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Préambule 

Le développement des techniques de microscopie électronique volumique a marqué les deux 

dernières décennies et leur application en biologie a considérablement fait progresser le 

domaine de l’imagerie tissulaire et cellulaire. En particulier, l’utilisation de la technique FIB-

SEM (pour focused ion beam-scanning electron microscopy) pour imager des échantillons 

biologiques a permis une avancée importante dans la compréhension de leur ultrastructure 

tridimensionnelle à une échelle nanométrique. Ceci a été rendu possible grâce aux 

développements continus des méthodes d’analyse et particulièrement de segmentation 

d’images. C’est dans ce contexte que s’inscrit mon projet de thèse qui a consisté à développer 

des approches de segmentation d’images FIB-SEM dans le but de répondre à deux questions 

biologiques : la compréhension du devenir et des effets de nanoparticules d’argent (NP-Ag) 

dans le foie grâce à un modèle de sphéroïde hépatique et l’étude de l’ultrastructure fine du 

tissu hépatique avec un focus particulier sur la porosité de ses capillaires.  

Ce travail s’est déroulé dans l’équipe Métaux et Organes (Met&Or) du laboratoire de Chimie 

et de Biologie des Métaux (LCBM) en collaboration avec l’équipe Étude des Matériaux par 

Microscopie Avancée (LEMMA) du laboratoire Modélisation et Exploration des 

Matériaux (MEM) du CEA Grenoble. Les travaux de l’équipe Met&Or sont centrés sur l’étude 

de l’homéostasie des métaux dans le foie et de leurs dérégulations lors de pathologies ou 

d’expositions exogènes, par exemple à des nanoparticules métalliques. L’équipe LEMMA est 

spécialisée dans l’étude de la structure et des propriétés des matériaux par microscopie 

électronique et ionique et a récemment commencé à utiliser ces techniques pour l’imagerie 

des échantillons biologiques.  

Ce manuscrit de thèse s’articule en trois chapitres : 

Un premier chapitre d’introduction qui présente l’anatomie, les fonctions et l’ultrastructure 

du foie avant de passer en revue les différents types cellulaires qui le composent. Ensuite, les 

principaux modèles hépatiques in vitro utilisés dans la littérature sont décrits. Puis, l’état de 

l’art des connaissances sur le devenir des NP-Ag chez les mammifères est présenté. Enfin, les 

techniques de microscopie électronique volumique sont décrites en mettant l’accent sur la 

technique FIB-SEM ainsi que sur les différentes étapes d’analyse d’images, et en particulier 

l’étape de segmentation.  

Les travaux réalisés pour étudier le devenir des espèces d’Ag dans un modèle 3D de sphéroïde 

d’hépatocytes sont présentés dans le chapitre 2. Dans cette étude, ces sphéroïdes ont été 

exposés à des NP-Ag ou à un sel d’Ag afin de mimer le devenir de NP-Ag dans l’organisme dans 

le cas d’une exposition orale ou parentérale. L’utilisation de ce modèle hépatique nous a 

permis de comprendre les transformations et l’excrétion d’espèces d’Ag du foie et leurs effets 

sur l’ultrastructure cellulaire. Pour cela, nous avons combiné la technique FIB-SEM avec 

d’autres techniques d’imagerie de pointe et d’analyse chimique afin d’étudier la spéciation de 

l’Ag et sa distribution dans les hépatocytes à haute résolution et à haute sensibilité.  

L’utilisation de la technique FIB-SEM a permis de visualiser les différents compartiments 



cellulaires en 3D et d’analyser les effets des NP-Ag sur l’ultrastructure des hépatocytes. Cette 

étude est présentée sous la forme de l’article récemment publié dans la revue Environmental 

Science: Nano.  

Une analyse de l’ultrastructure du foie de souris par FIB-SEM est présentée dans le chapitre 3. 

Dans ce travail, un focus sur l’ultrastructure des cellules endothéliales sinusoïdales LSEC (pour 

liver sinusoidal endothelial cells) qui tapissent les vaisseaux hépatiques a été réalisé. Dans un 

premier temps, les résultats d’optimisation du protocole de préparation des blocs de foie pour 

bien préserver le tissu hépatique sont présentés. Dans un second temps, la méthode de 

segmentation que j’ai développée pour reconstruire en 3D les LSEC à haute résolution et pour 

permettre l’étude quantitative de leurs fenêtres est détaillée.  

