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RÉSUMÉ SUCCINCT

Les astrocytes sont des cellules essentielles au maintien de l’homéostasie du système

nerveux central (SNC). Ce ne sont pas des cellules électriquement excitables, mais

l’évolution des techniques de microscopie optique et le développement de sondes

calciques à haute résolution temporelle a permis de mettre en évidence qu’il existe un

« langage » au sein des astrocytes qui reposent sur des variations de la concentration

intracellulaire en ions calciums. On sait désormais que 80-90 % de cette signalisation

prend place dans des microdomaines qui sont localisés au niveau des prolongements

cytoplasmiques les plus fins de l’astrocyte et qu’une partie de cette signalisation est

corrélée à l’activité neuronale.

L’origine de ces signaux calciques est encore mal connue, à l’heure actuelle il n’y a

d’ailleurs pas de caractéristique structurale évidente. Les études en microscopie bi

photoniques ont montré que les récepteurs à l'inositol triphosphate (IP3Rs)

généralement situés sur le réticulum endoplasmique jouent un rôle important dans

cette signalisation, mais à ce jour, le lien entre le réticulum endoplasmique et les

signaux calciques n’a pas été formellement établi. La difficulté principale résulte du fait

que ces microdomaines sont d’une taille inférieure à la résolution des microscopes

optiques, les études de microscopie électronique sont donc nécessaires pour résoudre

l’ultrastructure fine de ces structures ; de plus, la morphologie des fins prolongements

de l’astrocyte requiert des approches tridimensionnelles pour appréhender leurs

interactions avec les éléments synaptiques.

Dans ce travail de thèse, nous avons tiré profit de nouvelles cryo-méthodes pour

élaborer un protocole de préparation des échantillons pour lamicroscopie électronique

qui préserve autant que possible l’ultrastructure des astrocytes ; nous avons pour cela

comparé différentesméthodes de fixation d’échantillons. Ainsi, l’hippocampe de souris

adultes a été sectionné au vibratome et les coupes ont été soit fixées avec des aldéhydes

soit vitrifiées par congélation haute pression, ou encore fixées par une combinaison de

ces deux méthodes. La préservation de la structure du tissu a ensuite été évaluée et

nous avons ainsi montré que l’approche hybride est la mieux à même de préserver ces

cellules. Il est donc possible de fixer légèrement les tissus avec des aldéhydes avant de
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congeler les échantillons sans que cette étape n’altère l’ultrastructure. Ainsi, le

protocole est compatible avec une fixation par perfusion et peut aussi être utilisé avec

les stratégies de marquage par infrarouge proche permettant d’étudier les astrocytes

par une approche corrélative en microscopie photonique et électronique.

En utilisant la stratégie de préparation des échantillons mise en place, nous avons

ensuite utilisé un microscope à balayage à faisceau d’ions focalisés (FIB/SEM) pour

imager, en 3D, des fragments d’astrocytes avec un voxel isotropique de 4 nm. Nous

avons ensuite mis en place une méthodologie en analyse d’image pour réaliser une

segmentation semi-automatique des fragments d’astrocytes et des compartiments

intracellulaires tels que la mitochondrie, le réticulum endoplasmique ainsi que de

nombreuses synapses. Cette approche nous a permis d’obtenir des mesures

quantitatives morphologiques en 3D : nous avons ainsi démontré la présence de

saccule de réticulum endoplasmique dans les domaines les plus fins de l’astrocyte,

domaines qui sont d’ailleurs dépourvus de mitochondries, mais qui sont les sites de

contact avec les synapses. Nous avons également montré, par un immunomarquage en

3D, que ces compartiments du réticulum contiennent des récepteurs à l’inositol 3-

phosphate, dont le rôle dans la signalisation calcique est connu.

Enfin, j’ai apporté mes compétences en analyse d’image pour segmenter une cellule

Hela qui a été imagée avec la nouvelle technique de cryo-FIB/SEM, une technique qui

permet d’imager en 3 D des échantillons vitrifiés sans qu’il ne soit nécessaire de les

colorer avec des métaux lourds. J’ai ainsi montré qu’il était possible d’utiliser cette

technique non seulement pour étudier l’ultrastructure cellulaire, mais aussi pour

localiser des protéines intracellulaires. Cette approche ouvre donc des perspectives

pour l’étude de l’astrocyte et de son organisation ultrastructurale à l’état natif.
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ABSTRACT

Astrocytes are essential cells that are involved in the maintenance of the central

nervous system (CNS) homeostasis. These cells are not electrically excitable, but the

evolution of optical microscopy techniques and the development of high temporal

resolution calcium probes have made it possible to demonstrate that there is a

'language' within astrocytes that relies on variations in the intracellular concentration

of calcium ions. It is now known that 80-90% of this Ca++ signalling takes place in

microdomains located in the thinnest cytoplasmic extensions of the astrocyte and that

part of this signalling is correlated with neuronal activity.

The origin of these calcium signals is still poorly understood, and at present there are

no obvious structural features. Biphoton microscopy studies have shown that inositol

triphosphate receptors (IP3Rs), generally located on the endoplasmic reticulum, play

an important role in this signalling, but to date the link between the endoplasmic

reticulum and calcium signals has not been formally established. The main difficulty is

that these microdomains are smaller than the resolution of light microscopes, so

electron microscopy studies are needed to resolve the fine ultrastructure of these

structures; moreover, the morphology of the fine extensions of the astrocyte requires

three-dimensional approaches to understand their interaction with synaptic elements.

In this thesis, we took advantage of new cryo-methods to set up an electronmicroscopy

sample preparation protocol that optimally preserves the astrocyte ultrastructure. For

this, we compared different sample fixation methods: adult mouse hippocampi were

sectioned with a vibratome and the sections were either fixed with aldehydes or

vitrified by high-pressure freezing, or fixed by a combination of these two methods.

The preservation of the tissue structure was then assessed and we have shown that the

hybrid approach is the most effective in preserving astrocytes. It is therefore possible

to fix the tissue slightly with aldehydes before freezing the samples without altering the

ultrastructure. The protocol is thus compatible with perfusion fixation and can also be

used with near-infrared branding strategies to study astrocytes by using a correlative

light and electron microscopy approach.
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Using the established sample preparation strategy, we then used a focused ion beam

scanning electron microscope (FIB/SEM) to image, in 3D, astrocyte fragments with a

4 nm isotropic voxel. We then implemented an image analysis methodology to perform

semi-automatic segmentation of astrocyte fragments and intracellular compartments

such as mitochondria, endoplasmic reticulum and numerous synapses. This approach

allowed us to obtain quantitative 3D morphological measurements and we

demonstrated the presence of the endoplasmic reticulum saccule in the thinnest

domains of the astrocytes, domains which are also devoid of mitochondria but which

are the sites of contact with synapses. We also showed, by 3D immunostaining, that

these compartments of the endoplasmic reticulum contain inositol 3-phosphate

receptors, which role in calcium signalling is well known.

Finally, I brought my image analysis skills to segment a Hela cell that has been imaged

with the new cryo-FIB/SEM technique, a technique that allows 3D imaging of vitrified

samples without the need of any staining with heavy metals. I have shown that it is

possible to use this technique not only to study cell ultrastructure but also to localise

intracellular proteins. This approach thus opens up perspectives for the study of the

astrocyte and its ultrastructural organisation in its native state.
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PRÉAMBULE
La microscopie électronique et son évolution ont considérablement amélioré notre

compréhension de l'organisation du système nerveux central (SNC). Cependant, la

morphologie des astrocytes est encore mal décrite et peu d'études, à ce jour, ont

correctement abordé l'organisation subcellulaire des astrocytes in situ.

L'étude de l’ultrastructure des astrocytes représente un véritable défi pour les

microscopistes. Les astrocytes sont de très grandes cellules (diamètre moyen : 50 μm),

mais les extensions les plus fines des astrocytes, les leaflets, peuvent être inférieures à

100 nm, ce qui les rend inobservables en microscopie optique conventionnelle (Khakh

et Sofroniew 2015). Ainsi, les études demicroscopie électronique sont nécessaires pour

résoudre avec précision l'ultrastructure des astrocytes. Cependant, les astrocytes ont

une teneur en eau élevée par rapport à d'autres cellules et sont très sensibles aux

changements osmotiques. La préparation conventionnelle des échantillons en

microscopie électronique a été suggérée comme étant délétère pour préserver la

morphologie des astrocytes. Une étude utilisant la cryofixation (HPF) et la comparant

à la fixation chimique conventionnelle a décrit des changements morphologiques tels

que : moins d'interactions entre les processus astrocytaires et les synapses et moins de

couvertures des vaisseaux sanguins par les extrémités des astrocytes (Korogod,

Petersen, et Knott 2015).

La première partie de mon travail de thèse a consisté à mettre en place un protocole de

préparation des échantillons qui préserve au mieux l’ultrastructure pour l’obtention

d’images enmicroscopes électroniques à balayage à faisceau d'ions focalisé (FIB/SEM ;

Focus Ion Beam/Scanning Electron Microscopy) des astrocytes de la couche

moléculaire du gyrus denté chez la souris. J’ai pu atteindre cet objectif grâce à

l’utilisation de manière combinée de deux techniques de fixation : une fixation

préalable par perfusion intracardiaque au Glutaraldéhyde avec une concentration

réduite permettant de préserver l’osmolarité dans le tissu et la congélation haute

pression suivie de la substitution à froid rendant possible la coloration aux métaux

lourds des membranes cellulaires nécessaires à l’imagerie FIB/SEM. J’ai par la suite
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démontré que ce type de protocole permet un très haut niveau de préservation du tissu

nerveux dans l’hippocampe.

La seconde partie de mon travail de thèse se concentre sur l’étude ultra structurale des

astrocytes. Pour cela, j’ai mis en place, avec l’aide de collaborateurs extérieurs, un

nouveau plan de travail permettant l’analyse de larges volumes de données pour en

tirer des mesures quantitatives permettant de répondre à nos questionnements

biologiques. Mon travail de thèse s’articule en effet avec les études réalisées dans le

laboratoire du Professeur Andréa VOLTERRA, un expert dans l’étude de la

signalisation calcique astrocytaire. Plus particulièrement, les travaux de son équipe ont

permis de lever le voile sur l’incroyable complexité et variabilité de la signalisation

calcique astrocytaire. Mon travail a permis d’obtenir de nombreuses données

morphométriques en lien avec les structures impliquées dans la signalisation calcique

dans plusieurs types cellulaires comme dans l’astrocyte : les mitochondries et le

réticulum endoplasmique. J’ai aussi contribué à décrire plus finement de larges

domaines constitués exclusivement de prolongement très fin de l’astrocyte (diamètre

inférieur à 200 nm) contactant de nombreuses synapses. Pour la première fois, j’ai

démontré la présence de saccules de réticulum endoplasmique isolé au sein de ces

leaflets exprimant des canaux calciques spécifiques à leur membrane. En collaboration

avec cette équipe, nous avons ainsi pu démontrer la présence d’une signalisation

calcique spécifique à ces domaines.

La troisième partie de mon travail de thèse a été réalisé en collaboration avec l’IGBMC

de Strasbourg. Mon travail dans ce projet a consisté à utiliser mon protocole d’analyse

d’image sur une pile d’images 2D d’une cellule HELA obtenue en cryo-microscopes

électroniques à balayage à faisceau d'ions focalisé (Cryo-FIB/SEM) pour obtenir une

reconstruction 3D de cette cellule malgré les moindres contrastes obtenus par cette

méthode d’imagerie. Cette technique permet un niveau supérieur de préservation du

tissu, mais aussi la localisation précise de protéines. Cette étude ouvre donc de

nouvelles possibilités pour l’étude des astrocytes en microscopie électronique.

Pour situer mes travaux de thèses dans leur contexte scientifique, j’introduirai tout

d’abord l’état de l’art en microscopie électronique et en analyse d’image. Par la suite,

j’introduirai les bases biologiques de l’astrocyte ainsi que ses rôles dans le tissu
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nerveux. Je finirai par introduire la signalisation calcique en général, puis plus

précisément au sein de l’astrocyte en insistant sur son rôle potentiel dans la régulation

de la physiologie astrocytaire.
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INTRODUCTION

Chapitre I: La microscopie électronique 3D pour l’étude de

l’organisation du système nerveux central

Le système nerveux central est un objet d’étude complexe. Composé de l’encéphale et

de la moelle épinière le SNC est composés de nombreuses cellules. Parmi ces cellules,

on trouve les neurones, les astrocytes, les oligodendrocytes et les microglies qui

interagissent entre elles et permettant ainsi l’intégration d’une multitude

d’informations. Cette intégration s’exécute toutes les fractions de seconde tout en

produisant une réponse adaptée à l’environnement et aux besoins de l’organisme. La

peau et les organes des sens forment une batterie de capteurs qui vont faire circuler

l’information par l’intermédiaire de fibres nerveuses vers le cerveau en passant par la

moelle épinière. Ces informations seront par la suite traitées au niveau du cerveau pour

être renvoyées vers des effecteurs comme les muscles pour engendrer un

comportement. La compréhension de cette machinerie fine repose en partie sur

l’organisation morphologique de ces cellules dans le tissu et pour cela des techniques

précises sont nécessaires. La microscopie électronique est une de ces techniques et a

fait ses preuves dans l’étude du SNC. Nous allons voir dans ce chapitre les différentes

modalités d’acquisition en microscopie électronique puis nous développerons en

particulier la microscopie électronique 3D en illustrant leurs utilisations par des

exemples d’application dans le domaine des neurosciences.

I. La microscopie électronique

La microscopie électronique repose sur l'irradiation d'un échantillon par un faisceau

d'électrons et la détection de l'électron transmis ou diffusé par l'échantillon.

I.A. La formation d'image

Il existe deux paradigmes pour acquérir une image en microscopie électronique : la

microscopie électronique à transmission (MET) et la microscopie électronique à

balayage (MEB).
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D’une part, en MET l'échantillon doit être placé entre la source d'électrons et la lentille

de détection (Figure I-1, A). L'échantillon doit être suffisamment fin pour que le

faisceau d'électrons puisse le traverser et construire une image sur la lentille. Pour

assurer cette transmission, des sections "ultrafines" (30-100 nm d'épaisseur) sont

collectées et colorées avec des sels de métaux lourds pour augmenter leur contraste.

L'interaction du faisceau avec les structures colorées crée une ombre sur la lentille. La

MET offre une résolution radiale subnanométrique idéale pour étudier l'ultrastructure

d'un échantillon biologique. Cette technique reste la technique la plus résolue en

biologie (J. R. Harris 2015) bien qu'à ses débuts, elle ne permettait pas d'observer en

3D.

D'autre part, le MEB est également basé sur l'interaction entre un faisceau d'électrons

et les structures de l’échantillon. Cependant, les électrons collectés sont soit les

électrons du faisceau primaire rétrodiffusés par l'échantillon soit ceux que l’on nomme

électron secondaire. Les électrons secondaires sont les électrons de l’échantillon

arrachés suite à la rencontre avec le faisceau primaire (un électron primaire peut donc

produire un ou plusieurs électrons secondaires). Les électrons secondaires sont

caractérisés par une très faible énergie et ces derniers permettent l’obtention d’image

de la topologie des échantillons extrêmement résolue. Pour capter ces électrons, le

détecteur est placé du même côté que la source du faisceau qui balaie l'échantillon. Les

électrons sont détectés pour chaque position du faisceau (Figure I-1, B). Le MEB

permet d'obtenir une résolution nanométrique et les électrons secondaires apportent

des informations sur la surface d'un échantillon qui est recouverte de particules

conductrices (Skepper 2000), tandis que les électrons rétrodiffusés apportent des

informations sur l'ultrastructure cellulaire si l’échantillon est inclus en résine et abrasé

pour exposer ses structures internes (Briggman et Bock 2012; Shah, Ruscsák, et

Palmquist 2019).

I.B. L’acquisition 3D

Traditionnellement, en biologie, la MET permet la description en 2D d'un échantillon

biologique tandis que le MEB fournit des images de la topologie d'un échantillon

(électrons secondaires) ou des images 2D d'échantillons abrasés exposant leurs

structures internes (électrons rétrodiffusés). Aujourd'hui, plusieurs stratégies utilisant
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récupération des coupes en série peut être manuelle (Figure I-3, A) ou automatisée à

l’aide d’un dispositif disposé sur l’ultramicrotome (ATUM ; Automated Tape-collecting

Ultramicrotome ; Figure I-3, B) et permets la reconstruction de l'ultrastructure 3Dd'un

échantillon (Hayworth et al. 2015 ; G. W. Knott et al. 2006 ; Nägerl et al. 2007 ; Zito et

al. 1999). Bien que le prélèvement de coupes sériées soit un outil puissant, il présente

certaines limites dues à la nécessité d’aligner les images 2D après l’acquisition afin de

reconstruire l’échantillon. Cette étape peut être réalisée manuellement ou

informatiquement. Cependant, il est évident que pour de très larges volumes de

données avec une haute résolution, il est difficile obtenir une précision équivalente de

façon manuelle à une opération mathématique gérée par informatique. Le temps

d’alignement serait extrêmement long et la qualité de l’information obtenue diminuée

due aux nombreuses sources d’imprécisions causées par un alignement réalisé par un

opérateur humain. Cette dernière étape est donc limitée par les propriétés du matériel

informatique disponible et diminue le volume possible pouvant être observé

(Begemann et Galic 2016). De plus, l’épaisseur des coupes ultrafines pouvant être

obtenue limite la résolution en Z.

Le développement de la microscopie électronique à balayage permettant l’acquisition

de série d’images de la face d’un échantillon en résine (Serial Block Face Scanning

Electron Microscopy en anglais ; SBF/SEM) est une technique reposant sur la

combinaison d’unmicroscope électronique à balayage avec un ultramicrotome (Figure

I-3, C). Ce dispositif permet donc l’imagerie en série de la face du bloc d’échantillon

successivement coupé à l’aide de l’ultramicrotome directement dans la chambre du

MEB. Le SBF/SEM permet d'obtenir une résolution Z allant jusqu'à 25 nm tout en

maintenant la résolution du MEB avec un traitement post-acquisition minimal. Cette

technique comble parfaitement le fossé entre la tomographie électronique à haute

résolution et la microscopie photonique à haute résolution en permettant l'acquisition

de volumes plus importants (Denk et Horstmann 2004).

La SBF-SEM a été utilisée très rapidement pour obtenir des informations sur

l'ultrastructure et la connectivité du tissu nerveux. En effet, elle a permis l’acquisition

d’informations détaillées sur le diamètre des axones, le diamètre des fibres, l'épaisseur

de la myéline et les organelles (Mukherjee et al. 2016).
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I.B.3. Le microscope électronique à balayage à faisceau d’ions focalisés

Des microscopes électroniques à balayage couplés à un faisceau d'ions focalisés ont

d’abord été utilisés en sciences des matériaux et le faisceau d'ions gallium était avant

tout destiné à la réalisation de nanogravures ou le façonnage de pièces à l’échelle

nanométrique. Cependant, ce faisceau d’ions peut également être utilisé pour le

fraisage itératif d’une surface permettant ainsi l’acquisition de piles d’images d’un

échantillon biologique enrobé de résine. Plus précisément, après chaque abrasion, la

surface de l'échantillon est imagée de manière automatisée avec un détecteur d’ions

rétrodiffusés (Figure I-3, D) (Wei et al. 2012) ; ce processus itératif d’abrasion et

d’acquisition d’images permet ainsi d’obtenir une reconstruction en 3D d’un

échantillon biologique (Heymann et al. 2006 ; G. Knott et al. 2008). La résolution en

Z est de 3 à 5 nm, un niveau de précision qui donne la possibilité d’obtenir un volume

avec un voxel isotropique. Il s’agit donc d’un outil de choix pour les biologistes

cellulaires, car il donne l’accès à l'observation des macromolécules et des organites

dans la structure tridimensionnelle de la cellule. Bien que le FIB-SEM n'offre pas la

même résolution latérale que la MET, c'est la seule technique qui permet de collecter

des coupes sérielles avec un champ de vue de quelques dizaines de micromètres carrés

et un voxel isotropique d'environ 5 nm.

L'une des limites du FIB-SEM est le temps d’acquisition (environ 1 minute par image

pour un champ de vue de 100 µm2), comme les instruments ne sont pas toujours très

stables, il est donc difficile d’imager des volumes importants, une limitation qui

empêche en particulier d’obtenir des données connectomiques larges. Un autre défaut

qui peut être constaté sur les piles d’images est la formation d’irrégularités telles que

le « curtaining » (augmentation de la rugosité de l’échantillon à cause du fraisage) et la

redéposition du matériau vaporisé. Pour répondre à ces deux dernières limitations, les

chercheurs ont mis au point une nouvelle technique dite de "stitching" (ou

recombinaison en français) en volume (Hayworth et al. 2015). Cette technique consiste

à découper proprement un bloc d'échantillon et chaque pièce sera imagée une par une.

Il est ainsi possible de suturer par informatique chaque pile d'images avec

suffisamment de précision pour produire des piles connectomiques à grande échelle.

Récemment, une équipe de Janelia a imagé avec le FIB-MEB le ¼ d'un cerveau de
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ait été et soit encore largement utilisée dans le domaine de la biologie cellulaire, il a été

suggéré que cette technique entraînait une modification artéfactuelle de

l'ultrastructure des tissus (Korogod et al., 2015; Möbius et al., 2010a), un constat qui

est apparu à la suite du développement de nouvelles techniques de cryo fixation.

La cryofixation correspond à la vitrification d'échantillons biologiques, qui permet une

meilleure conservation des constituants moléculaires de la cellule, plus proches de leur

état naturel. Cependant, les échantillons biologiques sont principalement constitués

d'eau qui peut être cristallisée lors de la congélation. L'ultrastructure des cellules peut

être endommagée en raison de l'expansion volumique causée par la cristallisation, ce

qui ne se produit pas avec la vitrification. La vitrification est la transformation d'une

substance en un état amorphe semblable à du verre. Pour rendre la vitrification

possible, la température doit diminuer rapidement par immersion dans un liquide

cryogénique (par exemple l'azote liquide) ou par congélation à haute pression (HPF)

(Milne et al. 2013).

L'échantillon 2D ne nécessite qu'un contact direct avec le liquide cryogénique.

Cependant, cette méthode ne peut pas être appliquée à des échantillons épais tels que

des tranches de tissus en raison de la faible conductivité thermique de l'eau vitrifiée.

Par conséquent, la condition pour éviter la cristallisation au centre du tissu ne sera pas

remplie et l'ultrastructure des cellules ne sera pas préservée comme prévu. De plus,

cela limiterait l'observation du tissu sous 10 μm (Rostaing et al. 2006). En congelant

rapidement avec de l'azote (-196°C) à très haute pression (2100 bars), un échantillon

immergé dans un cryoprotecteur placé dans un porte-échantillon à haute conductivité

thermique, la HPF permet la vitrification d'échantillons jusqu'à 300 - 500 μm

d'épaisseur (Dahl et Staehelin 1989; McDonald 1999; Shimoni et Müller 1998).
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Bien que la congélation haute pression permette une fixation d’échantillon épais, celle-

ci ne permet pas toujours une préservation optimale de la totalité de l’échantillon. Dans

les zones les mieux préservées, les éléments cellulaires dans le tissu nerveux tels que

les membranes sont plus lisses, et les organelles sont bien préservées (Figure I-4, A,)

en comparaison avec des échantillons préparés par fixation chimique conventionnelle.

Il a été aussi observé que l’espace extracellulaire dans le tissu nerveux de la souris est

altéré par la fixation chimique. On notera qu’une étude réalisée dans le cortex de souris

montre un espace extracellulaire plus important lorsque le tissu est fraîchement fixé

par cryofixation tandis qu’une étude réalisée au niveau de la rétine chez la souris

montre un espace extracellulaire plus restreint dans cette condition comparée à la

fixation chimique conventionnelle pour la ME (Figure I-4, B).

Cependant, dans des régions moins préservées, on peut observer des profils cellulaires

similaires à ceux observés en fixation chimique tels que des membranes rugueuses et

discontinues au niveau cellulaire (figure 5, A) comme au niveau de l’enveloppe

nucléaire (figure I-5, B) et des mitochondries avec des crêtes mitochondriales

irrégulières (figure I-5, C).

Le développement des cryo-microscopes électroniques tels que le cryo-MET ou le Cryo-

FIB/SEM permet l'observation d'échantillons dans leur état natif tout en préservant

les potentialités optiques de ces techniques en travaillant directement sur l’échantillon

vitrifié (Al-Amoudi et al. 2004 ; Schertel et al. 2013). Bien que ces techniques soient de

plus en plus présentes, leur utilisation dans le domaine des neurosciences reste

mineure.
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l'OsO4 réduit l'antigénicité. Pour surmonter ce problème, plusieurs stratégies ont été

développées.

L'une d'entre elles repose sur la fixation de l’échantillon avec du paraformaldéhyde,

suivi d’une étape de cryo-protection dans du sucrose et la congélation de l’échantillon.

Il est ensuite possible de découper des sections ultrafines à l'aide d'un ultra-cryo-

microtome. Les sections sont ensuite recueillies sur une grille EM et traitées pour

l'immunomarquage. Cette technique est appelée immunomarquage Tokuyasu (pour le

protocole complet, voir : Möbius and Posthuma, 2019).

Il existe une autre méthode, l’immunomarquagee post-embedding, pour laquelle

l’immunomarquage est effectué une fois l’échantillon en résine. Plusieurs approches

sont utilisées, une première consiste à préparer le tissu de la même manière que pour

la ME conventionnelle cependant l’échantillon est placé dans une résine hydrophile

pour préserver l’antigénicité du tissu. Cette première méthode donne de bons résultats

en termes de marquage, mais avec une préservation de l’ultrastructure du tissu

inférieure à l’utilisation de résine hydrophobique classique comme l’époxy (Kann et

Fouquet 1989). Une seconde approche consiste à utiliser une préparation

conventionnelle pour la microscopie électronique, mais sans osmification. Pour ce

faire, l'osmium est remplacé par une combinaison d'acétate d'uranyle et d'acide

tannique. L'échantillon est ensuite déshydraté et mis en bloc dans une résine époxy de

façon classique (Phend, Rustioni, et Weinberg 1995). L'immunomarquage dans les

deux cas est réalisé à la fin de ce processus et donc à lieu directement sur la coupe

ultrafine.

La dernière consiste à immuno-marquer l’échantillon avant la préparation de

l’échantillon pour la microscopie électronique. Dans cette dernière méthode, on peut

donc préserver l’antigénicité du tissu en adaptant les premières étapes de fixations.

Cela consiste donc, en premier lieu, à utiliser le paraformaldéhyde au lieu du

glutaraldéhyde pour préserver l’antigénicité de l’échantillon. Il est aussi important ici

de chercher à préserver de manière optimale l'ultrastructure des tissus, la

concentration de cet aldéhyde devra donc être ajustée pour éviter une forte

augmentation de l'osmolarité de la solution (Goldberg 2008). Le tissu est ensuite traité

pour l'immunomarquage avec des protocoles similaires à ceux utilisés pour
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l'immunofluorescence. Cependant, le pré-enrobage (ou pré-embedding), comparé aux

autres techniques, présente un problème majeur : la pénétration des anticorps. Ce

problème a été résolu par le développement d'anticorps Fab' avec un conjugué d'or

colloïdal extrêmement petit (1,4 nm) suivi d’une procédure d’amplification du signal à

l'argent (Tao-Cheng et al. 2021).

Le protocole de Tokuyasu convient à la préparation d'échantillons immunomarqués

pour la MET et la ET, mais leur faible contraste peut compliquer leurs interprétations.

On peut par exemple observer que sur un immunomarquage avec la technique de

Tokuyasu de la protéine V-Glut-1 qui est une protéine présente communément au

niveau de l’enveloppe des vésicules synaptiques, une synapse est facilement

discernable, cependant les membranes des vésicules et le reste du tissu environnement

sont peu résolus (Figure 6, I-A-B). Les protocoles de post-enrobages quant à eux

permettent une bonne préservation de l’ultrastructure du tissu, mais présentent le

désavantage de ne pas produire un niveau de marquage aussi élevé que le pré-

enrobage. On peut observer que pour un marquage de la GFAP (voir section II.I.B) qui

est une protéine exprimée par les astrocytes, on observera un plus proéminent

marquage dans les prolongements astrocytaires en pré-enrobage en comparaison du

post-enrobage (Figure I-6, C-D) (Jones 2016). Le pré-enrobage offre d’ailleurs la

possibilité de marquer plusieurs protéines sur lemême échantillon en faisant varier les

temps d’incubation avec l’argent. La variation de ce temps d’incubation permet la

variation de la taille des particules constituées d’or et d’argent. On peut l’observer par

exemple sur un double marquage effectué en pré-enrobage ciblant la GFAP et la

synaptophysine. On peut remarquer des particules larges au niveau des synapses

représentant la synaptophysine et de plus petites particules au niveau des

prolongements astrocytaires représentant le marquage de la GFAP (Figure I-6,D) (Yi

et al. 2001).
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Figure I-6: Image représentative des différents types d'immunomarquages obtenus suite à l'application

des protocoles de Tokuyasu, Post-embedding et préembedding.

(A-B) Image TEM obtenue après immunomarquage avec le protocole de Tokuyasu de la protéine V-

Glut1. On observe une synapse contenant des vésicules synaptiques (têtes de flèche) au niveau du bouton

présynaptique, la fente synaptique (astérisque) et les densités post-synaptiques (flèches) au niveau de

l’épine dendritique. (C) Image TEM d’un marquage « Post-embedding » de la protéine astrocytaire

GFAP. On peut remarquer le réseau de filament intermédiaire (astérisques) marqué par les anticorps

conjugués à l’or. (D) Image TEM d’un double marquage des protéines GFAP et Synaptophysine par

« Pre-embedding ». (Barre d’échelle : À = ; B = ; D = 210 nm). (Modifiées de Hajós and Halasy, 1998;

Loussert Fonta et al., 2015; Yi et al., 2001).
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II. L’analyse d‘image en 3D

Un des défis techniques de l’imagerie 3D en microscopie est l’analyse des images. En

effet, pour pouvoir extraire des données quantitatives, les images obtenues doivent être

segmentées. La segmentation correspond à la division des images obtenues en sous-

ensembles représentant des objets différents et/ou, en biologie cellulaire, des unités

cellulaires différentes. En neurosciences, la segmentation permet par exemple la

séparation des neurones, astrocytes et autres cellules, mais aussi leurs compartiments

intracellulaires tels que les mitochondries, vésicules synaptiques ou le réticulum

endoplasmique. Cette étape de segmentation représente le facteur limitant pour

l’analyse des données obtenues avec cette technique, tout particulièrement pour l’étude

de la connectomique qui repose sur l’observation anatomique du système nerveux

central à grande échelle pour identifier les interactions neuronales. Pendant

longtemps, la segmentation des données a été réalisée de façon manuelle sur des

logiciels du type de IMOD, Microscopy image Browser (MIB ; Belevich et al., 2016) ou

le plug-in de Fiji TrakEM2 (Cardona et al. 2012) pour n’en citer que trois des plus

utilisés. Cependant, cette segmentation est manuelle, elle repose sur le dessin image

par image des contours ou de l’intérieur des éléments cellulaires. Il s’agit donc d’un

processus très long qui n’est pas en adéquation pour l’analyse de larges sets de données.

Cette approche n’est qu’un pis-aller pour les larges sets de données en microscopie

électronique, car la reconstruction d’un neurone à la suite d’une acquisition en ME 3D

prend 100 fois plus de temps qu’une reconstruction effectuée à partir d’image de

microscopie optique (Helmstaedter, Briggman, et Denk 2008).

Une automatisation complète de la segmentation permettrait une exploitation

complète des sets de données obtenus grâce aux techniques récentes de microscopie

électronique. Bien qu’à l’heure actuelle, et depuis une dizaine d’années grâce au

développement des réseaux de neurones en analyse d’image, ces méthodes de

segmentations commencent à être possibles, elles nécessitent encore énormément de

corrections après traitement. Les méthodes de deep learning ont permis la

segmentation de larges sets de données issues de la tomographie à rayon X permettant

la reconstruction de faisceau de nerf chez la drosophile ou même de l’organisation du

cortex chez la souris (Kuan et al. 2020). De façon d’autant plus impressionnante, ces
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réseaux ont permis la production de larges connectomes chez la drosophile (Scheffer

et al. 2020). De plus, quand bien même la démonstration de faisabilité fut faite sur un

set de donnée, elle n’est pas souvent reproductible sur d’autres sets de données, même

très peu différents. Pour entraîner un réseau de neurones, il est toujours nécessaire de

produire une carte de segmentation permettant l’entraînement de ce dernier.

Cependant pour obtenir ces cartes, il faut passer par une autre méthode de

segmentation.

L’apparition desmodèles interactifs a permis d’accélérer le processus de segmentation.

Ces modèles reposent sur un système de marqueurs, qui, propagé dans l’image, va

permettre le « remplissage » des structures cibles. Dans cette introduction, nous ne

parlerons que des algorithmes reposant sur le « watershed » ou « ligne de partage

des eaux en français », car ce fut ceux utilisés pour ce travail de thèse. Ces algorithmes

sont parfaitement adaptés pour la segmentation d’images en niveau de gris comme

celle obtenue en ME. En premiers lieux, les données obtenues en microscopie

électronique doivent être traitées pour interpréter les nuances de gris en reliefs afin de

pouvoir former une « carte de contour ». Ensuite, un filtrage de l’image permettant de

lisser les structures, plus typiquement les filtres gaussiens, est utilisé pour préparer

l’image à la segmentation. Pour faire simple, les courbes de niveau de gris sont

interprétées comme des reliefs topographiques (Figure I-7, A). Ces reliefs seront par la

suite inondés à partir de marqueurs (Figure I-7, A/B/C) jusqu’à se rencontrer,

définissant alors les lignes de partage des eaux (Figure I-7, D). L’inondation se propage

donc de proche en proche, de voxel adjacent à voxel adjacent. Pour accélérer ce

processus, les images peuvent être modifiées en agglomérant des voxels supposés

représenter lesmêmes structures donc ayant des niveaux de gris similaires pour former

des supervoxels. L’inondation se produira dorénavant de supervoxels en supervoxels

permettant la diminution du temps de calcul grâce à la diminution du nombre

d’opérations nécessaire.

Une application intéressante de ce type d’algorithme fut implémentée dans le logiciel

open source Ilastik. Lemodule carving d’ilastik repose sur cette tâche et l’établissement

au préalable d’une carte de supervoxel permettant l’accélération du processus

d’inondation (Straehle et al. 2011). L’utilisateur d’Ilastik peut directement interagir
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du neuropile, comme l’astrocyte, des synapses et dendrites, mais aussi les éléments

intracellulaires comme la mitochondrie et le réticulum endoplasmique (Figure I-8, A).

