situe donc à 23 nm. Les 

particules plus petites de 9 et 12 nm montrent une meilleure accessibilité dans le 

cytosol en particulier au niveau des régions cytoplasmiques plus encombrées ou 

difficiles d’accès.   
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Figure 29. Images de microscopie de NPs de PMMA-SO3H 1% chargées à 10 % R18/F5-TPB traitées 

avec du tween 80 microinjectées dans des cellules HeLa vivantes. A gauche : image de microscopie 

d’épifluorescence de NPs de 32 et 17 nm préparées dans 30x10-3 M NaCl et dans l’eau, respectivement. 

A droite : image en contraste de phase des cellules correspondantes. Les points d’injections sont 

indiqués par des flèches. Les histogrammes montrent les distributions des tailles des NPs mesurées 

par TEM. Barres d’échelle : 10 m.  

Etude du comportement des NPs par électroporation  

Parmi les différentes manières de faire entrer du matériel dans la cellule, 

l’électroporation a l’avantage de transférer des molécules ou particules dans le cytosol 

sur un large nombre de cellules en même temps.[195] L’électroporation repose sur la 

perméabilisation de la membrane plasmique. Cependant cette méthode demande une 

optimisation des conditions d’électroporation. En effet il s’agit de trouver des conditions 

suffisamment douces pour créer une perméabilité réversible sans provoquer des pores 

trop larges qui conduiraient à la mort cellulaire. A l’inverse, le matériel, en l’occurrence 
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ici, les NPs, risquent de rester bloquées à l’entrée ou dans le milieu extracellulaire si 

leur taille est trop grande par rapport aux pores. Nous avons donc déterminé la taille 

limite des NPs pour entrer dans le cytoplasme via les pores d’électroporation. Pour 

cela, nous avons utilisé une gamme de NPs de PMMA-SO3H de cinq tailles 

différentes : 12, 17, 25, 32 et 38 nm (figure 28). Ces NPs ont été ajoutées aux cellules 

électroporées avant d’être rincées pour éliminer les NPs restant dans le milieu 

extracellulaire. Après un repos des cellules de 2h, elles ont été imagées par 

microscopie de fluorescence. Les plus petites NPs de 12 et 17 nm rentrent en grande 

quantité dans les cellules électroporées (figure 30). Par contre la quantité de NPs dans 

les cellules est nettement plus faible pour les NPs de 25 nm. La quantité de NPs dans 

les cellules diminue d’autant plus que la taille augmente pour les NPs de PMMA-SO3H 

1 % de 32 et 38 nm. Les contrôles sans électroporation ne montrent aucune NPs 

indiquant qu’il n’y a pas d’interactions non spécifiques entre les NPs et la membrane 

plasmique.  

 

Figure 30. Cellules HeLa vivantes électroporées et incubées avec les NPs de PMMA-SO3H 2 et 1 % 

de différentes tailles. Les cellules ont été lavées pour ôter les NPs résiduelles dans le milieu 

extracellulaire avant d’être imagées par microscopie d’épifluorescence. En haut : projection du 

maximum de l’intensité de fluorescence. En bas : images en contraste de phase des cellules 

correspondantes. Elles sont chargées avec 10 % de R18/F5-TPB et traitées avec du tween 80. Barre 

d’échelle : 25 µm.  
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De plus, les vidéos correspondant aux images de microscopie figure 30, montrent une 

bonne mobilité des plus petites NPs de 12 et 17 nm dans les cellules. Ainsi pour 

franchir la membrane plasmique perméabilisée par électroporation, les NPs doivent 

avoir un diamètre inférieur à 25 nm.  

Les différences de comportement et de diffusion des NPs sont donc extrêmement 

dépendantes de leur taille. Celle-ci va déterminer leur capacité à traverser la 

membrane dans le cas de l’électroporation puis à passer à travers le maillage du 

cytosquelette[196] et l’encombrement cytoplasmique[197] ainsi que d’atteindre des 

régions de diffusion restreintes telle que les zones proches du réticulum 

endoplasmique ou de l’appareil de golgi.[10,198] L’étude du comportement des NPs 

dans le cytoplasme a permis de déterminer une taille critique < 25 nm permettant de 

franchir la membrane cytoplasmique par électroporation puis une taille ≤ 23 nm pour 

diffuser librement dans le cytosol. Néanmoins, si les NPs doivent avoir accès à des 

zones plus encombrées où la diffusion est restreinte dans le cytosol notamment au 

niveau des régions péri-nucléaires, le diamètre doit alors être diminué au maximum 

pour être de l’ordre des tailles des protéines (~10 nm).  

  

Une partie de ces résultats a été publié dans l’article joint en annexe :  

Article 2 : Protein-Sized Dye-Loaded Polymer Nanoparticles for Free Particle 

Diffusion in Cytosol. Andreas Reisch, Doriane Heimburger, Pauline Ernst, Anne 

Runser, Pascal Didier, Denis Dujardin, Andrey S. Klymchenko. Advanced Functional 

Materials 28, 1805157 (2018).  
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Partie 4 : Optimisation de la luminescence pour 

l’imagerie intracellulaire 

 Observer et suivre des NPs individuelles est particulièrement difficile dans les 

milieux biologiques. L’autofluorescence résultant des cellules et tissus, réduit 

considérablement le signal sur bruit résultant.[144] La visualisation de molécules ou 

particules individuelles nécessite alors des puissances d’illumination généralement 

élevées pour obtenir un signal d’émission qui se détache du bruit de fond.[72] 

L’optimisation du signal/bruit se fait soit en augmentant la brillance de la sonde 

luminescente, soit en diminuant le bruit de fond résultant de l’autofluorescence des 

cellules.  

Dans un premier temps, nous avons choisi d’utiliser une technique permettant 

d’éliminer l’autofluorescence venant de l’échantillon : l’imagerie à déclenchement 

périodique (ou « time-gated imaging ») en utilisant des complexes de lanthanides 

encapsulés dans les NPs de polymères. Ensuite, nous sommes revenus vers un 

système de NPs de polymères contenant des fluorophores plus conventionnels, des 

sels cationiques de rhodamine, en optimisant la brillance de ces NPs et en essayant 

également de moduler leur clignotement.   

4.1  Nanoparticules de lanthanides  

 Les complexes de lanthanides ont la particularité de posséder des temps de vie 

de plusieurs µs à quelques dizaines de ms.[145] Ce sont par conséquent, d’excellents 

candidats pour l’imagerie à déclenchement périodique. Le principe de cette méthode 

d’imagerie repose sur l’application d’un délai entre l’excitation de l’émetteur 

luminescent et l’acquisition de l’image. Ce délai permet la suppression du signal 

luminescent des émetteurs à temps de vie courts (ns à μs). Par conséquent, le signal 

sur bruit obtenu est nettement supérieur comparé aux méthodes d’imagerie de 

luminescence conventionnelles. Associé à une grande brillance des émetteurs, cela 

permettrait d’obtenir une précision de localisation sans précèdent et la possibilité de 

suivre en temps réel des biomolécules individuelles. Néanmoins, les ions trivalents de 

lanthanides seuls possèdent des coefficients d’extinction extrêmement bas. La 

présence de ligands aromatiques coordinant les ions lanthanides permettent 
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néanmoins d’augmenter considérablement leur coefficient d’extinction et l’émission de 

luminescence grâce à l’effet d’antenne. Toutefois cela suffit à peine à égaler les 

capacités d’absorption des fluorophores organiques. Leur brillance reste donc limitée 

par leur coefficient d’extinction et rend l’imagerie de molécules uniques à base de 

lanthanides extrêmement difficile.  