Enfin, les conclusions générales et les perspectives de mon travail de thèse sont présentées 

dans le dernier chapitre conclusions et perspectives. À la fin du manuscrit, le chapitre 

matériels et méthodes présente les détails expérimentaux des deux études.   
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Chapitre 1 : Introduction 

1. Anatomie, fonctions et ultrastructure du foie 

1.1. Anatomie générale du foie 

Le foie est l’organe le plus volumineux du corps humain, pesant entre 1,5 et 2 kg chez une 

personne adulte (Legallais et al., 2018). Il appartient au système digestif et il est situé dans la 

partie supérieure droite de la cavité abdominale, en dessous du diaphragme. Il est composé 

de deux lobes asymétriques (le lobe gauche et le lobe droit) séparés par le ligament 

falciforme (Figure 1).  

 

Figure 1 : Structure, vascularisation et voies biliaires du foie. La figure est issue du site du centre de 
transplantation d'organes (CTO) du centre hospitalier universitaire vaudois © CTO-CHUV (avec autorisation). 

Sa vascularisation dense lui confère une couleur rouge très foncé, presque brune. En effet, il 

contient en moyenne 15 % du volume sanguin total du corps et il est traversé par plus d’un 

litre de sang chaque minute (pour un adulte). Le foie reçoit le sang de deux vaisseaux : l’artère 

hépatique et la veine porte (Figure 1). Environ 30 % de l’apport sanguin hépatique est assuré 

par l’artère hépatique qui irrigue le foie avec du sang oxygéné provenant du cœur. Le reste de 

l’apport sanguin hépatique provient de l’appareil digestif via la veine porte sous forme de sang 

désoxygéné mais riche en nutriments. Dans le foie, le sang de ces deux vaisseaux emprunte 

un réseau très dense de capillaires fins appelés sinusoïdes et ressort de l’organe par 

l’intermédiaire des veines centrolobulaires qui convergent vers les veines sus-hépatiques se 

jetant à leur tour dans la veine cave inférieure. 

Le foie est également parcouru par de nombreuses voies biliaires qui transportent la bile 

synthétisée par les cellules hépatiques. La bile est une solution aqueuse jaunâtre contenant 

des électrolytes et des substances organiques (acides biliaires, phospholipides, cholestérol...). 
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Elle est acheminée du foie par le canal hépatique commun qui devient le canal cholédoque au 

niveau de l’intestin où elle participe à la digestion des graisses. La vésicule biliaire, reliée au 

canal cholédoque par le canal cystique, stocke la bile sous forme concentrée (Figure 1). Le flux 

biliaire est opposé à celui du sang.  

1.2. Fonctions du foie 

Le foie joue un rôle central dans le métabolisme chez l’Homme, réalisant plus de 500 fonctions 

de transformation, de stockage, de synthèse et d’excrétion (Legallais et al., 2018). 

Il est responsable du maintien de l’homéostasie glucidique en stockant le glucose sous forme 

de glycogène. En cas de besoins énergétiques, le glycogène est transformé en 

glucose (glycogénolyse) et distribué aux autres organes. Le foie permet également de 

synthétiser du glucose à partir de molécules non glucidiques comme les acides aminés selon 

un processus appelé la néoglucogenèse. Le foie est aussi impliqué dans le métabolisme des 

lipides. Dans le foie, ceux-ci sont transformés en triglycérides qui sont stockés dans les cellules 

hépatiques. Ces triglycérides peuvent être transformés en acides gras pour répondre aux 

besoins énergétiques de l’organisme. De plus, le foie est le principal site de synthèse du 

cholestérol d’origine endogène (non apporté par l’alimentation). L’excès de cholestérol est 

transformé en acides biliaires et excrété dans la bile. En outre, le foie synthétise de 

nombreuses protéines sanguines telles que les facteurs de coagulation (comme le fibrinogène) 

ou l’albumine qui maintient la pression oncotique du sang. 