Cependant, les difficultés de l’analyse d’image 3D ne s’arrêtent pas là. Une fois les

objets segmentés, il est temps d’extraire de ces reconstructions des informations

quantitatives permettant demieux comprendre l’organisation et le fonctionnement des

cellules au sein du tissu. Il sera possible de représenter ces objets sous forme

de « maillage » (Figure I-8, A/B) ou d’extraire les cartes de segmentation représentant

les objets segmentés sous forme de pile d’images binaires en niveau de gris où chaque

valeur de gris identifie un élément. Les maillages sont extrêmement pratiques pour la

visualisation et la représentation des structures avec un logiciel de rendu 3D, comme

ceux utilisés dans le monde du jeu vidéo, mais ces maillages peuvent aussi être utilisés

pour procéder à des analyses quantitatives. Les opérations de calcul sur les maillages

restent cependant très longues pour effectuer des analyses précises et systématiques

sur des volumes très larges avec une très haute résolution.

Finalement, les facteurs les plus importants pour réaliser les opérations de traitements

d’image pour obtenir des résultats quantitatifs sont les ressources de calculs

disponibles pour l’opérateur. Avec l’évolution des techniques en microscopies

électroniques, l’acquisition de larges sets de données à haute résolution devient chose

commune, mais chaque étape de l’analyse peut être limitée par ces ressources. Par

exemple, la segmentation semi-automatique présentée dans cette introduction peut

être difficilement réalisée sur des données d’un volume supérieur à 60 um3, car le

temps de calcul de chaque opération de segmentation augmente proportionnellement

au volume de donnée utilisé.

Nous avons donc vu les modalités de l’imagerie 3D en microscopies électroniques, ses

limitations et quelques possibles applications dans les domaines des neurosciences.

Nous allons voir dans les prochaines sections l’astrocyte, ses rôles dans la physiologie

du système nerveux central et ses particularités, montrant ainsi le besoin des études en

microscopie électronique pour révéler une part des mystères de cette cellule très

complexe.
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Chapitre II: L’Astrocyte une cellule aux nombreuses fonctions

I. Généralité

I.A. Histoire d’une découverte

Les astrocytes sont des cellules spécifiques du système nerveux central (SNC). En 1846

Virchow décrit pour la première fois ces cellules comme une « colle », une « glu », qui

lie les éléments du tissu nerveux, il décida par conséquent de les nommer : Neuroglie

(Figure II-1, A) (Quincozes-Santos et al., 2021 ; Virchow, 1858). Par la suite, Camillo

Golgi, grâce à une coloration au chromate d’argent, fit la description de nombreuses

cellules au sein du tissu nerveux, notamment celles différentes des neurones qui furent

décrite comme constituantes de cette névroglie (Figure II-1,B) (Camilio Golgi 1870).

Finalement, la dénomination d’astrocytes leur fut attribuée par Michael

von Lenhossek, à cause de la forme d’étoile de leurs prolongements membranaires

formés autour du soma (Lenhossék 1893).

Au cours du XXème siècle, Ramon y Cajal développa une méthode pour étudier

spécifiquement les astrocytes à l’aide de Chlorure de mercure qui marque

spécifiquement la protéine acide fibrillaire (de l’anglais Glial Fibrillary acidic protéine

ou GFAP), malgré qu’il n’en eût pas conscience à l’époque, qui est une protéine

essentiellement exprimée dans les astrocytes (Figure II-1, C). Bien que par manque

d’études et de données les astrocytes ne semblaient pas avoir de fonction évidente,

Golgi a pour la première fois proposé la « Théorie de la nutrition » faisant l’hypothèse

que les astrocytes ont avant tout un rôle trophique (Camillo Golgi 1903). Par la suite,

Cajal fit l’hypothèse que les astrocytes ont un rôle d’isolant entre les différents

neurones, il proposa aussi un rôle dans la régulation du flux sanguin à cause de leurs

interactions avec les vaisseaux sanguins (Navarrete et Araque 2014).

I.B. L’identification des astrocytes

Comme décrit précédemment, les astrocytes ont tout d’abord été identifiés sur la base

de critères morphologiques ; puis, grâce aux travaux de Ramon y Cajal, par marquage

de la GFAP, bien qu’il n’eût pas conscience de la nature de cette protéine qu’il marquait

à l’époque. Avec l’évolution des techniques demicroscopie optique et le développement
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de stratégies d’immunomarquage, un nouveau pas a été franchi dans l’identification de

ces cellules. En particulier, le marquage de la GFAP (Figure II-1, D-F) a été

extensivement utilisé pour décrire morphologiquement les astrocytes et les identifier.

Cependant, la GFAP ne semble pas être le meilleur marqueur astrocytaire, car il est

exprimé très tard dans le développement et ne permet donc pas de marquer toutes les

populations d’astrocytes. De plus, la GFAP faisant partie du cytosquelette de

l’astrocyte, le marquage de cette protéine ne permet que l’observation de 10% du

volume de la cellule. Plus récemment, des études transcriptomes ont permis

d’identifier de nouveaux marqueurs plus ubiquitaires. Par exemple, on trouve des

protéines du cytosquelette comme la vimentine, des protéines se liant au calcium pour

réguler les fonctions cellulaires comme S100 bêta (Figure II-1, E-F), des protéines du

métabolisme cellulaire tel que ALDH1L1. On trouve aussi des transporteurs au

glutamate tels que : EAAT-1 (GLAST), EAAT-2 (GLT-1), mais aussi des protéines

impliquées dans le métabolisme du glutamate comme la Glutamine synthase. S100

bêta et ALDH1L1 sont des protéines cytosoliques, par conséquent, dû à leur répartition

large dans la cellule elles sont idéals pour observer l’ensemble de la morphologie

astrocytaire. Il y a aussi certaines connexines permettant le maintien des interactions

entre astrocytes comme : CX43 et CX30 ou une aquaporine comme AQP4 et un facteur

de transcription SOX9. Toutes ces protéines peuvent être utilisées pour marquer les

astrocytes, cependant aucune d’entre elles n’est universelle. Leurs localisations

spécifiques doivent être considérées quand ces marquages sont utilisés en fonction de

l’objet précis de l’observation. Par exemple il serait logique d’utiliser un marquage

AQP4 pour l’étude des pieds astrocytaires (voir section II.IV.A) On constate d’ailleurs

que selon les conditions, le marquage de la GFAP ne coïncide pas avec le marquage de

S100 bêta au sein de l’astrocyte (Figure II-1, E-F ; McDougal et al., 2011)

En microscopie électronique, l’identification des astrocytes se fait sur des critères

morphologiques. Typiquement, les astrocytes sont caractérisés par les propriétés

suivantes : un cytoplasme pâle contenant des densités électroniques éparses, leur

noyau présente des portions fines d’hétérochromatine, des contours membranaires

irréguliers formant des angles obtus au travers du neuropile et des contacts directs avec

les éléments neuronaux (épines, dendrites, axones, fentes synaptiques, corps
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cellulaires). Ils sont très différents des neurones qui eux présentent un noyau

euchromatique rond et de grandes tailles avec de petites taches sous l'enveloppe

nucléaire, des pores nucléaires abondants et un, ou des, nucléole(s) bien distinct(s). Le

périkaryon présente des citernes de RE longues et aplaties, entourées de ribosomes et

de polyribosomes libres, de neurofilaments, de microtubules et de corps multi

vésiculaires. Il présente plusieurs types de processus et de sous-domaines qui ont été

largement décrits à l'aide de la ME : dendrites, épines, filopodes, axones, synapses

(terminaisons axoniques, épines, fentes synaptiques).

On peut aussi clairement distinguer les astrocytes des cellules microgliales qui sont de

petites cellules avec un anneau de cytoplasme sombre très fin. Ces dernières forment

de nombreux contacts avec les autres cellules gliales et présentent des inclusions

cellulaires telles que de grandes vésicules contenantes des éléments provenant de types

cellulaires différents dû à leur activité de phagocytose (figure II-1, I). On ne peut pas

non plus confondre les astrocytes avec les oligodendrocytes qui eux présentent un

noyau à motifs d’hétérochromatines très hétérogène et un cytoplasme sombre. Leur

pérykaryon prend souvent une forme proche de rectangles ou du carré. (Figure II-1, H)

(Nahirney et Tremblay 2021).
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II. Une cellule singulière au sein du système nerveux central

II.A. Le ratio neurones/astrocytes

Les astrocytes sont donc des cellules du CNS faisant partie de la famille des cellules

gliales qui comportent : les microglies, les oligodendrocytes et les astrocytes. Bien que

le nombre de cellules gliales reste variable en fonction des différentes régions du

système nerveux central, on estime que chez l’homme on trouve de 1.2 à 1.6 fois plus

de cellules gliales que de neurones (Herculano-Houzel 2009). Il fallut du temps aux

neuroscientifiques pour déterminer le nombre de cellules gliales dans le cerveau tout

en les dissociant proprement. L’évolution des techniques de microscopie et la

découverte de marqueurs spécifiques pour les astrocytes (GFAP, SR100 beta) et pour

les autres cellules gliales ont permis cette discrimination et leur comptage. On estime

désormais que les astrocytes représentent entre 20 à 40 % des cellules gliales. Chez

l’humain on peut donc considérer que cela représentera environ 10 à 20% des cellules

du SNC (Verkhratsky et Nedergaard 2018).

Figure II-1 : Identification des astrocytes en microscopie optique et en microscopie électronique.

(A) Neuroglie dessinée par Rudolf Virchow. Le dessin représente une observation de l’épendyme du

quatrième ventricule. Entre les épendymocytes et les fibres nerveuses, on peut observer une partie du

tissu constitué de neuroglies. Abréviations : E = Ependymocytes ; N = Fibres nerveuses and V =

Vaisseaux sanguins. (B) Dessin réalisé par Camillio Golgi suite à ses observations d’astrocytes en contact

avec les vaisseaux sanguins. (C) Dessin réalisé par Ramon y Cajal des astrocytes marqués à l’aide du

Chlorure de mercure. (D-F) Image d’immunofluorescence avec des marqueurs spécifiques de

populations astrocytaires. (D) Astrocytes marqués avec un anticorps anti-SR100 bêta. (E) Astrocytes

marqués avec un anticorps anti-GFAP. (F) Superposition des deux marquages astrocytaires. (G) Image

TEM d’un astrocyte et de ses prolongements cytoplasmiques (branches) dans le tissu nerveux.

Abréviations : D = Dendrites. (H) Image TEM d’un oligodendrocyte entouré d’axones myélinisés au sein

du tissu nerveux. Abréviations : À = axones (I) Image TEM montrant le corps cellulaire d’un neurone

pyramidal et une microglie au sein du tissu nerveux. Abréviations : Micro = Microglie ; Ly = Lysosome.

(Modifiées de Kettenmann and Verkhratsky, 2008 ; McDougal et al., 2011 ; Parpura and Verkhratsky,

2012)
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II.B. La diversité des populations astrocytaires

Les astrocytes sont originaires des mêmes cellules progénitrices que les neurones. Ces

cellules sont appelées glie radiaire et sont les cellules multipotentes majoritaires du

cerveau. Au début du développement, les glies radiaires vont produire : soit des

progéniteurs intermédiaires qui vont pouvoir produire des neurones ou des astrocytes,

soit directement se différencier en astrocytes.

Les astrocytes partagent la même forme ramifiée, cependant ils disposent aussi d’une

certaine hétérogénéité. Jusqu’à neuf types d’astrocytes morphologiquement différents

ont été décrits à ce jour. Certains types sont très spécifiques comme la cellule gliale de

Müller ou de Bergmann que l’on trouve respectivement dans la rétine et le cervelet des

vertébrés; d’autres sont plus généralement présents dans le SNC comme les astrocytes

protoplasmiques et les astrocytes fibreux (Emsley et Macklis 2006). Les astrocytes

fibreux sont essentiellement présents dans la substance blanche au contact des fibres

nerveuses myélinisées ; ils possèdent de longs prolongements cytoplasmiques bien

moins ramifiés que ceux des astrocytes protoplasmiques que l’on trouve

majoritairement dans la substance grise. Les astrocytes protoplasmiques sont

cependant les plus abondants. Ces astrocytes protoplasmiques peuvent occuper un

territoire de 80 000 µm3 et dans le cortex ils peuvent être au contact avec des milliers

de synapses, jusqu’à 120 000 synapses chez le rongeur (Halassa et al. 2007).

La diversité des astrocytes ne s’arrête pas à leur morphologie. Les analyses du

transcriptome et du protéome des astrocytes dans différentes régions du cerveau ont

démontré une incroyable diversité intercellulaire, mais aussi intracellulaire. Cette

diversité, suggérant une fonctionnalité différente des astrocytes en fonction de leurs

environnements, mais aussi une spécialisation de leurs fonctions entre les différentes

régions du SNC (Oberheim, Goldman, et Nedergaard 2012). Il est important de noter

que les astrocytes en culture ne semblent pas avoir les mêmes phénotypes, ce qui

souligne encore l’influence de l’environnement tissulaire sur le développement

astrocytaire (Reichenbach, Derouiche, et Kirchhoff 2010).

Enfin, les astrocytes peuvent changer de caractéristiques en fonction des conditions

environnementales au sein du tissu. Les astrocytes en cas d’inflammation vont exercer

un rôle important au sein du SNC (voir section III.A.). Ces astrocytes vont subir une
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hypertrophie accompagnée d’une augmentation d’expression de protéines dont la

GFAP. Ces astrocytes sont caractérisés d’astrocytes réactifs.

II.C. Le territoire astrocytaire et réseau astrocytaire

Les astrocytes sont des cellules hétérogènes qui couvrent un large territoire qui ne

semble se rencontrer qu’à l’extrémité de leur prolongement cytoplasmique. En effet,

bien que les territoires astrocytaires ne se superposent que très peu, il semblerait que

ces cellules forment un réseau fonctionnel au sein du neuropile. Le couplage

astrocytaire a été démonté pour la première fois grâce à l’injection de Luciferase jaune

ou de biocytine dans un seul astrocyte, il a alors été observé une diffusion dumarqueur

qui a entraîné le marquage de nombreux astrocytes autour de celui injecté. Ce

phénomène est rendu possible par l’existence de jonctions communicantes au point de

contact entre les astrocytes. Ces jonctions sont composées de protéines comme la

connexine 30 (Cx30) et la connexine 43 (Cx43) qui forment des hémi-canaux par la

liaison de six sous-unités au niveau de chaque astrocyte. Ces deux hémi-canaux par

leurs interactions forment un canal permettant le transport de molécules

intercellulaires de tailles inférieures à 1,2 kDa, d’eau et d’ions. Il a été estimé que les

membranes de deux astrocytes en contact laissent un espace intercellulaire d’environ

2-3 nm (Basheer et Shaw 2016; Giaume et al. 2010). En fonction de la région, on peut

retrouver des centaines de cellules en contact ou alors seulement entre 2 et 5 cellules

et le couplage entre deux astrocytes n’est pas toujours obligatoire, que leur territoire se

superpose ou non (Hirase et al., 2004; Kuga et al., 2011). De plus, les connexions entre

astrocytes sont hautement plastiques et dépendantes de l’activité synaptique (pour

revue Pannasch et Rouach 2013). On sait qu’environ 25 % des contacts formés grâce

aux jonctions communicantes dans l’astrocyte permettent la connexion de

prolongement cytoplasmique provenant de la même cellule (Rohlmann et Wolff 1996).

II.D. La signature électrophysiologique des astrocytes

Les astrocytes sont généralement considérés comme des cellules hyperpolarisées avec

un potentiel de membrane d’environ -80 mV. Leurs membranes sont extrêmement

perméables aux ions K+, il se peut donc que les astrocytes servent de tampon local pour

« éponger » les ions potassium libérés lors de la dépolarisation des neurones. Bien que

les astrocytes montrent une véritable diversité de phénotype, comme décrit plus haut,
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il semblerait qu’ils aient des propriétés électrophysiologiques très homogènes au sein

du SNC (Mishima et Hirase 2010). Contrairement aux neurones, les astrocytes ne sont

pas considérés comme des cellules électriquement excitables, mais certaines études ont

cependant mesuré des phénomènes de dépolarisation des astrocytes en lien avec des

activités neuronales spécifiques (Deemyad, Lüthi, et Spruston 2018). Bien que ces

observations existent, elles restent pour le moment marginales et sont limitées à

l’étude du corps cellulaire de l’astrocyte. Le consensus dans la communauté

scientifique étant que l’activité des astrocytes se traduit essentiellement par la

signalisation calcique, cette signalisation sera développée dans le prochain chapitre

(Chapitre III).

II.E. L’astrocyte, une morphologie particulièrement complexe

Nous l’avons vu, l’astrocyte est une cellule très large qui possède de nombreux

prolongements cytoplasmiques. Ces prolongements traversent le neuropile et entrent

en contact avec de nombreuses structures au sein du tissu. Une observation générale

de ces cellules permet de décrire différentes régions fonctionnelles. En premier lieu, on

trouve le corps cellulaire qui contient le noyau et du réticulum endoplasmique, des

mitochondries et l’appareil de Golgi. Le corps cellulaire de l’astrocyte n’est pas

spécialement plus large que celui des neurones pyramidaux.

Une façon de caractériser les domaines astrocytaires en microscopie optique est de

décrire l’ensemble des prolongements les plus larges de l’astrocyte qui ont un diamètre

supérieur à la limite de séparation enmicroscopie optique comme le « core » composée

de prolongements cytoplasmiques larges et du corps cellulaire de l’astrocyte. Les autres

prolongements fins sont considérés comme le domaine spongiforme, ou « gliapile », ce

domaine est complexe et requiert des techniques de microscopie à haute résolution

pour permettre leur observation précise (Figure II-2, A) (Bindocci et al. 2017).

Pour qualifier les prolongements astrocytaires, l’usage a été d’utiliser l’analogie de

l’arbre comme pour l’arborisation dendritique. On trouve donc, en liaison directe avec

le corps cellulaire, de larges prolongements cytoplasmiques qui sont désignés sous le

terme de « branches ». Ces dernières sont larges et facilement observables en

microscopie optique. De ces prolongements majeurs vont émerger de nouveaux

prolongements beaucoup plus fins et plus intriqués dans le neuropile. Certains sont
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assez larges pour être observés en microscopie optique, ils ont ainsi été nommés

« branchlets » pour « petite branche ». Enfin, les prolongements astrocytaires les plus

distaux sont aussi les plus fins, ils émergent des branchlets, leur taille est en dessous

de 200 nm de diamètre, et ils sont communément appelés leaflets pour « feuilles ou

feuillets » (Figure II-2, B) (Khakh et Sofroniew 2015).

Enfin, un dernier type de prolongement cytoplasmique ne rentre pas dans cette

description. En effet, les astrocytes possèdent des extensions membranaires

spécialisées qui interagissent avec les vaisseaux sanguins. Ces domaines spécialisés

sont appelés les « pieds astrocytaires » et avaient déjà été décrits par Camillo Golgi et

Ramon y Cajal dès les premières études de la morphologie des astrocytes. Ces pieds

astrocytaires périvasculaires entourent les capillaires directement et entourent la pie-

mère autour des artérioles couvrant ainsi la quasi-totalité des capillaires (Figure II-2,

C/D) (Iadecola et Nedergaard 2007; Mathiisen et al. 2010) ; ils assument une fonction

essentielle de l’astrocyte dans le SNC que nous allons évoquer dans les sections

suivantes.
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Figure II-2 : Représentations 3D de l’organisation astrocytaire.

(A) Représentation 3D de la structure astrocytaire et de ses interactions avec les axons et les vaisseaux

sanguins. La structure astrocytaire pouvant être résolue est en bleu foncé et apparaît comme une

structure solide, elle est annotée « c » pour « core » ; les régions non résolues apparaissent en bleu

transparent et sont annotés « g » pour « gliapil ». On peut aussi observer un vaisseau sanguin contacté

par l’astrocyte (rose) et deux axones (vert) (Bindocci et al. 2017). (B) Reconstruction 3D d’un astrocyte

coloré avec un marqueur fluorescent (Alexa Fluor 594) dans le centre de l’image. On peut observer le

soma de l’astrocyte au centre, les branches émergeant du soma et le domaine spongiforme

correspondant aux parties des prolongements astrocytaires trop fins pour être résolus en microscopie
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optique. Deux zooms sont faits sur les domaines spongiformes montrant des reconstructions 3D

obtenues à partie de coupes sériées en microscopie électronique. On observe ce qui est caractérisé

comme les leaflets et les branches de l’astrocyte, la membrane de l’astrocyte étant vert transparent. On

observe des branches qui contiennent des tubules de réticulum endoplasmique (Bleu) et des

mitochondries (Yellow) (Semyanov and Verkhratsky, 2021). (C) Image de MET montrant les contacts

entre un astrocyte et un des vaisseaux sanguins dans le stratum moléculaire de la CA1 de l’hippocampe

de rat. Abréviations : Cellule endothélial (end) ; Corps cellulaire de l’astrocyte périvasculaire (pvc) ;

Pieds astrocytaires périvasculaires (pve) ; Péricyte (pe) ; Axones myélinisés ou non myélinisés (ax) ;

Dendrites (d). (D) Reconstruction 3D des interactions entre l’astrocyte et un capillaire. On peut voir le

noyau de l’astrocyte (N) et son corps cellulaire (ascb) au contact du capillaire (pve II), mais aussi des

fragments du péricyte (pe) dans les discontinuités des pieds astrocytaires l’enrobant (pve I). (Mathiisen

et al., 2010).

III. Les Interactions entre les neurones et les astrocytes

Dès les années 1970, il a été estimé que 70 à 80% de la surface membranaire de

l’astrocyte correspondait à des prolongements cytoplasmiques très fins qui sont en

étroites interactions avec les différents éléments du neuropile. Nombreux sont ces

prolongements cytoplasmiques qui sont proches de synapses, certaines sont même

totalement encapsulées par ces derniers. Il est cependant important de noter que la

plupart de ces structures ne sont pas observables en microscopie optique

conventionnelle (Bernardinelli, Muller, et Nikonenko 2014).

Nous allons voir dans les parties suivantes que ces interactions ne sont pas seulement

morphologiques. Pour cela, nous allons introduire le concept de la synapse tripartite et

les différentes fonctions de cette structure. Nous nous intéresserons plus

particulièrement à l’organisation tissulaire de l’hippocampe et en particulier au gyrus

denté qui est une région qui a été beaucoup étudiée tant d’un point de vue

morphologique que fonctionnel (pour revue; Scharfman, 2011). Pour ce faire, nous

nous intéresserons aux synapses glutamatergiques qui sont les principales synapses

présentes dans l’hippocampe.
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granulaire une couche dite sous-granulaire. La couche moléculaire peut être dissociée

en trois sous parties : la couche moléculaire interne (accolée à la couche granulaire), la

couche moléculaire moyenne et la couche moléculaire externe (couche au contact de la

fissure hippocampique). On peut subdiviser le DG en deux sous parties correspondant

aux deux moitiés de ce « U ». Sur une coupe horizontale de l’hippocampe ventral chez

le rat, ces deux parties sont discernables sur un axe média-latéral séparant le DG en

deux moitiés symétriques : la partie infra pyramidale étant la partie médiale du DG et

la partie supra pyramidale étant la partie latérale du DG faisant face à la CA1 (Figure

II-3, B). La couche granulaire correspondant à la zone de maturation des nouvelles

cellules produite au niveau de la couche sous granulaire. La couche granulaire est

essentiellement constituée des corps cellulaires des neurones granulaires. Ces

neurones sont polarisés de sorte que leurs projections axonales soient orientées dans

le hile et leur arborisation dendritique dans la couche moléculaire. Les neurones

granulaires reçoivent enmajorité des afférences glutamatergiques provenant de la voie

perforante du cortex entorhinal (Amaral, Scharfman, et Lavenex 2007).
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dendritiques épineuses et non épineuses (K. M. Harris et Weinberg 2012). Le

glutamate étant le neurotransmetteur majoritaire du SNC et du DG nous allons voir

maintenant la synapse glutamatergique, sa morphologie et sa fonctionnalité.

III.A.3. La synapse glutamatergique

Une synapse canonique est composée de trois éléments : le bouton présynaptique, la

fente synaptique et l’épine dendritique. Le bouton présynaptique correspond à la

terminaison d’un axone et contient typiquement des vésicules chargées en

neurotransmetteurs. La fente synaptique est en réalité l’espace entre le bouton

présynaptique et l’épine dendritique, dans cette espace on retrouve diverses protéines

permettant la cohésion de la synapse. L’épine dendritique correspond à la terminaison

d’une dendrite, elle est la composante post-synaptique de la synapse. L’épine est

composée d’un cou et d’une tête plus oumoins sphérique. Enmicroscopie électronique,

on peut identifier les densités post-synaptiques (PSD), une région dense aux électrons

située sous lamembrane post-synaptique qui correspond à l’accumulation de protéines

interagissant avec les récepteurs, mais aussi des protéines du cytosquelette (actine) et

des intermédiaires métaboliques des voies de transduction (Figure II-5, A-B).

On trouve différents types morphologiques des épines dendritiques. Une classification

en quatre catégories fut proposée par Peters et Kaiserman-Abramof en 1970. On y

trouve les épines en forme de « champignon » qui ont une tête très large, les épines

dites « fines » qui, comme leur nom l’indique, sont fines avec un long cou et une tête

peu volumineuse, les épines sans cou avec une tête relativement plate et les épines

« filopodiales » qui ont une forme de filopode très allongée, leurs cous étant difficiles

à dissocier de leur tête (A. Peters et Kaiserman-Abramof 1970). À ce jour, on intègre

aussi à cette classification des épines à plusieurs têtes (ramifiées)(Figure II-5,C)(Bosch

et al. 2015).

Comme son nom l’indique, la synapse glutamatergique repose sur la libération de

glutamate. Le glutamate est produit au niveau du bouton présynaptique. Il y a trois

sources possibles à cette production. Il semblerait que les neurones soient incapables

de produire du glutamate de novo (Bak, Schousboe, et Waagepetersen 2006). La

première source est basée sur des mécanismes de recapture du glutamate par la

synapse ou par l’astrocyte. Au niveau du bouton présynaptique, on peut retrouver des
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transporteurs tels que les EAAT2 qui vont permettre la recapturent du glutamate et sa

réutilisation par la synapse. On trouve aussi au niveau de l’astrocyte des canaux

transporteurs du glutamate permettant la recapture du glutamate et son recyclage pour

produire de la glutamine qui sera par la suite transférée aux neurones (pour détail, voir

section II.III. D.2). La seconde, moins fréquente, est issue de la métabolisation du

lactate fourni par les astrocytes (section IV.C.4) et l’implication du cycle de Krebs.

Le glutamate, une fois produit, sera ensuite incorporé dans des vésicules grâce aux

symports vGluts (Glutamate/H+) qui sont conduits principalement par le gradient

électrochimique de protons et qui permettent ainsi l’entrée de glutamate dans la

vésicule. Pourmaintenir ce gradient électrochimique, on trouve également des pompes

à protons avec une activité ATPase sur la membrane vésiculaire (Ueda 2016). Le

glutamate vésiculaire sera ensuite libéré dans la fente synaptique à la suite d’une

élévation de la concentration de calcium dans le bouton présynaptique due à l’arrivée

d’un potentiel d’action. Cette augmentation de calcium entraînera en particulier

l’activation de la synaptotagmine qui interagira avec les phospholipides membranaires

et les protéines SNARE pour former un complexe qui permettra la formation d’un pore

et ainsi l’exocytose du glutamate (Südhof 2012).

Le glutamate est donc libéré au niveau de la fente synaptique. Du côté post-synaptique

se trouve l’épine dendritique qui contient des récepteurs spécifiques au glutamate de

type ionotropique et métabotropique. Les récepteurs ionotropiques sont des canaux

ioniques qui ne s’ouvrent que grâce à la présence de leur ligand. Dans le cas du

glutamate, on trouve deux types majeurs de récepteurs ionotropiques : le récepteur

NMDA (N-méthyl-D-aspartate receptors) et les récepteurs AMPA (α-amino-3-

hydroxy-5-methyl-4-isoxazolepropionic acid receptors). Les récepteurs NMDA sont

des récepteurs qui permettent l’entrée de calcium au niveau de l’épine dendritique.

Cette entrée massive d’ions calcium entraîne une augmentation de la concentration de

calcium intracellulaire ce qui provoque l’activation de protéines responsables du

recrutement de récepteurs AMPA. Les récepteurs AMPA sont composés de plusieurs

sous-unités GluRs numérotées de 1 à 4. L’ouverture de ces récepteurs entraîne une

entrée d’ions Na+ et une sortie d’ions K+, dans certains cas une entrée de calcium est
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aussi observée. Une modification de la sous-unité GluR2 rend d’ailleurs ce canal

ionique imperméable aux ions Ca2+ (Bernardinelli, Muller, et Nikonenko 2014). Les

NMDA sont exprimés en plus grand nombre très tôt au niveau de la synapse durant le

développement contrairement aux récepteurs AMPA. Certaines synapses n’expriment
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que des récepteurs NMDA à leur état de repos et sont considérées comme des synapses

silencieuses. Sous l’induction d’une potentialisation à long terme, ces synapses vont

rapidement recruter des récepteurs AMPA contenant la sous-unité GluR2 pour les

rendre fonctionnelles.

Au niveau des synapses glutamatergiques, d’autres récepteurs qui permettent la

modulation de l’activité synaptique sont également présents. Parmi eux, les récepteurs

ionotropiques au kaïnate ont une structure et une fonction analogue aux AMPARs, bien

qu’ils soient beaucoupmoins exprimés. On les retrouve aussi bien au niveau de l’épine

dendritique qu’au niveau du bouton présynaptique. Ces récepteurs sont

particulièrement impliqués dans des pathologies comme l’épilepsie (Pour revue

Pinheiro and Mulle, 2006).

On peut aussi trouver d’autres récepteurs métabotropiques au glutamate

communément appelé mGluRs et séparé en trois types : I, II et III qui correspondent

respectivement au mGluRs : 1/5, 2/3 et 4/6/8. Les mGluRs de type I, qui sont

essentiellement localisés au niveau post-synaptique, sont couplés à la phospholipase C

dont l’activation va entraîner différentes voies de signalisation engendrant, entre

autres, une augmentation de la concentration de calcium intracellulaire. Les mGluRs

de types II et III vont quant à eux inhiber, en partie, les canaux calciques et activeront

des canaux potassiques. Les récepteurs de type II sont situés tant au niveau

présynaptique que post-synaptique, quant aux différents récepteurs de types III on les

retrouve essentiellement du côté présynaptique, sauf dans le cas des mGluR6s qui ne

sont d’ailleurs exprimés que dans la rétine (Pour revue Niswender and Conan, 2010).

Figure II-5 : Morphologie et diversité de la synapses glutamatergiques.

(A) Image TEM d’une synapse glutamatergique. Le bouton présynaptique contient des vésicules et l’on

retrouve au niveau de l’épine dendritique les densités post-synaptiques (PSD). (B) Schémas d’une

synapse canonique représentant la libération des neurotransmetteurs dans la fente synaptique suite à

l’arrivée d’un potentiel d’action et la fixation des neurotransmetteurs sur les récepteurs présents sur la

membrane post-synaptique. (C) Schématisation des différents types morphologiques de synapses.

Stubby = Sans cou ; Thin = Fine ; Mushroom = Champignon ; Branched = Ramifiée. (D) Schématisation

de certaines voies de signalisation permettant la mise en place de LTP et LTD. On retrouve la LTP

NMDARs-dépendante, la LTD NMDARs dépendante et la LTD mGluR5 dépendante. (Adaptées de

Benarroch, 2018 ; Bosch et al., 2015 ; Dosemeci et al., 2016)
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III.A.4. La plasticité de la synapse glutamatergique

Les synapses peuvent être modifiées en fonction de leur activité, on parle alors de

plasticité synaptique. Les deux mécanismes principaux sont appelés potentialisation à

long terme (LTP, Long TermPotentiation) et dépression à long terme (LTD, Long Term

Depression). Ces phénomènes sont observés que la synapse soit excitatrice ou

inhibitrice. Au niveau de la synapse glutamatergique, ces phénomènes de plasticité

sont classiquement déclenchés par les NMDARs. L’induction de LTP ou LTD se fait par

des modifications de la phosphorylation des sous-unités des récepteurs AMPA ce qui

va déterminer le nombre de ces récepteurs au niveau de la membrane post-synaptique.

L’entrée de Ca2+ induite par l’activation des NMDARs active la calmoduline (CaM)

activant à son tour la CaM kinase II qui va phosphoryler la sous-unité GluA1 des

récepteurs AMPARs. En parallèle, cette dernière kinase, en activant diverses voies de

signalisation, va initier la traduction de nouvelles protéines synaptiques et la

transcription de nouveaux ARNms permettant la synthèse de protéines spécifiques qui

permettent le maintien à long terme de ce renforcement. À l’inverse, dans la LTD, la

CaM active la calcineurin qui va déphosphoryler la sous unité GluA1 des AMPARs

entraînant l’internalisation des récepteurs. De la même façon, les récepteurs mGluR5s

peuvent entraîner l’activation de voies de signalisation responsable de la

déphosphorylation des récepteurs AMPA et de leur internalisation induisant ainsi

également une LTD (Figure II-5, D) (Pour revue Benarroch, 2018).

Ces mécanismes de renforcements synaptiques sont corrélés à des changements

morphologiques. La microscopie électronique a permis l’identification à plusieurs

reprises de ces remaniements. En premier lieu, il a était montré l’augmentation du

nombre d’épines contactant le même bouton axonal 1 heure après induction de LTP

(Toni et al. 1999). Par la suite, le remodelage des densités synaptiques fut démontré en

observant un élargissement et une perforation des densités post-synaptiques à la suite

de l’induction de LTP (Popov et al. 2004 ; Toni et al. 2001). Plus récemment, la

corrélation entre les remodelages morphologiques des PSD et l’augmentation du

volume des têtes des épines dendritiques ont été observées à la suite de l’induction

chimique de LTPs dépendante des récepteurs NMDA (Borczyk et al. 2019). Ces

changements morphologiques correspondent d’ailleurs aux différents types
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morphologiques d’épines dendritiques décrits précédemment. Il se trouve d’ailleurs

que ces changements morphologiques sont associés à des caractéristiques

fonctionnelles. Les épines dendritiques « champignon » sont morphologiquement

stables et montrent des oscillations de la concentration en Ca2+ plus faibles tout en

étant plus difficiles à potentialiser en comparaison avec les petites épines comme les

« fines » (Pour revue Borczyk et al., 2019).