Pour répondre à ce problème, nous avons encapsulé de grandes quantités de 

complexes d’europium [Eu(tta)3phen] dans des particules de polymères. Des 

poly(méthacrylate de méthyle)s (PMMA) ont été synthétisés par polymérisation 

radicalaire. Ces PMMA portent des groupements chargés -SO3H à 1 ou 3% ou COOH 

à 10 %. Les complexes [Eu(tta)3phen] ont été encapsulés dans les particules par 

nanoprécipitation avec les polymères avec des chargements de 0, 5, 10, 20 ou 40%m. 

A un chargement de 40% [Eu(tta)3phen], les mesures par TEM donnent trois tailles 

différentes de 13, 23 et 34 nm pour les NPs à base de PMMA-SO3H 3%, 1% et PMMA-

COOH 10% respectivement.  

L’encapsulation du complexe dans les particules permet d’obtenir des rendements 

quantiques supérieurs à 20% dans l’eau pour des chargements à 40%. De plus le taux 

de décroissance bien supérieur pour les complexes [Eu(tta)3phen] dans les particules 

( = 1.26 ± 0.04 ms) comparé à celui du complexe [Eu(tta)3phen] dans l’acétonitrile ( 

= 0.63 ms) montre que la matrice polymérique protège les complexes d’Eu3+ des 

milieux aqueux. Cela indique également une encapsulation efficace du complexe dans 

les NPs de polymères même à pourcentage de chargement élevé. Ainsi pour les NPs 

de PMMA-COOH 10% à 40% [Eu(tta)3phen], nous avons estimé une moyenne de 5 

000 complexes encapsulés par particules permettant d’atteindre des brillances de 

4x107 M-1.cm-1. Cette valeur est en adéquation avec la brillance mesurée 

expérimentalement par microscopie de particules individuelles qui est de 2.9 × 107 M-

1.cm-1. 

Par la suite, les NPs ont été observées par imagerie de luminescence à 

déclenchement périodique avec des intensités lumineuses de 0.24 W cm−2 soit 10 000 

fois plus faibles qu’habituellement pour l’imagerie à base de lanthanides.  L’incubation 

des NPs avec des cellules vivantes montrent une internalisation de ces dernières par 

endocytose.  
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En résumé, la combinaison de l’imagerie à déclenchement périodique et les NPs 

chargées avec de grandes quantités de lanthanides ont permis l’observation de ces 

dernières dans les cellules vivantes à des puissances lumineuses et des temps 

d’acquisition très faibles limitant la phototoxicité pour les cellules et permettant 

d’envisager l’observation de processus rapides.  

Ce travail a été publié dans Chemistry of Materials et est joint ci-dessous. 
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Article 4 : Lanthanide-Complex-Loaded Polymer Nanoparticles 

for Background-Free Single-Particle and Live-Cell Imaging.  
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Supporting Information  
 

Lanthanide-Complex-Loaded Polymer Nanoparticles for Background-Free 
Single-Particle and Live-Cell Imaging 

 
 
Marcelina Cardoso Dos Santos, Anne Runser, Hortense Bartenlian, Aline M. Nonat, Loïc J. 
Charbonnière, Andrey S. Klymchenko, Niko Hildebrandt* and Andreas Reisch * 
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Experimental Details  

 

M icroscopy 

Steady-state imaging. 

For ECP-NP detection, cells were imaged with an Olympus IX71 microscope and illuminated 

with an X-Cite 120Q mercury source (EXFO Photonic Solutions Inc.) at ~15 W through a 365 

nm excitation band-pass filter (Hg01-365-25, Semrock Inc.) and 495 nm dichroic mirror 

(FF495-Di03, Semrock Inc.). The fluorescent signal was detected using a 60x objective 

(UPLSAPO, Olympus) and a 605 nm emission filter (FF01-605/15-25, Semrock Inc.). PL 

signal was recorded using a CMOS camera (pco.edge, PCO) with an acquisition time of 333 

ms.  

3D imaging.  

Fluorescent images of HeLa cells were acquired on a wide-field inverted microscope Olympus 

IX83 using an X-Cite Exacte illumination source (Excelitas Technologies) and iXon Ultra 888 

EMCCD camera (Andor). ECP-NPs were excited with a 100 W source power using 320 nm 

excitation filter (FF01−320/40−25, Semrock Inc.) and 355 dichroic mirror (Di01-R355, 

Semrock Inc.) and their emission collected using 605 nm filter (FF01−605/15−25, Semrock 

Inc.). DiD was excited with 10 W illumination power using 623 nm band-pass filter 

(FF01−623/24−25, Semrock Inc.), 649 nm dichroic mirror (FF649-Di01, Semrock Inc.) and the 

emission was collected through a 676 nm bandpass-filter (FF01−676/29−25, Semrock Inc.). 

Sample was imaged using UPLSAPO 60x objective (Olympus). Z-stack images were obtained 

by a displacement of a step of 0.25 µm. Images of ECP-NPs were acquired with x750 EM gain, 

30 MHz readout speed, 1.1 µs vertical shift speed, and x2 preamplifier sensitivity. Images of 

plasma membrane stained with DiD were acquired with the same parameters except EM gain 

at x2. iXon camera and Olympus microscope were controlled by the Micromanager software.  

Photon counting 

Photon counting imaging was performed for PMMA-COOH 10% particles loaded with 40wt% 

[Eu(tta)3phen] as a reference on a wide-field inverted microscope Olympus IX83 using X-Cite 

Exacte illumination source at 2 W (Excelitas Technologies) and iXon Ultra 888 EMCCD 

camera (Andor), 365 nm excitation filter (Hg01-365-25, Semrock Inc.) and 405 dichroic mirror 

(Di02-R405, Semrock Inc.). The excitation power density was measured to be 0.02 W/cm² at 

the sample plane and the illumination area was 0.005 cm².  

The number of photons collected by the camera per pixel can be calculated from the equation: 
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Figure S1. Comparison of TEM images of PMMA-COOH 10% ECP-NPs with (left) or without 

(right) [Eu(tta)3phen] loading. Here no staining with uranyl acetate was applied. The scale bars 

correspond to 100 nm. 
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Figure S2. Absorbance (A), emission (B), and normalized emission (C) spectra of PMMA-

SO3H 1% and 3 % and PMMA-COOH 10% NPs loaded with 1, 5, 10, 20, and 40 wt% 

[Eu(tta)3phen] (λexc = 350 nm). 
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Figure S3. TG single-particle images of PMMA-COOH 10 %, PMMA-SO3H 1%, and PMMA-

SO3H 3% at 40% [Eu(tta)3phen] loading. Values at the bottom of the images are average PL 

intensities (in photon counts: c. ±SD). For better visibility the intensity was increased twofold 

for PMMA- SO3H 3% (original in inset). Scale bars: 10 µm. 

 

 

Figure S4. Histograms of single particle brightnesses of (A) PMMA-COOH 10 % NPs, (B) 

PMMA-SO3H 1%, (C) PMMA-SO3H 3%, all loaded with 40% [Eu(tta)3phen]. At least 250 

particles have been analyzed per condition. 
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Figure S5. (A) Single particle photostability of Eu(tta)3phen loaded NPs in TG imaging in 

water. Pulsed excitation with a Nd:YLF laser at 349 nm and 300 Hz was used. Acquisition was 

performed using a delay time of 10 µs, a gate width of 0.6 ms, and 200 gates/exposure. NPs: 

PMMA-COOH 10% NPs loaded with 20 or 40 wt % [Eu(tta)3phen] and PMMA-SO3H 1% NPs 

loaded with 40 wt % Eu(tta)3phen. (B) Ensemble photostability of Eu(tta)3phen in acetonitrile 

solution as measured in a fluorometer (lex = 345 nm, lem = 612 nm). 
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Figure S6. Live-cell images of HeLa cells costained with ECP-NPs (PMMA-COOH 10%, 40% 

[Eu(tta)3phen]) and green LysoTracker. PL of ECP-NPs (red) and fluorescence of LysoTracker 

(green) were measured with steady-state detection. Cells were left with ECP-NPs for 24 h at 

37°C. Before imaging, cells were incubated with green Lysotracker in complete DMEM at the 

final concentration of 50 nM for 30 minutes at 37°C. Images were acquired using a wide-field 

inverted Olympus IX71 with CMOS camera (500 ms) and illumination with a mercury source 

(15W).  