Il produit également des protéines et des hormones impliquées dans l’homéostasie des 

métaux, fer (Fe) et cuivre (Cu), à l’échelle de l’organisme. En effet, il synthétise la transferrine 

qui est la protéine de transport du Fe dans le sang et l’hepcidine qui régule la concentration 

sanguine en Fe. De plus, le foie stocke l’excès de Fe sous forme de complexe avec la ferritine. 

Dans le cas d’une surcharge en Fe, la production d’hepcidine augmente et entraîne une baisse 

de l’absorption intestinale du Fe pour rétablir un taux de Fe normal dans le sang. La régulation 

se fait dans le sens inverse dans le cas d’une diminution du taux de Fe sanguin. Le Cu est aussi 

un élément essentiel à différentes fonctions cellulaires et le Cu libre est toxique pour 

l’organisme. Le Cu est absorbé par l’intestin et transporté, dans le sang, vers le foie sous forme 

de Cu(II) associé à des peptides et des protéines circulants. Ensuite, il est distribué à 

l’ensemble de l’organisme, en fonction des besoins, via la distribution sanguine sous forme de 

différents complexes avec des protéines et des peptides circulants. Enfin, l’excès de Cu est 

excrété par les hépatocytes dans la bile.  

Outre les nutriments absorbés au niveau de l’intestin, la veine porte apporte au foie diverses 

substances exogènes (les xénobiotiques) comme les drogues, les alcools, les carcinogènes, les 

toxines et les médicaments et endogènes comme l’ammoniaque et la bilirubine libre. 

L’ammoniaque est produite par le côlon lors de la décomposition des protéines et est 

transformée par le foie en urée qui est ensuite éliminée dans l’urine. La bilirubine libre est 

produite lors de la dégradation des globules rouges dans la rate et est transformée dans le 

foie en bilirubine conjuguée. Les xénobiotiques sont transformés dans le foie en produits 

hydrosolubles ou liposolubles. Les produits hydrosolubles sont reversés dans le sang qui les 
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transporte vers les reins pour être éliminés dans l’urine. Les produits liposolubles sont 

excrétés dans la bile, transportés vers l’intestin et éliminés dans les selles.  

Le foie est également un organe immunitaire original qui garantit à la fois une tolérance 

immunitaire envers les antigènes intestinaux et une réponse efficace contre les micro-

organismes pathogènes (Ballot et al., 2012 ; Lapierre et Alvarez, 2007). 

1.3. Architecture du tissu hépatique  

Les fonctions du foie sont rendues possibles par son architecture bien spécifique. Il est 

composé de millions de lobules hépatiques qui représentent les unités fonctionnelles 

élémentaires. Décrit par Kiernan et Green en 1833 (Kiernan et Green, 1833), un lobule 

hépatique a une forme hexagonale et il est délimité par six espaces portes et centré autour 

d’une veine centrolobulaire appelée aussi veine centrale (Figure 2A). L’espace porte, appelé 

également triade portale, est constitué d’une branche de la veine porte, d’une branche de 

l’artère hépatique et d’un canal biliaire. Les lobules sont constitués d’hépatocytes organisés 

en travées qui sont disposées radialement à partir de la veine centrale jusqu’à la périphérie 

du lobule. Ces travées sont séparées les unes des autres par les sinusoïdes qui sont des 

capillaires hautement perméables reliant l’artère hépatique et la veine porte à la veine 

centrale (Figure 2B).  

 

Figure 2 : Lobule hépatique. (A) Schéma d’une coupe d’un lobule hépatique. Le sang circule de l’espace porte vers 
la veine centrolobulaire en passant dans les sinusoïdes (flèches rouges). La bile, produite par les hépatocytes, est 
transportée des canalicules biliaires vers les canaux biliaires (flèches jaunes). (B) Schéma d’un zoom sur une partie 
d’un lobule hépatique montrant différentes cellules et structures hépatiques. La figure A est exportée de 
BioRender (BioRender.com). La figure B est réalisée grâce à la banque d'illustrations médicales de 
Servier (smart.servier.com).  
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Le tissu hépatique est constitué de deux catégories cellulaires : les cellules du parenchyme 

hépatique (les hépatocytes) et les cellules non parenchymateuses. Ces dernières 

comprennent différents types cellulaires résidents : les cellules épithéliales biliaires ou 

cholangiocytes, les cellules endothéliales sinusoïdales (LSEC), les cellules de Kupffer, les 

cellules stellaires hépatiques, les lymphocytes T, les cellules dendritiques et les cellules ovales. 