D’autres récepteurs de types métabotropiques ou ionotropiques sont trouvés dans les

neurones glutamatergiques, ces récepteurs réagissent à d’autres ligands que le

glutamate et permettent de moduler l’activité synaptique. On citera, par exemple, les

récepteurs à l’ATP qui peut être sécrétés tant par l’astrocyte que par les terminaisons

axonales ; il s’agit des récepteurs métabotropiques purinergiques de l’isotype 1 (P2Y1)

et des canaux ioniques purinergiques (P2X). Les P2YRs ont, pour la plupart (à

l’exception des 12/13/14), une voie de signalisation similaire auxmGluRs de type I (Erb

et Weisman 2012) tandis que les P2Xs sont des canaux ioniques qui permettent une

entrée d’ions Ca2+ et Na+ dans la cellule. Ces canaux sont localisés au niveau post-

synaptique comme présynaptique. Dans le premier cas, ils sont retrouvés hors de la

fente synaptique sur les côtés de l’épine dendritique et sur les dendrites ; ils semblent

avoir un rôle de régulation des phénomènes de potentialisation à long terme dépendant

des récepteurs NMDA en augmentant le seuil de dépolarisation nécessaire. Dans le

second cas, ces récepteurs entraînent une augmentation de la probabilité de libération

des neurotransmetteurs par le biais d’une augmentation du calcium intracellulaire

(pour review ; Khakh and North, 2012). Comme l’ATP peut également être libérée par

les astrocytes, nous allons voir maintenant comment l’astrocyte interagit de façon

morphologique et fonctionnelle avec les neurones, en particulier au niveau de la

synapse.

III.B. La synapse tripartite

Les interactions entre l’astrocyte et les synapses ne sont pas seulement physiques et

dues à des contraintes tissulaires, cette interaction a indubitablement un rôle

fonctionnel qui repose sur une communication bidirectionnelle entre la synapse et les

prolongements cytoplasmiques astrocytaires périphériques aux synapses (PAPs) de

l’astrocyte. Nous allons voir ci-dessous que ces éléments de communication peuvent
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induire une modulation de l’activité synaptique, l’astrocyte est donc partie prenante

dans cette communication tripartite (Araque et al. 1999).

III.B.1. Les interactions morphologiques entre la synapse et l’astrocyte

Les études clés visant à comprendre le rôle et la fonction des astrocytes dans la

transmission synaptique sont d’abord centrées sur l'interaction entre les processus

astrocytaires fins et les synapses. L'utilisation de coupes sériées en microscopie

électronique a permis d'étudier la grande variabilité de l'interaction astrocyte/synapse.

Dans l'hippocampe du rat mature (65-75 jours), les auteurs ont montré que l'astrocyte

est en contact avec 40-60% de la fente synaptique glutamatergique et que l'astrocyte

est directement en contact avec l'épine et/ou le bouton présynaptique de la plupart des

synapses. Il existe également des différences dans la façon dont l’astrocyte couvre les

différents types d'épines, puisque 60 à 99 % des épines en forme de champignon et

seulement 40 à 60 % des épines fines sont recouvertes par des prolongements

astrocytaires (Witcher, Kirov, et Harris 2007). Des résultats similaires ont été obtenus

en utilisant l'imagerie FIB/SEM dans le cortex somatosensoriel en développement du

rat. En utilisant la biocytine pour marquer les astrocytes, une équipe a acquis quatre

fragments astrocytaires dans le cortex somatosensoriel de rat juvénile (âgé de 14 jours).

Les auteurs ont mesuré qu'environ 60 à 90 % des synapses sont en contact avec

l'astrocyte et que 97 à 100 % de ces synapses sont en contact avec les processus

astrocytaires, mais presque aucune avec le soma de la cellule (Kikuchi et al. 2020). Une

autre étude, par l'imagerie d'un volume dans le stratum radiatum de l'hippocampe, a

analysé le volume occupé par les astrocytes (fraction volumique, VF) en créant des

sphères concentriques, dont le centre est situé sur les surfaces de l’épine dendritique,

et en calculant la VF occupée par l'astrocyte dans cette sphère. Ils ont ainsi démontré

que les épines en forme de champignon (n=32) présentent une VF de l'astrocyte dans

la sphère de 250 nm plus élevée que les épines fines (n=20) (Patrushev et al., 2013).

Dans une autre publication, la même équipe a présenté des résultats similaires avec un

nombre plus élevé de synapses (n = 207, champignon = 79 ; mince = 128) (Garilov et

al., 2018). Ces interactions dans l’hippocampe permettent le maintien de la

morphologie des épines dendritiques et sont stabilisées par l’activation des récepteurs

EphA4 suite à la libération d’ephrin-A3 libérée par l’astrocyte (Murai et al. 2003).
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III.B.2. Le contrôle métabolique :

Comme tout tissu biologique, le système nerveux central a besoin d’énergie pour

assurer ses fonctions. Le cerveau consomme environ 20% de l’énergie de l’organisme

au repos. La majorité de cette consommation énergétique correspond à l’activité des

neurones (81%) (Attwell et al. 2010). Cependant, les neurones sont physiquement

isolés des vaisseaux sanguins transportant les molécules énergétiques nécessaires

grâce à la BHE. Les astrocytes, par leurs contacts avec les neurones (PAPs) et les

vaisseaux sanguins (pieds astrocytaires), permettent de former un « pont » pour

assurer l’apport de l’énergie nécessaire aux neurones.

L’astrocyte importe donc le glucose directement de la circulation sanguine. Pour cela

le glucose passe par les canaux GLUT1 que l’on retrouve tant au niveau de lamembrane

plasmique astrocytaire qu’au niveau de la membrane des cellules endothéliales

(Morgello et al. 1995). Ce glucose peut être directement utilisé par la cellule ou être

stocké sous forme de glycogène ; les astrocytes contiennent d’ailleurs la plus grande

partie des stocks de glycogènes du SNC, et ce glycogène pourra être métabolisé en

glucose ultérieurement (Brown et Ransom 2007). Plus précisément, à l’intérieur de

l’astrocyte, le glucose subit une glycolyse anaérobie qui permet de produire du pyruvate

qui sera ensuite transformé en lactate, ce dernier sera alors transporté vers les

neurones.

Ce lactate pourra ensuite être réutilisé par les neurones pour fournir du pyruvate à la

mitochondrie et permettre ainsi la synthèse d’ATP nécessaire à l’activité neuronale. Au

niveau des PAPs, dans le cas de la synapse glutamatergiques (par exemple), l’astrocyte

va capturer une partie du glutamate grâce à des transporteurs spécifiques impliquant

une entrée d’ions NA+ et une sortie de K+. L’astrocyte subit donc un changement de

concentration ionique, et par conséquent, doit rétablir cette concentration à l’équilibre.

Pour ce faire, l’astrocyte possède des pompes Na+/K+ ATPase. Ces dernières

consomment de l’ATP pour permettre le transfert d’ions. Cette énergie sera donc

fournie par glycolyse anaérobie permettant la production de pyruvate (et de lactate par

extension). Ce mécanisme décrit pour la première fois en 1994 par Pellerin et

Magistretti est nommé ANLS (pour Astrocyte Neuron Lactate Shuttle) (Pellerin et

Magistretti 1994). On parle aussi maintenant de couplage neuro-métabolique pour
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illustrer le couplage entre l’activité neuronale, l’activité de transport et de production

d’ATP ainsi que de lactate de l’astrocyte (Magistretti et al. 1999). Il a d’ailleurs été

observé que le transport de lactate des astrocytes vers les neurones et la glycolyse est

nécessaire à la formation de la mémoire à long terme (Suzuki et al. 2011).

III.B.3. L’homéostasie ionique - Balance extra synaptique des ions

Nous avons évoqué rapidement le rôle des astrocytes dans la recapture des ions K+ à

la suite de l’activité neuronale. Il se trouve que des études menées sur le nerf optique

de mammifères ont montré qu’un seul potentiel d’action peut induire une

augmentation de la concentration en ion K+ extracellulaire 0.5 à 1 mM et qu’une

stimulation continue cutanée peut provoquer une augmentation de 3 mM. De la même

façon, cette concentration peut atteindre jusqu’à 10 à 20mM dans des cas de crises

convulsives (Hertz et Chen 2016). Dans ces conditions, il semble important que le tissu

possède un moyen efficace de rétablir l’équilibre ionique de l’espace extracellulaire. Il

semblerait que ces ions soient rapidement absorbés par les astrocytes environnants.

Cette « clairance » du potassium est à deux vitesses et peut être soit passive et due à un

phénomène de tamponnage spatial soit active en impliquant des pompes de types

Na+/K+ ATPase ou encore Kir4.1. Dans tous les cas, le potassium est récupéré par

l’astrocyte et semble par la suite être redistribué dans le réseau astrocytaire par

l’intermédiaire des jonctions communicantes. Ce phénomène semble aussi moduler

l’excitabilité neuronale et l’activité synaptique (pour revue Bellot-Saez et al., 2017). Il

se trouve que l’astrocyte exerce aussi le même rôle pour d’autres ions nécessaires à

l’activité neuronale comme le Na+ et le Ca2+.

III.B.4. La glio-transmission

Il est connu depuis plusieurs décennies que les astrocytes peuvent synthétiser et

sécréter des ligands qui ont une affinité pour les récepteurs présents sur les neurones,

en particulier au niveau de la synapse. Ces molécules sont nommées « glio-

transmetteurs », il s’agit en particulier du glutamate, de la taurine, du neuropeptide Y,

de l’ATP, du GABA ou encore de la D-sérine (Martin 1992). La description de la

synthèse et de la libération de ces molécules a d’abord été faite sur des astrocytes en

cultures, ainsi la possibilité d’observer ce phénomène in vivo a été contestée pendant

un long moment. De plus, des manipulations pharmacologiques comme génétiques
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réalisées dans le but de reproduire les conditions permettant la libération de glio-

transmetteurs par l’astrocyte n’ont pas permis de reproduire de façon fiable ce

phénomène (Fiacco et McCarthy 2018).

Ici, nous nous intéresserons essentiellement au glutamate et à la D-sérine. La D-sérine

est un co-agoniste du glutamate permettant l’activité NMDAR (Wolosker et Balu

2020). Précédemment (section II.III. A.4), nous avons vu que la potentialisation à long

terme passe par l’activation des récepteurs NMDA. Il a été observé sur des tranches de

cerveau de rat que dans l’hippocampe l’induction d’une potentialisation à long terme

dépendante des récepteurs NMDA nécessite la sécrétion de D-serine produit par un

astrocyte proche des synapses étudiées (Henneberger et al. 2010). Si les astrocytes sont

capables de libérer du glutamate et de la d-serine, alors ils sont impliqués dans la

potentialisation à long terme de la synapse glutamatergique.

De plus, des études sur des tranches de cerveaux ex vivo ont permis de corréler la

libération de purine par l’astrocyte à la régulation de l’activité basale synaptique

(Panatier et al. 2011a). Il a aussi été montré que la libération de glutamate par les

astrocytes contrôle la force synaptique (Jourdain et al. 2007) ; d’ailleurs, l’activation

des astrocytes par des techniques d’optogénétique et de chémiogénétique permet une

potentialisation de novo de synapses sans stimuler l’activité neuronale. Cette

potentialisation était responsable d’un renforcement de la mémoire dépendante de

l’hippocampe (Adamsky et al., 2018). Il existe donc bien une gliotransmission

permettant de moduler l’activité synaptique. La compréhension détaillée des

mécanismes endogènes demande encore du travail.

Bien que les travaux s’accumulent suggérant l’existence de cette gliotransmission, les

mécanismes qui la régulent sont peu connus. La libération du glutamate ou de la d-

serine par les astrocytes pourrait être dépendante de transporteurs particuliers tels que

les hémicanaux ou la bestrophin 1 qui est un canal anionique, mais aussi une

machinerie vésiculaire semblable à celle des neurones (pour revue Harada et al., 2016).

La question n’est pas encore tranchée, mais de nombreuses études soulignent

l’importance de la signalisation calcique astrocytaire dans ce mécanisme.
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III.B.5. La recapture et recyclage des neurotransmetteurs

Dans la transmission synaptique glutamatergique, il est estimé que 80% du glutamate

libéré dans la fente synaptique est recyclé par les astrocytes. En effet, les astrocytes

expriment au niveau de leur membrane des transporteurs à haute affinité pour le

glutamate EAAT1 et 2 (pour excitatory amino acid transporter en Anglais), qui portent

aussi le nom de GLAST et GLT-1 chez le rongeur. Ces transporteurs sont

essentiellement localisés sur la membrane de l’astrocyte qui est proche de la synapse

(Chaudhry et al. 1995). La recapture du glutamate par les transporter GLAST et GLT-1

est concomitante d’une entrée d’ions Na+ et H+ et d’une sortie d’ions K+ (Kolenicova

et al. 2020). Il est donc important de noter ici qu’une activité neuronale intense va

entraîner une entrée massive d’ions Na+ dans les astrocytes. En enrobant la synapse et

en retirant rapidement le glutamate de la fente synaptique, les astrocytes permettent

la préservation de la spécificité et de la qualité de la communication synaptique (Piet

et al. 2004 ; Theodosis, Poulain, et Oliet 2008).

Le glutamate, en entrant dans l’astrocyte par les canaux, provoque une augmentation

de la concentration en sodium dans la cellule. L’astrocyte se trouve donc devant deux

tâches à accomplir : d’un côté il doit recycler le glutamate en glutamine et de l’autre il

doit rétablir ses concentrations ioniques à l’état de repos. La régulation de l’afflux d’ion

Na+ est médiée par des pompes Na+/K+ ATP- ase et le recyclage du glutamate en

glutamine est assuré par la glutamine-synthase dans l’astrocyte. Ces processus

entraînent une consommation en énergie sous la forme d’ATP (Norenberg et Martinez-

Hernandez 1979) ; pour répondre à ce besoin en énergie, l’astrocyte va donc

métaboliser une partie du glutamate recapté. On considère que 15% du glutamate est

métabolisé tandis 85 % seront recyclés en glutamine (Rothman et al. 2011). La

glutamine sera ensuite transférée vers le bouton présynaptique où elle pourra être

réutilisée pour synthétiser du glutamate via l’action de la glutaminase ce qui permettra

de remplir à nouveau les vésicules synaptiques.

III.B.6. La plasticité synaptique et remaniement morphologiques astrocytaires

Les astrocytes interagissent avec les synapses par l’intermédiaire des PAPs et

fournissent aux neurones l’énergie nécessaire à leurs fonctions. Il se trouve que cette
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interaction entre astrocyte et synapses est également nécessaire au bon développement

de la synapse, de sa maturation et de son élimination.

En 1997, une étudemenée sur des cultures primaires a permis demettre en corrélation

la présence des astrocytes dans la culture et l’augmentation du nombre synapses ;

d’autre part, il a été montré que les synapses des neurones cultivés sans astrocyte sont

moins fonctionnelles (Pfrieger et Barres 1997). Par la suite, des facteurs sécrétés par

l’astrocyte, tels que la thrombospondine (TSP), ont été identifiés. Ils agissent comme

stimulant sur la formation de synapses aussi bien in vitro qu’in vivo, cependant les

synapses formées en culture en présence de TSP seules semblent être silencieuses ;

elles ont d’ailleurs peu de récepteurs AMPA (Christopherson et al. 2005). Il semblerait

donc que d’autres facteurs sécrétés potentiellement par l’astrocyte soient nécessaires

pour la maturation et l’activation synaptiques.

Les astrocytes sécrètent des facteurs de la famille des glycipan (Gpc) et des Chordin qui

sont des protéines responsables d’étapes importantes dans le développement et la

morphogenèse. Quand sécrétés par les astrocytes, ceux-ci induisent le recrutement au

niveau post-synaptique de récepteurs AMPA composés respectivement de la sous-

unité GluA1 lors du développement et de la sous-unité GluA2 plus tardivement. Cette

phase plus tardive va permettre la mise en place de synapses fonctionnelles matures

(Blanco-Suarez et al. 2018).

Tout au long de la vie, les astrocytes sont en contact avec les synapses, mais il faut

retenir que cette interaction est elle aussi plastique. Par exemple, des études réalisées

à l’aide de la microscopie biphotonique ont permis de montrer que les fins

prolongements cytoplasmiques astrocytaires contactent la synapse avant même sa

potentialisation (Bernardinelli, Muller, et Nikonenko 2014). L’astrocyte, dans le cas de

ces interactions fonctionnelles, subit des remaniements. En observant les interactions

entre l’astrocyte et les épines dendritiques au cours du temps, les auteurs ont montré

que les processus astrocytaires vont contacter une synapse suite à sa formation, mais

le contact ne sera pas toujours maintenu au cours du temps. La durée de cette

interaction est corrélée avec la probabilité de maintien de la synapse dans le temps, les

synapses contactées pendant une durée croissante par l’astrocyte vont avoir une durée

de vie plus grande et la probabilité de leurs disparitions sera plus faible.
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La durée de vie de ces synapses est dépendante de l’activation des récepteurs EphA4

localisés au niveau des épines dendritiques, et que nous avons vus comme stabilisant

les interactions entre l’astrocyte et l’épine dendritique (section II.B.1). L’inhibition ou

l’activation pharmacologique de ces récepteurs (indépendante du contact astrocytaire)

diminue la durée de vie des synapses contactées par l’astrocyte tout en ne modifiant

pas la durée de vie des synapses n’étant pas déjà en contact avec l’astrocyte (Nishida et

Okabe 2007). Les astrocytes participent donc à la genèse et à la maturation des

synapses, mais ils participent aussi à leur élimination. Dans le SNC, les synapses

superflues ont besoin d’être supprimées. Les astrocytes participent à cette élimination

par leur capacité à les phagocyter grâce à leur récepteur MERTK et MEGF10 (Chung et

al. 2013).

IV. D’autres rôles de l’astrocyte dans le SNC

IV.A. L’Astrocyte dans la modulation du transport de l’eau au niveau cérébral

Dans le SNC, les éléments essentiels de la signalisation cellulaire reposent sur des

gradients électrochimiques sous la forme de courants d’ions couplés au transport de

l’eau. De plus, la production d’énergie qui repose entre autres sur la glycolyse produit

de l’eau (6H20 sont produites pour 1 glucose consommé), le tissu cérébral doit donc

être en mesure de drainer l’excédent d’eau à l’extérieur du neuropile et les astrocytes

jouent un rôle essentiel dans la régulation de ces flux.

Les astrocytes expriment des aquaporines (AQP) qui sont des canaux permettant le

transport de l’eau de façon plus efficace que par simple diffusion à travers lamembrane

plasmique. Les AQP sont exprimés dans l’ensemble du tissu nerveux, les astrocytes

expriment l’isoforme AQP4 au niveau de leurs prolongements périvasculaires

(Nagelhus et Ottersen 2013). Ces aquaporines assurent donc les échanges d’eau entre

les compartiments liquides des cellules et l’espace extracellulaire. Il est aussi

intéressant de noter qu’à proximité des synapses, des AQP4 de l’astrocyte sont

localisées à côté de canaux potassiques Kir4.1, on peut donc envisager que cette

proximité permette le couplage entre les modifications de l’osmolarité dues à la

libération des ions K+ et le contrôle du flux aqueux à travers lamembrane de l’astrocyte

(Amiry-Moghaddam et Ottersen 2003). Plus précisément, une étude suggéra que ce

changement d’osmolarité peut entraîner une entrée massive d’eau dans les astrocytes
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et donc un gonflement des prolongements astrocytaires. Ce phénomène pouvant

provoquer une réduction de l’espace extracellulaire dans le neuropile en réponse à

l’activité neuronale (Haj-Yasein et al. 2012). Cependant, plus d’études sont nécessaires

pour préciser la spécificité fonctionnelle de ce phénomène.

IV.B. Le contrôle du Flux sanguin

Les astrocytes jouent un rôle essentiel au niveau de la barrière hématoencéphalique.

On a vu que certains prolongements astrocytaires viennent contacter les vaisseaux

sanguins pour former ce que l’on a communément appelé des pieds astrocytaires qui

interagissent avec les cellules endothéliales. Au niveau des pieds astrocytaires, on

trouve des protéines, telles que le transporteur au glucose, la glycoprotéine P et des

canaux tels que Kir4.1 et AQP4 (Abbott, Rönnbäck, et Hansson 2006; Nag 2011). Les

astrocytes permettent donc de moduler les échanges au niveau de la barrière

hématoencéphalique et particulièrement en interagissant avec les cellules musculaires

lisses pour permettre la régulation du flux sanguin (X. Li et al. 2021).

Plus tôt dans le développement de l’individu, l’astrocyte va permettre la maturation du

système vasculaire au niveau central. En effet, les astrocytes sécrètent des facteurs de

croissance tels que VEGF, GDNF, bFGF et l’ANG-1 (Abbott, Rönnbäck, et Hansson

2006; Alvarez, Katayama, et Prat 2013) qui vont permettre la formation de jonctions

serrées, ainsi que la synthèse et la promotion de systèmes enzymatiques et de certains

transporteurs au sein des cellules endothéliales (Wong et al. 2013). Les astrocytes sont

aussi nécessaires à la réparation des vaisseaux sanguins après une rupture d’anévrisme

(Williamson et al. 2021).

IV.C. Les astrocytes dans l’inflammation du SNC :

Les astrocytes sont sensibles à des facteurs pro-inflammatoires tels que le TNF-alpha,

les interleukines 1 bêta ou 17 (Qian et al. 2007, 1) et l’activation des récepteurs Toll Like

(L. Li et al. 2021). Ces cellules réagissent aux facteurs pro-inflammatoires en activant

la voie de signalisation NFkB qui va, à son tour, entraîner la sécrétion de facteurs pro-

inflammatoires. Cette réactivité des astrocytes est maintenant bien établie et il est

désormais accepté que l’astrocyte va interagir avec de nombreux éléments du système

nerveux central lors d’inflammation. Il y a par exemple une communication

bidirectionnelle avec les microglies. Ces cellules, comme les astrocytes, vont sécréter
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finement régulés. Contrairement aux neurones, ces cellules ne sont pas excitables d’un

point de vue électrique, mais nous avons déjà brièvement évoqué l’importance de la

signalisation calcique dans ces cellules. Nous allons voir dans le chapitre suivant

comment la signalisation calcique astrocytaire est formée et régulée, et en quoi elle est

étroitement liée avec leur communication avec les synapses. Pour cela, nous verrons

aussi l’importance des études structurales dans la compréhension de cette signalisation

et de cette communication.
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Chapitre III: La signalisation calcique au sein de l’astrocyte

Nous avons vu dans la section précédente que les astrocytes sont des cellules

polyvalentes qui contribuent à de nombreux mécanismes physiologiques permettant le

maintien de l’homéostasie au niveau du SNC. Toutes ces fonctions doivent être

coordonnées à l’activité des neurones et des autres cellules du SNC, des mécanismes

fins et sophistiqués doivent donc réguler ces activités. Nous allons voir dans cette partie

que la signalisation est centrale dans la communication intracellulaire chez les

eucaryotes et que le développement de sonde spécifique a permis cette étude de

manière très fine. Enfin, nous détaillerons la signalisation calcique dans les astrocytes

et en particulier le rôle des compartiments intracellulaires dans cette signalisation.

I. L’ion Ca2+ un messager ubiquitaire

Le calcium a un rôle prépondérant dans la transmission du signal au sein des cellules

eucaryotes. Il est impliqué dans le déclenchement de l’apoptose, la différenciation, la

croissance cellulaire, mais aussi dans la transcription des gènes, la contraction

musculaire, l’immunité et bien d’autres mécanismes. Ce faisant, le calcium est

considéré comme un messager intracellulaire ubiquitaire chez les eucaryotes (pour

revue; Berridge et al., 2003). Typiquement la concentration en Ca2+ dans le cytosol

([Ca2+] Cyt) est de l’ordre de 100 nM dans les cellules non excitables dans le règne

eucaryote (Doherty, Ghalambor, et Donahue 2015).

Lorsqu’on parle de signalisation, on entend par là la variation de la concentration en

ion Ca2+ du cytoplasme. Les différences de variations constituent donc la base de

l’encodage de cette signalisation. Ces variations peuvent être mesurées en termes

d’amplitude, de fréquence, de durée et de propagation de ces événements au sein de la

cellule. Ces variations reposent sur deux éléments majeurs : la présence de réserve

interne de calcium dans la cellule ainsi que la présence de pompes et de canaux

transmembranaires perméables au calcium. Les canaux transmembranaires vont

faciliter des flux de calcium dans le sens du gradient électrochimique

transmembranaire et les pompes, quant à elles, vont permettre le transport de calcium

contre ce gradient. Les pompes pourront également permettre le rétablissement d’un
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niveau basal de calcium intracellulaire ainsi que le transport de calcium à l’encontre du

gradient en réponse à un stimulus intra ou extracellulaire particulier. Les stocks

internes de calciums pourront quant à eux libérer du calcium à la suite d’un stimulus

ou se remplir au besoin. L’action couplée de ces trois mécanismes permet ce que l’on

définit comme la signalisation calcique. Le stock de calcium le plus connu est le

réticulum endoplasmique, mais la mitochondrie peut aussi exercer ce rôle (Contreras

et al. 2010). Pour une revue détaillée de la signalisation calcique et des molécules

impliquées, voir (Michael J. Berridge, Bootman, et Roderick 2003; Dupont et al. 2016).

Nous verrons en détail l’origine de la signalisation calcique astrocytaire dans la section

II.III. mais tout d’abord nous allons décrire les techniques permettant l’étude de la

signalisation calcique en biologie cellulaire.

 

Figure III-1 : La signalisation calcique dans les

cellules eucaryotes.

Un signal calcique correspond à une augmentation

de la concentration en calcium ([Ca2+]) dans les

compartiments intracellulaires (cytosol et

organites). La concentration en calcium dans les

stocks intracellulaire et au niveau extracellulaire est

100 fois supérieure à celle du cytosol. En réponse à

un signal (1) les canaux calciques s’ouvrent (2). Le

calcium est transféré des zones les plus concentrées

vers les zones les moins concentrées, engendrant de

fait une augmentation de la concentration en

calcium (3). La concentration dans les différents

compartiments est ensuite rétablie par l’activité de

pompes calciques (4). (Adaptée de Denizot 2019)
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II. Méthodes expérimentales pour étudier la signalisation calcique :

II.A. Imagerie calcique :

L’imagerie calcique repose sur la microscopie optique à fluorescence. Dans les années

1990, le développement de sondes calciques fluorescentes a d’abord permis l’étude de

cette signalisation sur des cellules en culture, puis, avec l’utilisation du microscope à

deux photons, il a été possible d’imager les signaux calciques aussi bien ex vivo qu’in

vivo. La base de la technique repose donc sur l’utilisation de sondes calciques

fluorescentes. De manière simplifiée, ces sondes ont une grande affinité pour les ions

calciums, la fixation de Ca2+ à la sonde engendre un changement de conformation de

la molécule qui provoque une augmentation de la fluorescence.

II.A.1. Les colorants organiques :

Actuellement, il existe différentes sondes fluorescentes qui n’ont pas la même affinité

et la même cinétique. Les premières molécules utilisées étaient des colorants

organiques telles que le Fluo4, OGB et Orgon Green BAPTA. Ces colorants ont été

essentiels à l’avènement de l’étude de la signalisation calcique astrocytaire. Ils ont

permis les premières identifications de couplage entre signalisation calcique

astrocytaire et activité neuronale ex vivo (Castro et al. 2011 ; Panatier et al. 2011;

Rusakov 2015; Volterra, Liaudet, et Savtchouk 2014) et ils ont été utilisés pour les

premiers enregistrements in vivo (Hirase et al. 2004). Cependant, ces colorants

organiques présentent de nombreux désavantages. La nécessité de « patcher » les

cellules pour injecter directement le colorant dans le cytosol peut provoquer des

perturbations de la physiologie cellulaire, la mort cellulaire et dans le cas de l’astrocyte

ne permettre que le marquage des prolongements les plus larges et du corps cellulaire

(Tong et al. 2013). Bien que ces colorants existent aussi sous forme perméable à la

membrane plasmique et donc évitent la nécessité du patch, ils perdent alors leur

spécificité cellulaire. De plus, ils ne permettent que la réalisation d’expérience

d’imagerie sur le temps court.

II.A.2. Les biocapteurs :

Pour contrecarrer les défauts des colorants organiques, il a été développé différentes

stratégies. L’une d’elles consiste à traquer des molécules qui appartiennent à la chaîne

de signalisation comme les GPCR (Conway et Demarest 2002), IP3 (Tanimura et al.
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2013), PKA (Barbagallo et al. 2016) et AMPc (Surdo et al. 2017). Cependant, cela ne

permet que d’indiquer de façon indirecte la présence et l’importance de la signalisation

calcique au sein du tissu ou de la cellule.

II.A.3. Les indicateurs calciques génétiquement encodés :

La meilleure option, et la plus utilisée à l’heure actuelle, est les indicateurs calciques

génétiquement encodés. Les GCaMPs font partie de cette famille d’indicateurs. Ce sont

des constructions moléculaires alliant une GFP (green fluorescent protein), une

myosine et une calmoduline. Lorsque le calcium se fixe à la calmoduline, cela entraîne

une modification de sa conformation et ainsi un mouvement de la myosine tordant

l’hélice de la GFP ce qui produit une émission de fluorescence verte. Les GCaMPs et en

particulier la GCaMP6s ne provoquent pas beaucoup de bruit de fond, ce qui permet

d’obtenir des enregistrements très clairs de leur activité (T.-W. Chen et al. 2013). Les

GCaMPs existent avec différentes cinétiques permettant de saisir différents types

d’évènements des plus rapides aux plus lents (figure III-2). De plus, la protéine ne

tamponne pas les ions calcium au niveau du cytoplasme et n’inhibe, a priori, aucun

type d’activité. Depuis leurs apparitions, la technique est en constante évolution et des

adaptations sont faites pour les rendre plus sensibles, obtenir différents niveaux de

cinétique et donc augmenter leur résolution temporale et spatiale.

Ces indicateurs encodés génétiquement permettent de résoudre les problèmes liés au

patch-clamp utilisé pour l’intégration des colorants cités précédemment et leur

expression étant mieux répartie au

sein de la cellule. Ces indicateurs

calciques sont exprimés sous un

promoteur du type cellulaire étudié

Figure III-2: Cinétique des sondes calciques

Représentation de la composition typique

d’une sonde de type GCaMP : protéine

fluorescente de type GFP (cpEGFP),

myosine (M13) et la Calmoduline (Cam)

interagissant avec divers ions Ca2+

(panneau du haut). Tableau des cinétiques

de différents indicateurs calciques.
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permettant des enregistrements de longue durée. Par exemple, dans le cas de l’étude

des astrocytes, ces promoteurs seront ceux de la GFAP, du S100β ou de l’ADHL1 ce qui

permet la spécificité de leur expression. Désormais, ces indicateurs calciques sont aussi

utilisés pour étudier la dynamique calcique de compartiments intracellulaires

cellulaires en les ciblant vers le réticulum (Henderson et al. 2015), la mitochondrie (H.

Li et al. 2014) ou la membrane plasmique (Srinivasan et al. 2016) (pour revue ;

Shigetomi et al., 2016)

III. L’origine des signaux calcique au sein de l’astrocyte :

Nous avons vu que la signalisation calcique est ubiquitaire dans le règne eucaryote et

que cette signalisation peut être observée très finement grâce au développement de

sondes calciques pour la microscopie à fluorescence. L’astrocyte n’étant pas considéré

comme une cellule électriquement excitable la prépondérance du calcium dans tous les

processus physiologiques astrocytaires et ses variations importantes au sein de la

cellule ont suggéré l’idée d’excitabilité calcique.

Le concept d’excitabilité calcique fut introduit par de premières expériences réalisées

en utilisant des techniques d’imagerie calcique pour l’étude des astrocytes. Une

première étude a montré une augmentation du calcium intracellulaire dans les

astrocytes à la suite d’une stimulation par le glutamate d’astrocytes en cultures (Ann

H. Cornell-Bell et al. 1990). Dans une étude suivante, les mêmes auteurs ont montré

que cette augmentation calcique se propage sous forme de « vagues calciques » à

travers le réseau astrocytaire. Ces vagues calciques correspondaient à des

augmentations massives du calcium se propageant de cellule en cellule au sein du

réseau astrocytaire sur de très longues distances (300–400 μm) (A. H. Cornell-Bell et

Finkbeiner 1991). Elles ont par la suite été observées ex vivo dans la rétine (Newman

et Zahs 1997) et le corps calleux (Schipke et al. 2002).

Cependant, la signalisation calcique ne s’arrête pas à ces larges augmentations de Ca2+

intracellulaires qui se propageant au sein du réseau astrocytaire. La complexité de la

signalisation astrocytaire est apparue à la suite de l’évolution des techniques de

microscopie, et en particulier, grâce à l’apport de la microscopie biphotonique qui

permet une acquisition rapide d’image sur un large volume (W. Göbel, Kampa, et

Helmchen 2007). De plus, le développement des GECIs, comme la GCaMP6 qui est
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extrêmement sensible, permet dorénavant d’imager des événements extrêmement

fugaces (Chen et al., 2013 ; Shigetomi et al., 2013). En effet, le laboratoire du professeur

Andrea Volterra a montré grâce à cet indicateur que 80 % de la signalisation calcique

est localisée dans ce qu’ils identifient comme le gliapil ou le domaine spongiforme de

l’astrocyte (voir section II.II.E.). Ces évènements sont rapides et extrêmement localisés

ce qui leur a donné le nom demicrodomaines calciques. Il a été montré que certains de

ces événements sont sensibles à tétrodotoxine (TTX), ce qui veut dire qu’ils sont liés à

l’activité neuronale. Dans la même étude, il a été montré que des événements larges et

rapides peuvent apparaître dans les larges prolongements cytoplasmiques émergeant

du corps cellulaire et que ces événements peuvent être bidirectionnels (de la périphérie

vers le corps cellulaire et inversement). Des événements ayant lemêmeprofil sont aussi

observés au niveau des pieds astrocytaires (Bindocci et al. 2017).

Pour résumer, les patterns spatiaux de la signalisation calcique astrocytaire sont

constitués de : (1) des vagues calciques se propageant le réseau astrocytaire (2) des

événements globaux qui se propagent dans tout l’astrocyte (3) d’une vague calcique

localisée qui peuvent se propager de façon bidirectionnelle vers ou depuis le corps

cellulaire (4) d’une signalisation calcique restreinte au pied astrocytaire et (5) des

événements très localisés et rapides (microdomaines) dans les filaments fins de

l’astrocyte (gliapil) qui peuvent être sensibles à l’activité neuronale ou spontanée. Pour

que ces événements puissent exister, il faut une source de calcium. Nous allons voir

que cette source de calcium peut-être est intracellulaire, mettant en jeu des organites

tels que le réticulum endoplasmique et la mitochondrie, soit extracellulaire, en

impliquant des protéines de la membrane plasmique astrocytaire.