 

 
Figure S7. Live-cell images of HeLa cells incubated with ECP-NPs. (A) Time-gated PL signal 

from PMMA-COOH 10% NPs at 5, 10, 20 and 40% [Eu(tta)3phen] complex loading. (B) 

Differential interference contrast (DIC) images. (C) Overlay: DIC overlaid with PL (ECP-NPs 

in red). The TG images were acquired on a wide-field inverted Olympus IX71 microscope with 

iCCD camera (100 gates/exposure, 0.01 ms delay time 0.6 ms gate time and 100V gain) and 

pulsed laser excitation at 349 nm and 300 Hz. Scale bars: 10 µm. 
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Figure S8. Live-cell images of HeLa cells incubated for 3h with PMMA-COOH 10%, 20% 

[Eu(tta)3phen] NPs (A) TG PL intensity recorded on a wide-field inverted Olympus IX71 

microscope with iCCD camera (100 gates/exposure, 0.01 ms delay time 0.6 ms gate time and 

100 V gain) and pulsed laser excitation at 349 nm and 300 Hz. (B) Steady-state image acquired 

on the same microscope with CMOS camera (333 ms) and illuminated with mercury source (10 

W). Intensity scale was adjusted from 0 to 5000 counts. Scale bars: 10 µm. 

 
 
 

 
Figure S9. Time-lapse of Eu-NPs PMMA-SO3H 1% at 40% [Eu(tta)3phen] localization in live 

HeLa cells incubated with Eu-NPs The image after 24h shows the cells after trypsination and 

transfer to a new well. Merge of DIC image with TG-PL (Eu-NPs are in red). Images were 

acquired on a wide-field inverted Olympus IX71 microscope with iCCD camera (100 

gates/exposure, 0.01 ms delay time 0.6 ms gate time and 100V gain) and pulsed laser excitation 

at 349 nm and 300 Hz. The NPs intensity range was adapted to each case in order to appreciate 

the localization and not the intensity of PL signal. Scale bars: 10 µm. 
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Figure S10. Cell growth of HeLa cells investigated on control cells (black squares) and cells 

incubated with NPs PMMA-SO3H 3% (red circles) at 20% [Eu(tta)3phen] loading (A). Error 

bars correspond to SD. No significant difference between these two conditions were observed 

(test T concluded no difference between mean cell number values within 95% confidence level 

at 1 and 4 days and 99% at 7days). (B) Live-cell images of HeLa cells incubated with NPs. TG 

PL images with NPs after 7 days (B1) and overlay with DIC images (B2). Scale bars correspond 

to 10 µm. 
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4.2 Fluorescence et clignotement des nanoparticules à base de 

rhodamine 

 Nous avons vu dans la partie précédente (partie 4.1) qu’il était possible 

d’améliorer le rapport signal/bruit en supprimant l’autofluorescence des composants 

cellulaires. Ici, nous nous intéressons à l’optimisation de signal émis par les particules. 

Plus la sonde est brillante, plus le nombre de photons récoltés sera élevé et il sera 

facile de la localiser dans le temps et l’espace. Si la brillance de la sonde est 

suffisamment élevée, l’imagerie de molécules individuelles peut être alors réalisée sur 

un simple microscope à épifluorescence. Le principe des NPs fluorescentes est 

d’encapsuler une grande quantité de fluorophores dans la particule pour pallier le 

manque de brillance des fluorophores seuls. En effet la brillance résultante de la NP 

sera alors égale à la somme des coefficients d’extinction molaires des fluorophores 

contenus dans la particule multipliée par le rendement quantique de la particule :  

𝐵 = 𝑁 × 𝜀𝑓𝑙𝑢𝑜 × 𝛷𝑁𝑃 

Néanmoins l’augmentation de la brillance pour les NPs de polymères contenant une 

grande quantité de fluorophores est fortement limitée par la diminution du rendement 

quantique due à la formation d’agrégats non fluorescents à forte concentration en 

fluorophores (phénomène d’ACQ).[115,119,120] Récemment, notre groupe a 

développé une approche basée sur l’insertion d’un contre-ion hydrophobe et très 

volumineux (un tétraphényl borate perfluoré, F5-TPB), qui sert d’espaceur entre les 

fluorophores, des dérivés hydrophobes de la rhodamine B (R18) et limite le 

phénomène d’ACQ (Figure 31).[8] Les NPs de PLGA contenant ces fluorophores 

atteignent alors des brillances de un à deux ordres de grandeurs supérieures aux QDs.  

D’un autre côté, le comportement collectif photocommutable de centaines de 

fluorophores encapsulés est lié à un transfert d’énergie ultra-rapide entre fluorophores 

conduisant au clignotement de la particule entière.[8] Il a été démontré que 

l’organisation spatiale des fluorophores dans les particules de polymères joue un rôle 

très important concernant la propriété des particules à clignoter. Des résultats 

préliminaires ont montré que le phénomène de clignotement est lié à une organisation 

spatiale différente des fluorophores dans la matrice polymérique dépendant de la 

nature du polymère.[173] En nous basant sur ces premiers résultats, nous avons 



Partie 4 : Optimisation de la luminescence pour l’imagerie intracellulaire 

116 

postulé que le contrôle du clignotement ainsi qu’une optimisation de la fluorescence 

des particules étaient possibles par ajustement de leur organisation au sein de la 

matrice polymérique en jouant notamment sur l’hydrophobie du polymère et celle du 

fluorophore. 

 

Figure 31. (A) Stuctures chimiques du fluorophore R18 (en rouge) et son contre-ion F5-TPB (en bleu). 

(B) Schéma d’une nanoparticule de PLGA encapsulant R18/F5-TPB. Reproduit à partir de la référence 

[8]. 

Ces travaux ont été scindés en deux parties distinctes : avec une optimisation de la 

fluorescence d’une part et un contrôle du clignotement d’autre part. Dans un premier 

temps, nous avons étudié une gamme de NPs chargées avec R18/F5-TPB à base de 

copolymères d’hydrophobies différentes. L’effet de la chimie du polymère sur 

l’absorbance et le rendement quantique des NPs a été évalué afin de mieux 

comprendre et d’optimiser notre système existant au niveau de la fluorescence. 

Ensuite nous avons essayé de déterminer les paramètres influençant le clignotement 

des NPs tels que la taille des particules, leur chargement, l’hydrophobie des 

fluorophores et du polymère.  

Optimisation de la fluorescence 

Pour étudier l’effet de l’hydrophobie des polymères sur la brillance des particules, nous 

avons utilisé les copolymères synthétisés par polymérisation radicalaire à partir de 

différents types de monomères : hydrophiles, hydrophobes et chargés (Partie 3.1, 

figure 23). Ils contiennent généralement un monomère de chaque type à différents 

pourcentages. La fraction de l’acide méthacrylique (MAA) est fixée à 1 % (mol). Les 
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fractions de groupements hydrophiles varient de 0 à 75 %. Pour rendre les NPs 

fluorescentes, le fluorophore R18/F5-TPB a été encapsulé avec un chargement de 

10% en masse relative au polymère. Précédemment l’efficacité d’encapsulation a été 

évaluée ≥ 95 % pour des NPs de PLGA chargées avec R18/F5-TPB.[135,199]  

 

Figure 32. Spectres normalisés d’absorption (gauche) et d’émission (droite) de NPs préparées à partir 

(A) des copolymères HEMA/MMA à différents ratios (et 1 % MAA) et (B) des copolymères avec 50 % 

HEMA et différents monomères hydrophobes (et 1 % MAA). Les NPs ont été chargées avec 10 % 

R18/F5-TPB. L’excitation a été fixée à 530 nm.  