Toutes ces cellules interagissent et coopèrent pour assurer les nombreuses fonctions 

hépatiques. D’autres types cellulaires existent également dans le tissu hépatique complétant 

l’ensemble des types cellulaires hépatiques qui est de l’ordre d’une vingtaine chez 

l’Homme (MacParland et al., 2018). 

Les principaux types cellulaires sont décrits dans les paragraphes suivants.  

 

Figure 3 : Polarisation des hépatocytes et organisation des différents types cellulaires autour d’une travée 
hépatique. Le pôle basal des hépatocytes est situé en regard de l’espace de Disse qui les sépare des sinusoïdes. 
Les pôles apicaux d’hépatocytes voisins délimitent les canalicules biliaires qui sont entourés de jonctions serrées. 
Le pôle latéral est formé par les jonctions cellulaires entre les hépatocytes. Cette figure est réalisée à l’aide 
d’images modifiées de la banque d'illustrations médicales de Servier (smart.servier.com). 

1.3.1. Les hépatocytes  

Les hépatocytes sont les cellules majoritaires du foie, représentant environ 60 % de toutes les 

cellules hépatiques et environ 80 % de la masse hépatique (Kmiec, 2001). Nous devons leur 

découverte à Dutrochet qui les décrivait comme des « cellules vésiculaires 

agglomérées » (Dutrochet, 1824). Ce sont des cellules épithéliales polyédriques mono- ou 

binucléées ayant un diamètre moyen d’environ 30 µm. Les hépatocytes assurent la plupart 

des fonctions hépatiques présentées ci-dessus (métabolisme et excrétion des xénobiotiques, 

synthèse de protéines, sécrétion de la bile, etc.). Proportionnellement à cette grande activité 

métabolique, le cytoplasme d’un hépatocyte est riche en organites divers : mitochondries, 
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réticulum endoplasmique lisse et granulaire, lysosomes, appareil de Golgi et 

peroxysomes (Kuntz et Kuntz, 2008 ; Kmiec, 2001 ; Blouin et al., 1977).  

Les hépatocytes se caractérisent des autres cellules épithéliales par une polarisation 

particulière. En effet, une même cellule peut être en contact avec un ou deux sinusoïdes et 

peut former jusqu’à trois canalicules biliaires avec des cellules voisines. Leurs membranes sont 

en effet divisées en trois domaines ou pôles : le pôle basal ou sinusoïdal, le pôle apical et le 

pôle latéral (Figure 3) : 

• Le pôle basal ou sinusoïdal est situé en regard des sinusoïdes. Il est séparé des 

hépatocytes par l’espace de Disse qui est caractérisé par une grande densité de 

microvillosités d’hépatocytes. Ces microvillosités augmentent par six la surface 

d’échange entre les hépatocytes et l’espace de Disse et favorisent ainsi les échanges 

de différentes molécules entre ces cellules et le sang des sinusoïdes (Wisse et al., 

1985).  

 

• Le pôle apical ou biliaire est en contact avec les canalicules biliaires. Ces structures 

micrométriques ne possèdent pas de membrane propre mais sont formées par des 

invaginations de la membrane plasmique entre deux hépatocytes adjacents. Les 

canalicules les plus larges peuvent être délimités par plus de deux cellules. Ils 

constituent les points de départ de collecte et de transport de la bile qui circule dans 

le sens opposé à celui du sang portal. En effet, les hépatocytes sécrètent la bile dans 

les canalicules biliaires qui l’acheminent vers des tubes biliaires (formés par les 

cholangiocytes) de plus en plus larges avant de la transporter vers le canal hépatique 

commun et l’intestin.  

 

• Le pôle latéral ou intercellulaire est formé par les jonctions cellulaires entre les 

hépatocytes voisins et sépare le pôle basal du pôle apical. Les jonctions serrées scellent 

les canalicules biliaires pour permettre à leur contenu de ne pas diffuser en dehors des 

canalicules. Les jonctions intermédiaires et desmosomes assurent la cohésion entre les 

hépatocytes et les jonctions de type gap assurent les échanges intercellulaires (Kojima 

et al., 2009).  