III.A. Compartiments intracellulaires impliqués dans la signalisation calcique

III.A.1. Le réticulum endoplasmique :

Le réticulum endoplasmique (RE) est considéré comme le premier acteur majeur de la

signalisation calcique, car il peut libérer son contenu de calcium à la suite de la liaison

d’un messager secondaire (l’IP3) sur un récepteur placé sur la membrane du RE. Ce

second messager est produit suite à l’activation de récepteurs couplés à la protéine G

et engendre le clivage des phosphatydilinositol-4,5-biphosphates (PIP2) présents sur

la membrane plasmique par la phospholipase C (PLC) conduisant à la synthèse
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d’inositol triphosphate (IP3). IP3 peut ensuite diffuser à travers le cytoplasme de la

cellule jusqu’à se lier avec les récepteurs Inositol 1, 4, 5-triosphosphate (IP3Rs) ce qui

engendre la libération de Ca2+ du lumen du ER vers le cytosol de la cellule.

Les récepteurs IP3Rs sont des polypeptides avec 5 domainesmajeurs : leur N-terminal,

le domaine de liaison de l’IP3, le domaine central permettant la modulation de son

activité et le C-terminal qui constitue la zone d’ouverture du canal. 5 sous-unités

permettent de former un récepteur fonctionnel, ces récepteurs peuvent d’ailleurs

exister sous forme d’homo - ou hétérotétramères. Il existe 3 isoformes d’IP3Rs qui

diffèrent non seulement par leurs domaines de liaisons à l’IP3, mais aussi par leur

domaine dit de modulation qui permet des interactions avec la calmoduline ainsi que

leur phosphorylation. Ces différences influencent donc leur affinité et leur spécificité

pour leurs ligands et modulent les propriétés de libération du calcium par ces

récepteurs (M. J. Berridge 1993; Bosanac et al. 2002; Mikoshiba 2007; Taylor 2017).

Il est connu de nos jours qu’une augmentation de calcium local peut aussi causer une

libération de calcium des stocks intracellulaires. Ce phénomène est souvent décrit par

l’anagramme CICR (pour Ca2+-induced-Ca2+-release en anglais). Il se trouve que les

IP3Rs peuvent être mis en jeu dans ce phénomène. Cependant il nécessite la présence

d’IP3, car l’ouverture de ces récepteurs peut se produire seulement suite à la fixation

d’IP3. Il est plus courant de considérer que ce phénomène de CIRCE est dû à la

présence de récepteurs à la ryanodine. Cependant, le rôle de ces récepteurs dans

l’activité calcique astrocytaire n’est pas encore bien défini. Les derniers acteursmajeurs

de la signalisation calcique médiée par le réticulum endoplasmique sont des pompes

permettant le remplissage du RE. Nous les développerons en section III.A.1. ii, mais

tout d’abord nous allons voir la signalisation calcique astrocytaire dépendante des

récepteurs à l’IP3.

III.A.1.i. La signalisation calcique astrocytaire médiée par les récepteurs à

IP3 :

Parmi les trois isoformes d’IP3Rs existants, l’isoforme 2 fut le plus étudié dans la

signalisation calcique astrocytaire. L’expression de cet isoforme dans les astrocytes

corticaux, mais aussi dans les astrocytes de l’hippocampe, a été démontrée grâce à des

expériences d’immunohistochimie (Hertle et Yeckel 2007; Sharp et al. 1999). Ces
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expériences ont d’ailleurs suggéré que cet isoforme est exprimé de façon prédominante

dans les astrocytes, et ce constat fut par la suite renforcé par des analyses

transcriptomiques. Cependant, cette observation n’est pas toujours a même selon la

région étudiée, l’espèce et l’âge des individus : l’isoforme 1 est parfois plus exprimé que

l’isoforme 2.

Chez les rats, par exemple, les données actuelles en protéomique tendent à dire que

IP3R1 n’est pas exprimé dans de nombreuses régions du cerveau comme dans

l’hippocampe de jeunes individus comme des adultes (Holtzclaw et al. 2002). Tandis

que chez la souris, des études de transcriptome ont montré que l’isoforme 2 est

majoritaire chez les jeunes souris dans l’hippocampe jusqu’à 9 semaines et dans le

cortex jusqu’à 10 semaines (Clarke et al. 2018 ; Srinivasan et al. 2016 ; Zhang et al.

2014).Ensuite, on retrouve une surexpression de IP3R1 chez les animaux vieillissants.

Cependant, dans le striatum, il semblerait que l’isoforme 1 est majoritaire après 1

semaine (Chai et al. 2017 ; Clarke et al. 2018). L’isoforme IP3R1 fut localisé dans

l’astrocyte plus précisément au niveau de structures assimilables à la synapse tripartite,

c’est-à-dire au niveau des PAPs grâce à l’utilisation de techniques de pointe permettant

d’isoler seulement ces structures (Tetsuya Takano et al. 2020). La présence d’IP3Rs

suggère la présence de réticulum endoplasmique dans ces structures. Tandis que,

l’isoforme 2 a bien été décrit dans le soma et les larges prolongements cytoplasmiques

de l’astrocyte, mais pas dans ces filaments fins (N. Chen et al. 2012 ; Tetsuya Takano

et al. 2020).

Depuis maintenant dix ans, de nombreuses études se sont intéressées au rôle d’IP3R2s

dans la signalisation calcique de l’astrocyte, qui ont été considérés les principaux IP3Rs

des astrocytes. Ces études, reposant souvent sur l’usage de souris knock-out pour

IP3R2s (IP3R2-KO), ont montré que les larges vagues calciques au sein des

compartiments larges de l’astrocyte comme les corps cellulaires sont abolies dans ce

modèle murin (Castro et al. 2011 ; Okubo et al. 2019 ; Petravicz, Fiacco, et McCarthy

2008 ; Takata et al. 2013). Il est cependant intéressant de noter que la suppression de

la signalisation calcique astrocytaire semble plus générale à la suite d’un traitement à

l’héparine qui est un antagoniste de IP3 ou la glutathione-S-transferase (GST),une

molécule tampon à IP3 (Mark William Sherwood et al. 2017 ; Tanaka et al. 2013). De
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lamême façon, l’utilisation de cyclopiazonic acide (CPA) pour empêcher le remplissage

en calcium du réticulum endoplasmique aboli de façon plus large la signalisation

calcique astrocytaire que chez les modèles IP3R2-/- (Okubo et al. 2019). Ces résultats

permettent donc de suggérer un rôle des autres isoformes de récepteurs à l’IP3R

présents dans l’astrocyte.

Bien que l’IP3R3 soit peu exprimé dans les astrocytes en général et dans les astrocytes

de l’hippocampe en particulier, cet isoforme fut étudié pour son rôle dans la

signalisation calcique astrocytaire IP3R2 indépendante. Pour se faire, les auteurs ont

comparé l’activité calcique des astrocytes observée grâce au GECI GcAMP3 dans

l’hippocampe de souris avec un phénotype sauvage (WT ; Wild Type) ; IP3R2-/- ;

IP3R3-/- ; IP3R2&3-/-. En comparant les deux premiers, les auteurs ont confirmé une

diminution de la fréquence, de l’amplitude et de l’étendue des événements dans les

prolongements cytoplasmiques de l’astrocyte, mais ces événements sont cependant

plus longs. La comparaison des caractéristiques des oscillations calciques entre Ip3R2-

/- et du double knock-out IP3R2&3 révéla essentiellement une diminution de l’étendue

et de la durée des événements dans les prolongements cytoplasmiques. Tandis qu’une

diminution de l’amplitude des événements fut observée au niveau du corps cellulaire

(Mark William Sherwood et al. 2017). Ces résultats corroborent donc le rôle d’IP3R3

dans la signalisation calcique astrocytaire, mais le double knock-out ne semble pas

inhiber autant la signalisation calcique observée que l’héparine ou la GST, ce qui

renforce la possibilité d’une contribution de l’isoforme IP3R1 dans l’astrocyte.

Malheureusement, pour le moment, le rôle de ce récepteur dans l’activité calcique

astrocytaire est encore peu étudié.

III.A.1.ii. SOCE et SERCA, des acteurs essentiels à la signalisation calcique

astrocytaire médiée par le réticulum endoplasmique :

La capacité du réticulum endoplasmique à libérer du calcium dépend de sa capacité à

remplir ces stocks. Pour cela, le système SOCE (pour store operated calcium entry en

anglais) permet le remplissage du réticulum endoplasmique de façon indirecte. En

effet, ce système, lorsque le RE est vide, va permettre l’ouverture de canaux calciques

spécifiques au niveau des contacts entre le RE et la membrane plasmique. Cette

ouverture va provoquer une entrée massive de calcium dans la cellule mettant à
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disposition du RE une plus grande quantité de calcium (Prakriya et Lewis 2015). Parmi

les acteurs de ce mécanisme dans l’astrocyte, on retrouve STIM1/2 et Orai 1/2/3, des

protéines situées respectivement sur la membrane du RE et sur la membrane

plasmique de l’astrocyte au niveau des contacts RE-PM (Golovina 2005).

Les SOCEs peuvent être d’ailleurs la source de formation de microdomaines. En effet,

la libération d’ions Ca2+ permise par l’ouverture des IP3Rs provoque une

augmentation transitoire de la [Ca2+] cyto et l’ouverture des canaux SOCEs.

L’ouverture des SOCES entraîne une augmentation longue de Ca2+ dans la cellule au

niveau de la jonction RE-PM.Ces oscillations calciques spécifiques peuvent être

associées à des microdomaines observés dans les PAPs (Lia et al. 2021).

D’autres pompes spécifiques servent à transférer le calcium du cytosol vers le lumen.

Ces pompes sont par exemple les SERCAs (pour smooth endoplasmic reticulum Ca2+

ATPase en anglais) qui sont présentes sur la membrane du RE, et peuvent, suite à

l’hydrolyse de l’ATP, créer une entrée de calcium du cytosol vers le lumen du réticulum

endoplasmique. Ces pompes permettent donc aussi de maintenir un gradient de

concentration ionique entre le cytosol et le lumen du réticulum endoplasmique

(Verkhratsky et Nedergaard 2018).

III.A.2. La mitochondrie

Depuis les années soixante, la mitochondrie est connue pour être capable d’accumuler

activement du calcium grâce aux mCU (mitochondrial Ca2+ uniporter en anglais) qui

sont des protéines transmembranaires de la membrane interne de la mitochondrie. Le

transport des ions calcium à travers ces canaux est dépendant du potentiel de

membrane ainsi que du gradient de concentration entre le cytosol et la matrice

mitochondriale (Marchi et Pinton 2014). Ces canaux ont une faible affinité au calcium

donc la concentration en calcium du cytosol doit être d’au moins 5-10 μM.Par la suite,

la présence d’antiport (Na+/Ca2+ - NCLX) permettant la libération de calcium de la

mitochondrie vers le milieu intracellulaire fut démontrée dans les années soixante-dix

(Palty, Hershfinkel, et Sekler 2012). Plus récemment, en 1996, les mPTP (pour

mitochondriale transition pore),qui sont de larges pores très peu sélectifs, ont été

suggérés comme ayant un vrai potentiel dans la libération de calcium par la
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mitochondrie (Bernardi et von Stockum 2012). La mitochondrie dans les cellules

eucaryotes peut donc être considérée tant comme une source qu’un puits de calcium.

Dans ce contexte, certains travaux ont étudié le rôle de la mitochondrie dans la

signalisation calcique astrocytaire. Il a tout d’abord été observé dans des astrocytes en

culture que la disparition du potentiel de membrane mitochondrial causée par un

traitement au carbonyl cyanide p-trifluoromethoxy-phenyl-hydraxone (FCCP,

découpleur de protons) induit une diminution de la rapidité de disparition des

évènements calciques en augmentant leur distance de propagation (Boitier, Rea, et

Duchen 1999; Jackson et Robinson 2015). Parallèlement, la perte de mitochondrie à la

suite d’une déprivation en oxygène et en glucose induit dans les astrocytes une forte

augmentation de la signalisation calcique (O’Donnell, Jackson, et Robinson 2016). Ces

résultats confirment la capacité des mitochondries de l’astrocyte à puiser le calcium

intracellulaire et à modifier la signalisation calcique dans ce type cellulaire (Jackson et

Robinson 2018; 2015).

Dans les astrocytes en culture, il a été observé la présence de domaines calciques qui

sont colocalisés avec les mitochondries (Jackson et Robinson 2015; O’Donnell,

Jackson, et Robinson 2016). Ce phénomène fut aussi observé in situ sur des

microdomaines ayant une activité spontanée ou médiée par certains

neurotransmetteurs comme la noradrénaline. De plus, la fréquence et l’amplitude des

événements dans les microdomaines « spontanés » suite à l’inhibition des canaux

mPTP par la cyclosporine A et la roténone diminuent ; à l’inverse l’induction de

l’ouverture de ces canaux grâce à l’utilisation de la carboxyatractyloside (CAtr)

provoque une augmentation : du nombre de domaines, de la fréquence d’événement

sans en modifier l’amplitude (Agarwal et al. 2017). Cette étude a aussi mis en évidence

l’indépendance aux récepteurs IP3R2 de la signalisation calcique observée, or, nous

allonsmaintenant voir la prédominance du réticulum endoplasmique et des récepteurs

à l’IP3Rs dans la signalisation calcique astrocytaire.

III.A.3. Synergie entre réticulum endoplasmique et mitochondrie dans la

signalisation calcique astrocytaire :

Dans le domaine de la biologie cellulaire, il est bien connu que lamitochondrie interagit

avec d'autres compartiments cellulaires. Ces sites de contact sont appelés membrane
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associée à la mitochondrie (MAM) (Vance 2014). Lorsqu’une telle interaction a lieu

entre le réticulum et la mitochondrie, elle est alors communément appelée MERCs

(Mitochondrial-ER Contact).

Il est possible que cette organisation facilite l’entrée de calcium dans la mitochondrie

en créant une augmentation forte de la concentration locale en calcium au niveau de la

membranemitochondriale. Le transport de calcium dans les MERCs vers l’intérieur de

la mitochondrie par les récepteurs à faible affinité mCUs (mitochondrial calcium

uniporter) de la membrane interne de l’enveloppe mitochondriale est facilité. Il a

d’ailleurs été montré, qu’au niveau de ces MERCs, sont localisés des récepteurs à IP3

(Krols et al. 2016). Ces IP3Rs peuvent être liés aux VDACs (Voltage Dependant Anion

Channels) de la membrane externe de l’enveloppe mitochondriale par l’intermédiaire

de la Grp75 (Glucose regulated protein 75) (Figure III.3; Decuypere et al. 2011).

Comparant les cellules en culture HELA de phénotype sauvage (WT) et des cellules

DT40 montrant un déficit en IP3Rs, il a été montré que la présence d’IP3Rs diminue

la distance moyenne entre les saccules de réticulum endoplasmique et la mitochondrie

suggérant un rôle important de ces récepteurs dans la formation même de ces MERCs.

De plus, dans cette même étude, en mesurant la [Ca2+]cyt et la [Ca2+]mito

(concentration en calcium mitochondriale) la démonstration fut faite que les IP3Rs

permettent de faciliter le transfert de Ca2+ du cytosol vers la mitochondrie (Bartok et

al. 2019).

Figure III-3 : Les MERCs lieux d’échanges calciques.

Images TEM représentant des MERCs entre des citernes de réticulums endoplasmiques et des

mitochondries (vert). Les extrémités des MERCs sont identifiées par des pointes de flèches violettes. (B)

Schéma représentant les protéines impliquées dans les transferts de calcium et les interactions entre la

membrane du réticulum endoplasmique et la mitochondrie dans les MERCs. Le lien entre la membrane

du RE et l’enveloppe mitochondriale est maintenu par des mitofusines (MFN ½ et MFN 2), mais aussi

par les protéines VAPB et PTP/PS1IMM. Les IP3Rs sont ancrés à la membrane du réticulum à l’aide des

protéines PS½ et Sigma 1R. IP3Rs et les VDACs interagissent ensemble avec l’aide de Grp75 permettant

ainsi les échanges d’ions calcium entre les deux organelles: IMM : inner mitochondrial membrane ;

OOM : outer mitochondrial membrane (Adaptée de Krols et al. 2016).
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Dans les pieds astrocytaires, il a été montré qu’il existe un transfert de Ca2+ à la

mitochondrie par l’intermédiaire des MERCs lors de lésion vasculaire. Dans cette

étude, les auteurs ont montré dans un premier temps que la mitofusine-2 (Mfn2) est

une protéine essentielle à la formation de MERCs. Dans un second temps, les auteurs

ont utilisé des souris knock-out pour la Mfn2 et ont montré qu’il existe un déficit de la

réparation vasculaire dans les régions lésées associées à une diminution de la recapture

du calcium par la mitochondrie chez les souris. Enfin, forçant l’association de la

membrane du réticulum endoplasmique et de lamembranemitochondriale en utilisant

un « linker » de membrane (vectorisé par un adénovirus modifié) dans les souris

Mfn2KO, les auteurs ont observé la restauration de la capture du calcium par la

mitochondrie, demême que la restauration de la réparation vasculaire dans les régions

lésées (J. Göbel et al. 2019). Le RE et la mitochondrie peuvent donc agir en synergie

pour assurer des fonctions essentielles de l’astrocyte grâce à la modulation de la

signalisation calcique de ces cellules.
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III.A.4. Morphologie de l’astrocyte et localisation des compartiments

intracellulaires :

Les organelles, telles que la mitochondrie et le réticulum endoplasmique, sont donc

impliquées dans la signalisation calcique astrocytaire. Cependant, une question reste

en suspens : où sont localisées ces organelles dans la structure si complexe de

l’astrocyte ?

De façon intrigante, il existe des preuves demorphologies complexes demitochondries

et de RE dans les astrocytes in situ, où l'on a constaté que ces organelles atteignent des

processus éloignés du corps cellulaire et des processus de pieds terminaux (J. Göbel,

Motori, et Bergami 2018; Jackson et Robinson 2015; Lovatt et al. 2007 ; Mathiisen et

al. 2010 ; Motori et al. 2013). Grâce à la microscopie électronique sur des coupes

sériées, une étude a montré une impressionnante reconstruction 3D des extrémités

périvasculaires avec de longs faisceaux de mitochondries (Mathiisen et al. 2010). Dans

ces structures périvasculaires, de longs feuillets de RE lisse et rugueux sont trouvés

entre les mitochondries et la lame basale située autour de la cellule endothéliale,

formant une structure semblable à un mur empêchant les mitochondries d'interagir

directement avec la lame basale (J. Göbel et al. 2019). En fait, dans les astrocytes, on

trouve souvent des tubules de RE autour des mitochondries dans les branches et les

PAP. Cependant, une divergence sur la présence de ces organelles dans les processus

astrocytaires périphériques (PAPs) et dans d'autres processus vraiment fins (diamètre

inférieur à 200nm) demeure.

Ainsi, des travaux récents sur des coupes sériées enmicroscopie électronique affirment

que les feuillets très fins sont dépourvus de réticulum endoplasmique et de

mitochondrie. Ces travaux ont été réalisés dans l’hippocampe de rat où les auteurs ont

reconstruit un fragment astrocytaire d’un volume de 393 um3 (Gavrilov et al. 2018 ;

Patrushev et al. 2013). Plus récemment, l'étude de la morphologie des PAPs

astrocytaires dans le cortex de jeunes souris (4 semaines) avec des images SBF/MEB a

montré que ces structures contenaient du réticulum endoplasmique et des

mitochondries. Dans cette étude, les prolongements cytoplasmiques ont été

discriminés en fonction de leur diamètre : leaflets (diamètre < 250 nm), branchlets

(diamètre > 250-800 nm) et branches (diamètre > 800 nm). Les auteurs ont observé
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que les branches, branchlets et leaflets contenaient du RE et des mitochondries, mais

en quantité différente. Les leaflets contenaient moins mitochondrie (MT ; 1,7-1,8%) ou

RE (11,4-14,8%) en comparaison aux branches (RE : 61,0-67,0%/MT : 67,0-72,0%) et

aux branchlets (RE : 39,1-54,4%/MT :18,0-18,7%) (Aboufares El Alaoui et al. 2021).
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III.B. Les acteurs de la membrane plasmique dans la signalisation calcique :

La signalisation calcique peut être en partie engendrée par des protéines

membranaires telles que des canaux ioniques ou des récepteurs couplés à la protéine

G. Chacune de ces protéines membranaires semble être impliquée dans la

communication entre les neurones et les astrocytes. Nous allons voir tout d’abord que

des récepteurs couplés à la protéine G permettent une signalisation calcique

dépendante du réticulum endoplasmique. Ensuite, nous verrons que certains

récepteurs ionotropiques au glutamate présents au niveau de la synapse pourraient

aussi être retrouvés au niveau de la membrane plasmique de l’astrocyte et que ces

derniers pourraient donc être impliqués dans la signalisation calcique astrocytaire.

Enfin, nous verrons qu’il existe d’autres canaux calciques, qui ne sont pas dépendants

du glutamate, qui sont aussi importants dans cette signalisation dans les astrocytes de

l’hippocampe.

III.B.1.i. Les récepteurs couplés aux protéines G :

Dans les astrocytes, on retrouve aussi des récepteurs à 7 domaines transmembranaires

couplés aux protéines G. Ces récepteurs peuvent engendrer la libération de calcium des

stocks intracellulaires en réponse à l’activité neuronale. Le plus souvent, cette cascade

de signalisation passe par l’activation de la phospholipase C (PLC) par la protéine G

activée suite à la fixation du ligand sur le récepteur. Cette activation entraîne la

libération d’IP3 permettant une libération de calcium au niveau du réticulum

endoplasmique médié par les récepteurs IP3R. Ces récepteurs sont des cibles de choix

dans l’étude de la signalisation astrocytaire déclenchés par l’activité neuronale.

(a) Les récepteurs métabotropiques au glutamate :

Les récepteurs métabotropiques au glutamate (mGluRs) sont composés de trois sous-

groupes (voir section II.III.B). À l’heure actuelle, les mGlurs du groupe III n’ont pas

été très étudiés dans les astrocytes. De plus, ils sont très peu exprimés dans les

astrocytes et leur activité n’a pas montré , jusqu’à présent, de liens avec la signalisation

calcique astrocytaire (Spampinato et al. 2018). Dans le groupe II, on retrouve une

expression de mGluR3 dans les astrocytes. Cette expression est dépendante des stades

développementaux. Leur rôle dans la signalisation calcique astrocytaire chez de jeunes

souris à 10 jours fut décrit dans le cortex par la délétion conditionnelle du gène dans
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les astrocytes. Plus précisément, la fréquence et l’amplitude des signaux calciques

observées précédemment chez la souris témoin furent diminuées (Kellner et al. 2021).

Les mGluRs du groupe I sont plus intéressants en termes de régulation calcique. Dans

ce groupe on trouve les récepteurs mGluR1 et 5. Bien que le mGluR1 soit très peu

exprimé dans les astrocytes, mGluR5 est quant à lui très présent en particulier au stade

prénatal. L’expression de mGluR5 semble diminuer après la naissance jusqu’à

atteindre des niveaux très faibles chez l’adulte (Chai et al. 2017 ; Lavialle et al. 2011).

De plus, chez le rat entre P15 et P21, comme chez la souris entre P13 et P16, il a été

montré que des activités calciques évoquées par l’activité synaptique au niveau de

l’hippocampe était contrôlée par l’activation de récepteursmGluR5 (Honsek et al. 2012

; Panatier et al. 2011). Cependant, une signalisation calcique dépendante de ces

récepteurs fut observée chez la souris adulte dans les PAPs (Arizono et al. 2020).

(b) Muscarinique 1 et A1-adrenergique :

Les récepteurs muscariniques à l’acétylcholine 1 (M1) sont aussi appelés récepteurs

cholinergiques, muscarinique 1. Les récepteurs alpha 1 adrénergiques sont des

récepteurs aux catécholamines comme la noradrénaline et l’adrénaline. Ces récepteurs

sont couplés à une protéine de classe Gq induisant l’activité Phospholipase C et

provoquant ainsi la libération d’inositol triphosphate IP3, ce qui entraîne une

signalisation calcique intracellulaire. Ces récepteurs ont déjà été montrés in situ

comme liés à la réponse calcique astrocytaire suite à la libération de leurs ligands au

niveau des synapses de l’hippocampe (Okubo 2020).

(c) P2Y1

Nous avons précédemment évoqué la présence de récepteurs purinergiques et leur rôle

dans la modulation de l’activité de la synapse glutamatergique. Les récepteurs

purinergiques de types I (P2Y1) sont des récepteurs à l’adénosine triphosphate (ATP)

et l’adénosine diphosphate (ADP) se trouvant dans l’espace extracellulaire. Il se trouve

que ces récepteurs sont aussi présents au niveau de la membrane astrocytaire. Il a été

montré que la surexpression de P2Y1 dans les astrocytes augmente les vagues calciques

astrocytaires sans affecter les microdomaines calciques (Shigetomi et al. 2018). De

plus, plusieurs études ont montré un rôle important dans la régulation de l’activité
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synaptique de P2Y1R dans le DG de l’hippocampe (Jourdain et al. 2007; Castro et al.

2011; Santello, Toni, et Volterra 2019a).

(d) Les récepteurs aux endocannabinoïdes

Le système des endocannabinoïdes (ECB) est un système important dans la régulation

physiologique des fonctions du cerveau. Les récepteurs aux endocannabinoïdes sont

des récepteurs transmembranaires couplés aux protéines du nom de CB1 et CB2 (pour

revue (Piomelli 2003). On retrouve classiquement ces récepteurs au niveau du bouton

présynaptique. Les ECBs sont sécrétés par la composante post-synaptique et diffusent

de façon rétrograde. En activant les récepteurs CB1Rs ils vont inhiber la transmission

synaptique (Kano et al. 2009; Ohno-Shosaku et al. 2012). Ces récepteurs ont été mis

en évidence comme étant des acteurs de la communication entre neurone et astrocyte

dans l’hippocampe. L’activation des récepteurs CB1Rs provoquant une libération de

calcium des stocks interne de l’astrocyte. Cette signalisation calcique semblant être

directement liée à la potentialisation synaptique (Navarrete et Araque 2008; 2010)

III.B.1.ii. Les récepteurs ionotropiques au glutamate :

Nous avons évoqué les récepteurs AMPA et NMDA dans le précédent chapitre lorsque

nous décrivions la synapse glutamatergique et sa fonctionnalité. Ces récepteurs

peuvent aussi retrouvés au niveau des astrocytes dans certaines régions ou certaines

sous-populations d’astrocyte. On suppose donc qu’ils peuvent jouer un rôle dans la

réponse calcique astrocytaire en lien avec l’activité neuronale dans certaines

circonstances.

Les récepteurs fixent le glutamate ce qui provoque leur ouverture et donc une entrée

de calcium au niveau de la synapse. Dans le cortex, il a été démontré qu’une activation

des récepteurs NMDA de l’astrocyte provoque une augmentation de la [Ca2+]cyt

(Verkhratsky et Kirchhoff 2007). Ces récepteurs pourraient donc être à l’origine

d’événements calciques en réponse à l’activité synaptique glutamatergique dans les

astrocytes (Palygin et al. 2010), cependant l’étendue de leur importance n’est pas

encore bien étudiée. De plus, ils sont exprimés de façon très hétérogène par les

astrocytes. Par exemple, dans l’hippocampe, les astrocytes se montrent très peu

sensibles à la présence de NMDA suggérant une très faible expression de ces récepteurs

contrairement aux astrocytes corticaux (Verkhratsky et Kirchhoff 2007). Les
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récepteurs AMPA sont quant à eux exprimés au niveau la glie de Bergmann dans le

cervelet (Matsui, Jahr, et Rubio 2005). Leur rôle et leur expression dans l’hippocampe

n’ont pas encore été élucidés, et l’hétérogénéité de leur expression n’est pas encore bien

comprise (pour revue; Rose et al., 2018). Ces récepteurs ne semblent impliqués que

dans une très faible portion de la réponse astrocytaire induite par le glutamate il est

possible que leur rôle soit spécifique à la glie de Bergmann.

Enfin, nous avions aussi évoqué les récepteurs au kaïnate au niveau de la synapse

glutamatergique, et nous avions évoqué le fait que ces récepteurs entraînent une entrée

de calcium au niveau des neurones. Ces récepteurs au kaïnate sont essentiellement

étudiés dans l’épileptogenèses que ce soit dans l’étude de la transmission synaptique

ou dans les astrocytes. Il se trouve que pour les astrocytes, le traitement par kaïnate

engendre une astrogliosis dans l’hippocampe. Les astrocytes exprimant la GFAP

semblent exprimer des concentrations croissantes des sous-unités des récepteurs au

kaïnate en réponse aux statuts épileptiques, et cette expression persiste jusqu’à

8 semaines après le status epilepticus. Cependant il n’y a pas de preuves concrètes de

leur rôle dans l’activité de l’astrocyte en dehors de ces aspects pathologiques (Vargas

et al. 2013).

III.B.1.iii. Les canaux ioniques indépendants du glutamate :

Certains canaux sont aussi indépendants du glutamate. Les canaux calciques ont aussi

un rôle à jouer dans la signalisation calcique astrocytaire. Bien que l’on ne comprenne

encore pas bien l’ampleur de leur rôle dans la signalisation astrocytaire, ces canaux

permettent le transport de calcium dans le sens du gradient électrochimique

transmembranaire. Différents types de canaux ioniques sont retrouvés dans le SNC et

dans l’astrocyte tels que les canaux TRP ou les VGCCs (voltage gated calcium channels).

Bien que le rôle des VGCCs n’est pas encore bien établi, la présence de ces canaux

pourrait en particulier permettre de comprendre l’origine d’évènements calciques qui

sont indépendants du réticulum endoplasmique.

L’intérêt dans l’étude des canaux TRP (transient receptor potential) est assez récent.

Ces canaux sont une famille de protéines transmembranaires et l’on retrouve plusieurs

de leur sous-famille dans les astrocytes :Les TRPC (canonical), par exemple, qui ont un

fonctionnement analogue aux SOCEs (voir section III.A.1.ii) (Verkhratsky et
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Nedergaard 2018) ; les TRPV (vanilloid) et plus particulièrement les isoformes 1 et 4

qui respectivement sont exprimés dans les pieds astrocytaires de la région

circumventriculaire (Mannari et al. 2013) et dans les astrocytes corticaux et

hippocampaux associés à l’AQP4 (Benfenati et al. 2011); et les canaux TRPA

(ankyrine), en particulier l’isoforme 1 qui est retrouvé seulement les astrocytes dans

l’hippocampe (Verkhratsky, Reyes, et Parpura 2014). Une étude a d’ailleurs permis de

suggérer que TRPA1 serait un régulateur de la concentration basale de calcium

astrocytaire, mais aussi de la communication entre les neurones et les astrocytes par la

régulation de la libération de D-serine au niveau de l’hippocampe (Shigetomi, Jackson-

Weaver, et al. 2013). Plus récemment encore, cette fois-ci dans le contexte de lamaladie

d’Alzheimer, des travaux ont montré son implication dans l’hyperactivité calcique

astrocytaire et les dysfonctions synaptiques causées par le peptide amyloïde bêta.

L’inhibition de ce canal permet d’ailleurs de rétablir les fonctions synaptiques causées

par le peptide amyloïde bêta (Bosson et al. 2017 ; Paumier et al. 2021).
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Résumé et problématique de la thèse
Nous avons vu que l’astrocyte joue de nombreux rôles au niveau du système nerveux

central et qu’au moins une partie de cette activité est finement régulée par une

signalisation calcique complexe. Cette dernière est cependant spécifique à différents

niveaux de l’organisation du SNC, notamment à l’échelle : (1) des différentes régions

du SNC, (2) des différents réseaux astrocytaire (3) des différentes sous populations

d’astrocytes au sein du tissu et (4) des différents sous-domaines morphologiques de

l’astrocyte.

Ce travail de thèse s’inscrit dans la suite du travail du laboratoire d’Andréa Volterra,

celui-ci s’intéressant aux différentes modalités de signalisation calcique dans

l’astrocyte dans ses différents sous-domaines morphologiques et ceci en fonction de

l’activité neuronale (Bindocci et al. 2017). Mon travail se concentre ainsi sur la

compréhension de l’organisation morphologique des astrocytes dans le tissu, mais

aussi de son ultrastructure qui sous-tend l’existence de cette signalisation calcique.

En résumé, notre étude visait à :

- Identifier des corrélats ultrastructuraux des microdomaines de Ca2+. Pour

explorer cette question, nous nous sommes concentrés sur l'étude de la

localisation et de l'organisation ultrastructurale des organelles impliquées

dans la signalisation du Ca2+ dans l'astrocyte, comme les mitochondries et

le réticulum endoplasmique.

- Apporter un nouvel éclairage sur la compréhension de la morphologie

complexe des astrocytes, en particulier sur les processus astrocytaires les

plus fins (leaflets).

- Analyser la manière dont ces sous-domaines complexes de l'astrocyte

interagissent avec les synapses et la manière dont leur organisation

ultrastructurale nous renseigne sur la communication neurones/astrocytes

en lien avec la signalisation calcique astrocytaire.

Pour ce faire, nous avons mis un en place un protocole de préparation des échantillons

pour la microscopie électronique reposant sur la vitrification des échantillons pour
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conserver au maximum l’intégrité du tissu et de l’astrocyte (Article 1). Nous avons

ensuite acquis des images en utilisant le FIB-MEB avec un voxel isotrope de 4 nm,

fournissant ainsi des volumes suffisamment grands pour étudier les différents sous-

domaines de l'astrocyte avec une haute résolution dans les trois dimensions. Nous

avons reconstruit et analysé ces fragments astrocytaires qui ont été imagés ainsi que

les synapses voisines.