Les spectres d’absorption et d’émission sont représentés figure 32. Lorsque l’on 

augmente la fraction des monomères hydrophiles, on observe une augmentation de 

l’intensité relative d’absorption au niveau de l’épaulement à 530 nm relatif au pic du 

maximum d’absorption. Cela indique la formation d’agrégats de R18.[119] Cette 

augmentation au niveau de l’épaulement, s’accompagne également d’un faible 

déplacement vers le bleu pour le maximum d’absorption. Le ratio entre l’intensité de 

l’épaulement à 530 nm et le maximum d’absorption est le même pour les NPs de 

copolymères composés uniquement de monomères hydrophobes avec 1 % MAA que 

pour le fluorophore dans le méthanol. La figure 32B montre également que le type de 



Partie 4 : Optimisation de la luminescence pour l’imagerie intracellulaire 

118 

monomère hydropophobe des copolymères influence la variation d’intensité au niveau 

de l’épaulement. Concernant l’émission des NPs, les spectres (figure 32A) montrent 

un léger déplacement du maximum d’émission vers le rouge pour les NPs par rapport 

au fluorophore dans le solvant organique, accompagné de l’apparition d’un 

épaulement à 630 nm.  Lorsqu’on diminue la fraction des monomères hydrophobes, le 

spectre d’émission devient légèrement plus fin et est déplacé vers le bleu.  

 

Figure 33. Rendements quantiques des NPs préparées à partir de différents copolymères, chargées 

avec 10 % R18/F5-TPB. (A) Rendements quantiques en fonction du pourcentage du monomère EMA 

dans le polymère avec HEMA et 1 % MAA. (B) Influence du type de monomère hydrophobe pour les 

copolymères avec 50 % HEMA et 1 % MAA. (C) Influence du type de monomère hydrophile pour les 

copolymères avec 50 % EMA et 1 % MAA. Les NPs ont été préparées dans l’eau. Les barres d’erreur 

correspondent à l’écart-type sur au moins trois mesures indépendantes.   

Le rendement quantique augmente fortement avec l’augmentation de la fraction des 

monomères hydrophobes dans les polymères (figure 33A). Pour les copolymères 

EMA/HEMA, le rendement quantique passe de moins de 20 % avec 25 % mol EMA à 

plus de 60 % avec 75 % mol EMA. Cependant le rendement quantique n’augmente 

plus au-delà. La nature du monomère hydrophobe influence aussi le rendement 

quantique. En se plaçant à un ratio de 1 : 1 de HEMA/monomère hydrophobe, le 

rendement quantique a tendance à augmenter dans l’ordre suivant MMA < EMA < 

PMA < BzMA ~ BMA (figure 33B). Au contraire la nature des monomères hydrophiles 

ne montre pas d’influence significative sur le rendement quantique (figure 33C). 

L’augmentation des rendements quantiques avec l’hydrophobie du polymère, associée 

aux changements observés précédemment sur les spectres d’absorption suggèrent 

une tendance des polymères plus hydrophobes à diminuer l’agrégation des 

fluorophores au sein de la matrice polymérique. 
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Figure 34. Rendement quantique en fonction du log P calculé des copolymères. Tous les polymères 

contiennent 1 % MAA et 10 % R18/F5-TPB et ont été encapsulés dans les NPs. Chaque couleur 

correspond à une série de copolymère contenant un monomère hydrophobe donné. Les NPs ont été 

préparées dans l’eau. Les barres d’erreur correspondent à l’écart-type sur au moins trois mesures 

indépendantes.   

La figure 34 confirme que le rendement quantique des NPs tend généralement à 

augmenter avec l’hydrophobie du polymère. Cela est particulièrement vrai pour les 

polymères ayant un log P < 3 qui donnent des rendements quantiques entre 10 et 35 

%. Néanmoins, pour les polymères avec des log P > 3, la variation du rendement 

quantique des NPs obtenues est moins claire, spécialement pour les rendements 

quantiques les plus élevés (autour de 60 %).  
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Figure 35. Effet de la longueur de chaine de la rhodamine sur le rendement quantique. (A) Structure de 

la rhodamine Rn portant une chaine de longueur variable (n=4 à 18). (B) Rendement quantique des 

NPs de PMMA- ou PEMA-COOH 2% chargées avec 10 % Rn/F5-TPB.  

D’un autre côté, la longueur de la chaine de la rhodamine a été diminuée de 18 à 12, 

8 puis 4 carbones (R18, R12, R8, R4, figure 35). L’hydrophobie de la rhodamine 

semble avoir une influence plus faible sur le rendement quantique. Pour les NPs 

préparées à partir de PMMA-COOH 2%, le rendement quantique passe de 50 % avec 

la rhodamine R18 à plus de 60 % pour les rhodamines portant une plus courte chaine 

carbonée. Cependant avec un polymère plus hydrophobe comme le PEMA-COOH 

2%, cette légère différence de rendement quantique observée précédemment entre 

les différentes rhodamines est moins marquée.   

Les différences de vitesse de précipitation du fluorophore et des polymères peuvent 

être à l’origine de ces différences de fluorescence. Le fluorophore R18/F5-TPB seul 

peut précipiter et former des NPs. Concernant les copolymères les plus hydrophiles, 

la précipitation des fluorophores est probablement plus rapide que la précipitation des 

polymères. Cela conduit à la formation de regroupement ou d’agrégats de fluorophores 

qui diminuent le rendement quantique. Si le fluorophore et le polymère ont des vitesses 

de précipitation similaires, le fluorophore sera incorporé de manière homogène dans 

la matrice polymérique donnant des rendements quantiques plus élevés. Les 

rendements quantiques les plus élevés correspondent aux polymères ayant des 

vitesses de précipitation les plus proches de celle des fluorophores. Les variations 

observées précédemment pour les polymères les plus hydrophobes peuvent venir de 

l’influence de l’environnement direct du fluorophore qui est alors lié à la nature et la 
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chimie du polymère ou aux différences de températures de transition vitreuse des 

polymères.[200]  

Contrôle du clignotement  

Le comportement collectif des fluorophores qui conduit au clignotement de la particule 

entière, est basé sur le transfert d’énergie ultra-rapide entre eux.[8] Pour que la 

particule clignote, l’énergie d’excitation doit circuler suffisamment rapidement entre 

quasi tous les fluorophores pour avoir une chance d’être transférée à une espèce noire 

ou non fluorescente avant l’émission de fluorescence. Cela va éteindre toute la 

particule. La vitesse du transfert d’énergie est dépendante de l’orientation relative des 

fluorophores et de la distance qui les sépare.[201] Dans une étude préliminaire, il a en 

effet été observé que le clignotement des NPs de PLGA dépend fortement de la 

distance entre les fluorophores et qu’augmenter leur concentration conduit à un 

clignotement plus rapide.[173]  De plus des différences du clignotement en fonction de 

différents types de matrice polymérique ont également été observées. Les NPs de 

PLGA semblent avoir un transfert d’énergie plus rapide qui résulte de distances 

interfluorophores plus courtes que les NPs de polymères plus hydrophobes tels que le 

PMMA. On suppose que cela est lié à une organisation différente des fluorophores 

dans la matrice polymérique. Dans le cas du PLGA, les fluorophores sont condensés 

et forment un noyau au centre de la particule. Pour le PMMA, les fluorophores sont 

dispersés dans la matrice de manière plus homogène. Nous avons donc postulé que 

le contrôle du clignotement ainsi qu’une optimisation de la fluorescence des particules 

étaient possibles par ajustement de leur organisation au sein de la matrice polymérique 

en jouant notamment sur la chimie du polymère. Pour essayer de comprendre les 

paramètres qui régissent le clignotement des particules et le contrôler de manière 

adéquate, nous avons, dans un premier temps, préparé des NPs à base de polymères 

d’hydrophobie différente, chargées avec R18/F5-TPB.  