Le sang traverse le lobule hépatique de la périphérie jusqu’au centre créant des gradients 

d’oxygène, de concentration de nutriments et de xénobiotiques, etc. De ce fait, l’axe porto-

central du lobule hépatique est divisé en trois zones : la zone périportale au niveau de l’espace 

porte, la zone centrale (ou périveineuse) au niveau de la veine centrale et la zone médio-

lobulaire au milieu des deux autres. La morphologie et la fonction des hépatocytes diffèrent 

selon leur localisation dans l’une de ces zones : c’est la zonation métabolique du 

foie (Jungermann et Sasse, 1978). Cette zonation concerne différentes fonctions du foie 

comme le métabolisme des glucides, des lipides et des xénobiotiques (LeCluyse et al., 2012). 

À titre d’exemple, les hépatocytes de la zone périportale sont spécialisés dans le métabolisme 

oxydatif et la production de l’urée et ceux de la zone centrale assurent préférentiellement le 

métabolisme des xénobiotiques.  
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1.3.2. Les cellules endothéliales sinusoïdales ou LSEC  

Les cellules endothéliales sinusoïdales (LSEC pour liver sinusoidal endothelial cells) tapissent 

la paroi des sinusoïdes. Elles représentent entre 15 et 20 % de toutes les cellules 

hépatiques (Blouin et al., 1977). Ce sont des cellules endothéliales particulières dites 

hautement spécialisées qui se distinguent des autres cellules endothéliales par la présence de 

fenêtres sans diaphragme et par l’absence de lame basale. Ces caractéristiques en font les 

cellules les plus perméables du système vasculaire des mammifères.  

Les fenêtres sont des pores transmembranaires de 50 à 300 nm de diamètre, représentant 

entre 2 et 20 % de le surface totale d’une LSEC (Szafrańska et al., 2021a). Elles permettent 

l’échange bidirectionnel de différentes molécules (lipides, lipoprotéines, petits virus, 

métabolites...) entre les hépatocytes sous-jacents et le sang sinusoïdal par l’intermédiaire de 

l’espace de Disse (Figure 3). La barrière endothéliale sinusoïdale joue le rôle d’un filtre 

dynamique qui ne laisse passer que les molécules de taille plus petite que la taille des 

fenêtres (Braet et Wisse, 2002). 

Les LSEC se distinguent également des autres cellules endothéliales par leur grande capacité 

d’endocytose qui se traduit par la richesse de leurs cytoplasmes en endolysosomes et par la 

présence de récepteurs d’endocytose spécifiques à leurs surfaces (Sørensen et al., 2015). 

Cette capacité leur confère un rôle d’éboueur efficace qui élimine les macromolécules et les 

nanoparticules de la circulation sanguine. En effet, la fonction d’épuration du sang est 

partagée dans le foie entre les LSEC et les macrophages du foie (les cellules de Kupffer) qui 

forment ensemble le système réticulo-endothélial hépatique (Bhandari et al., 2021). De plus, 

les LSEC permettent de réguler le flux sanguin sinusoïdal et de maintenir une faible pression 

sinusoïdale quelles que soient les modifications de flux qui peuvent avoir lieu lors de la 

digestion (Poisson et al., 2017). Les LSEC sont aussi impliquées dans le recrutement des 

leucocytes lors de la réponse immunitaire du foie et dans le maintien d’un état de tolérance 

immunitaire envers des antigènes intestinaux (Shetty et al., 2018). Grâce à la présence des 

fenêtres des LSEC, certaines cellules immunitaires (les lymphocytes T CD8+) peuvent établir 

un contact direct, par leurs extensions cytoplasmiques, avec les microvillosités des 

hépatocytes dans l’espace de Disse (Warren et al., 2006).  

Dans des conditions pathologiques, les LSEC jouent un rôle central dans l’initiation et le 

développement de maladies hépatiques telles que les stéatoses hépatiques (alcoolique et non 

alcoolique), le carcinome hépatocellulaire, la fibrose hépatique et la cirrhose 

hépatique (Wilkinson et al., 2020 ; Poisson et al., 2017). En outre, les LSEC jouent un rôle 

important dans la régénération du foie suite à une lésion hépatique aiguë ou à une 

hépatectomie (De Rudder et al., 2021 ; DeLeve, 2013). 