Nous avons également abordé la question de la localisation subcellulaire des sous-

types d'IP3Rs dans l'astrocyte en utilisant une technique d'immunomarquage en

« préembedding » associée à l’imagerie en 3D avec le MEB-FIB. Nos collaborateurs du

laboratoire d’Andréa Volterra ont quant à eux exploré la signalisation calcique dans les

domaines que nous avons décrits d’un point de vue morphologique (Article 2). Enfin,

pour ouvrir le champ des possibles nous avons, en collaboration avec l’IGBMC de

Strasbourg, exploité une partie de notre protocole d’analyse d’image pour analyser des

données obtenues avec un cryo-FIB/SEM sur des cellules HELA. Si l’analyse est rendue

ardue par le faible contraste obtenu sur ces échantillons non colorés, les résultats

obtenusmontrent néanmoins qu’il est possible d’analyser l’organisation intracellulaire

et localiser des protéines de façon précise dans une cellule qui a été « simplement »

vitrifiée. (Article 3).
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MATÉRIELS ET MÉTHODES
Ce travail de thèse étant préparé sur article, la section matériel et méthodes est

constituée de trois protocoles détaillés. Ils correspondent aux méthodes utilisées en

microscopie électronique pour l’article 2. Leur mise en place fut une partie à part

entière de mon travail de thèse. Ces trois protocoles sont formatés pour être publiés

dans le journal « Bio-protocol » qui est un partenaire de stratégique de : « Science

AAAS ».

Le premier de ces « Bio-protocol » correspond à la préparation d’échantillon du gyrus

denté de l’hippocampe de souris en congélation haute pression et substitution à froid

pour la microscopie électronique à faisceau d’ion focalisés. La préparation des

échantillons fut réalisée par moi-même sous la supervision de Karin PERNET-

GALLAY, la plateforme de microscopie électronique du Grenoble Institut des

Neurosciences (GIN-PF ME) et en collaboration avec Anne BERTRAND (GIN-PF ME)

en tant que support technique. L’imagerie FIB/SEM fut réalisée par Pierre-Henri

JOUNEAU de la plateforme de nanocaractérisation au CEA de Grenoble.

Le deuxième « Bioprotocole correspond au « workflow » d’analyse d’image mis en

place par Arnold FERTIN du laboratoire TIMC de Grenoble et moi-même sous la

supervision de Karin PERNET-GALLAY (GIN-PF ME) et Yves USSON.

Le troisième de ces « Bio-protocol » correspond à la mise en place de stratégie

d’immunomarquage a l’or pour les récepteurs IP3Rs et leur imagerie en microscopie

FIB/SEM. Ce travail fut réalisé par Robin GONCET (stagiaire en étude de médecine à

l’université de Grenoble) et moi-même sous la supervision de Karin PERNET-GALLAY

(GIN-PF ME) et en collaboration avec Anne BERTRAND (GIN-PF ME) en tant que

support technique.
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Chapitre I: Bioprotocole n°1 : Étude de l’ultrastructure 3D des

astrocytes dans le tissu avec la technique de congélation haute

pression et de microscopie électronique à faisceau d’ions

focalisé

3D ultrastructural study of in situ astrocytes by using High Pressure Freezing 

and Focus Ion Beam Scanning Electron Microscopy.  

Benoit M. Lucas1, Pierre-Henri Jouneau. 2, Anne Bertrand1 and Karin Pernet-Gallay1, * 

 

1 Univ. Grenoble Alpes, Inserm, U1216, Grenoble Institut Neurosciences, 38000 

Grenoble, France;  

2 Univ. Grenoble Alpes, CEA, IRIG, MEM, 38054 Grenoble, France; 
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[Abstract] Located in the brain and in the spinal cord, astrocytes are large cells with 

multiple cytoplasmic extensions ramified into very thin structures that are entangled 

into the neuronal tissue. The fine processes of these cells are difficult to observe with 

optical microscopy and 2D electron microscopy is not adequate to grasp the 3D 

organisation of the cell. In addition, conventional electron microscopy chemical 

preparation protocol fails to preserve the cell ultrastructure due to its high-water 

content. Though serial sections and block face scanning electron microscopy have 

made it possible to observe large fragment of astrocyte and to resolve the complexity 

of its thinner structures, the resolution of intracellular component was however limited. 

Here, brain was first fixed with an iso osmotic glutaraldehyde fixation solution and 



MATÉRIELS ET MÉTHODES

94

sections were obtained with a vibratome; the dentate gyrus of the hippocampus was 

then punched and cryo-immobilised by high pressure freezing. After cryo substitution, 

samples were embedded in epoxy resin, semithin sections were acquired, stained with 

toluidine blue and visualized by optical microscopy to obtain an overview of the tissue 

organisation. Ultrathin sections were imaged by 2D TEM to check the quality of the 

sample and finally stack of images were acquired by focus ion beam scanning electron 

microscopy with isotropic voxels of 4 nm. This workflow provides the best level of 

preservation of the astrocyte ultrastructure, but also of the neurons, and allowed us, 

after a segmentation process, to describe the specific biological organisation of this 

cell and its interaction with the synapses.  

Keywords: 3D, Astrocyte, focus ion beam, scanning electron microscopy, high 

pressure freezing, Cryo-substitution, ultrastructure. 

[Background] The fine structure of astrocytes has been deciphered by 2D electron

microscopy (EM) (Alan Peters, Palay, et Webster 1991). However the investigation of

their interactions and their 3D organisation required the development of 3D EM. The

first approach was based on the collection of serial section (Gavrilov et al. 2018; 

Patrushev et al. 2013; Witcher et al. 2009), but in addition to being a tiresome process,

the alignment of the images is not straightforward and the z resolution is limited to the

thickness of each slice. Recently, the development of field emission gun for the

extraction of the electron has greatly increased the resolution of the Scanning Electron

Microscopy (SEM), down to 3 nm, and the use of backscattered electron detectors

clearly provides ultrastructural information of chemically stained biological samples. It

is therefore possible to image serial sections with a SEM, a technique called array

tomography, but again, the z resolution is limited to the thickness of the slice (Kim et 

al. 2020). 

Since more than 10 years, development of 3D electron microscopy strategies based

on the scanning electron microscope to image not slices but the surface of the sample

combined with a slicing device inside the microscope makes it possible to obtain a

stack of images by an iterative slicing/imaging process. The first strategy called serial

block face SEM (SBF-SEM) is based on the insertion of an ultra microtome inside the
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SEM chamber : with this approach the alignment of the images is much easier and the

collection of the data is made automatically, however, the z resolution is limited to the

thickness of the slices obtained with the diamond knife (Aten et al. 2022). Another

drawback of this technic is that it requires a heavy staining of the biological sample

usually several steps of osmium tetroxide are required to obtain enough contrast and

this promotes the extraction of the intracellular content of the cells. The FIB SEM

microscope takes advantage of a gallium beam to remove a few nanometers of the

surface of the sample; stack of images could be obtained with an isometric resolution,

more importantly, the technique is compatible with cryo method of preparation (Möbius 

et al. 2010b). 

The protocol described below is adequate for any kind of tissue and we provide a

workflow to first observe the sample by optical microscopy, on toluidine blue stained

section, and then by 2D electron microscopy to check the quality of the sample and

define the area of interest before the sample is imaged by FIB-SEM. A preliminary 

aldehyde fixation step is proposed to prevent astrocyte reaction to the slicing process 

(Takahiro Takano et al. 2014), but this step could be skipped and acute slices could 

be directly cryo immobilised by high pressure. In both cases the preservation of the 

ultrastructure of the tissue, including the astrocyte and the neurons, was optimal. High 

resolution acquisition with an isotropic voxel of 4 nm provides a wide field of view of 

the brain tissue of around 10µm3, which offers the possibility to resolve the thinest 

structures of the astrocyte and their interactions in 3D. Our methodology allows the 

recollection of precise brain regions into the sample, it is designed to be compatible 

with correlative optical/electron microscopy strategies relying on near infrared branding 

(Bishop et al. 2011) and could also be used for the study of most of the tissues . 

Materials and Reagents 

1. C57Bl6J male mice (6-week-old, Charles River)  

2. Glutaraldehyde 25% Grade 1 (Sigma, G5882-100 ml) 

3. Osmium tetroxide (EMS, 19134)  

4. Absolute Ethanol (VWR, 210 20816.298) 

5. Uranyl acetate dehydrate (Merck, 8473) 

6. Methanol (VMR, 20847-295) 
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7. Acetone (Sigma, EMSURE, 1000141000)

8. Sodium dihydrogen phosphate NaH2PO4 (Merck EMSURE, 106342100) 

9. di Sodium hydrogen phosphate Na2HPO4 (Merck, EMSURE, 1065860500) 

10. Bovin Serum Albumin (Sigma, A3059) 

11. Exagon (Axience SAS ; 152524) 

12. Epoxy embedding medium kit (Sigma, 45359-1EA-F)) 

13. Chloroform (Sigma, 1024311000) 

14. Soy lecithine (VWR, ICNA0210214780) 

15. Tannic acid (Malinckrodt pharmaceutical, 1764) 

16. Toluidine blue O (Merck, 1273) 

17. Mounting medium (Vector laboratories, Vecta mount, H500) 

18. Sodium tetraborate (Merck, Sigma Aldrich 71997) 

19. Conductive silver paint 

20. Razor blade, single edge carbon steel (EMS, Gilleron. 71961) 

21. Tweezers Dumont Dumoxel N°7 (EMS, C133)  

22. 50 ml Falcon tube (Corning, Dutscher. 362070) 

23. 15 ml Falcon tube (Corning, Dutscher. 352096) 

24. Filtration unit 0,22 µm (Thermo scientific, Nalgen 10229090) 

25. Sample holder half cylinder (Leica, 16770135) 

26. Sample holder middle plate (Leica, 16770136) 

27. Specimen carriers, aluminium, type B (Leica, 16770142) 

28. Reagent bath (Leica, 16707154) 

29. Flat embedding inserts (Leica, 16707155) 

30. Aclar foils (Leica, 16707156) 

31. Reagent containers 10 ml (Leica, 16707158) 

32. Dispenser syringe (Leica, 16707152) 

33. Feeling needles (Leica, 16707153) 

34. Transfer pipet polyethylene fine tip (SAMCO, Dutscher. 43233) 

35. Transfer pipet polyethylene medium tip (SAMCO, Dutscher. 43222) 

36. Glass pipet (Fisherbrand, Fisher scientific, 11765098) 

37. Scissors 

38. Cryo-tweezers 

39. Balance 

40. Needles  

41. Seringes 

42. Clamp  

43. Catheters  
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44. Cu/Pd squaregrid 200 mesh (EMS, G200-CuPD)

45. 2 mm punch (EMS, 69039-20) 

46. Diamond knife, ultrathin section (Diatome, Ultra 45) 

47. Diamond knife, semi-tin section (Diatome, Histo) 

48. Diamond knife, trimming (Diatome, cryotrim 45) 

 

Equipment 

1. Vibratome (Leica, VT 1000S) 

2. Binocular 

3. Peristaltic pump 

4. Heating plate  

5. Transmission electron microscope (JEOL, 1200EX)  

6. Ultramicrotome (LEICA EM UC7) 

7. High pressure freezing (LEICA EM HPF100) 

8. Automate cryosubstitution (LEICA EM AFS2) 

9. Oven (BINDER, 9010-0001) 

10. ELGA Purelab  

11. Platinum coater (GATAN PECS) 

12. Wire saw 

13. Focused ion beam – Scanning electron microscope (ZEISS CrossBeam 550) 

 

Software  

1. Atlas3D module of the Atlas 5 suite (Zeiss) 

2. Fiji, a distribution of ImageJ [reference Schindelin 2012] 

Procedure 

A. Intracardiac perfusion and tissue collection 

1. Prepare the peristaltic pump by placing the tube and rinse it with PB 0.1M until the tube is filled 

and no more air bubbles are present in the tube. 

2. Weight the mouse and induce anaesthesia by an intraperitoneal injection of 1 ml/kg of Exagon.  

3. Open the chest cavity and insert the needle, connect to the tube and clamp it. Make a small 

incision in the right atrium to drain the blood during the procedure.  

4. Set the peristaltic pump to obtain a flow rate of 1.80 ml/min perfuse with 50 ml of PB 0.1M. 

5. Perfuse with 50 ml 1.6% Glutaraldehyde in PB 0.1M.  

6. Cut the head and extract the brain from the skull. 

7. Keep the brain into 1.6% Glutaraldehyde in PB 0.1M for at least 1 hour at 4°C.  
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8. Fill the vibratome cuve with PB 0.1M and glue the brain on the vibratome sample holder to

slice the brain in 300 µm coronal section. Keep the slices in fixative until further process.  

B. High Pressure freezing 

1. The day before, coat the specimen carriers with chloroform/soy lecithin (1%), let then dry them 

into the oven. Carve a small fiducial on the rim of the sample carrier, this fiducial will be useful 

to maintain the orientation of the sample for further processing.  

2. In the morning, fill the HPM100 with liquid nitrogen and ethanol. 

3. When the instrument is ready, make several empty “shot” to be sure that the

pressure/temperature conditions are OK.  

4. Wash 3 times the brain slices in PB 0.1M and put it on a glass slide.  

5. Use a 2 mm in diameter punch to extract the hippocampus from the tissue and use a razor blade 

to make a fiducial facing the opening of the dentate gyrus (Figure I.1, A).  

6. Insert the sample holder half cylinder in the high-pressure freezing device, add the middle plate 

as well as a 3 mm specimen carrier with a carved fiducial  

7. immerse the sample in 20% BSA and transfer it in the specimen carrier (300 µm deep). Make 

sure that the fiducial of the sample and the fiducial on the sample carrier are facing (Figure I.1, 

B/C).  

8. Close the specimen carrier with the flat side of another specimen carrier that has been in contact 

with 20% BSA. It is important not to have any air bubble that will prevent the proper vitrification 

of the sample (Figure I.1, D). 

9. Close the sample holder cylinder and shoot. 

 

Tips: You can keep the samples in liquid nitrogen until the end of the freezing experiment and at the 

end of the procedure you can transfer the remaining liquid nitrogen from the HPM100 to the AFS. 
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2. Set the machine to -90°C and prepare the solution of Tannic acid (0.2%)/Acetone

(200 µl of 10 % Tannic Acid into 10 ml of cold Acétone). Keep the solution in the cold chamber of 

the AFS.  

3. Place the reagent bath with the flat embedding insert (Figure I.1, E) into the chamber, transfer the 

sample holder cylinder in the chamber, extract the closed specimen carrier and open it with 2 pre-

cold tweezers. Place each specimen carrier into different slots of the embedding insert, the open 

side facing up. 

4. Incubate samples for a minimum of 100 hours at –90°C into the 0.2% Tannic acid solution. 

5. Prepare the 2% OsO4/ 0.1% Uranyl acetate solution in acetone (under the fume hood/ on ice). 

Place the solution into the chamber.  

6. Wash 4-time 20 min into cold acetone by using a glass pipette (pre-cool the glass pipette with 

nitrogen and/or cold acetone) 

7. Incubate into the Osmium/Uranyl acetate solution and launch the program. 

Program details:  

Step 1: -90°C for a minimum of 7 hours (adaptable)  

Step 2: -90°C to -20° by increment of 5°C/hours (14 hours) 

Step 3: -20°C for 16 hours 

Step 4: -20°C to 0°C by increment of 10°C/hours (2 hours)  

Step 5 : 0°C for 1 hours 

8. Prepare the epoxy embedding medium according to the manufacturer protocol. Once the solution 

is homogenous, prepare 10 ml of 50% epoxy resin/50%aceton and put it in a reagent container 

9. Place the containers into the chamber. Install the automate and insert the dispenser syringe with 

a filling needle and launch the following program. 

Program details 

Step 1: Wash 3 times 20 minutes with acetone at 4°C 

Step 2: Infiltrate with 50% Epon/aceton for 3 hours at 4°C  

 

10. Remove the reagent bath from the AFS, incubate twice the sample in 100% epon for 1 hour at 

RT. 

11. Prepare a new batch of epoxy resin according to the manufacturer, put this “fresh” resin (which is

more soluble) on the sample, place an aclar film on the samples and let it polymerise at 60 °C for 

60 hours.  

Tips: To obtain a larger resin sample re-embedded the sample into larger moulds after the embedding. 

 

D. Ultramicrotomy 

1. Remove the embedded samples from the reagent bath and the flat embedding insert.  

2. With razor blades remove the excess of epoxy resin and trim a square based pyramid around 

the sample (Figure I.1, F).  
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3. Create a fiducial by slicing one corner of the pyramid so that you can retrieve the orientation

later on both the semi-thin sections and the ultrathin sections.  

4. With the ultramicrotome and the trimming diamond knife cut the sample (step 500 nm; speed 

50 mm/s), including the cuppule, at least 500 nm in the depth of the sample 

5. Slice 500 nm sections of the sample with the histo diamond knife. Use a metal loop to collect 

the sections and transfer them to a drop of distilled water on a glass slide. 

6. Dry the slices on the slides by placing the slide on a hot plate (50-60 °C) 

7. Put one drop of toluidine blue on each section  

8. Heat the slide during 1-2 minutes until the rim of the drop of toluidine becomes silver/gold.  

9. Remove the excess of toluidine blue from the slide with a smooth flush of distilled water 

10. Dry the sections by heating the slide 

11. Mount with a coverslip and mounting medium.  

12. Observe with a contrast phase optical microscope 

 

This step allows the observation of the semi-thin sections which will help you recollect your zone of 

interest. With a slide scanner, you can acquire images of the semi-thin sections and the coordinate 

of the area of interest and by that way you measured using one corner of the slice as the origin of 

the X/Y axis of the section.  

E. Transmission electron microscopy 

1. Slice the sample with the ultramicrotome and the “ultra” diamond knife and collect ultrathin section

(60 nm, 1mm/s) on carbon/formvar coated copper grids, sections should be silver white. 

2. With the transmission electron microscope (80 kV), find a nicely preserved area in the molecular 

layer of the dentate gyrus (25000 X), acquire low magnification images (5000 X) and measure the 

X/Y coordinates of the interesting area using FiJi software. 

 

Tips: The granular cell layer could be distinguished from the pyramidal cells in the hippocampus. The 

granular cells are organized in 3-4 layers and they are rounder than the pyramidal cells form the CA1 

area. The semi-thin section is helpful to find the right side of granular cell layer to image astrocytes in 

the molecular layer.   

F. Sample mounting for Focus ion beam - Scanning electron microscopy (FIB-SEM) 

1. Cut the epoxy-embedded sample with a wire saw to obtain a flat base, parallel to the surface 

previously sliced by ultramicrotomy, and with a sample height of less than 5 mm. Remove carefully 

all dust with a stream of nitrogen gas (Figure I.2, A). 

2. Glue the sample to a standard aluminium stub with a drop of conductive silver paint (Figure I.2, B) 

(do not use carbon tape as it gives a soft fixation which is not stable enough during acquisition). 

Also paint each side of the sample (except the surface) with silver paint, so that the sample is as 

conductive as possible (Figure I.2, C/D). Let the sample dry for at least 1 hour to avoid contamination 
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of the microscope chamber.

3. Fully coat the sample with an additional platinum layer (~10 nm Pt with ~10 min deposition of with 

a Gatan PECS coater used with 6 kV accelerating voltage and sample rotation) (Figure I.2, D).  

Note: The purpose of this preparation step is to obtain a firm sample fixed, with the surface of interest 

flat and clean, and as conductive as possible to avoid charging effects during acquisition. 

Figure I-2 : Sample mounting for FIB/SEM microscopy.

(A) Photo of the slicing of the epoxy embedded sample with a wire saw. (B) Photo of the sample glue on

a standard aluminium and the bottle of the conductive silver paint used to glue it. (C) Photo when

applying silver paint onto the sample. (D) Photo of the sample glue on the standard aluminium stub

covered with silver paint and coated with platinum layers.

A B 
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G. FIB-SEM nanotomography acquisition (Figure I.3, A) 

1. Insert the stub into the sample holder, screw it tight (important to avoid any drift during imaging) and 

introduce it into the FIB-SEM chamber (in our case a CrossBeam 550 from Zeiss).  

2. Bring the sample surface to the eucentric position, and to a working distance of 5 mm (the distance 

of coincidence between the SEM and FIB beams). Tilt the sample at 54° so that its surface is 

perpendicular to the gallium ion beam. 

3. Deposit on the surface, on a selected region of interest, a 40 x40 µm protective pad with the FIB, 

with two tracking lines embedded according to the process developed by Zeiss in the “Atlas3D”

software. This protective pad is done in three steps:  

- A first platinum pad of ~ 1 µm is deposited (FIB current of 1.5 nA at 30 kV for ~ 1 hour). 

- A set of two converging tracking lines are milled in this platinum pad with the gallium beam (50 pA 

at 30 kV, for ~10 minutes). Carefully adjust the FIB astigmatism at this point to get sharp lines. 

- A second carbon pad of the same thickness of ~ 1 µm is deposited (FIB current of 1.5 nA @ 30 

kV for ~30 minutes). This whole protective pad helps to limit curtaining effects during acquisition, 

and the tracking lines are used by the Atlas3D software to control the speed of abrasion after the 

acquisition of each new image. 

4. Dig a large trench (50 x 30 µm) in front of this protected region of interest. This is generally done in 

two steps: First, dig a coarse trench with a large FIB current (typically 30 nA for about 1 hour). Then 

clean the surface of this trench with a lower current (typically 3 nA for about 20 minutes) (Figure I.3, 

B). 

5. Start automatic acquisition of the image stack by continuously milling the trench surface with the 

FIB and imaging it with the SEM.  

 

Different image parameters have to be chosen, resulting from a compromise between the needed spatial 

resolution (depending on pixel size and electron beam current), the expected total size of the imaged 

volume (depending on the field of view and number of images), the signal-to-noise ratio (depending on 

the dwell time and electron beam current), and the total time possible for the acquisition. For astrocyte 

imaging, this compromise is obtained with parameters close to these: 

- 4 nm pixel size and 4 nm thickness slice, to obtain 4 nm isotropic voxels. 

- FIB beam current of 300 nA or 700 nA at 30 kV. It is critical that the FIB aperture used to set 

this current is not too old (i.e., ~ 500 hours max usage), overwise the beam will likely have a tail 

that could make difficult to obtain a net milling of the surface. 

- SEM beam current of 1 nA at 1.5 kV (to be sure that the depth of the backscattered electron 

signal remains less than the milling thickness).    

- SEM image field of view is of approximately 20 x 15 µm; 

- Signal detection with the in-column backscattered detectors, namely the EsB detector for Zeiss 
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instruments. This detector has a front grid allowing low-energy electrons to be filtered, set at

600 V in our case. 

- Dwell time of about 10 µs. 

 

Note: These parameters correspond to a time per image of approximately 1’30 to 2’. It turns out t

be difficult to maintain good stability when the acquisition time per image becomes greater than 3’

per image. As we only acquire the backscattered signal (EsB detector), image acquisition and 

surface milling are done simultaneously, with both the SEM beam and the FIB beam always on the 

sample. This mode of acquisition allows better stability because the state of charge at the surface 

remains more or less constant.  

Tips: A control on the tracking lines is also generally done before the acquisition of each new image 

to check stability of the milling and correct any drift of the sample. Generally, after a stabilisation 

period of approximately 1 hours, the acquisition remains perfectly stable. The acquisition can then 

last up to about 70 hours. This total acquisition time is limited by the need to reheat the FIB filament 

in order to restore the FIB emission. Unfortunately, on our commercial system it is almost impossible 

to restart the acquisition after a source heating without losing several frames (with 4 nm slices). 

During the acquisition, focus and astigmatism are also corrected automatically, typically every 2 

hours. We found the most accurate way to do this is by imaging a small area (~ 0.5 x 0.5 µm) on 

the protective platinum layer with secondary electrons and a pixel size of 3 nm. The small contrast 

on the grains of the platinum allows a very accurate adjustment of the focus.   

Data analysis (Figure I.1, C) 

A detail protocol for images Segmentation and quantification in 3D: is available as Bio-

Protocol IMAGE ANALYSIS. 
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4. Mix 8.1 ml of solution A with 1.9 ml of solution B in 40 ml of ultrapure water

B. 5% Uranyl Acetate/methanol (15 ml) 

1. Mix 0.75 g d’acetate d’uranyl with 14.25 ml of methanol 

2. Turn it to homogenise the solution for 24 hours at 4°C 

C. 20% BSA in PB 0.1M (5 ml)  

1. Mix 1 g of BSA powder into 5 ml of PB 0.1M 

 

Tips: Place 1 ml of PB 0.1M in a 15 ml Falcon then place around 1/5 of the BSA powder and repeat that 

several times. Leave the falcon in the fridge overnight. The BSA powder should be perfectly diluted the 

day after.  

D. 10% Tannic A cid/Acetone 

1. Mix 0.5 g of Tannic acid powder into 10 ml of acetone (vortex intensively until all the powder is 

dissolved) 

E. Pure epoxy (26 ml)  

1. Solution A : 5 ml EPOXY / 8 ml DDSA 

2. Solution B : 8 ml EPOXY / 7 ml NMA 

3. Place the two solutions for 1 hour on a homogenising wheel 

4. Mix 13 ml of the solution A and 13 ml of solution B and add 1.7% of the accelerator solution (V 

= 442 ul) and place it on the homogenising wheel. 

F. Toluidine Blue 

1. Mix 2 g of borax (Sodium Borate) in 100 ml of ultrapure water  

2. Add 1 g of Toluidine Blue O 

3. Mix until complete dissolution 

4. Filter before use 
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Chapitre II: Bio-protocol n°2 : Analyses d’images en 3D

de l’organisation ultrastructurale de l’astrocyte en

FIB/SEM

3D Image analysis of the astrocyte’s ultrastructural organisation in the mice 

dentate gyrus using FIB/SEM. 

Lucas M. Benoit1, #, Arnold Fertin 2, #, Karin Pernet-Gallay1; * and Yves Usson2 
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[Abstract] The astrocyte is a large cell of the brain which typically contact thousands

of synapses, that has specialised subdomains and which morphology is highly

convolute. FIB/SEM imaging providing a wield field of view and high resolution is a

preferential in the study of such cells. With the emergence of semi-automated

segmentation, the 3D segmentation of large volume of astrocyte or other elements of

the central nervous system became possible providing meshes for further analysis.

However, the analysis of meshes using open-source software such as Blender and

specific plugin such as Neuromorph (Jorstad et al. 2015) is time consuming. Our

analysis workflow starts by semi-automated segmentation using the Ilastik carving

workflow (Straehle et al. 2011). Segmentation masks are then extracted in NumPy (C. 

R. Harris et al. 2020) arrays to simplify the processing of the labelled elements. We

then used the segmentation masks and Fiji plugins to analyse interaction and to obtain

quantitative morphometric data about the different elements previously segmented. We
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finished by reconstructing in 3D the different objects for representations. Our image

analysis workflow allows faster analysis of wide field 3D segmentation in electron

microscopy and could be used in cell biology as well as in material sciences.  

Keywords: FIB/SEM, Astrocyte, 3D, Segmentation, Morphometry, Open-source, 

Python, Image Analysis, Ultrastructure 

 

[Background] The recent progress in 3D electron microscopy for cell biology and

neuroscience have provided huge set of data essential to study the complexity of brain-

cell interactions. In the case of the astrocyte and its complexity new tools are needed

to process images obtained by 3D electron microscopy. Previous studies have proven

the advantage of semi-automated segmentation tools such as the Ilastik carving

workflow that we use in this protocol (Calì et al. 2016). However, 3D analysis was

mostly realised on meshes using open-source software such as Blender with specific

plugins such as Neuromorph (Jorstad et al. 2015). It turns out that analysing interaction

in the wide field of view 3D stacks of images with high resolution such as the one

provides by FIB/SEM imaging can be really time consuming even on high standards

computers. Our approached allow fastening the analysis analysing segmentation

stacks directly.  

Equipment 

The analysis was realised on a shared server from the Andrea VOLTERRA lab at the Department of 

fundamental neurosciences in Lausanne.  

The server was equipped as follows:  

• CPU: 16 Cores Intel Xeon® Silver 4116 CPU @ 1.100 GHz x 2 
• RAM: 764 GB  

• Graphic card: Radeon WX7100 

Software  

A. Ilastik 1.3.2 (https://www.ilastik.org/download.html)  

Note: For the successful application of the protocol, it is important to use this exact version. 

B. Fiji with Morpholibj and 3D suit 

C. Python 3 and libraries : numpy, tifffile, os, skimage 
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D. Spyder (Optionnal)

E. Python scripts : 

1. Split_4z.py 

2. List_ilp.py 

F. Homemade Fiji plugins :  

1. https://github.com/a-r-n-o-l-d/Euclidean_Distance_Transform_MT 

2. https://github.com/a-r-n-o-l-d/Phase_Only_Correlation 

3. https://github.com/a-r-n-o-l-d/NeuroMacros 

Procedure 

 

A. Split your stacks to fasten computation  

1. Launch “Split4_z.py” script 

2. Follow the steps to split your stack by two along the X and Y axis and by 350 on the Z-axis. 

B. Convert the stack from “.tiff” to “.h5” with Fiji 

1. Open the stack of images in Fiji: Click ‘File’ and select ‘Open” or drag your file directly to the fiji

toolbar 

2. Export your file as “.h5” file: Click ‘File’ and select ‘save as’ > “h5 new or replace” 

C. Semi-automate segmentation with Ilastik 

1. In ilastik in the “Create new project list” click on “Carving”  

2. Save your project “.ilp” into the desire folder 

3. In “Raw Data” click on “Add New…” > “Add separate image(s)…” and select your “.h5” file

previously saved 

4. When your file is loaded go into the “Preprocessing” tab and select the “dark lines (valley filter)”

then click “Run” 

5. When processing is finished, you can start the segmentation process by going to the “…” tab.  

6. Seed the object that you want to segment with the object label and the brush tool then seed 

background. 

7. Click on segments. Look at your object and correct it. Do as many iterations until your satisfied 

by the segmentation.  

8. Click on saving objects and provide a name to the object. You are able now to start with another 

object.   

D. Extract your segmentation in “. npy” 

1. Click right on the “Completed Segmentation (one-colour per objects)” on the left bottom of the

ilastik project window and select export.  

2. In the “Image Export Options” window un “Transformation” tick the box corresponding to

“Convert to Data Type” and select “unsigned 16 bits” in the pull-down list. 

3. Under the “Output file” section in pull-down list select “npy” then save it to your folder of interest. 
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E. Extract the list of labels of your ilastik project

1. Run the “List_ilp.py” scripts 

2. Select you file  

3. Select You save folder  

 

Complementary information: This will save each list of objects which are in your segmentation map. 

Each object grey value will correspond to the row number associated with your object name. 

 

F. Rebuilt segmentation by fusing NumPy array with a python (example with an original stack split in 

four parts) 

1. In python interpreter (e.g., Spyder) load the necessary library with the following command line:  

Example:  

Import numpy as np  

Import tifffile as tif  

2. Load your numpy arrays :  

Example:  

A = np.load(“Path to .npy file”) 

3. Delete the fourth dimension of the numpy arrays:  

      Example :  

nA = A[:,:,:,0] 

4. Save each individual stack with tifffiles:  

      Example:  

tif.imsave(“Path to saving folder + / + A.tif”, A) 

5. At this stage you have to identify each of the labels which represent the same object in two 

stacks which are adjacent. 

6. Reattribute the same label for each individual object which is split in the adjacent stacks:  

Example:  

nA[nA== label value] = new label value 

7. Concatenate your arrays:  

Example:  

nAB = np.concatenate((nA,nB), 1) 

Tips: This will concatenate your arrays on the Y-axis. The axis order in python is: 0 = z; 1 = Y; 2 = x. 

8. Save your arrays with tifffiles:  

Example:  

tif.imsave(“Path to saving folder + / + nAB.tif”, nAB) 

G. Measurement and analysis using fiji 

1. Create synapses interactions objects corresponding to the location of the synaptic clefts 
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a. Create with the tool of your preference a .csv file with two columns: “Axon” and “Spines”

and place each label value of axons and spines forming a synapse in adjacent cells   

b. Run Fiji then click on the double arrow on the right of the toolbar and select the Neuro-

Dist toolset (it will add the three tools in your toolbar) 

c. Open the .tif files with the spine and pre-synaptic button segmentation 

d. Modify the scale of your file by selecting “Properties” in the “…” pull-down menu. The 

scale has to be in nm.  

e. Select the interaction toolset 

f. In the dialog box enter your interactions distance, to compute the equivalent of the 

synaptic cleft we choose a distance of 60 nm 

g. In the “Object 1” pull-down list select your pre-synaptic button segmentation mask and 

in the “Object 2” pull-down list select your spines segmentation mask 

h. Click “Ok” (this will produce an interaction mask corresponding to the synaptic cleft.  

2.  Segregation of astrocyte subdomains (MP, Leaflets and intermediaries) 

a. Open your astrocyte segmentation mask 

b. Duplicate it (Ctrl+Shift+D)  

c. Go to “Plugin” > “Morpholibj” > “3D morphological filter”.  

d. In the dialog box select Erosion and Ball at: 

1) For MP: The equivalent of 300 nm considering your resolution in pixels 

2) For Leaflets: The equivalent of 150 nm considering your resolution  

e. Go back to “Plugin” > “Morpholibj” > 3D morphological filter after selecting the Erode

dataset and select dilate ball at: 

1) For MP: The equivalent of 350 nm considering your resolution in pixels  

2) For Leaflets: The equivalent of 200 nm considering your resolution  

f. Run the “Image Calculator” in Fiji 

g. In the dialog box select “Multiply” to multiply the “MP-Erode-Dilate” dataset with the

“Astrocyte” dataset. 

h. The result obtains correspond to the “MP “. 

i. Once again run the “Image calculator.”  

j. In the dialog box select “Mutliply” to multiply the “Leaflets-Erode-Dilate” dataset with the

“Astrocyte” dataset.  

k. The result obtains correspond to the “Leaflets” 

l. With image calculator now subtract the “Leaflets” and the “MP” dataset from the original

astrocyte to obtain the intermediary dataset corresponding to all the processes with a diameter 

inferior to 300 nm and superior to 150 nm  

 

Notes: At this stage of our analysis, we realised that most of the leaflet did not contain mitochondria 

except for nanotubules which are specific structures. We decided to label all the intermediaries 
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containing full mitochondrial structures with the shaft compartments if they were directly opposed to

another shaft. Intermediaries with no mitochondria were labelled as leaflets with the label of the adjacent 

leaflets. If a intermediary connects two leaflets, we choose to label the three corresponding pieces as 

one leaflet. We next test if by eroding these segmentation masks with a threshold of 200 nm we only 

kept the intermediaries which were labelled as the shaft. Our results were positives in this sense. At the 

end we are only segregating two astrocytic subdomains the MP corresponding to subdomains with a 

diameter superior to 200 nm and the leaflets subdomains with processes with a diameter inferior to 200 

nm. These mean that it will be possible for further studies to adapt the protocol to obtain just these two 

subdomains. 