La fluorescence de ces NPs a été étudiée par imagerie de particule unique. Pour cela, 

les NPs ont été déposées sur une surface et imagées par microscopie TIRF. Les 

images obtenues permettent d’avoir accès à l’intensité de fluorescence en fonction du 

temps pour chaque particule. Nous considérons qu’une particule clignote lorsqu’elle 

franchie au moins une fois la barre des 20 % de l’intensité maximale. Les résultats 

montrent cependant une forte dépendance de la taille des NPs sur le clignotement. En 
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effet la figure 36 montre que plus la taille des particules est petite, plus le clignotement 

est important. Or la taille des NPs est également liée à l’hydrophobie.  

 

Figure 36.Tracé du clignotement des NPs en fonction de leur taille moyenne. Les NPs préparées à partir 

de polymères composés de différents monomères hydrophobes et de 2% (mol) de MAA sont chargées 

avec 10% R18/F5-TPB.  

Afin d’obtenir une analyse plus fine et de s’affranchir de l’effet de taille des NPs, nous 

avons ensuite synthétisé des NPs avec des polymères d’hydrophobie différente mais 

donnant une taille similaire (Figure 37). Pour cela nous avons utilisé, le travail effectué 

sur le contrôle de la taille (Partie 3.1) en assemblant différents monomères 

(hydrophobes/hydrophiles) et en ajustant la taille des NPs avec plus ou moins de 

groupements chargés. La figure 37B montre la gamme de log P de 8.5 à 2.31 couvert 

par les NPs de type méthacrylate avec une taille comprise entre 21 et 33 nm. Afin 

d’agrandir cette gamme vers des hydrophobies plus faibles (jusqu’à -0.23), nous avons 

ajouté les NPs de PLGA qui donnent des tailles légèrement plus grandes que les NPs 

de méthacrylate. Les NPs seront imagées ultérieurement de manière individuelle et 

leur clignotement analysé.  
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Figure 37. (A) Structure chimique des polymères type méthacrylate et les monomères utilisés. (B) 

Tableau regroupant la gamme de polymères utilisés pour l’étude du clignotement. Le diamètre des 

particules résultantes est également indiqué ainsi qu’une estimation de l’hydrophobie des polymères. 

L’hydrophobie des polymères utilisés pour former les NPs, a une grande influence sur 

leurs propriétés photophysiques en particulier sur le rendement quantique. 

L’organisation des fluorophores au sein de la particule est fortement affectée par la 

nature du polymère essentiellement en raison de l’influence du polymère sur la 

formation des NPs. D’un autre côté, l’étude du clignotement des particules a permis 

de mieux comprendre les éléments intervenant dans la fluctuation de l’intensité de 

fluorescence et le comportement collectif des fluorophores. La taille des particules 

semble avoir une influence majeure sur le clignotement des particules. La gamme de 

NPs de même taille avec différentes hydrophobies devrait nous donner plus 

d’informations concernant les autres moyens d’influencer l’intermittence du signal 

fluorescent et surtout à quel point l’hydrophobie du polymère peut impacter celui-ci. Il 

serait également nécessaire d’appliquer une analyse plus fine des différents profils de 

clignotement (complet, partiel). Ceci nous permettrait d’aller encore plus loin dans la 

compréhension de ces systèmes dans le but de contrôler le clignotement des 

particules.  

 

Une partie de ces résultats a été publié dans l’article joint en annexe :  

Article 3 : Controlling Size and Fluorescence of Dye-Loaded Polymer 

Nanoparticles through Polymer Design. Rosiuk, V., Runser, A., Klymchenko, A. & 

Reisch, A. Langmuir 35, 7009–7017 (2019).  

Monomères hydrophiles

% Acide lactique % Acide glycolique Taille (nm) log P 

50 50 39 -0.23

65 35 39 -

75 25 30 0.26

100 0 39 0.83

% Hydrophile % Hydrophobique % Chargé 

HEMA-75 EMA-25 MAA-5 33 2.31

HEMA-75 BMA-25 MAA-5 24 3.37

HEMA-75 BzMA-25 MAA-5 28 3.52

MEMA-75 PMA-25 MAA-5 22 5.66

- EMA-100 MAA-5 25 6.39

MEMA-50 PMA-50 MAA-5 26 6.61

HEMA-25 PMA-75 MAA-5 21 6.8

MEMA-25 PMA-75 MAA-5 27 7.56

- PMA-100 SMA-1 31 8.5
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Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

 Dans ce chapitre, nous nous intéressons tout particulièrement aux interactions 

des NPs dans l’environnement intracellulaire. D’une part il s’agit de rendre furtives les 

NPs. Pour cela, la surface des NPs doit être adaptée en parallèle de la taille pour éviter 

les interactions non spécifiques dans le cytoplasme. D’autre part, il faut créer des 

interactions spécifiques à l’aide d’un ligand entre la NP et la biomolécule d’intérêt pour 

pouvoir marquer et suivre cette dernière au niveau intracellulaire.  

Nous proposons, ci-dessous, une nouvelle approche pour traiter la surface des NPs à 

base de groupements zwittérioniques capables de réduire l’adsorption de protéines 

tout en conservant la petite taille et la brillance des NPs. Par la suite, nous 

présenterons l’approche et la preuve du concept pour la fonctionnalisation des NPs 

zwittérioniques. 

5.1 Nanoparticules zwittérioniques  

 Pour se déplacer librement dans les milieux biologiques, les NPs doivent être de 

petites tailles mais elles doivent également limiter les interactions non spécifiques. 

Nous avons en effet démontré précédemment que la taille limite pour diffuser librement 

dans le cytosol était de 23 nm. Mais la surface des NPs joue également un rôle 

important sur le comportement des NPs dans les systèmes biologiques et peut affecter 

la diffusion des NPs dans le cytosol. [202,203] La chimie de surface des NPs va en 

effet déterminer les interactions avec les protéines et macromolécules 

intracellulaires.[14,204] En particulier, l’adsorption de protéines à la surface de la NP 

conduit à la formation d’une couche de protéine qui va affecter son 

comportement.[153,205,206]  Cela empêchera notamment la diffusion libre des NPs 

dans le cytosol. La modification de surface des particules est donc indispensable. 

Différentes stratégies existent mais la plus courante est l’introduction de groupements 

PEG sur les NPs.[207,208] Afin d’être efficace, la couche de PEG à la surface 

augmente considérablement le diamètre des particules d’une dizaine de nm. 

[15,209,210] Une alternative à la PEGylation est l’utilisation de groupements 

zwittérioniques (ZI) qui vont mimer le type de surface que l’on retrouve sur la couche 

externe de la membrane cellulaire.[211,212] Les zwittérions sont des groupements 
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très hydrophiles composés de leur propre paire d’ions de charges opposées. Leur 

mécanisme est donc basé sur la forte hydratation de ces groupements et le fait qu’il 

n’y ait pas de charge nette résultante.[213] L’avantage de l’enrobage des NPs avec 

des groupements ZI procure une couche très fine limitant l’augmentation du diamètre 

de la particule contrairement à la PEGylation. Les ZI de type carboxybétaine, 

sulfobétaine et phosphorylcholine, peuvent être utilisés pour traiter la surface des NPs. 

Mais ces enrobages à base de groupements ZI ont pour la plupart été développés pour 

des NPs inorganiques.[214–216]  

Afin de rendre nos NPs furtives, nous avons développé une nouvelle approche 

permettant d’assembler des petites NPs de polymères fluorescentes et résistantes à 

l’adsorption de protéines par nanoprécipitation. Nous avons synthétisé par 

polymérisation radicalaire des copolymères de type méthacrylate portant des 

groupements zwittérioniques (ZI) et sulfonate (SO3H). Les fractions des groupements 

ZI et SO3H varient respectivement de 0 à 10 mol% et de 1 ou 2 mol%. La partie 

restante du polymère (~90 %) est composée de groupements méthacrylates d’alkyle 

dont la longueur de la chaine alkyle varie du méthyle au butyle (MMA, EMA, PMA, 

BMA). La présence de chaines alkyles plus hydrophobes permet de contrebalancer la 

quantité non négligeable de groupements hydrophiles dans le polymère. L’introduction 

de 10 % ZI n’a qu’une légère influence sur la taille des NPs de PMMA-ZI-SO3H. Elles 

atteignent 11 et 9 nm de diamètre pour les NPs à base de polymères portant 

respectivement, 1% et 2% de sulfonate indiquant que les groupements ZI n’affectent 

pas le processus de formation des NPs. Cependant la taille des NPs obtenues à même 

pourcentage en SO3H, augmente avec l’hydrophobie du groupe méthacrylate d’alkyle 

dans l’ordre suivant MMA < EMA < PMA < BMA passant de 11, 14, 22 à 35 nm 

respectivement.  

Pour les rendre fluorescentes, 10 à 20 % de R18/F5-TPB ont été encapsulés dans les 

NPs ZI.  La stabilité de ces particules zwittérioniques a été évaluée par FCS. A 10 % 

ZI, les NPs ne montrent ni changement de taille, ni signes d’agrégation même dans 1 

M de NaCl. De même, en présence de FBS, les NPs à 10% de ZI ne montrent pas de 

changement significatif de taille indiquant également une excellente résistance à 

l’adsorption de protéines. Cette stabilité en présence de protéines est cependant 

moins efficace pour les polymères plus hydrophobes en particulier pour ceux avec 

BMA. Afin d’étudier le comportement des NPs dans les cellules, ces dernières ont été 
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microinjectées dans le cytosol et observées au microscope à épifluorescence. Nous 

avons comparé les NPs ZI composées des différents groupements méthacrylate 

d’alkyle avec les NPs de PMMA-SO3H PEGylées. Les NPs de PMMA-ZI 10%-SO3H 

1% et PEMA-ZI 10%-SO3H 1% montrent une distribution dans tout le cytosol. La 

diffusion des particules ZI se voit cependant réduite lorsque la taille des particules 

augmente. La grande brillance de ces particules, nous a ensuite permis de les suivre 

de manière individuelle. L’étude de leurs trajectoires montre une diffusion de type 

Brownien pour les NPs PEMA-ZI 10%-SO3H 1%. Ainsi, les NPs de PEMA-ZI 10%-

SO3H 1%., avec un coefficient moyen de 0.8 µm².s-1, diffusent jusqu’à quatre fois plus 

vite que les NPs de PMMA-SO3H 1% PEGylées qui ont un coefficient de diffusion 

moyen de 0.2 µm².s-1. Les NPs de PMMA-ZI 10%-SO3H 1% possèdent un coefficient 

de diffusion légèrement plus faible, de 0.65 µm².s-1 par rapport aux NPs de PEMA-ZI 

10%-SO3H 1%. Concernant les NPs un peu plus grandes, composées de PPMA-ZI 

10%-SO3H 1%, le coefficient de diffusion moyen est de 0.25 µm².s-1, clairement 

inférieur à celui des NPs de PEMA-ZI 10%-SO3H 1%.  

Grâce à la conception de polymères amphiphiles portant des groupements ZI et 

chargés, nous pouvons formuler des NPs de la taille de l’ordre des protéines avec des 

brillances suffisamment élevées pour permettre une bonne précision de localisation 

par microscopie de fluorescence. La fine pellicule de ZI à la surface des NPs assure 

une excellente stabilité dans les milieux biologiques. De plus, leur excellente brillance 

a rendu possible d’imager ces NPs de manière individuelle dans le cytoplasme. L’étude 

de leur trajectoire a montré que les NPs ZI sont plus efficaces en terme de diffusion 

que les NPs PEGylées en raison de l’augmentation du volume de la particule par 

l’enrobage de PEG. Ces petites NPs furtives sont donc prometteuses pour le suivi de 

molécules uniques avec des résolutions spatio-temporelles élevées dans les cellules 

vivantes.  

Ce travail a été publié dans ACS Applied Materials and Interfaces et est joint ci-

dessous. 
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Article 5 : Zwitterionic Stealth Dye-Loaded Polymer 

Nanoparticles for Intracellular Imaging.  

  

 



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

128 

 



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

129 

 



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

130 

  



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

131 

  



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

132 

 



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

133 

  



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

134 

 



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

135 

 



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

136 

  



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

137 

 



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

138 

 



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

139 

 



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

140 

 



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

141 

 



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

142 

 



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

143 

 



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

144 

 



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

145 

 



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

146 

5.2 Fonctionnalisation des nanoparticules 

 Le but de ces NPs est de pouvoir marquer de manière spécifique des molécules 

ou complexes intracellulaires comme la dynéine. Pour un marquage spécifique, ces 

NPs doivent être fonctionnalisées par ajout d’un ligand à leur surface capable de se 

lier spécifiquement à la protéine intracellulaire. Idéalement, les biomolécules d’intérêts 

ne devront portées qu’une seule copie du marqueur fluorescent et vice versa afin de 

ne pas altérer leurs fonctions et leur diffusion.  

 

Figure 38. Stratégie pour le marquage de biomolécules intracellulaires. 

L’approche retenue pour fonctionnaliser les NPs est montrée figure 38. Certaines 

stratégies de marquage de protéines reposent sur la fusion de la biomolécule à suivre 

avec un fragment d’enzyme qui peut ensuite réagir avec des groupements ou substrats 

spécifiques.[217] Parmi elles, la technologie SNAP-tag a déjà été utilisée avec succès 

pour le marquage de protéines avec des QDs.[218–220] Elle permet de produire une 

protéine de fusion portant le tag O6-alkylguanine-DNA alkyl transférase humaine 

(AGT) qui réagit spécifiquement avec un groupement O6-benzylguanine (BG) porté 

par la NP.[221] Cela nécessite d’introduire la BG sur la NP. L’introduction de ce 

groupement sera effectuée par chimie clic via un dibenzocyclooctyne-amine 

(DBCO).[222] Cette réaction requiert la présence d’un groupement azide à la surface 

de la particule. Mais la difficulté est de s’assurer que le groupement réactif, ici le 

groupement azide, soit exposé à la surface des particules et non encapsulé à l’intérieur 
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de la particule lors de la nanoprécipitation. Dernièrement, notre groupe a démontré 

que la présence d’un groupement chargé tel qu’un groupement carboxylate sur un 

espaceur assurait l’exposition du groupement réactionnel à la surface de la particule 

après nanoprécipitation.[132,133]  La fonctionnalisation s’effectura donc en deux 

temps. La première étape consistera à modifier le polymère avec un espaceur portant 

le groupement azide et un groupement chargé. Après formation des NPs, ces 

dernières pourront réagir par chimie clic avec DBCO portant le groupement BG. 

Dans cette partie, nous avons validé cette stratégie de fonctionnalisation par un 

système de transfert d'énergie par résonance de type Förster (FRET). Pour cela nous 

avons synthétisé l’espaceur portant un groupement réactionnel azide et un 

groupement sulfonate qui a pour rôle de maintenir l’espaceur vers l’extérieur de la 

particule et d’assurer la petite taille des NPs.   