 

H. Quantitative analysis:  

1. The morphometric analysis:  

a. Run Fiji and open your segmentation masks 

b. Click on “Plugin” > 3D > Geometrical measure  

c. Save the results as “.csv” 

d. Repeat these steps for each of your segmentation masks 

2. Distance analysis:  

a. Run Fiji and open your segmentation masks 

b. Click on “Plugin” > 3D > 3D Distances  

c. In the dialog box select the two stacks of objects that you want to measure the distance. 

d. In the “Compute” drop-down list choose “All” 

e. In the “Closet” drop-down list choose border 

f. In the “Distances” list tick the “Border” box 

g. Click “Ok” 

h. Save the results as “.csv” 

3. Contact site analysis:  

a. Run Fiji and open the segmentation masks 

b. Run the Neuro-dist toolbox as explain before 

c. Set in “Image” > “Properties” the scale of your image in “nm”  

(Attention: Do not forget to set the nm in the corresponding boxes) 

d. Use the Distance to tool to propagate the boarder of your label toward the inside or 

toward the outside of the object. For a contact between object analysis use 30 nm.  

e. Use the “Intersec with” tools to compute the interaction sites. 

 

Tips: The interaction tool provides interaction objects which are labelled with the value of the items in 

the first segmentation mask that you place in the first drop-down list. To keep the ID of the two objects 

that interact together you have to build two interaction maps with the two labels, then in Fiji you can 
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realise a 3D Colocalization analysis from 3D suit.

 

4. Process contacts sites with colocalization:  

a. Open the two interaction stacks in Fiji  

b. Click on “Plugin” > “3D” > “multi-Coloc”. 

c. Select in the drop-down lists the two stacks 

d. Select “All-coloc” in the third box 

e. Save the results as “.csv”  

Data analysis 

1. In some rare cases the segmentation process combined with the watershed split create artefacts. 

We considered that all structures with a volume inferior to 1x10-3 um3 were artefacts and therefore 

have been extracted of the analysis.  

2. We analysed three stacks of respectively: 800 µm3, 2532 µm3 and 464 µm3 with an isotropic voxel 

of 4 nm. Each stack was acquired in the molecular layer of the dentate gyrus of the hippocampus 

from three different mouse.  

3. Statical analysis of morphometric measurement has been detailed in the corresponding paper: 

(Article 2)  
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Chapitre III: Bio-protocol n°3 : Localisation en 3D par

immunomarquage à l’or en pré-enrobage des récepteurs à

l’inositol triphosphate dans l’astrocyte

3D pre-embedding immunogold localisation of the inositol tri-phosphate 

receptors in the adult mice dentate gyrus of the hippocampus astrocytes. 

Lucas M. Benoit1, Robin K. Goncet, 1, Anne Bertrand1 and Karin Pernet-Gallay1, * 
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[Abstract] IP3Rs receptors are known to control Ca2+ export from the endoplasmic 

reticulum. These receptors are involved into numerous signalling pathways in cells. In 

the brain, and particularly in astrocytes IP3Rs receptors are thought to be involved in 

specific Ca2+ signalling to control the astrocytes activity. The astrocytes being a 

complex cell with numerous thin cytoplasmic processes that are tangled into the 

neuropile is difficult to fully resolved with conventional 2D electron microscopy or by 

high resolution optical microscopy. Previous study has used specific proteomic and 

RNA analysis to show the presence of IP3Rs receptors expression in astrocyte, 

however, these studies did not allow yet the precise subcellular localisation of these 

receptors. Immunogold pre-embedding methods and high-resolution 3D electron 

microscopy allow the recollection of the finest structures of the astrocyte and the 

subcellular localisation of IP3Rs receptors in the astrocyte. Herein, we described single 

pre-embedding protocols followed by either conventional chemical preparation or high 

pressure freezing followed by cryo-substitution for precise localisation of IP3Rs in the 

thinest structures of the astrocytes. We also show the compatibility of this preparations 

with a focus ion beam scanning electron microscopy for 3D description of the 

subcellular localisation of this protein. This protocol optimised the conservation of the 

ultrastructure of the astrocytes and is compatible with 3D reconstructions and analysis.  

 

Keywords: Pre-embedding, FIB/SEM, Astrocyte, Immunogold, IP3Rs, 3D 

 

[Background] IP3 receptors are known to be in charge of Ca2+ export from the 

endoplasmic reticulum. These receptors are involved into numerous signalling 

pathways in cells (Berridge, 1993; Bosanac et al., 2002). In the brain, and particularly 
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in astrocytes IP3 receptors are thought to be involved in specific Ca2+ signalling to 

control the astrocytes activity (Sherwood et al., 2021). Previous studies, used 

transcriptomic (Chai et al., 2017; Clarke et al., 2018) and proteomic (Chai et al., 2017) 

showing the expressions of IP3Rs in the mice hippocampus astrocytes, however, these 

technic did not allow for precise localisation of these receptors in the hippocampal 

tissue and for precise subcellular localisation in the astrocytes. Specific molecules such 

as heparin allow the observation of specific phenotypes when IP3Rs were blocked 

suggesting an important role of these receptors in the physiological role of the astrocyte 

(Sherwood et al., 2017).  

We used ultra-small gold secondary conjugates (Nanogold®) in combination with silver 

enhancements to facilitate the labelling deeper into the tissue. We then used reduced 

osmium protocol with a high-pressure freezing and cryo-substitution or conventional 

chemical preparation to maintain our labelling. Labelled samples are then images with 

transmission electron microscopy to recollect the precise coordinate for FIB/SEM 

imaging. Thus, our protocol of immunogold pre-embedding combined with high-

pressure freezing and high-resolution FIB/SEM allow the precise subcellular 

localisation of IP3 receptors in the finest processes of the astrocytes. This protocol can 

be used for correlative light electron microscopy, combining Ca2+ imaging technic and 

the localisation of proteins to understand the organisation and activity Ca2+ 

microdomains in the astrocytes.   

Materials and Reagents 

1. C57Bl6J male mice (6-week-old, Charles River)  

2. Glutaraldehyde 25% Grade 1 (Sigma, G5882-100 ml) 

3. Osmium tetroxide (EMS, 19134)  

4. Ethanol Absolu (VWR, 210 20816.298) 

5. Uranyl acetate dehydrate (Merck, 8473) 

6. Methanol (VMR, 20847-295) 

7. Acetone (Sigma, EMSURE, 1000141000) 

8. Sodium dihydrogen phosphate NaH2PO4 (Merck EMSURE, 106342100) 

9. di Sodium hydrogen phosphate Na2HPO4 (Merck, EMSURE, 1065860500) 

10. Bovin Serum Albumin (Sigma, A3059) 

11. Exagon (Axience SAS ; 152524) 

12. Epoxy embedding medium kit (Sigma, 45359-1EA-F)) 

13. Chloroform (Sigma, 1024311000) 

14. Soy lecithine (VWR, ICNA0210214780) 

15. Tannic acid (Malinckrodt pharmaceutical, 1764) 

16. Toluidine blue O (Merck, 1273) 

17. Mounting medium (Vector laboratories, Vecta mount, H500) 

18. Sodium tetraborate (Merck, Sigma Aldrich 71997) 
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19. Conductive silver paint

20. Razor blade, single edge carbon steel (EMS, Gilleron. 71961) 

21. Tweezers Dumont Dumoxel N°7 (EMS, C133)  

22. 50 ml Falcon tube (Corning, Dutscher. 362070) 

23. 15 ml Falcon tube (Corning, Dutscher. 352096) 

24. Filtration unit 0,22 µm (Thermo scientific, Nalgen 10229090) 

25. Sample holder half cylinder (Leica, 16770135) 

26. Sample holder middle plate (Leica, 16770136) 

27. Specimen carriers, aluminium, type B (Leica, 16770142) 

28. Reagent bath (Leica, 16707154) 

29. Flat embedding inserts (Leica, 16707155) 

30. Aclar foils (Leica, 16707156) 

31. Reagent containers 10 ml (Leica, 16707158) 

32. Dispenser syringe (Leica, 16707152) 

33. Feeling needles (Leica, 16707153) 

34. Transfer pipet polyethylene fine tip (SAMCO, Dutscher. 43233) 

35. Transfer pipet polyethylene medium tip (SAMCO, Dutscher. 43222) 

36. Glass pipet (Fisherbrand, Fisher scientific, 11765098) 

37. Scissors 

38. Cryo-tweezers 

39. Balance 

40. Needles  

41. Seringes 

42. Clamp  

43. Catheters  

44. Cu/Pd squaregrid 200 mesh (EMS, G200-CuPD) 

45. 2 mm punch (EMS, 69039-20) 

46. Diamond knife, ultrathin section (Diatome, Ultra 45) 

47. Diamond knife, semi-tin section (Diatome, Histo) 

48. Diamond knife, trimming (Diatome, cryotrim 45) 

49. HQ Silver, Silver enhancement kit (Nanoprobe, 2012-45ML) 

50. Normal Goat Serum (NGS; Abcam, ab7481) 

51. Primary antibody Rabbit anti-IP3Rs (MERCK 07-1210) 

52. Secondary antibody Nanogold®-IgG Goat anti-Rabbit IgG (H+L) (min X Hu, Ms, Rat Sr Prot) 

(Nanoprobe, 2003-1ML) 

 

Equipment 
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1. Vibratome (Leica, VT 1000S)

2. Binocular 

3. Peristaltic pump 

4. Heating plate  

5. Transmission electron microscope (JEOL, 1200EX)  

6. Ultramicrotome (LEICA EM UC7) 

7. High pressure freezing (LEICA EM HPF100) 

8. Automate cryosubstitution (LEICA EM AFS2) 

9. Oven (BINDER, 9010-0001) 

10. ELGA Purelab  

11. Platinum coater (GATAN PECS) 

12. Wire saw 

13. Focused ion beam – Scanning electron microscope (ZEISS CrossBeam 550) 

 

Software (if any) 

1. Atlas3D module of the Atlas 5 suite (Zeiss) 

2. Fiji, a distribution of ImageJ (Schindelin 2012) 

3. I-TEM (Olympus) 

Procedure 

A. Intracardiac perfusion and tissue collection 

1. Prepare the perfusion pump by placing the tube and rinse it with PB 0.1M until the tube is filled 

and no more air bubbles are present in the tube. 

2. Weight the mouse and induce anaesthesia by an intraperitoneal injection of 1 ml/kg of 

Exagon.  

3. Open the chest cavity and insert the needle connects to the tube and clamp it. Make a small 

incision in the right atrium to drain the blood during the procedure.  

4. Set the peristaltic pump on position one, perfuse with 50 ml of PB 0.1M. 

5. Perfuse with 50 ml 2.5% Paraforlmadehyde/ 0.5% Glutaraldehyde in PB 0.1M.  

6. Cut the head and extract the brain from the skull. 

7. Keep the brain into the fixative for at least 1 hour at 4°C.  

8. Fill the vibratome cuve with PB 0.1M and glue the brain on the vibratome sample older to slice 

the brain in 300 μm horizontal section. Keep the slices in fixative until further process.  

 

B. Immunogold labelling  

1. Use a 2 mm of diameter punch to extract the hippocampus from the tissue and use a razor 

blade make a fiducial facing the opening of the dentate gyrus.   

2. Wash samples 3 times 10 minutes in PBS. 

3. Incubate samples into permeabilization/blocking solution composed of: 5% NGS and 0.1% 

Saponin in PBS, for 30 minutes.  

4. Wash samples 3 times 10 minutes in PBS  

5. Incubate the samples overnight or 8 hours minimum at 4°C in the primary antibody diluted in 

PBS-0.2% NGS +0.05 Saponin (see table for dilution of each antibody)  
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6. Wash 6 times 10 minutes the sample in PBS at 4°C

7. Incubate the samples for 4 hours at 4°C with the Secondary antibody Nanogold®-IgG Goat 

anti-Rabbit IgG (1:200)  

8. Wash 3 times 10 minutes in PBS then 3 times 10 minutes in PB 

9. Incubate in 2% Glutaraldehyde/PB 0.1M solution for a minimum of 30 minutes at 4°C 

10. Wash the samples 4 times 10 minutes in distilled water.  

11. Prepare enough volume to incubate your samples respecting that you will first mix one drop of 

the solution A with one drop of the solution B then add the same amount of drop of solution C and 

mix. Incubated the samples in this solution in darkness for at least 8 minutes. 

Tips: Here the duration is informative, it is possible that your kit in function of the different lab 

conditions reacts slowly. To check if you observed a good reaction a properly stained sample will 

appear more brownish than a control. If it is not the case does not hesitate to reperform this step.  

12. Stop reaction in distilled water. 

13. Wash sections twice 20 minutes in distilled water. 

14. Wash sections twice 20 minutes in 0.1M PB 

Tips: at this stage you can either process the samples for high-pressure freezing and cryo 

substitution (see Bio-protocol n°1) or you can continue with conventional chemical preparation for 

electron microscopy. 

 

Data analysis 

 

Recipes 

A. Na2HPO4 0.5M (PM=142): Mix 35.49 g in 500 ml of ultrapure water 

 

B. NaH2PO4 0.5M (PM=119.98): Mix 34.50 g in 500 ml of ultrapure water D 

C. Tips: Filter both solutions with a filtration unit 0.22µm (Millipore) 

 

D. M Phosphate Buffer (pH = 7.2, 50 ml)  

1. Mix 8.1 ml of Na2HPO4 

2. 1.9 ml of NaH2PO4 

3. 40 ml of Ultrapure water  

 

E. 2% paraformaldehyde / 0.2% glutaraldehyde solution (50 ml)  

1. 2% paraformaldehyde – 12,5 ml of 8% paraformaldéhyde 

2. 0,2 % glutaraldehyde – 0,4 ml of 20% glutaraldehyde 

3. NaH2PO4 1,9 ml  

4. Na2HPO4 8,1 ml  

5. Purified water 27,11 ml 

F. 1% Saponin/PBS – Stock solution (10 ml)  

1. Mix 0.1 g of Saponin powder with 10 ml of PBS 
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2. Use the vortex for at least one minute to homogenized the solution

 

G. Antibody diluting solution (15 ml) 

1. 5% NGS 0,75 ml   

2. 0,05% Saponin - 0,75 ml stock solution  

3. PBS 0.1M - QSP 15 ml 

 

H. Permeabilization and Blocking solution (15 ml) 

1. 5% NGS 0,75 ml  

2. 0,1 % Saponin - 1,5 ml stock solution 

3. PBS 0.1 M - QSP 15 ml  

 

I. Post-fixation  

1. NaH2PO4 0,38 ml   

2. Na2HPO4 1,62 ml  

3. Glutaraldehyde 2% - 0,8 ml of 20% Glutraldehyde solution 
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RESULTATS 

Chapitre I: Étude morphologique en microcopie

électronique : comparaison de la préservation de l’astrocyte entre

méthodes cryogéniques et conventionnelles

Ce premier article en préparation correspond à la première étude de mon travail de

thèse. Cette étude se concentre sur la mise en place de protocoles de préparation

d’échantillon pour la microscopie électronique dans le but d’obtenir la meilleure

préservation de l’astrocyte. Nous nous sommes aussi intéressés à la préservation de la

structure de la cellule pour la préparation de tranche de cerveau fraîche pour l’imagerie

calcique et la microscopie corrélative optique et microscopique (Correlative Light

Electron Microscopye (CLEM) dans l’étude des astrocytes.

Nos résultats ont montré la formation d’œdème astrocytaire autour de la

vascularisation cérébrale dû à la coupe des échantillons. Cependant nous n’avons pas

observé d’impact majeur de la fixation sur le reste de la structure astrocytaire ; les

différences observées entre les méthodes cryogéniques et conventionnelles étant

essentiellement des membranes moins lisses et des phénomènes d’extractions

cellulaires en fixation conventionnelle. La formation de cristaux de glace en méthode

cryogénique peut aussi entraîner des ruptures membranaires localisées. Nous

montrons l’avantage d’utiliser un protocole hybride pour la préservation de l’astrocyte.

Notre étude a aussi permis de déterminer des conditions optimales dans le but

d’étudier l’astrocyte en CLEM.

Dans cette étude, j’ai réalisé l’intégralité des préparations des échantillons pour la

microscopie électronique et l’analyse des résultats. La préparation de tranche de

cerveaux fraîche et les expériences de microscopie à bi-photon ont été réalisées par

Erika Bindocci de l’équipe du professeur Andréa Volterra.
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Morphological investigation of in situ astrocytes by electron

microscopy comparing cryo methods with conventional epoxy

embedding.

Lucas Benoit1, Erika Bindocci2 Andréa Volterra2 and Karin Pernet Gallay1

1Université Grenoble Alpes, Grenoble Institut neurosciences, INSERM U1216

2Université de Lausanne, Département neurosciences fondamentales

Introduction:

Though electron microscopy (EM) is a powerful tool to study cell ultrastructure at a

nanoscale resolution, one should be careful when using this technique to study

astrocytes. Indeed, EM sample preparation has long been suspected of inducing

artefacts, in particular the shrinkage of the tissue following aldehyde fixation (Schultz,

Maynard, et Pease 1957), cryo method were thus developed to solve this issue.

However, astrocytes are cells that have several features that have to be taken into

account for sample preparation.

First, these cells have a very high-water content, with few organelles inside; this means

that conventional aldehyde fixation is not as efficient as in other cells to crosslink

proteins, membrane compartments and cytoskeleton elements. Indeed, cryo

techniques were designed to better preserve cell ultrastructure, the possibility to vitrify

small organisms in liquid nitrogen temperature while keeping them alive when

unfrozen is an amazing proof of the preservation quality! However, using such an

approach to study cerebral organisation (Möbius et al. 2010a) is not as straightforward

as for nematodes or viruses. Indeed, tissue vitrification could only be achieved on a

thickness of 300 µm, which means that rodent brain has first to be sliced in 300 µm

sections before the cryo-immobilisation process, a slicing step that is also susceptible

to induce the formation of artefacts at the level of the astrocyte.

This brings us to the second astrocyte feature that has to be taken into account:

astrocytes are large cells that are in contact with synapses and capillaries and are

sensitive to both synaptic transmission and blood flow (Marina et al. 2018; Santello,

Toni, et Volterra 2019b). Actually, astrocytes are prone to react to each trauma by the
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formation of an astrocytic oedema around capillaries (Castejón 1998) and cell suffering

signals appears in astrocytes well before than those in neurons (Bouzat et al. 2013).

One should thus not overlook the fact that slicing the brain with a vibratome could

induce physiological modification in astrocytes and, possibly, morphological

remodelling. Brain sectioning with a vibratome cleaves capillaries and axonal

processes and immersion of the slices in ACSF modify the ion balance in the tissue,

many important features that have to be taken into account. So far it seems that

neurons do to suffer extensively from this preparation, since all studies regarding

synaptic plasticity have been performed on acute slices (C. R. Rose et Konnerth 2001).

Of course, the integrity of the astrocyte is also a matter of concern for in vivo optical

calcium imaging, a study has thus previously been designed to assess to which extent

astrocyte can tolerate the slicing process. By characterising the astrocytes in acute

slices, authors have shown that expression of several proteins are modified, among

them the developmental marker nestin is, for instance, re-expressed within 90minutes

following preparation of life vibratome slices. From a morphological point of view,

authors have also observed the retraction of the very thin processes of the astrocytes

(Takahiro Takano et al. 2014). Such morphological remodelling should not be

underestimated, since the retraction of these thin processes is concomitant to an

increase of the extracellular space.

Extracellular space is a matter of concern for several studies (Arizono et al. 2021) and

data obtained by EM were thought to be an underestimate due to aldehyde

crosslinking. Though this fixative has been used for conventional chemical preparation

in electron microscopy for decades (Alan Peters, Palay, et Webster 1991), a recent

electron microscopy study claims that such fixative not only induces a retraction of the

tissue but also cause major morphological remodelling of the cells. However, to reach

this conclusion, authors have compared the ultrastructural properties of adult mice

cortex conventionally prepared by aldehyde perfusion fixation with brain slices cryo

immobilised by HPF followed by cryosubstitution (Korogod et al., 2015). The authors

observed that chemically fixed tissues have a reduced volume with a significant loss of

the extracellular space; moreover a decrease in the volume of neurite and an increase

of the volume fraction occupied by astrocytes was also mentioned (Korogod, Petersen,

et Knott 2015). If the results obtained are strong, the conclusion that the author has

drawn is a matter of debate from our point of view. Indeed, by comparing perfusion
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fixed brain with cryoimmobilized slices, there are at least to parameters that have to be

taken into account: fixation and slicing.

Here, we thus explored the impact of the aldehyde fixation on both the astrocyte

morphology and the extracellular space on acute hippocampal slices. For this, slices

were either (1) chemically fixed or (2) chemically fixed before high pressure freezing

(HPF) and cryosubstitution (CS), or (3) directly cryo immobilised by HPF. Samples

were either directly processed or kept in artificial cerebrospinal fluid (ACSF) during 1-

3 hours before fixation and/or cryo-immobilisation. All the samples at the end of the

experiment were embedded in epoxy resin. The main result we obtained is that the

slicing process has more impact on the morphology of the astrocyte than the fixative

procedure. Finally, we also took advantage of the experimental setup to assess the

effect of two-photon imaging on the preservation of the slices and investigate the

possible morphological alteration induced by the “Near infrared Branding”, a strategy

to carve fiducials around an area of interest with the two-photon beam for further

Correlative Light EM workflow (CLEM). In overall, we did not observe severe

morphological alteration, such experiments were thus not deleterious by themselves.

Materials and Methods:

Preparation of acute brain slices:

6 adult mice (C57 BL/6 J, 6-7 weeks old) were anesthetized with isoflurane and

decapitated. Brains were then removed and quickly placed in ice-cold slicing solution

(105 mM sucrose, 62.5 mMNaCl, 2 mM KCl, 1.2 mMNaH2PO4, 25 NaHCO3, 0.5 mM

CaCl2 and 7 mM MgCl2; pH was equilibrated with 5%/95% CO2/O2 gas mix.

Horizontal, hemibrain slices (300 μm-thick) were cut with a vibratome.

Samples were divided into four categories: fresh samples (time = 0 hour), 1 hour in

aCSF, 2 hours in aCSF and 3 hours in aCSF. Fresh samples (time=0h) were either

placed directly in 1.6% Glutaraldehyde 2 hours at 4°C or rapidly transferred for high

pressure freezing. The other samples were let in regular oxygenated aCSF solution (118

mMNaCl, 2 mM KCl, 2 mMMgCl2, 2 CaCl2, 25 mMNaHCO3, 1.2 mMNaH2PO4 and

10 mM glucose) at 34°C. The attribution of slices for the different treatment was done

semi-randomly, distributing slices along the ventro-dorsal axis in each category to

avoid creating localisation bias in our analysis.
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In order to preclude development of epileptiform activity in slices, aCSF contained high

Mg2+ concentration (2 mM) and no GABA inhibitors were applied in these

experiments. After 1 hour, 2 hours or 3 hours incubation in aCSF, samples were

processed similarly as fresh samples. To reduced bias, slices from different positions

on the ventro-dorsal axis for each preparation’s conditions were selected (for more

details see table 1). Each hippocampus was dissected using a circular punch with an

inner diameter of 2 mm. To be able to retrieve sample orientation, the hippocampus

punches were coronally sliced, so that the opening of the dentate gyrus faces this

fiducial.

Conventional epoxy embedding:

Punches were washed 3 times 10 minutes in Phosphate buffer (PB: 0.1 M, pH 7.2)

before staining in 2% OsO4 in 0.1M PB. Samples were then washed extensively first

with PB and then with purified water before being stained with 1% uranyl acetate in

water for 1 hour in the dark at 4°C. Samples were then washed 3 times in ice-cold water

and kept overnight at 4 °C. The day after, samples were dehydrated in graded alcohol

series (30%, 60%, 90% and 3 times 100%) at 4°C, 10 minutes per baths. After

dehydration, samples were infiltrated with 50% epoxy resin/50 % ethanol for 2 hours

at room temperature and then 2 times for 1 hours in pure epoxy, all these steps were

done on a rocking plate. Samples were finally placed in siliconmould, they are oriented

so that the fiducial is parallel to the upper side of the mould (in the next step we want

to acquire orthogonal section of the sample), after filling the mould with resin samples

were let to polymerise for 72 hours at 64°C.
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High-pressure freezing and cryo-substitution:

Punches previously fixed by immersion in 1.6% Glutaraldehyde were washed 3 times

10minutes in 0.1M Phosphate buffer, quickly immersed in 20% BSA in PB 0.1M before

high-pressure freezing (Leica, HPM100) in 3 mm aluminium sample carriers (Leica, ).

Fresh punches (without aldehyde fixation) were immersed in 20%BSA and transferred

into 2 mm in diameter and 300 µm deep aluminium sample holders and high pressure

frozen (Leica microscystem, EM HPM 100). Frozen samples were kept in liquid

nitrogen until their transfer for cryo-substitution.

Frozen samples were transferred in the cryosubstitution chamber (AFS2, Leica

Microsystem) and were first bathed in 0.2% tannic acid in acetone for 72 hours at -

90°C, then washed with 4 times 20 minutes in cold acetone at -90°C and incubated in

2% OsO4/ 0.1 % Uranyl acetate in acetone for 7 hours at -90°C. Then, temperature is

increased from -90°C to -20°C with 5°C/hour increment steps. Samples were then kept

at -20°C for 16 hours before increasing the temperature (10°C/hours) from -20°C to

0°C. Finally, samples are kept in this solution at 0°C for 1 hours, washed 3 times 20

minutes at 4°C and, outside the cryosubstitution device, samples were infiltrated with

50% Epon/50% Acetone for 3 hours at 4°C, on ice. Finally, samples (still in the

specimen carrier) were placed in silicon moulds and were infiltrated 2 times for 1 hour

in pure epoxy resin; at the end, the fiducial is oriented to face the upper side of the

mould and the resin is let to polymerise for 72 hours at 64°C.

Optical microscopy on semi-thin sections:

Resin-embedded samples were sectioned orthogonally. Semi-thin (500 nm thick)

sections were collected on a glass slide and stained with toluidine blue ( 3 minutes,

50°C) and covered with a coverslip. Semi-thin sections were imaged using a slide

scanner (Axioscan Z1, Zeiss). Measurement on optical microscopy images were

realised using ZEN software (Zeiss) to directly measure the distances and extract ROI

from the Axioscan Z1 acquisition with knowledge of the metadata corresponding to the

setting of the Axioscan Z1.
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Electron microscopy:

Ultrathin sections (50 nm thick) were collected on carbon/formvar coated copper

grids. Ultrathin sections were counter stained with uranyl acetate and led citrate to

increase contrasts. Random images of the hippocampus neuropile were acquired using

a transmission electron microscope (JEOL 1200 EX) equipped with a digital camera

(Olympus, Veleta). In cryo-fixed samples, regions with ice crystal damages were

avoided. Quantitative analysis of TEM images was realised using the FIJI software. The

magic wand tool was used to select the extracellular area and the measurement tool to

measure it. The magic wand tool allows creating a selection by tracing objects of

uniform colour or “threshold” objects. The area measured was normalised to the area

of the field of view to obtain a % of the surface.

Fresh brain slices preparation for correlative light electron microscopy:

Adult mice (C57 BL/6 J, 6-7 weeks old) were anesthetized with isoflurane and

decapitated. Brains were then removed and quickly placed in ice-cold slicing solution

(105 mM sucrose, 62.5 mMNaCl, 2 mM KCl, 1.2 mMNaH2PO4, 25 NaHCO3, 0.5 mM

CaCl2 and 7 mM MgCl2; pH was equilibrated with 5%/95% CO2/O2 gas mix.

Horizontal, hemibrain slices (300 μm-thick) were cut. Samples were kept in aCSF

solution (118 mM NaCl, 2 mM KCl, 2 mM MgCl2, 2 CaCl2, 25 mM NaHCO3, 1.2 mM

NaH2PO4 and 10 mM glucose) at 34°C. In order to preclude development of

epileptiform activity in slices, aCSF contained elevated Mg2+ concentration (2 mM)

and no GABA inhibitors were applied in these experiments.

Slices were transferred into the imaging chamber of the imaging setup for brain slices.

This setup comprised a Bruker Ultima system equipped with an AOD scanner and a

piezoelectric actuator with a 20x LUMPFL60XW/IR-2 NA 0.9 Olympus objective. The

light source was a Chameleon Vision II Ti:Sa lasers, with 140 fs pulse duration, tuned

to 920 nm and negative dispersion was optimised to the used wavelength. The laser

power was rapidly modulated by a Pockels cell.
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Statistical Analysis:

All results are expressed in mean +/- SEM. Statistics were realised using the Graphpad

Prism 8.4.3 software. Nested-ANOVA was realised to take into account of the inter-

individual variability when normality of the distribution and homogeneity of variance

were assumed. Tukey’s test was used as a post-hoc test for multiple comparison.

Results:

Overall preservation of the sample after the slicing.

To evaluate the impact of sample preparation on the morphology of the neuropile, we

performed a methodical study to compare three fixation procedures. For this purpose,

horizontal brain hemi-slices (300 um thick) were obtained after extraction of the brain

from the anesthetized mice (n=6) and directly sliced in cold ACSF according to two-

photon calcium imaging protocol (Bindocci et al. 2017). These slices were directly

processed (t=0) and we assessed the quality of the preservation of hippocampal brain

slices in three conditions: (1) aldehyde fixation of the acute brain slices followed by

conventional chemical staining and epoxy embedding process (Aldehyde), (2)

aldehyde fixation of the acute brain slices followed by high-pressure freezing and

cryosubstitution (Aldehyde-HPF) and (3) brain slices directly cryo immobilised by

HPF followed by CS (HPF).

To assess the amount of retraction of the tissues, semi-thin section (500 nm)

counterstained with toluidine blue, were imaged with a slide scanner (Axioscan Z1,

Zeiss) so that the slices thickness could be measured. All samples were cut at 300 µm

thick (nominal value), after embedding of the tissues their average thickness for

aldehyde-HPF, aldehyde and HPF samples were respectively 311.5 ± 6.851 µm; 303.7

± 2.199 µm and 303.6 ± 2.768 µm; no significant differences were therefore observed

across treatments (one-way ANOVA; p-value=0.3837). This result seems to indicate

that if a retraction occurs, this does not depend on the 3 types of sample preparation

evaluated in this study.
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We then search signs of cell suffering in the different neuronal layer of the

hippocampus (the granular layer of the dentate gyrus and the pyramidal layer of CA1)

and observed that in all samples that have been high pressure frozen (Aldehyde-HPF

and HPF), both the neuronal cell body and nucleus were better preserved than in the

aldehyde condition as we did not observe a dark cytoplasm with a retractation of the

soma. However, on the border of the slices, a few cellular bodies were sometime devoid

of their cytoplasmic content and it could happen that a whole region has been damaged

by the formation of ice crystal (figure 1: right panel) that caused significant disruption

of cell bodies, in this case the remaining tissue appeared less dense and more

oedematous.

Figure I-1 : Structural preservation of the hippocampal neuropile upon three different protocols of

fixation. Semi-thin sections displaying the granular cell layer of the dentate gyrus of the hippocampus

in each of the treatments aldehyde (left panel), aldehyde-HPF (middle panel) and HPF (right panel).

Aldehyde and aldehyde-HPF display a high level of preservation of this structure whereas HPF is well

preserved in the bottom half of the slice (ML: Molecular Layer; GCL: Granular Cell Layer; Hl: Hilus).

Scale bars = 50 µm
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Qualitative Assessment of the Ultrastructural Sample Preservation

We then investigated the tissue morphology on ultrathin section (50 nm) of the same

samples (t=0) described above by transmission electron microscopy. From a

qualitative point of view, the overall preservation was good in the 3 different

preparations although we observed slight disorganisation of the neuropile on the

border of the slices probably due to the slicing step.

The main featured that could be observed in the three conditions is the formation of

an astrocytic oedema around the capillaries forming like a life buoy around the

endothelial cells (Figure 2). The mean thickness of the astrocytic feet is around 500

nm, sometime a vacuole could be observed inside (Figure 2 A, B and F). This phenotype

is independent of the fixation process, but is most probably induced by the slicing step,

since such oedema are not observed in perfused rodent brains as published in the

literature (Peters, Palay, et Webster 1991) but is a known phenotype in traumatic brain

(Bouzat et al. 2013; Castejón 1998). Difference in the density of the cytoplasm could be

observed if the different fixation conditions were compared since astrocytes are much

more electrons lucent when fixed with aldehyde (Figure 3, A and B) than those fixed

with aldehyde-HPF or HPF alone (Figure 3 C and D). The difference in cytoplasmic

density is also striking if compared with neurons, as if part of the cytoplasmic content

of the aldehyde fixed astrocyte is lost during the fixation or the embedding process.

The Drawback of the Aldehyde-HPF and HPF condition is the formation of ice crystal

that disrupts the morphology. Such damages were locally observed in each sample;

Figure I-2 Ultrastructural study of the capillaries. The presence of an astrocytic oedema is observed in

the three conditions (arrows): by using aldehyde fixation protocol (A and B), the astrocytes are rarely

as well preserved as in (A), most of the time, the cell seems to have lost its intracellular content and

appear electron lucent (B). A vacuole is frequently observed inside the astrocytic end foot (*) and is

always devoid of content in this condition. In Aldehyde-HPF condition (C and D), the cytosolic content

is preserved, sometime the astrocyte seems to be even more electron dense if compared with the

surrounding neuropile (D), themembrane is smooth if compared with the aldehyde (A and B) condition

(arrows). In the HPF condition (E and F), the morphology of the astrocytic end foot is preserved and

content could be observed in the vacuoles (*). RBC: red blood cells, lumen: lumen of the capillary, * :

vacuole. Bar 400 nm.
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therefore, analysis was performed in better preserved area. Comparing Aldehyde-HPF

or HPF samples in the region without ice crystal formation with Aldehyde samples,

subtle improvement of the cell ultrastructure could be observed in addition to the

better preservation of the cytoplasmic content. In HPF samples, cell membranes were

smoother if compared to aldehyde samples (Figure 2, arrows) and likewise, the

mitochondrial membranes have a more regular shape with distinct cristae (figure 2, C)

and the content of the vacuoles present in the astrocytic endfeet is preserved (Figure 2,

F). Interestingly, ice crystal formation wasmore recurrent in HPF samples if compared

to the aldehyde - HPF condition.

Quantification of the extracellular space in the three conditions:

We then addressed the question of the retraction of the astrocyte by measuring the

percentage of extracellular space in the sample at t=0. For this large field of view were

acquired randomly by transmission electron microscopy with a magnification of

15’000 times throughout the section in areas devoid of ice crystal. From a qualitative

point of view, inter-individual differences were observed, and even in the same slices,

extracellular space was more abundant in the centre of the slices (Figure 4, right) if.

compared with the borders (Figure 4, left), there was also variability in slices from the

same condition that could maybe reflect variability in the slice preparation
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HPF) and sliced were assigned a time point semi-randomly to avoid bias caused by

localisation in the brain.

A qualitative examination of semi-thin section prepared as described above, indicates

an increase in the number of swollen cells with a clear cytoplasm in each treatment but

with some differences. In Aldehyde samples numerous cells with a swollen “watery”

like profiles are already observed in samples immersed for 1 hour in ACSF and the

number of such unhealthy cell seems to increase with the time of immersion in ACSF,

at three hours we also noticed the presence of retracted cells with a very dense

cytoplasm (figure 5, A). In both HPF treatments, there was less evidence of such a

degradation of the cell morphology and this unhealthy phenotype only appears in the

slice after 2 hours in ACSF. This phenomenon propagates from the borders and the

middle of the slices. We then looked at the ultrathin sections and observed the same

phenotype as what we described before without immersion in ACSF.

The percentage of extracellular space was then measured according to the same

strategy as described above; comparison was made with the freshly fixed brain slices (t

= 0) and between each condition. As stated above, sample with a high level of crystal

formation was excluded of our analysis and all the observations have been realised 40

µm under the surface of the slices as it is done in two-photon imaging experiments. In

this tissue, no significant increase of the extracellular space was observed across the

treatments in the hippocampal neuropile (n samples = 36; n fields = 229; nested one-

way ANOVA p-value = 0.6312) and no interindividual differences have been detected

after 1 hour (p-value = 0.1475), 2 hours (p-value = 0.488) and 3 hours in ACSF (p-

values = 0.1443) (figure 5, B).
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Impact of two-photon imaging on the preservation of the brain slices:

We finally wanted to evaluate the impact of two-photon imaging on astrocyte

morphology. Our concern was that placing slices in the imaging chamber could cause

some damage due to hypoxia and two-photon imaging could induce phototoxicity due

to the release of free radical ions (Laissue et al. 2017). Therefore, horizontal section of

the brain was prepared and hemi-slices were placed into oxygenated ACSF at 34°C for

45 minutes before being inserted into the imaging chamber under the microscope with

the beam light turn on for 20 minutes. The slices were then fixed in cold 1.6%

Glutaraldehyde, the hippocampus was punched and embedded in epoxy resin

according to the aldehyde-HPF protocol. Images where then processed as described

above to evaluate the percentage of extracellular space in the hippocampal neuropile

and so far, no modification of the extracellular space in the neuropile nor specific

damages in the slices could be observed (statistics, figure 5, A).

Finally, since near infrared branding have been reported as a universal and

conservative approach for correlative light electron microscopy applied to biological

tissue (Bishop et al. 2011), we wanted to check the impact of this method on astrocyte

morphology. Hippocampal slices have been prepared for calcium imaging experiment

and successive 2D images have been acquired by two-photon microscopy. The slices

were then fixed by glutaraldehyde 1.6% and a V shaped fiducial were traced to define a

region of interest into the sample by using the 2-photon beam 40 µm under the surface

of the slice. The slices were then punching around the hippocampus and processed for

aldehyde-HPF before being embedded. By collecting serial semi-thin sections, we

succeeded in finding the level of the branding and to acquire ultrathin sections (Figure

6). Electron microscopy analysis of the section confirms that cellular damages are

restricted to the branding area (Figure 6, C)

Figure I-5 : Cells preservation was not optimal across time with aldehyde protocol but looked more

stable with aldehyde-HPF and HPF protocols. (A) Representative images of semi-thin sections

displaying the granular cell layer of the dentate gyrus at 1 hour, 2 hours and 3 hours upon aldehyde

fixation treatment. An increasing number of cells swellingwere observed across time and cellular death

appear after 2 hours immersed in ACSF. (B) Graph showing the average percentage of extracellular

space upon each treatment and across time resting in ACSF. Analysis showed that no modification of

the extracellular space is observed upon each treatment and across time in the hippocampal neuropile
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Discussion:

In this study, the aim was to evaluate the impact of electron microscopy sample

preparation on the morphology of the astrocytes. For this purpose, the overall

preservation of the neuropile was assessed after using three paradigms of fixation: (i)

immersion in aldehyde, (ii) immersion in aldehyde followed by high-pressure freezing

and (iii) high pressure freezing alone. All samples were embedded in epoxy resin after

a cryo-substitution step except those from the first condition that was embedded in

epoxy resin at room temperature according to the conventional epoxy protocol. These

protocols were tested on acute hippocampal slices either directly after the vibratome

slicing or after 1, 2 or 3 hours of incubation in artificial cerebrospinal fluid.

We describe here that the main morphological alteration of the tissue is the formation

of an astrocytic oedema around the capillaries. Already right after the slicing, all

samples displayed the same phenotype, which thus no depend on the fixation process,

but rather on the preparation of the slices. However, differences of the quality of the

ultrastructural preservation of the astrocytic endfeet were obvious when the 3

conditions were compared, since the cytoplasmic content of aldehyde fixed astrocytes

was most of the time extracted during the preparation, a phenotype that was not

observed when high-pressure freezing and cryo-substitutions were applied

subsequently. It turns out that the classical conventional epoxy embedding process and

more specifically the ice ethanol dehydration step are involved in the formation of

artefacts such as curvilinear and irregular shape of the membranes as well as the loss

of cytoplasmic components especially in astrocytes (extraction).

Interestingly, the used of aldehyde fixation before cryo immobilisation by high

pressure freezing did not alter the morphology of the samples if compared with the

HPF condition alone. In the past, aldehyde fixative has been suspected to promote the

formation of artefacts and to induce the shrinkage of the tissue, we thus decided to

Figure I-6 : Correlative light electron microscopy could be achieved by using aldehyde-HPF fixation

protocol. (A) Graph displaying the average extracellular space in slices observed after 45minutes resting

in ACSF followed by 20 minutes under the two-photon microscope and then processed for HPF,

Aldehyde-HPF or aldehyde fixation protocol. No difference in the percentage of the extracellular space

was observed. (B) Representative images of branding tests on hippocampal slices. (C) Typical correlative

recollection of fiducials using two photons, optical and electron microscopy. Scale bars = 100 µm in (B)

and (C) top images and 10 µm in (C) bottom images.
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quantify the percentage of extracellular space in these samples. Since we did not

observe any difference between the three conditions, we thus propose that the tissue

retraction observed in this previous study could be challenged. In fact, most of the

studies that revealed shrinkage of the sample are done with fixative buffer that is

hyperosmolar if compared to the tissue (Korogod, Petersen, et Knott 2015; Schultz,

Maynard, et Pease 1957; Takahiro Takano et al. 2014). Indeed, it is common in the EM field

to use high concentration of paraformaldehyde (4%) with 2.5% glutaraldehyde to

rapidly fixed the tissue, but such concentration could promote water flow and

shrinkage of the tissues due to the high osmolarity. For our study, we took care to use

only 1.6 % glutaraldehyde in 0,1 M phosphate buffer to have a fixation buffer which is

iso-osmolar with the tissues.

Another feature that could account for themodification of extracellular space observed

in the above-mentioned study is that aldehyde perfused fixed brain samples were

compared with HPF frozen acute slices. Having an increase of the extracellular space

in HPF prepared samples does not necessarily imply that aldehyde reduce this

extracellular space, one could also think that acute slices tend to be less compact since

there is no skull to prevent the stretching of the tissue. Moreover, the slicing process

by itself may promote somemodification of the astrocyte as described above. From our

personal experience, the amount of extracellular space did vary across the slices of the

same condition and even in the same slices there are areas in the borders where the

tissue is more compact than in the centre of the slice. Finally, preparation of acute slice

is a matter of experience, slices prepared by highly trained postdoc students have less

extracellular space than those prepared by a PhD student (data not shown).

A second concern was the degree of preservation of the astrocyte in acute slices after

incubation time in ACSF as requested for Ca2+ imaging experiments. It has been

shown previously that an increase of extracellular space occurred in acute slices across

time, authors even provided evidence of astrogliosis processes during this time

(Takahiro Takano et al. 2014). Here, we do not observe such variation of extracellular

space across time but cellular damages were obvious after 2 hours of incubation: the

main feature was the swelling of cellular components including astrocytic processes.

Interestingly, these damages were exacerbated in the aldehyde-conventional

preparation protocol and appeared earlier in these samples. This may be due to the fact
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that swollen astrocyte is difficult to fix with aldehydes only and thus loss of intracellular

material is unavoidable and more visible.

Finally, we also addressed the issue of the potential damages caused by two-photon

experiment due to the production of radical ions, but we did not observe any difference

in the tissue preservation; similarly, the use of “near infrared branding” to create

fiducial inside the tissue (Bishop et al. 2011; Lees et al. 2017) did not seem to be

deleterious to the adjacent tissue. We thus suggest that CLEM experiments could be

carried on between 45 minutes to 2 hours after slice recollections and these samples

could be prepared with the aldehyde-HPF protocol.

Altogether these results suggest that a prefixation step with 1.6% glutaraldehyde before

HPF does not affect the ultrastructural preservation of the hippocampal neuropile and

even prevent, at least partially, the formation of ice crystal during the high-pressure

freezing process (A-HPF). Hence, this protocol is designed to study the ultrastructural

morphology of the astrocyte but, more globally, the use of glutaraldehyde fixation

before HPF cryo-immobilisation seems to be in adequacy with an optimal preservation

of the neuropile and should thus be envisioned for EM brain studies.
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Chapitre II: Les corrélats ultrustructuraux qui sous-tendent

la signalisation calcique de l’astrocyte

Ce deuxième article en préparation correspond à l’étude centrale de mon travail de

thèse. Dans ce travail, nous avons exploré en microscopie électronique à faisceaux

d’ions focalisés l’ultrastructure 3D des astrocytes du gyrus denté. Pour obtenir une

préservation optimale des astrocytes, nous avons utilisé des méthodes cryogéniques

pour la préparation des échantillons. Nous avons développé un « workflow » d’analyse

dans le but de reconstruire la structure cellulaire et d’obtenir des données

morphométriques quantitatives nous permettant de mieux décrire cette organisation.

Nous avons ensuite étudié la signalisation calcique de l’astrocyte sur la base des

données morphologiques obtenues en microscopie électronique.

Nos résultats montrent une organisation en domaine des prolongements

cytoplasmiques fins de l’astrocyte. Nous avons décrit pour la première fois l’existence

de saccule de réticulum endoplasmique et une signalisation calcique dépendante des

récepteurs à l’inositol triphosphate dans ces domaines. Nous démontrons la présence

de récepteurs à l’IP3Rs au niveau de lamembrane de ces réticulums. Enfin, nous avons

observé que la signalisation calcique répond à l’activité synaptique. Nous proposons

donc une nouvelle vision de l’organisation morpho-fonctionnelle des interactions

synapses/astrocytes en réseau tripartite s’opposant à la conception usuelle de synapse

tripartite.

Dans cette étude, j’ai réalisé l’intégralité des préparations des échantillons pour la

microscopie électronique, la mise en place du « workflow » d’analyse d’image, la

reconstruction des cellules et l’obtention de mesures morphométriques. Une partie du

protocole d’analyse d’image fut développée en collaboration avec Arnold Fertin de

l’équipe TIMC. Les acquisitions en microscopie électronique à faisceau d’ions focalisés

furent réalisées par Pierre Henri Jouneau. L’imagerie calcique, les études

transcriptomes et les expériences d’électrophysiologies furent réalisées

respectivement par : Ines Hristovska, Roberta De Ceglia et David Littevin de l’équipe

du laboratoire d’Andréa Volterra.
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Cet article est présenté comme un résumé conceptuel préliminaire à la publication. Les

résultats obtenus au sein du laboratoire d’Andréa Volterra sont présentés en tant que

résultats préliminaires, les analyses étant encore en cours.
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Introduction:

Astrocytes are cells that are not electrically excitable, but the evolution of optical

microscopy techniques and the development of high temporal resolution calcium

probes havemade it possible to demonstrate that there is a 'language' within astrocytes

that relies on variations in the intracellular concentration of calcium ions. It is now

known that 80-90% of this Ca++ signaling takes place in microdomains located in the

thinnest cytoplasmic extensions of the astrocyte and that part of this signaling is

correlated with neuronal activity (Bindocci et al. 2017).

The origin of these calcium signals is still poorly understood, and at present there are

no obvious structural features. According to the vast literature on Ca2+ dynamics in

astrocytes, a preponderant role in these cells is exerted by GPCR-evoked activation of

the IP3R2 isoform, present on the ERmembranes (Agulhon et al. 2008). However, use

of IP3R2KO mice has shown that, despite the fact that in these mice the most visible

Ca2+ events occupying the entire soma and main processes are abolished, more subtle

and largely local activity is retained, mainly at the periphery of the astrocyte arbour

(Castro et al. 2011 ; Okubo et al. 2019 ; Petravicz, Fiacco, et McCarthy 2008 ; Takata et

al. 2013). In this respect, genetic and pharmacological data suggested roles also for the

other two IP3 receptor isoforms, IP3R1 and IP3R3 (Sherwood et al. 2021) as well as for
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other Ca2+ sources, such as channels and pumps inducing entry of extracellular Ca2+

in the astrocyte (Ahmadpour, Kantroo, et Stobart 2021).

Intriguingly, evidence exists for complex mitochondrial and ER morphologies in

astrocytes in situ, where these organelles have been found to reach processes far from

the cell body and end-feet processes (Göbel, Motori, et Bergami 2018; Jackson et

Robinson 2015; Lovatt et al. 2007; Mathiisen et al. 2010; Motori et al. 2013). In

astrocyte ER tubules are often found around mitochondria in branches and PAPs.

However, a discrepancy about the presence of these organelles in the peripheral

astrocyte processes (PAPs) and in other really fine processes (leaflets) remains.

The main difficulty to understand these Ca2+ oscillations is that these microdomains

are smaller than the resolution of light microscopes, so electronmicroscopy studies are

needed to resolve the fine ultrastructure of these structures;moreover, themorphology

of the fine extensions of the astrocyte requires three-dimensional approaches to

understand their interaction with synaptic elements.

In this study we used high pressure freezing and cryosubtitution to optimally preserved

the astrocytes morphology and acquired images using Focus-ion beam scanning

electronmicroscopy. We obtained three astrocytic fragments of the mice dentate gyrus

of the hippocampus that we reconstructed with its neighbouring synapses in 3D. Next,

we segregated astrocytic leaflets from main processes and analysed the ultrastructure

of these peculiar structures of the astrocytes. We observed that leaflets were organised

in specific domains. We showed that leaflet domains preferentially interact with

synapses and we found the first evidence of the presence endoplasmic reticulum

saccules inside these processes close to synapses. Thus, supporting the idea of a

tripartite network organisation of the leaflet domains of the astrocyte.

Method:

High-pressure freezing and cryo-substitution for FIB/SEM imaging

3 Adult mice (C57 BL/6 J, 6-7 weeks old) were anesthetizedwith Exagon (1 ml/kg) then

perfused transcardially with phosphate buffer (PB; 0.1M) solution of 1.6%

Glutaraldehyde. Brains were extracted and soaked in fixative for 2 hours before being
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cut in 300 µm thick coronal sections. All experiments were performed in accordance

with the recommendations of the European Union (2010/63/UE).

The hippocampus was collected using a circular punchwith an inner diameter of 2mm.

Punches were quickly immersed in 20% BSA in PB 0.1M for cryo-protection before

high pressure freezing (Leica, HPM100). Frozen samples were transferred in the cryo-

substitution chamber (AFS2, Leica Microsystem) and were stained at low temperature

(-90°C) with 2% OsO4 / 0.1% Uranyl acetate prior to resin embedding in epoxy.

Samples were then processed for focus ion beam scanning electron microscopy (FIB-

SEM) which has been realised in a ZEISS CrossBeam 550. The epoxy embedded

samples were iteratively abrased of 4 nm with a Ga+ ion beam (of 700 nA at 30 kV)

and imaged in scanning electron microscopy (SEM) at 1.5 kV using the in-column ESB

backscatter detector. SEM images were obtained with a lateral resolution of 4 nm

providing an isotropic voxel of 4 nm and a field of view of approximately 20 x 15 µm.

For detailed procedures consult the bio protocol (Bio-protocol n°1).

Immunogold pre-embedding

Adult mice (C57 BL/6 J, 6-7 weeks old) were anesthetized with Exagon (1 ml/kg) then

perfused transcardially with phosphate buffer (PB; 0.1M) solution of 2.5%

Paraformaldehyde / 0.5%Glutaraldehyde. Brains were extracted and soaked in fixative

for 2 hours before being cut in 300 um thick coronal sections then transferred into PB

(0.1M) then process for immunogold labelling. All experiments were performed in

accordance with the recommendations of the European Union (2010/63/UE).

Hippocampal slices were permeabilized with a solution of 5% Normal Goat Serum

(NGS; Abcam, ab7481 / 0.1% Saponin. IP3Rs receptors were labelled with primary

antibody Rabbit anti-IP3Rs (MERCK 07-1210) and secondary antibody coupled with

1.6 nm colloidal gold Nanogold®-IgG Goat anti-Rabbit IgG (Nanoprobe, 2003-1ML).

Prior to silver enhancements with HQ Silver, Silver enhancement kit (Nanoprobe,

2012-45ML) sample were postfixed overnight in 2% Glutaraldehyde Grade 1 (Sigma,

G5882-100 ml). Detailed protocol of the immunogold pre-embedding procedure

Immunolabelled has been published as Bio-protocol (Bio-protocol n°3). Samples were

then processed for HPF and cryo-substitution as described previously (Bio-protocol

n°1).
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Image Analysis

During the acquisition of the FIB/SEM stacks, a translation drift was observed,

resulting in a shift from a single 2D plane to the next. The sections were registered by

correcting these shifts using Phase-Only-Correlation (POC) method implemented as

Fiji plugin (Schindelin et al. 2012). The POC method is a standard frequency domain

method to relate two shifted signals. In order to estimate the shift between two

consecutive planes P1 and P2, we calculate their normalised cross-power spectrum:

where F denotes Fourier transform. The inverse Fourier transform of R(!) gives POC

function:

Themain property of the POC function is to exhibit a unique sharp peak which location

corresponds to the displacement from P1 to P2. Thus, the shift due to drift is estimated

with:

The displacementswere estimated across the whole stack fromplane to plane, and then

each plane was translated by corresponding -Δ. As FIB/SEM stacks are very large

datasets (up to 110 Go), they were processed with two steps tomake them tractable and

provide fast image processing. First, a voxel size reduction from 4x4x4 nm to 8x8x8

nm was performed with an average binning. This other the advantage to also perform

a noise filtering. Finally, a single stack was split on the x- and y-axis by 2 and by 350

along the z-axis. These allow fastening the segmentation process as each sub-volume

was segmented independently.

The FIB/SEM datasets contain five main groups of biological objects of interest, these

are astrocytes, spine, axons, endoplasmic reticulum and mitochondria. The
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segmentation process consisting in identifying and labelling these objects. The

segmentation was performedwith the semi-automated carving workflow from "Ilastik"

software (Straehle et al. 2011). This workflow starts by computing a boundary map and

then by aggregating voxels into supervoxels on the basis of their intensity and

proximity (Achanta et al. 2012). A watershed algorithm connects supervoxels together

starting from markers provided by the user. Finally, the segmented and labelled sub-

volumes were stitched to reconstruct the original volume.

The segmentation masks were exported as NumPy arrays to be manipulated with

python. In these arrays each individual object was labelled by a single grey value. Each

array was concatenated to reconstruct the full volume and labels of similar objects

present in two adjacent stacks were homogenised. Segmentation masks were then

saved as “.tif” for further quantitative analysis in Fiji.

Volume and surface were measured with the ImageJ 3D suite for each object.

Astrocytes were analysed by splitting them into two categories: (1) MP (processes with

a diameter > 200 nm and (2) leaflets (processes with a diameter < 200 nm). These

subdomains were obtained by using mathematical morphology operators with

MorpholibJ (Legland, Arganda-Carreras, et Andrey 2016). Interaction analysis

between two biological objects were obtained with homemade Fiji plugins available at:

https://github.com/a-r-n-o-l-d/Euclidean_Distance_Transform_MT;

https://github.com/a-r-n-o-l-d/Phase_Only_Correlation; https://github.com/a-r-n-

o-l-d/NeuroMacros.

Detail image analysis procedure was available in the following Bio-protocol (Bio-

Protocol 2).

Statistical analysis

All results are expressed in mean +/- SEM. Statistics were realised using the Graphpad

Prism 8.4.3 software. Nested-ANOVA was realised to take into account the inter-

individual variability when normality of the distribution and homogeneity of variance

were assumed. Tukey’s test was used as a post-hoc test for multiple comparison. The

Pearson correlation coefficient was used to assess for correlation.
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Results:

To optimally preserve the morphology, mice were fixed by aldehyde perfusion and the

brain was sliced in sections of 300µm. The slices were frozen by HPF before being

stained and embedded in epoxy resin by cryosubstitution. The polymerized sample was

first imaged by 2D TEM to identify the position of the granule cells, and then imaged

by FIB/SEMmicroscopy. Three image stacks have been acquired in themolecular layer

of the dentate gyrus for a volume of respectively (800; 2532 and 464 µm3) with a voxel

size of 4 nm. In each stack, astrocytes membrane could be identified, there is however

only a fraction of one or two astrocytes in each stack; in the first and second stack, part

of the astrocyte cell body has been imaged, whereas the third stack includesmore distal

components of the cell. The astrocyte as well as the ER and the mitochondria were

segmented by using a watershed algorithm so that 3D measurements could be

obtained. The fraction of the imaged volume occupied by the astrocyte was respectively

(18.1, 10.9 and 7.42 %).

Synapses were abundant in the three stacks; they could be easily identified thanks to

the high contrast of the post synaptic density. A few inhibitory synapses located on

dendritic shaft were observed in each stack (< 10%), but we focused our analysis on

glutamatergic synapses that contact dendritic spines. To better understand how the

astrocyte interacts with these synapses, all dendritic spines as well as their

corresponding axonal button have been segmented in subparts of each stack. More

precisely, in each stack respectively 276, 284 and 318 synapses have been segmented

and the mean spine density in the three stacks is (1,17 ± 0,1 synapses/µm3).

The volume of the spines ranges from (0,003 ± 0,001 µm3) to (0,5 ± 0,06 µm3). The

five conventional population of spines, namely, filopodia, thin, stubby branched and

mushroom have been observed in each stack as previously described (Harris 1992).

Such morphology is related to the function of the spine, since it is modulated, among

other, by the highly dynamics reorganization of actin cytoskeleton that occurs upon

synaptic activity (Star et al. 2002). Such reorganization affects not only themorphology

of the spine but also the size of the post synaptic density in a correlative manner. As a

result, the synaptic strength, i.e., the intensity of the response to a stimulus, is directly

proportional to the spine size (Okamoto et al., NN, 2004;Hotulainen andHoogenraad,

JCB, 2010). We therefore divided our spine population in two sub populations

depending on their volume. One subpopulation of small spine which volume is (<
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0,025 µm3) and a population of large spine large (> 0,025 µm3). The large spine sub

population represents (44,64 % ± 5,09) of the total spine population, they have a

significantly lower sphericity (0,45± 0,019) if compared to the small spines (0,5 ± 0,02)

and their S/V ratio is higher, indicating a higher complexity of theses strong synapses

(p = 0,0133).
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We have discovered that the astrocyte assumes a specific biological organization when

it encounters synapses: this organization can involve large volumes enveloping clusters

of synapses (around 10 and even more), forming the “spongy”, “gliapil” domain

characteristic of the periphery of the astrocyte arbor, or small volumes in which the

astrocyte quite abruptly changes its organization and the domain stems out from the

soma or a main process to envelope even a single synapse. Therefore, this organization

does not seem to depend on the geographical location within the astrocyte, but seems

rather to be dictated by the interaction of the astrocyte with synapses wherever this

takes place in the astrocyte structure.

The key features that signal the change in biological organization of the astrocyte when

it approaches synapses are: (a) reduction in the linear diameter of its structures up to

max 200 nm (Figure II-1, A); (b) increase in complexity and convolution of the plasma

membrane with significant sudden 5 time increase in the S/V ratio (Figure II-1, B).

This organization is appropriate to envelope one or multiple synapses and form the

interface domain with them. Leaflets are actually a more diverse population (Figure II-

1, C/D). Actually, leaflets exhibit different sizes and shape. Small leaflets are often

filopodia like structures emerging from a shaft (Figure II-1, C) when others are

connecting component between twoMP. Larger leaflets (> 10-1 µm3) form contact with

themselves and between them creating a “fisher net” like structure occupying large

volume up to 285 µm3, we call this organization the “leaflet domain”. According to the

literature, molecular interactions between proteins on the membranes of the two cell

types, similar to those linking pre- and post-synapses, shape the astrocyte-synapse

interface domain (Takano et al. 2020; Stogsdill et al. 2017).

Figure II-1 : The leaflet: a complex subdomain of the astrocyte with a high degree of heterogeneity.

(A) Representative 3D reconstruction of the astrocyte fragment in the 2D stacks of 20 µm x 15 µm x 8,4

µm. (A1) Representative 3D reconstruction of the core of the astrocyte composed of the soma and the

main processes (dark green). (A2) Representative 3D reconstruction of the leaflet’s subdomains (light

green). (A3) Representative 3D reconstruction of the full astrocyte fragment composed of the core and

the leaflets subdomains. (B) Violin plot representation of the distribution of the surface to volume ratio

of main processes and leaflets in µm-1 (Main processes n= 74; Leaflets n= 1267). (C) Representative 3D

reconstruction of leaflets in function of their size: from filopodia like structure to very large and complex

leaflets. (D) Representative 3D reconstruction of a main process and some of its surrounding leaflets.

Each leaflet exhibits different size and volume. Some are very small (yellow) whereas others are a larger

and more complex (green). The last leaflets are very large and complex covering a larger portion of the

volume (Cyan).
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The astrocyte plasma membrane and the pre- and post-synaptic structures come in

close vicinity at many places (Figure II-2; A/B). 70% of dendritic spines have astrocyte

membrane within 30 nm distance, i.e., a distance similar, in the perspective of a

synaptic or retrograde transmitter, to the one needed to reach the other pole of the

neuronal synapse. More precisely, 76% of the large spine and 63% of the small spines

are directly interacting with the astrocytic membrane with respectively 26% and 20%

of their surface area in direct apposition. Alternatively, or in conjunction, in 70% of the

synapses the astrocyte membrane is at a distance inferior to 100 nm to the synaptic

cleft and astrocyte are no farther than 500 nm in 93% of the synapses. Most

interestingly, 98% of these contacts occur within this “leaflet domain” of the astrocyte

that has a peculiar morphological characteristic (Figure II-2, C).
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To note, however, that most of the times this organization of the astrocyte around the

synapses does not correspond to the individual “tripartite” synapse as represented so

far in EM pictures and conceptualized in functional schemes (Figure II-2, D). Rather it

corresponds to a “tripartite network” of astrocyte structures in which several

neighboring synapses are embedded. This domain of organization of the astrocyte may

involve several linear micrometers in which the astrocyte structure can be in continuity

and the signal potentially communicated within the whole domain as increasing

volume of leaflets increases the number of synapses contacted (Figure II-2, E).

Therefore, conceptually, this structure appears apt to support a coordinated

interaction between the whole connected astrocyte region and a group of synapses

rather than a bidirectional exchange between a single synapse and a single perisynaptic

astrocytic process as thought until now.

The internal organellar composition of this astrocyte “leaflet domain” has never been

studied in detail so far, due to the minimal size of its structures which can be tackled

only with a high-resolution 3D EM approach. We have used here HPF and FIB-SEM

approaches to obtain information at 4 nm resolution on all axes. HPF has been

described as an excellent technic to perform high quality ultrastructural observation of

the mouse brain (Article 1; Möbius et al. 2010b).

Interestingly, the minimal size of the leaflet domain excludes (almost completely) the

mitochondria: the smallest ones being in the order of 200 µm in diameter, they are

seen throughout the astrocyte backbone from the soma up to the fine processes, but

Figure II-2 : A leaflets can interact with several synapses. (A) Representative 3D reconstruction of the

astrocyte fragment (volume: 800 µm3). In a sub volume of the stack (200 µm3) of the stack, all the

synapses were segmented (n=276). (B) Representative 3D reconstruction of a single leaflet contacting

three synapses at the same time. Leaflet (transparent light green), axonal button (yellow), spines

(orange) and synaptic clefts (magenta). (C) Whisker box plot of the percentage of contact of the synaptic

clefts with the astrocyte and its domains across the three stacks reconstructed (threshold distance = 100

nm). The graph shows that the synaptic cleft is preferentially in the proximity of the leaflet domain if

compared with themain processes (MP). (D) Plot of the distribution of the number of leaflets in function

of the number of synaptic clefts in proximity of the leaflet (threshold distance = 100 nm). (E) Plot of the

number of synapses in function of the leaflets volume in log10(µm3). The graph displays a linear

regression of these measures. The number of synapses in the close vicinity of each leaflet is correlate

with the volume of the leaflet (Two tailed Pearson correlation analysis, p-value < 0.0001)
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not in this domain (Figure II-3, E). Actually, the last mitochondrial “outpost”, can be

considered as the border place, beyond which starts the leaflet domain. Some specific

mitochondrial structures are in small leaflets that connect two main processes. These

structures are long (up to 2 µm) with a diameter of 60 nm and are known as

nanotunnels and have been described as communication structure of themitochondria

(Vincent et al. 2017). Likewise, large endoplasmic reticulum (ER) structures with

tubules and sheets forming mitochondria associated membranes (MAM) domains

together with the mitochondria are present throughout the main processes of the

astrocyte (Figure II-3, A/B), such ER are also frequently protruding in the “leaflet

domain”.

To our surprise, we also detected the presence in this domain of another type of ER,

much smaller, possibly formed by minimal fragments of the complex ER, that we call

“isolated ER” (Figure II-3, C). The mean volume of these saccules is 100 time smaller

(0.004 µm3) if compared to the complex ER described above (0.452 µm3) (Figure II-

3, D) and like the cER, these iER have interesting biological features: they are endowed

with ribosomes and they directly interact with the plasma membrane of the astrocyte,

forming membrane contact sites within a distance of 30 nm. Such features thus

confirm the possibility for astrocytes to undergo local translation in their synaptic

domains, in line with “tripartite synaptic plasticity” recently reported, and other

coordinated astrocyte-synapses functions. The few occurrence of iER structures that

are seen to fuse with the plasma membrane could represent an astrocyte modality for

local protein insertion and secretion at the plasmamembrane, an alternative secretion

pathway that could occur in the absence of a proper local Golgi apparatus and its

associated vesicular compartment as observed in the cell body (Prudovsky et al. 2008).

Most interestingly, these iER are distributed in the distal volume of the “leaflet

domain” as if assuming a role of relay in the cell intracellular organization. The average

distance from the synaptic cleft and the first ER compartment located in the astrocytic

leaflet contacting the synapse (iER or cER) is 539 +/- 26.09 nm (Figure II-2, F); since

Gq-GPCRs have been reported to be located on the astrocyte plasma membrane, such

a distance would be compatible with the diffusion of a potential secondmessenger like

IP3 that moves much more freely in the cytosol than calcium (Kasai et Petersen 1994).

In addition, the mean interdistance between two ER compartment is around 373 nm,

iER could thus potentially form the first astrocyte “communication outposts” in
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proximity of synapses and the presence of iER in the most distal region of the “leaflet

domain” potentially provides a way of propagation of the signals throughout the

interconnected structure, possibly by a calcium induced calcium release process.

Interestingly, such organization with a small ER-like compartment non-associated

withmitochondria, is also observed in neurons: the spine apparatus is also at a distance

of around 500 nm from the post synaptic density and has been involved in the calcium

induced calcium release process (CICR) that sustains synaptic signaling (Kasai et

Petersen 1994).
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In order to characterize the properties of these iER, we performed an immunogold

analysis using a pan-IP3Rs antibody. To unambiguously identify the astrocyte as well

as its ER compartment, the samples were imaged in 3D by FIB-SEM after a pre-

embedding labelling with the pan- IP3R of DG slices, followed by successive steps of

silver enhancement, cryo-immobilization and cryo-substitution. By this way, we were

able to identify IP3R-specific immunoreactivity (Video n°1 – Positive immunogold

labelling in the 3D stack) not just on large ER structures but also on the isolated ER

present in mitochondria-free leaflet (Video n°2 - 3D reconstruction of a leaflet domain

with positive immunogold labelling for IP3Rs) domains that are in proximity of the

synapses. These data provide the basal molecular evidence supporting an active role of

isolated ER in astrocyte Ca2+ dynamics in mitochondria-free domains astrocytes

domain contiguous to one or multiple synapses.

Figure II-3 : Organelles distribution in the astrocytes. (A) Representatives 2D electronmicrographs with

an overlay of the segmented elements. The left panel shows in a green overlay the astrocyte fragments,

with a main process in the centre (star) and leaflets in the periphery (arrowheads). Central panel: in

green: main process; magenta: mitochondria. Right panel shows the same elements and in blue the

endoplasmic reticulum which surround the mitochondria (C-ER) in the main process. (B) 3D

representation of the main process with the mitochondria and the endoplasmic reticulum that are in

contact. MP (transparent dark green), mitochondria (purple) and C-ER (dark blue). (C) Representative

3D images of an isolated endoplasmic reticulum cisterna (I-ER) in a leaflet. Leaflet (transparent light

green) and I-ER (light blue). (D) Violin plot displaying the distribution of the volume of the C-ER (n =

59) and I-ER (n = 116) population. The two populations differ in average volume (Mann-Witney test, p-

value < 0.0001). (E) Separated bar graph displaying the fraction of the volume of the organelle

populations in percent inside the two astrocyte subdomains. Each population are represented

differentially in the Leaflets versus the main process (two-way ANOVA: Interaction p-value < 0.0001,

Domain factor p-value < 0.0001): ER (Sidak’s test p-value =0.0042), C-ER (Sidak’s test p-value =

0.0012), I-ER (Sidak’s test p-value = 0.003) and mitochondria (Sidak’s test p-value <0.0001). (F)

Representative 3D reconstruction of a leaflet (transparent light green) containing an isolated

endoplasmic reticulum cisterna (light blue) which contact three synapses: Spines (orange), axonal

buttons (yellow) and synaptic clefts (magenta). (G) Violin plot of the distribution of the distance between

each synaptic cleft (n = 878) and the closest I-ER or C-ER. No differences are observed between the two

populations of ER. (H) Violin plot of the distribution of the distance between each synaptic cleft (n =

878) and the closest endoplasmic reticulum cisternae localised in a main process (light grey) and in

leaflets (dark grey). The endoplasmic reticulum cisternae located in leaflets are significantly closer to

synaptic clefts than those located in the main processes (Mann-Witney, p-value < 0.0001).
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We then checked whether these iER could be involved in the communication between

synapses and astrocytes. For this, the leaflets were divided in two populations

depending on the presence of an ER compartment, the number of synapses associated

to each leaflet was quantified and we observed that 46,3 ± 6,7 % of the synaptic cleft

are close (< 100 nm) to leaflets that contain ER, 23,7% are in contact with leaflets

devoid of ER whereas (30 %) had no contact at all with the astrocyte. Interestingly, the

mean number of synapses contacting each leaflet is proportional to the size of the

leaflet: large leaflet contacts many synapses and do contain iER whether very small

leaflets contact few synapses, have no ER, but are close to shaft compartment that do

contain ER.