 

Figure 39. Preuve du concept pour la fonctionnalisation : modification d’un polymère zwittérionique 

PMMA-ZI 10%-PFMA 1% avec un espaceur portant un groupement sulfonate et azide. Après 

nanoprécipitation les NPs sont fonctionnalisées avec une sulfoCy5.  

Celui-ci a ensuite été inséré sur un polymère de type méthacrylate de méthyle portant 

1 % de groupement méthacrylate de pentafluorophényle (PFMA) (figure 39).[223] 

Après formation de NPs chargées avec 20 % R18/F5-TPB, elles ont réagi avec DBCO 

portant une sulfo cyanine 5 (sulfoCy5). La fonctionnalisation a ensuite été confirmée 

par observation d’un signal FRET après purification des NPs sulfoCy5.   

La synthèse de l’espaceur NH2-L-SO3H-N3 commence à partir de l’acide cystéique 

(Figure 40). Dans un premier temps, la fonction amine est protégée par un groupement 

boc. Puis le couplage avec l’azidopropyl amine par réaction peptidique permet 

d’obtenir le synthon 1 avec un rendement de 42 %. Dans un premier temps, la 

modification du polymère a été réalisée directement avec le synthon 1 mais a échoué. 

Nous avons donc supposé que la charge du sulfonate empêche la modification du 

polymère s’il est trop près du groupement amine réactionnel. C’est pourquoi, le second 
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synthon porte une chaine de trois carbones qui sert à éloigner le groupement sulfonate 

de l’espaceur du groupement amine qui devra réagir avec le polymère ultérieurement. 

La réaction peptidique entre 1 et 2 est réalisée via un ester NHS activé. L’espaceur 

obtenu boc-NH-L-SO3H-N3 a été caractérisé par RMN-1H et spectrométrie de masse.  

Pour la modification du polymère, un poly(méthacrylate de méthyle) portant 10 %(mol) 

ZI et 1 %(mol) de groupement méthacrylate de pentafluorophényle (PFMA) (PMMA-ZI 

10%-PFMA 1%, Figure 39) a été synthétisé par polymérisation radicalaire. Le spectre 

RMN-19F indique la présence du groupement PFMA après purification du polymère. 

Ce groupement permet d’activer le groupement COOH et de réaliser la modification 

dans des conditions plus douces qui faciliteront ensuite la purification du polymère 

modifié.[223,224]  Le groupement PFMA est alors remplacé par l’espaceur déprotégé 

NH2-L-SO3H-N3 par simple mélange du polymère et de l’espaceur dans le solvant 

approprié. Le suivi de la modification par RMN-1H est impossible du fait de la faible 

fraction du groupement PFMA initial sur le polymère (1%). Cependant la RMN-19F du 

polymère modifié montre une quasi-totale disparition des pics du groupement PFMA 

suggérant une modification partielle du polymère.  

 

Figure 40. Synthèse de l'espaceur boc-NH-L-SO3H-N3.  
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Afin de démontrer la preuve du concept, nous avons utilisé un système FRET. Pour 

cela les polymères PMMA-ZI 10%-N3 1% et PMMA-ZI 10%- PFMA 1% ont été dissous 

dans un mélange acétonitrile/méthanol (8 : 2) à 10g.l-1. Des NPs de PMMA-ZI 10%-N3 

1% et PMMA-ZI 10%- PFMA 1% contenant 20 % R18/F5-TPB ont été préparées par 

nanoprécipitation. Les mesures de taille par DLS de ces NPs (Figure 41A) montrent 

une diminution du diamètre pour les particules de PMMA-ZI 10%-N3 1% suggérant, ici 

aussi, la présence du groupement SO3H de l’espaceur NH2-L-SO3H-N3 sur le 

polymère. La taille des NPs est cependant significativement plus grande que les NPs 

de PMMA-ZI 10 %-SO3H 1% indiquant que la modification n’est pas complète et/ou 

que le groupement sulfonate de l’espaceur est moins efficace que le groupement 

sulfonate du polymère PMMA-ZI 10 %-SO3H 1%.  

 

Figure 41. (A) Tailles des NPs de PMMA-ZI 10%-PFMA 1% ou -N3 1% chargées à 20 % R18/F5-TPB 

et les NPs de PMMA-ZI 10%-SO3H 1% chargées avec 10 % R18/F5-TPB obtenues par DLS. (B) 

Spectres de fluorescence pour les NPs PMMA-ZI 10%-N3 fonctionnalisées (en noir) ou non (en rouge) 

avec DBCO-sulfoCy5 et des NPs PMMA-ZI 10%-PFMA 1% en présence de DBCO-sulfoCy5 (en bleu) 

après purification. Les NPs ont été excitées à 530 nm. Elles sont chargées avec 20 % R18/F5-TPB avec 

un ratio D/A égal à 12.   

Enfin ces NPs-N3 ont ensuite été fonctionnalisées par chimie clic avec DBCO-sulfoCy5 

avec un ratio de 12 donneur/accepteur (Figure 39). Après purification par 

chromatographie d’exclusion stérique, les NPs-sulfoCy5 ont été caractérisées par 

spectrométrie de fluorescence. Les spectres obtenus sont représentés figure 41B. On 

observe une diminution de l’intensité du pic à 580 nm pour les NPs sulfoCy5 (spectre 

noir) accompagnée d’une apparition du pic à 670 nm indiquant un transfert d’énergie 



Partie 5 : Interactions des nanoparticules 

150 

entre la rhodamine R18/F5-TPB et la sulfoCy5. Le contrôle négatif pour les NPs non 

fonctionnalisées mais mises en présence de DBCO-sulfoCy5 (NPs PFMA + DBCO-

sulfoCy5, spectre bleu) montre également un transfert d’énergie moindre entre 

l’accepteur et le donneur. Ce signal FRET ne devrait pas être présent pour ces NPs 

suggérant un problème de purification. Cet effet n’a pas été observé sur les premiers 

essais avec les polymères non ZI. Il résulte probablement des sulfoCy5 piégées par 

les groupements ZI à la surface des particules qui ne sont pas éliminées lors de la 

purification.  

Les résultats ci-dessus ont permis de démontrer la preuve du concept de 

fonctionnalisation des NPs PMMA-ZI 10%-N3 1%. Le polymère PMMA-ZI 10%-N3 1% 

a été modifié partiellement avec l’espaceur synthétisé NH2-L-SO3H-N3. Les NPs 

PMMA-ZI 10%-N3 1% à 20 % R18/F5-TPB ont été ensuite assemblées donnant une 

taille de 43 nm. La seconde partie de la fonctionnalisation a été validée par FRET par 

observation d’un transfert d’énergie entre les fluorophores R18/F5-TPB à l’intérieur 

des particules et la sulfoCy5 à la surface. La stratégie décrite ci-dessus nécessite 

encore une optimisation au niveau de la taille des NPs en ajoutant un groupement 

SO3H sur le polymère afin d’atteindre des tailles de l’ordre des protéines et une 

amélioration de la purification des NPs ZI fonctionnalisées. Ces NPs pourront alors 

être fonctionnalisées avec la BG avant d’être microinjectées dans le cytosol de cellules 

transfectées et ainsi marquées les dynéines portant un SNAP-tag.  
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Conclusion et perspectives 

 L’objectif de ce projet de thèse était de développer des NPs de polymères 

fluorescentes comme marqueurs pour l’imagerie intracellulaire et super-résolutive en 

prenant en compte toutes les contraintes liées à l’imagerie intracellulaire telles que la 

taille, la fluorescence et les interactions des particules. 

Dans un premier temps nous avons mis au point une méthode permettant de contrôler 

la taille des NPs de polymères préparées par nanoprécipitation. Cette méthode permet 

de maitriser le diamètre des NPs obtenues par ajout de groupements chargés, en 

variant la composition du polymère, la concentration ou encore par ajout de sels dans 

la fraction aqueuse de nanoprécipitation. Cette étude sur la taille des particules a 

montré que nous pouvions diminuer le diamètre jusqu’à 7 nm tout en conservant une 

brillance suffisante pour leur détection en microscopie de fluorescence. Nous sommes 

donc en mesure de formuler des NPs ultrapetites  15 nm  mais aussi de construire 

des gammes de taille de NPs pour un polymère donné ou des gammes de NPs de 

même taille mais de composition différente. Ces gammes de NPs peuvent être utiles 

pour étudier divers paramètres dans les cellules. Les NPs ayant des tailles différentes, 

ont contribué à déterminer une taille critique < 25 nm permettant de franchir la 

membrane cytoplasmique par électroporation puis une taille ≤ 23 nm pour diffuser 

librement dans le cytosol.  

L’optimisation de la brillance est indispensable afin d’augmenter la précision et la 

vitesse de localisation des NPs fluorescentes en imagerie de molécules uniques. Les 

NPs chargées avec des complexes de lanthanide et chargées avec la rhodamine ont 

montré des brillances supérieures à 107 M-1cm-1. Cela non seulement facilite leur 

détection mais permet en même temps de diminuer la puissance d’illumination des 

échantillons et donc la phototoxicité sur les cellules vivantes. D’un autre côté, 

l’organisation des fluorophores au sein de la particule et donc la fluorescence est 

fortement affectée par la nature du polymère cela est due en grande partie à la 

l’influence du polymère sur la formation des NPs. Néanmoins la taille des particules 

joue un rôle majeur concernant le phénomène clignotement et masque l’influence 

d’autres paramètres.  
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Enfin l’élaboration de NPs furtives a conduit à la conception de NPs zwittérioniques 

Leur comportement dans le cytosol en fonction de la taille des particules et de leur 

chimie de surface a montré une meilleure diffusion des NPs zwittérioniques par rapport 

aux NPs PEGylés et une excellente stabilité vis-à-vis des milieux biologiques. D’autre 

part, la preuve du concept concernant la fonctionnalisation des NPs a été démontrée 

par un système FRET. Celle-ci s’effectue en deux étapes. Le concept n’a pour l’instant 

été démontré qu’en couplant DBCO-sulfocy5 sur les NPs ZI.  Mais cela reste 

encourageant. Leur petite taille, leur grande brillance et leur surface non interactives 

rendent déjà ces particules prometteuses pour des applications de suivi de molécules 

individuelles au niveau intracellulaire en particulier pour le suivi de biomolécules qui 

se déplacent rapidement dans le cytoplasme telles que les moteurs moléculaires.  

Les points clés restant à éclairer concernent essentiellement le contrôle du 

clignotement des NPs et l’optimisation de la fonctionnalisation. L’utilisation d’une 

gamme de NPs de même taille avec variation de l’hydrophobie du polymère devrait 

nous aider à comprendre l’influence de l’hydrophobie et ses limites sur le 

comportement collectif des fluorophores. En second lieu, la classification des différents 

profils de clignotement (continu, complet ou partiel) ainsi que la fréquence de la 

fluctuation du signal fluorescent, nous apporteraient encore une plus grande 

compréhension et peut-être un contrôle du clignotement des particules à terme. Par 

ailleurs, la stratégie de fonctionnalisation doit être optimisée au niveau de la taille des 

NPs, afin d’atteindre des tailles de l’ordre des protéines et au niveau de la purification 

des NPs ZI fonctionnalisées. En même temps, il serait intéressant d’avoir un moyen 

de suivre la réaction de modification du polymère et d’estimer le pourcentage de 

modification. Ces NPs pourront ensuite être fonctionnalisées avec la BG avant d’être 

microinjectées dans le cytosol de cellules transfectées et ainsi marquées les dynéines 

portant un SNAP-tag.  

A plus ou moins moyen terme, ces NPs, biocompatibles, faciles à synthétiser et à 

assembler ont le potentiel de surpasser les NPs fluorescentes actuellement sur le 

marché et peuvent aspirer être à l’origine d’une nouvelle génération de marqueurs 

fluorescents en particulier pour le suivi de molécule individuelle. Les potentiels progrès 

dans ce domaine pourraient également ouvrir la voie à de nouveaux types de 

microscopie de fluorescence permettant d’imager des molécules individuelles en plein 

travail directement dans les cellules par imagerie super-résolutive. A terme, cela 
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permettrait non seulement de mieux comprendre les mécanismes moléculaires à 

l’origine de diverses pathologies mais aussi de contribuer au développement d’outils 

diagnostics de plus en plus efficaces, faciles d’accès et d’emploi ainsi qu’à l’émergence 

de nouvelles thérapies.   
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Article 2 : Protein-Sized Dye-Loaded Polymer Nanoparticles for 

Free Particle Diffusion in Cytosol. 
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Anne RUNSER 

Nanoparticules de polymères 
fluorescentes,  

ultrapetites, ultrabrillantes et furtives 
pour le suivi intracellulaire et l’imagerie 

super-résolutive 

 

 

Résumé 

L’observation de processus biologique à l’échelle moléculaire est possible aujourd’hui grâce à 

l’imagerie de fluorescence. Cependant suivre des biomolécules individuelles à l’intérieur de cellules 

requiert des sondes très brillantes, capables de se déplacer dans tout le cytosol en interagissant 

uniquement avec la cible intracellulaire. Les nanoparticules de polymères fluorescentes ont l’avantage 

d’être biocompatibles, flexibles en plus d’être très brillantes. Dans ce projet de thèse, nous avons 

développé des nanoparticules de polymères chargées en fluorophores en tant que sondes pour 

l’imagerie intracellulaire. Nous avons ainsi élaboré une méthode permettant de contrôler la taille des 

particules et d’obtenir des particules avec un diamètre < 9 nm. La brillance de ces nanoparticules à 

base de complexes de lanthanides ou de rhodamine facilite leur détection et permet en même temps 

de diminuer la phototoxicité sur les cellules vivantes. D’un autre côté, la conception de nanoparticules 

zwittérioniques a permis de limiter les interactions non spécifiques dans le cytoplasme sans augmenter 

le diamètre des particules. Enfin, la fonctionnalisation de ces particules de polymères offre la possibilité 

d’être des outils très performants pour le suivi de biomolécules intracellulaires. 

Mots-clés : nanoparticules de polymères fluorescentes, zwittérion, furtives, ultrapetites, imagerie 

intracellulaire 

 

Résumé en anglais 

Visualization of biological processes at molecular level is made possible by fluorescence imaging. 

However tracking single biomolecules inside cells requires very bright probes capable to move in the 

whole cytosol and interacting exclusively with the intracellular target. Fluorescent polymer 

nanoparticles have the advantages of the biocompatibility and flexibility in addition to be very bright. In 

this thesis project, we developed dye-loaded polymer nanoparticles for intracellular imaging. We then 

developed a method allowing to control size of particles and to reach particle sizes < 9 nm. The 

brightness of the nanoparticles loaded with lanthanide complexes or rhodamine made easier their 

detection and decreased their phototoxicity in living cells. On the other hand, the design of zwitterionic 

nanoparticles was able to prevent non-specific interactions in the cytosol without increasing the particle 

diameter. Finally, the functionalisation of these polymer nanoparticles offered the possibility to be very 

powerful tools for tracking intracellular biomolecules.  

Keywords: polymer fluorescent nanoparticles, zwitterion, stealth, utlrasmall, intracellular imaging 