In summary, most of the synapses are in contact with large leaflets that all contain ER,

either cER or iER. In these leaflets, the distance between the cleft contact site and the

ER is around (697 ± 71 nm), a distance independent of the size of the spine; as

expected, this value is significantly lower than the distance between the cleft and the

ER locate in the main processes (1,76 ± 0.18 µm; p<0.001; Figure II-3, H).
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Discussion:

In view of the synaptic-like distance of the astrocyte membrane at mitochondria-free

leaflet domains and the presence in this domain of organelles (iER) apt at generating

and spatially propagate signals via IP3-dependent Ca2+ elevations it is possible that

synaptic activity could induce the calcium signal observed in the gliapil domain

(Bindocci et al., 2017). The dependency of astrocyte Ca2+ dynamics from neuronal

activity (the capacity of astrocytes to listen to synapses and generate functional

responses) has been a matter of controversies. While it is clear that astrocytes respond

with large whole-cell or multicellular Ca2+ elevations to strong patterns of neuronal

activation such as motor or sensory stimulations in vivo, the trigger of the local activity

in microdomains at the periphery of the astrocyte, which is also visible in vivo in the

awake animal (Bindocci et al, 2017), has been less clear, with some studies reporting

local Ca2+ elevations in response to minimal axonal stimulations (Panatier et al. 2011;

Bindocci et al. 2017), whereas others indicating the need of bursts of action potentials

to generate visible Ca2+ elevations (e.g Haustein et al. 2014).

Studies that addressed pharmacologically the source of Ca2+ events in local

microdomains alternatively found (Bindocci et al., 2017) or not found (Agarwal et al.

2017) a TTX-dependent component, as well as a Bafilomycin A1-dependent

component, the latter proposed to depend on spontaneous synaptic events (Castro et

al. 2011). The only study that indicated a precise cell biological origin for the

microdomain Ca2+ elevations, Agarwal et al (2017), implicated the mitochondria and

attributed the Ca2+ elevations to intrinsic activity in astrocytes rather than synaptic

input. However, that study did not have the spatial resolution to explore the Ca2+

activity in mitochondria-free domains that are closer to synapses. We thus have to

address this point by testing the effect of the inhibitory cocktail on Ca2+ dynamics in

astrocyte mitochondria-free domains surrounding synapses. Moreover, in order to

obtain direct functional evidence that Ca2+ dynamics in mitochondria-free astrocyte

domains are supported by IP3Rs present on isolated ER we will use a new genetic

mouse model, in which floxed sequences flank the coding regions of each of the three

IP3R1, IP3R2 and IP3R3 genes (IP3R1-2-3flox), therefore potentially leading to pan-

IP3RKO upon Cre recombination.

Overall, our study provides a new understanding of the organization of the astrocyte

ultrastructure and show unprecedent evidences supporting the concept of a tripartite
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network formed by the astrocytic leaflet domains and synapses. These domains are

competent for IP3Rs calcium signaling that can be triggered by protein G coupled

receptor involved in astrocyte/synapses communication. Thus, functional data obtain

with calcium imaging in IP3Rs-KO astrocytes will allow us to confirmed and described

precisely the calcium dynamic in responses to IP3Rs signaling and synaptic activity in

these domains devoid of mitochondria and at the interface between the astrocyte and

the synapses.
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Chapitre III: Le Cryo FIB-SEM, un outil prometteur pour la

localisation des protéines en 3D (Spehner et al. 2020)

Ce dernier article constitue une étude d’ouverture au sein de mon projet de thèse. En

effet, le but de cet article était d’évaluer les possibilités d’utilisation d’un outil d’analyse

d’image pour la microscopie électronique cryogénique. Ma participation à cette étude

a permis de montrer la possibilité d’application de notre « workflow » d’analyses

d’images pour la reconstruction fidèle de cellules obtenues en cryo-EM.

Cette étude fut réalisée au sein de l’IGBMC Strasbourg par Daniele Spehner. La

préparation des échantillons et l’imagerie furent réalisées par cette dernière. Les

reconstructions basées sur la segmentation manuelle des éléments cellulaires furent

produites par Anna M. Steyer. J’ai quant à moi traité les images pour l’utilisation de la

segmentation semi-automatique, réalisé cette segmentation et les reconstructions 3D

de la cellule.



RESULTATS

172



Article n°3

173



RESULTATS

174



Article n°3

175



RESULTATS

176



Article n°3

177



RESULTATS

178



Article n°3

179



RESULTATS

180



DISCUSSSION

181

DISCUSSION
Ce travail de thèse a permis de: (1) mettre en place un protocole de microscopie

électronique préservant de façon optimale les astrocytes et les autres éléments du

neuropile en vue de l’utilisation de la technique d’imagerie par FIB/SEM à haute

résolution ; (2) décrire l’ultrastructure complexe des « leaflets » astrocytaires en

particulier au niveau de leurs interactions avec les synapses, ainsi que de préciser leur

composition en compartiments intracellulaires sous-tendant une signalisation

calcique ; (3) montrer le potentiel de la cryo-FIB/SEM pour l’étude de l’organisation

des compartiments intracellulaires en 3D et la localisation des protéines avec une

préservation du tissu au plus proche de son état physiologique en n’utilisant aucun

produit chimique, la fixation du tissu se fait par la vitrification. Ces résultats se placent

dans un contexte de discussion scientifique faisant débat, ils révèlent de nouvelles

connaissances essentielles à la compréhension de la physiologie astrocytaire et ouvrent

de nouvelles perspectives aussi bien techniques que scientifiques pour l’étude des

astrocytes.

I. Préservation de l’ultrastructure des astrocytes

Dans ce travail de thèse, nous avons soulevé la question de la préservation de

l’astrocyte en microscopie électronique pour élaborer la meilleure approche pour

permettre une étude de l’ultrastructure. Nous avons donc comparé la qualité de

préservation de tranche de l’hippocampe de souris dans trois conditions : (1)

vitrification des tranches en HPF, (2) fixation avec le glutaraldéhyde par immersion

suivie d’une vitrification en HPF et (3) fixation avec le glutaraldéhyde par immersion

suivie par une préparation conventionnelle pour la microscopie électronique, tous les

échantillons furent finalement enrobés en résine époxy.

Les astrocytes sont des cellules particulièrement sensibles aux changements

osmotiques en partie à cause de leur rôle dans le maintien de l’homéostasie ionique,

mais aussi parce qu’il y a beaucoup d’aquaporines au niveau de leur membrane

plasmique et que ces cellules contiennent beaucoup d’eau. Ces caractéristiques peuvent

rendre leur fixation et donc leur observation en microscopie électronique compliquée.

Nos résultats n’ont pas démontré de différences significatives de volume extracellulaire

ou de structure astrocytaire en lien avec la méthode de fixation. Les dommages
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observés semblent être plutôt liés à la coupe au vibratome, car nous avons observé une

proportion similaire d’astrocytes œdémateux à travers toutes les conditions.

Les astrocytes ont un rôle central dans l’inflammation et réagissent aux blessures

subies par le tissu, cela peut donc se traduire par unemodification de leurmorphologie.

Les autres différences entre les traitements ont déjà été mentionnées par le passé, les

artefacts en lien avec les préparations conventionnelles en microscopie électronique

sont résolus par la vitrification et la substitution à froid (Möbius et al. 2010a). Nos

résultats semblent contredire une étude récente comparant l’espace extracellulaire et

la préservation de lamorphologie astrocytaire entre des échantillons fixés par aldéhyde

en perfusion intracardiaque puis colorés chimiquement à température ambiante, et des

échantillons congelés à haute pression puis traités à basse température pour la

coloration et la substitution dans la résine. Suite à la fixation aux aldéhydes, les auteurs

ont ainsi décrit une réduction de l’espace extracellulaire et des pieds astrocytaires

œdémateux ainsi qu’ une augmentation de la proportion de prolongements

cytoplasmiques astrocytaires associée à une diminution de la densité synaptique dans

le neutrophile du cortex chez la souris (Korogod, Petersen, et Knott 2015). La question

de la réduction du tissu à la suite de la fixation avec des aldéhydes a été soulevée depuis

plusieurs années (Cragg 1980; Schultz, Maynard, et Pease 1957; Van Harreveld et

Steiner 1970). Ces études ont cependant montré que la préservation de l’espace

extracellulaire lors de la fixation aux aldéhydes était possible en incrémentant de façon

progressive la concentration du fixateur (Cragg 1980).

Par la suite, nous avons aussi analysé la préservation du tissu et des astrocytes au cours

du temps ; pour cela, les échantillons ont été gardés dans du liquide cérébro-spinal de

synthèse (ACSF) oxygéné à 34 °C pendant 1,2 et 3 heures, puis fixé selon les 3

protocoles décrits ci-dessus. De la même façon, peu de différences majeures ont été

observées entre les différents temps. Cependant, au cours du temps, des profils de

cellules hypoxiques ou d’extraction cellulaire furent plus fréquents dans les tranches.

Dans le passé, une étude avait d’ailleursmontré une augmentation de la proportion des

astrocytes réactionnels dans les tissus coupés au vibratome puis placés dans l’ACSF

oxygéné à 24°C pendant des durées croissantes, des conditions similaires à celles

réalisées lors des expériences d’imagerie calcique ou d’électrophysiologie sur des

tranches aigües de cerveaux. Lamême étude a aussi souligné la rétractation des Leaflet
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et autre prolongement cytoplasmique astrocytaire fin, un phénomène qui entraîne une

augmentation de l’espace extracellulaire dans le tissu (Takahiro Takano et al. 2014).

Des résultats similaires furent observés suite à une exposition au microscope à deux

photons des tranches pendant 20 minutes (mimant ainsi les conditions de travail en

imagerie calcique). Nous avons par la suite montré qu’il était possible d’utiliser cette

méthodologie en combinaison avec le marquage par infrarouge proche (NIRB) (Bishop

et al. 2011) sans créer de dommage supplémentaire à la tranche.

Bien que notre étude semble s’opposer au corpus de données obtenues dans différentes

études, elle n’adresse pas exactement la même question. L’étude de Korogrod et al.

ainsi que l’étude de Takano et al. comparent des échantillons de cortex issus de

tranches de cortex fraîchement vitrifiées pour la première, et gardées dans l’ACSF

oxygéné puis préparées de façon conventionnelle pour la microscopie électronique

avec des échantillons de cortex fixés par perfusion avec une forte concentration en

aldéhyde pour la seconde (au moins 4% avec un minimum de 2% de Glutaraldéhyde et

2% de Paraformaldéhyde) (Korogod, Petersen, et Knott 2015; Takahiro Takano et al.

2014). Dans notre étude, nous n’avons travaillé que sur des tranches fraîches de

cerveau fixées ou vitrifiées après la coupe au vibratome avec une concentration réduite

en aldéhyde (1.6% Glutaraldéhyde) pour prévenir au maximum de toute perturbation

liée à un déséquilibre osmotique dans la tranche. De cette façon, nous n’évitions pas

les réactions inhérentes à la coupe du tissu, mais, au moins, nous avons comparé l’effet

de la fixation dans des conditions semblables. En effet, il est probable que la fixation

par perfusion entraîne des profils différents d’organisation du tissu qui soient

différents uniquement dans le cas d’une fixation d’une tranche par immersion,

simplement parce que le volume du cerveau est contraint au sein de la boîte crânienne

dans le premier cas. Ceci pourrait expliquer, en partie, le très faible espace

extracellulaire observé à la suite d’une perfusion intracardiaque dans les deux études

citées précédemment. Il est donc possible que la fixation par perfusion, lorsqu’elle est

réalisée en prenant en compte l’osmolarité de la solution, permette une préservation

plus proche de l’état physiologique de la structure du tissu.

Cette première étude nous a donc permis d’établir les conditions optimales pour

préparer des tissus en vue d’imager les astrocytes avec la technique du FIB/SEM. En

utilisant une approche hybride qui couple la fixation par perfusion avec des aldéhydes

et la congélation haute pression des échantillons, nous obtenons une préservation



DISCUSSION

184

optimale du tissu. Nous avons aussi déterminé la fenêtre de temps idéale pour obtenir

une bonne préservation du tissu, et en particulier des astrocytes, grâce à un bon

contrôle des conditions de préservation de la tranche fraîche après la coupe compatible

avec la réalisation d’expériences d’imagerie calcique avant la fixation du tissu, afin de

réaliser des études structurales en microscopie électronique. Ce faisant, nous avons

également exploré la question de la corrélation de l’imagerie calcique avec la

microscopie électronique FIB/SEM avec la méthode du « near infrared branding »

(NIRB). Nous avons alors montré que cette méthode n’entraîne pas plus de dommages

structurels supplémentaires au tissu que ceux inhérents au marquage.

II. Corrélats morphologiques des microdomaines calciques des prolongements les

plus fins de l’astrocyte : un site de communication avec les synapses

Dans cette étude, nous avons obtenu 3 piles d’images en FIB/SEM au sein du gyrus

denté de l’hippocampe. Dans ces trois volumes, nous avons reconstruit les fragments

d’astrocytes ainsi que les mitochondries et le réticulum endoplasmique. Pour identifier

les « leaflets » et les prolongements cytoplasmiques plus larges de l’astrocyte, nous

avons séparés les prolongements astrocytaires par leurs diamètres, ce qui nous a

permis d’identifier deux sous-domaines de l’astrocyte : les « leaflets » correspondant à

toutes les structures de l’astrocyte ayant un diamètre inférieur à 200 nm et les « main

processes » (MP) qui sont toutes les structures ayant un diamètre supérieur à 200 nm.

À partir de ce critère de ségrégation, nous avons pu confirmer que les leaflets sont des

prolongements astrocytaires avec un haut SVR (surface to volume ratio) en

comparaison avec les MPs confirmant ainsi les résultats obtenus précédemment par

d’autres équipes, avec d’autres méthodes de ségrégation (Gavrilov et al. 2018).

Cependant, nous avons observé que les « leaflets » ne constituent pas une population

uniforme. En effet, une partie de cette population est extrêmement petite et ressemble

plus à de petits filopodes, tandis que d’autres servent d’éléments de connexions entre

deuxMPs, ou tout dumoins, représentent un canal de contraction cytoplasmique entre

deux portions de MP. Enfin, une partie de ces « leaflets » a un large volume et semble

être organisée en domaine complexe fonctionnel et possède des caractéristiques

morphologiques spécifiques. Bien que les « leaflets » soient des structures fines,

certaines d’entre elles occupent un volume important.

De plus, les « leaflets » s’organisent en domaine formant de nombreux contacts entre

elles. Nous proposons d’appeler ces domaines « la canopée ». Nous avons d’ailleurs
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observé, bien que nous ne l’ayons pas quantifié, l’existence de leaflet se repliant et se

contactant elle-même, une observation qui a aussi été réalisée dans une autre étude en

microscopie électronique récemment (Kiyoshi et al. 2020). Si en microscopie optique

à haute résolution (STED) il a été rapporté que des structures formant des anneaux

cytoplasmiques étaient présentes au sein de l’astrocyte, ce que nous avons pu voir laisse

cependant penser qu’il n’y a pas une continuité du cytoplasme de l’astrocyte l’intérieur

des structures réflexives pouvant exister. Il est possible que le manque de résolution

en STED entraîne une mauvaise interprétation de la structure des domaines

astrocytaires (Arizono et al. 2020). Il y a peu de structure semblable à des anneaux

observés enmicroscopie électronique dans nos études, et quand celles-ci existent, elles

sont essentiellement dues à des repliements astrocytaires sans fusion des membranes.

Ces anneaux ne sont pas une structure ubiquitaire au sein des domaines de la

« canopée ».

L’astrocyte est souvent localisé à proximité des synapses, et en particulier des fentes

synaptiques. Nous avons segmenté 878 synapses et nos résultats montrent que 76% de

larges épines (volume > 0.025 µm3) et 63% des petites sont en contact direct avec

l’astrocyte. De façon plus générale, la membrane de l’astrocyte est présente à 100 nm

de la fente synaptique pour 70% des synapses et à 500 nm pour 93% d’entre elles. On

retrouve d’ailleurs des données similaires dans la littérature avec entre 40-90% des

synapses contactées par l’astrocyte (Kikuchi et al. 2020 ; Witcher, Kirov, et Harris

2007). Ici, nous précisons que 98% des contacts directs sont formés entre les

« leaflets » et la synapse.

La surface de contact observé entre la fente synaptique et l’astrocyte est corrélée avec

la taille de l’épine dendritique. Il a été montré en microscopie électronique que

lorsqu’une connexion synaptique se renforce, l’épine dendritique devient plus large, la

largeur de l’épine est d’ailleurs corrélée à la taille des PSDs (Borczyk et al. 2019). De

plus, des études en microscopie optique ont montré que l’interaction entre l’astrocyte

et les synapses est maintenue dans le cas où la connexion synaptique sera renforcée et

que ce contact assurerait la pérennité de la synapse (Nishida et Okabe 2007). La

plasticité neuronale s’accompagne également de remaniements morphologiques au

niveau des prolongements fins de l’astrocyte, permettant ainsi une augmentation de la

surface de contact pour couvrir la fente synaptique de façon plus importante.
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Nos données apportent un point de nouveauté considérable. Nous montrons en effet

que des « leaflets » ensemble elles constituent les domaines que nous avons choisi

d’appeler « la canopée ». Ces domaines peuvent contacter jusqu’à 100 synapses et

occupent un volume de 280 µm3. Il est très difficile de les différencier, car elles forment

des contacts très étroits et certaines d’entre elles forment des contacts avec elles-

mêmes. On peut cependant estimer qu’une « leaflet » contacte jusqu’à 30 synapses en

même temps, le volume des « leaflets » est d’ailleurs proportionnel au nombre de

synapses contactées par ces dernières. En bordure de ces « canopées » se trouvent les

« MP » de l’astrocyte qui eux ne contactent que très peu de synapses. Les interactions

de l’astrocyte sont souvent vues à l’échelle d’une synapse, on parle d’ailleurs de

synapses tripartites où un PAP est associé avec une synapse ; ici nous suggérons une

organisation en réseau tripartite du neuropile.

Nous avons ensuite étudié la distribution des organelles comme le réticulum

endoplasmique (RE) et la mitochondrie, deux compartiments impliqués dans la

signalisation calcique. Le réticulum endoplasmique est abondant dans les MP et forme

des contacts avec lesmitochondries. Ce réticulum est essentiellement formé de feuillets

bien que certaines de ses extensions soient sous forme tubulaire et peut s’étendre au

sein des « leaflets ». Nous avons par ailleurs montré qu’il existe des saccules du

réticulum endoplasmique dans les « leaflets » qui ont des caractéristiques spécifiques :

ces saccules sont jusqu’à cent fois moins volumineuses que celles présentes dans les

autres domaines de l’astrocyte, de plus elles ne sont jamais en contact avec les

mitochondries. Pour distinguer ces deux populations de réticulum, nous avons choisi

de les désigner par les termes de : « Complexe-ER » (C-ER), par allusion aux contacts

avec la mitochondrie, et « Isolated-ER » (I-ER).

Nous avons également démontré que les mitochondries ne sont présentes que dans les

MP, en tous cas dans les fragments d’astrocytes que nous avons étudiés. Certaines

portions particulières de la mitochondrie sont retrouvées dans des parties de

« leaflets » réalisant la jonction entre deux MP. Ces portions particulières de

« leaflets » ont un diamètre de 70 nm maximum et peuvent atteindre jusqu’à 1,85 µm

de long. Ces structures sont connues et sont communément appelées nanotunnel. Elles

sont impliquées dans la communication entre les mitochondries ou dans les

mécanismes de fission/fusion mitochondriale (Vincent et al. 2017).
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Dans le passé, les études ultrastructurales menées en microscopie électronique 3D

affirment qu’il n’y a pas d’organelle dans les « leaflets » (Gavrilov et al., 2018;

Patrushev et al., 2013). Cependant, nos résultats sont en accord avec des résultats

obtenus récemment en microscopie électronique qui montrent la présence de

réticulum endoplasmique dans certains PAPs (Aboufares El Alaoui et al. 2021). Cette

différence d’observation est certainement due à la technologie FIB/SEM ce qui permet

d’obtenir une résolution de 4x4x4 nm alors que la technique de SBF/SEM a une

résolution qui est limitée à 50 nm sur l’axe Z. Par ailleurs, nous n’avons pas observé de

vésicule dans les « leaflets » contrairement à ce qui fut reporté très récemment

(Kiyoshi et al. 2020). Il est possible que les structures répertoriées comme « vesicular-

like structure » dans cette dernière étude ne soient que de petit saccule de réticulum.

En effet, le critère de ségrégation des auteurs étant la reconnaissance de ces structures

à travers plus d’une image comme leur résolution en Z est de 75 nm, ces structures

identifiées sont plus grandes que des vésicules (50 nm). Cependant, les petits saccules

de réticulum que nous avons identifié peuvent ne pas se retrouver à 75 nm de leur

première observation.

Ces résultats obtenus en étudiant la morphologie de l’astrocyte ont permis d’orienter

les expériences d’imagerie calcique réalisées au sein de l’équipe du Professeur Andréa

Volterra du Département des Neurosciences fondamentales de Lausanne (DNF). Ces

expériences sont encore en cours d’analyse. L’observation de l’activité calcique au sein

du gliapil (ou domaine spongiforme), dans des régions sans mitochondrie et contenant

de nombreuses synapses, pourrait confirmer qu’il existe une activité calcique

indépendante de la mitochondrie au sein de l’astrocyte. Ces résultats sembleraient

tomber sous le sens, car on sait que 80% de la signalisation calcique de l’astrocyte se

passe au niveau du gliapil (Bindocci et al. 2017). Comme ces domaines sont constitués

essentiellement de « leaflets » et sont dépourvus de mitochondries, cette signalisation

ne peut donc être médiée que par le RE ou des canaux ioniques à la membrane

astrocytaire.

Ensuite, grâce à la technique d’immunomarquage à l’or, nous avons pu démontrer la

présence de récepteurs IP3Rs au sein des « leaflets » sur les saccules d’I-ERs et à

proximité des synapses. Pour préciser l’origine du signal calcique observé dans les

prolongements les plus fins de l’astrocyte, des mêmes expériences sont été réalisées

chez des souris KO pour les récepteurs IP3Rs dans les astrocytes. Les résultats, si ils
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montrent la disparition entière, ou en partie, des oscillations en concentration

calciques observées précédemment pourraient conforter le rôle des isoformes des

récepteurs IP3Rs dans la signalisation calcique astrocytaire (Mark W. Sherwood et al.

2021). Cette question est cependant encore sujette à débat. Récemment, une étude a

affirmé que seule la mitochondrie était responsable de la formation de microdomaines

calciques dans l’astrocyte. Dans cette étude, il a étémontré que la signalisation calcique

observée était indépendante des récepteurs IP3R2s ; il est cependant regrettable que

la présence possible de récepteurs IP3Rs d’autres isoformes comme l’isotype 1 n’ait pas

été prise en compte (Agarwal et al. 2017). Il a d’ailleurs récemment été postulé que

cette isoforme pouvait être dominante dans les sous-domaines astrocytaires qui sont

proches des synapses, c’est-à-dire : les « leaflets » (Mark W. Sherwood et al. 2021).

Enfin, nous avons observé des ribosomes au niveau de la membrane de l’ensemble des

saccules du réticulum endoplasmique au sein des « leaflets ». Ceci confirme

l’hypothèse d’une traduction locale au niveau des prolongements fins de l’astrocyte

comme les « leaflets ». Cette activité de transcription locale pourrait être nécessaire à

la synthèse de gliotransmetteur et la production de récepteurs membranaires

nécessaires aux fonctions de l’astrocyte dans la régulation de la maintenance du réseau

synaptique (Sakers et al. 2017 ; Mazaré et al. 2020). De plus, chacun de ces RE forme

des contacts avec la membrane plasmique de l’astrocyte. Il est donc possible que ce RE

participent à la sécrétion de molécules indépendantes de l’appareil de Golgi

(Prudovsky et al. 2008).

Notre étude de l’organisation ultra-structurale de l’astrocyte et de la signalisation

calcique du domaine spongiforme nous a donc permis de fournir un nouveau modèle

de l’astrocyte. Les « leaflets » de l’astrocyte s’organisent en domaines larges dépourvus

de mitochondrie et constituent le sous-domaine privilégié de contacts entre l’astrocyte

et les synapses. Dans ce domaine, il existe une signalisation calcique, les

microdomaines, qui est dépendante du RE. Le RE présent dans les leaflets pourrait

donc être un rôle premier dans l’activité calcique locale dans l’astrocyte. Sa capacité

putative à synthétiser de nouvelles protéines pourrait permettre de réguler une grande

partie des relations de l’astrocyte avec les synapses.

Il est certainement possible que les voies de signalisation calciques impliquées dans les

« leaflets » mettent en jeu tout particulièrement les récepteurs métabotropiques, tels

que les mGluRs, P2Y1 ou CBD1. Ces derniers permettent la libération d’ions Ca2+ du
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réticulum dans ces régions en réponse à l’activité synaptique (Kellner et al. 2021;

Jourdain et al. 2007; Castro et al. 2011; Santello, Toni, et Volterra 2019a; Navarrete,

Díez, et Araque 2014). Il a d’ailleurs été montré, sur des astrocytes en culture, que

l’activité des récepteurs mGluR5s permet la réorganisation du cytosquelette de

l’astrocyte via l’interaction des voies de signalisation de ces récepteurs avec les ezrins

(Lavialle et al. 2011), ce qui pourrait expliquer la corrélation observée dans notre étude

entre la taille des épines dendritiques et l’augmentation de la surface de contact entre

l’astrocyte et la fente synaptique.

Les rôles des compartiments de réticulum endoplasmique présents dans les « leaflets »

pourraient ne pas être restreints à une activité locale, ce qui conforterait le concept de

la « synapse tripartite ». Il est de bon aloi de penser que ces saccules d’I-ERs puissent

permettre l’intégration d’un signal local pour, lorsque nécessaire, se propager par la

suite et permettre ainsi une synchronisation du réseau à l’échelle des domaines de la

canopée puis de l’astrocyte. En effet, si des évènements faibles et rapides sont produits

en conditions normales, on peut aussi faire l’hypothèse d’un système de cascade de

signaux permettant la transduction de micro événements calciques à une plus grande

échelle. On sait, d’après nos résultats que l’ablation des récepteurs IP3Rs ne réduit pas

à zéro la signalisation calcique observée dans les domaines de la canopée, d’autres

canaux calciques jouent certainement un rôle, au moins partiel, dans la signalisation

de l’astrocyte.

On peut donc postuler qu’une faible activité du réseau neuronal va engendrer des

tressaillements locaux de la signalisation dans l’astrocyte. Une plus forte activité

engendrera une réponse métabotropique entraînant une signalisation calcique plus

importante due à une cascade d’événements entraînant la signalisation IP3Rs, celle-ci

pouvant être facilitée par des mécanismes de libération du calcium induite par le

calcium (Calcium induce calcium release ; CICR). Par la suite, lorsque la concentration

locale en calcium atteint un palier, le signal se propage au sein de l’astrocyte permettant

la libération de calcium d 'autres saccules du RE dans une autre localité des

prolongements astrocytaires. Dans ce modèle, les saccules de RE joueraient donc le

rôle de relais locaux pour la transduction du signal puis un signal arrivant dans le MP

entraînera une réponse des C-ERs présents dans ce domaine. Comme le C-ER forme

des interactions avec la mitochondrie, ce qui permet un échange de calcium, il est
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possible qu’une partie de la signalisation engendrée s’accompagne d’une entrée de

calcium dans la mitochondrie.

Un signal au niveau de la mitochondrie pourrait alors permettre de réguler sa fonction

métabolique, mais peut aussi engendrer des remaniements morphologiques du réseau

mitochondrial. Il a d’ailleurs été observé que les mitochondries de l’astrocyte sont

motiles en réponse à la signalisation calcique (Jackson and Robinson, 2018). Ce

phénomène pourrait permettre d’apporter l’énergie là où elle est nécessaire dans

l’astrocyte pour qu’il puisse assurer son rôle dans le réseau. Il a d’ailleurs aussi été

postulé récemment dans une étude (en « pré-impression ») que des récepteurs

métabotropiques (CBD1) présents sur la membrane de l’astrocyte, mais aussi sur la

membrane mitochondriale, participeraient au mécanisme de potentialisation latéral

au sein du réseau synaptique (Serrat et al. 2020). Ces récepteurs pouvant provoqués la

libération de calcium du RE (Navarrete et Araque 2008), ils ont donc la capacité de

créer une libération de calcium en périphérie de la mitochondrie au niveau des MERCs

(Krols et al. 2016). Cette dernière donnée pourrait expliquer une partie de la

signalisation astrocytaire observée au niveau de la mitochondrie (Agarwal et al. 2017).

Enfin, l’organisation en réseau très large du RE dans les MP pourrait expliquer les

grandes vagues calciques observées dans les astrocytes, qui sont dépendantes des

récepteurs IP3R2s (Castro et al. 2011 ; Okubo et al. 2019 ; Petravicz, Fiacco, et

McCarthy 2008 ; Takata et al. 2013). Ces vagues permettraient ainsi l’intégration de

l’information à l’échelle de la cellule offrant ainsi une possibilité de réorganisation

morphologique et fonctionnelle.

III. La microscopie électronique cryogénique 3D, une perspective pour l’étude de

l’astrocyte ?

Nous avons vu plus haut que la préservation de la structure cellulaire pour la

microscopie électronique est un sujet de débat, de nombreux efforts sont déployés pour

conserver l’ultrastructure au plus près de son état natif. Dans le cadre d’une

collaboration avec l’université de Strasbourg, j’ai eu l’occasion de travailler sur une pile

d’images d’une demi-cellule HELA acquise avec un cryo-FIB/SEM avec un voxel

anisotropique de 16*16*30 nm. La cellule a été cryo immobilisée par « high pressure

freezing » et les acquisitions ont été réalisées à -160 °C. Comme il n’y a pas de

coloration, ni de produit chimique, les images acquises permettent de visualiser la

cellule dans son état natif, mais le contraste est très faible et la morphologie des
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organelles est difficile à analyser. Ces acquisitions ont donc nécessité un traitement

d’image particulier pour permettre leur utilisation. D’une part, il a fallu corriger le

déséquilibre de charge local et débruiter l’image. Enfin, pour la segmentation semi-

automatique des images, les contrastes ont été augmentés et la pile d’images a été

séparée en quatre pour faciliter la segmentation qui requiert d’importantes ressources

informatiques. De nombreux éléments cellulaires ont pu être identifiés tels que le

noyau, les pores nucléaires, les mitochondries, l’appareil de Golgi, des inclusions

lipidiques et les lysosomes, mais aussi le réticulum endoplasmique.

Pour analyser la faisabilité de cette technique pour des études ultérieures, la cellule a

été reconstruite à l’aide d’outils de segmentation manuelle (IMOD; Kremer,

Mastronarde, et McIntosh 1996), comme de segmentation automatique tel Ilastik

(Berg et al. 2019). Nous avons ainsi constaté que le contraste est suffisant pour

permettre une compréhension du tissu et sa segmentation, la segmentation du RE a

toutefois été éprouvante. En tout état de cause, la technique semble prometteuse pour

permettre une meilleure compréhension de l’ultrastructure cellulaire, bien que du

travail reste à faire pour améliorer les contrastes obtenus.

A l’avenir, la microscopie électronique cryogénique, et en particulier le cryo-FIB/SEM,

peut devenir un outil de choix pour imager de larges volumes de tissu sans altérer la

morphologie cellulaire. Néanmoins, la résolution n’est pas encore optimale, du travail

reste à faire pour obtenir une résolution similaire à celle du FIB/SEM sur des

échantillons en résine. Cet outil est cependant prometteur pour développer de nouvelle

stratégie de corrélation entre la microscopie optique et électronique en biologie

cellulaire (CLEM) étant donné qu’il est possible aujourd’hui de faire de la microscopie

optique sur des échantillons cryo-immobilisés ; cela signifie qu’il sera possible à

l’avenir d’imager un même échantillon dans les mêmes conditions selon ces deux

modalités. Dans la perspective qui nous intéresse, par exemple, un astrocyte étudié en

imagerie calcique pourra être visualisé en cryo-CLEM pour autant qu’une protéine

aura été étiquetée avec la GFP dans l’astrocyte. Les cryo-FIB-SEM ont déjà été utilisés

pour obtenir des images de cellules (Sviben et al. 2016), mais aussi de tissu (Vidavsky

et al. 2016) comme le nerf optique du rat (Schertel et al. 2013).

IV. Conclusion et perspective

Mises bout à bout, les études effectuées durant ma thèse ont permis de mettre en place

un protocole de préparation des échantillons pour la microscopie électronique
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reposant sur la vitrification des échantillons pour conserver aumaximum l’intégrité du

tissu et de l’astrocyte (Article 1). Nous avons, grâce à ces protocoles, démontré

l’existence de domaine de Leaflet : les domaines qui forment une canopée entourant

les MP de l’astrocyte. Ces domaines sont dépourvus de mitochondrie et contactent de

nombreuses synapses tout en étant compétents pour une signalisation calcique

dépendante des récepteurs à l’IP3 et pour la transcription locale. Nous saurons bientôt

si les domaines de la canopée montrent une signalisation calcique particulière due à

l’organisationmise en évidence dans cette thèse. Cette signalisation pourrait permettre

l’intégration du signal au niveau du neuropile ouvrant donc ainsi la voie à une vision

des interactions neurones/astrocytes en réseau tripartite plutôt qu’une vision basée sur

des synapses tripartites isolées (Article 2). Enfin, notre dernière étude démontre la

possibilité d’utiliser la microcopie électronique cryogénique 3D pour l’étude de

l’ultrastructure cellulaire avec des méthodes de traitements d’images récentes et semi-

automatiques (Article 3). Notre travail ouvre donc d’autres horizons pour l’étude des

astrocytes aussi bien sur le plan technologique que sur le plan conceptuel.
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