1.3.3. Les cellules de Kupffer 

Observées et décrites pour la première fois par Karl Wilhelm von Kupffer en 1876 (Kupffer, 

1876), les cellules de Kupffer sont les macrophages résidents du foie et représentent environ 

15 % de toutes les cellules hépatiques (Kmiec, 2001). Elles constituent la plus grande 

population de macrophages résidents de l'organisme et elles sont situées dans la lumière des 
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sinusoïdes. Elles se caractérisent par leurs longs prolongements 

cytoplasmiques (pseudopodes et lamellipodes) qui leur permettent de rester en contact avec 

les LSEC et qui peuvent atteindre les hépatocytes en passant à travers les fenêtres des LSEC. 

La fonction principale des cellules de Kupffer est d’éliminer les débris cellulaires, les micro-

organismes et les toxines de la circulation sanguine, majoritairement par phagocytose. En plus 

de leur fonction de détoxification du sang qu’ils partagent avec les LSEC, ces macrophages 

constituent la première ligne de défense hépatique lors des infections en orchestrant les 

premières phases de la réponse immunitaire.  

1.3.4. Les cellules stellaires hépatiques  

Les cellules stellaires hépatiques, appelées aussi cellules étoilées du foie, cellules de Ito, 

lipocytes ou cellules périsinusoïdales, sont des cellules en forme d’étoile situées dans l’espace 

de Disse qui sépare l’épithélium hépatocytaire de l’endothélium sinusoïdal. Elles présentent 

de longs prolongements cytoplasmiques qui entourent les sinusoïdes. Elles peuvent 

également être en contact avec les hépatocytes. Elles portent le nom du médecin japonais Ito 

qui a découvert, en 1952, une méthode de coloration pour identifier les gouttelettes lipidiques 

qu’elles contiennent (Ito et Nemoto, 1952). Ces gouttelettes stockent environ 70 % de la 

vitamine A de l’organisme sous forme d’esters de rétinol (Hendriks et al., 1985). De plus, les 

cellules stellaires synthétisent de nombreuses protéines de la matrice extracellulaire de 

l’espace de Disse comme la fibronectine et certains types de collagène. Dans un foie normal, 

elles représentent entre 5 et 8 % de l’ensemble des cellules hépatiques et elles sont 

maintenues dans un état de repos dit quiescent grâce aux LSEC (Geerts, 2001).  Néanmoins, 

en réponse à une lésion hépatique comme la fibrose, elles sont activées et expriment un 

phénotype de cellules contractiles : les myofibroblastes. Ces cellules déposent un tissu 

cicatriciel fibreux dans l’espace de Disse et favorisent le développement de la fibrose 

hépatique.  

1.3.5. Les cellules épithéliales biliaires 

Les cellules épithéliales biliaires ou cholangiocytes tapissent les canaux biliaires et 

représentent environ 5 % de l’ensemble des cellules du foie (LeCluyse et al., 2012). Elles 

modifient la composition de la bile, initialement produite par les hépatocytes, par leurs 

activités de sécrétion et de réabsorption. Elles régulent la réponse immunitaire hépatique, 

contribuent au métabolisme des xénobiotiques et interagissent avec les autres cellules grâce 

à la sécrétion de facteurs de croissance (Yoo et al., 2016).  

1.3.6. Les lymphocytes et les cellules dendritiques 

Différents types de cellules immunitaires sont également présents dans le foie (lymphocytes 

T, lymphocytes B, lymphocytes granulaires ou pit cells, cellules dendritiques…) et participent 

à l’élimination des cellules tumorales, des cellules mortes ou des cellules infectées par des 

virus. Elles contribuent aussi au développement d’une tolérance envers les antigènes 

intestinaux (Crispe, 2009).   
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2. Les modèles hépatiques  

Les différents modèles hépatiques sont classés dans quatre catégories : les modèles in vivo, 

les modèles ex vivo, les modèles in vitro et les modèles in silico et sont plus ou moins pertinents 

en fonction de l’étude que nous souhaitons réaliser. La majorité des études hépatiques 

portent sur la compréhension du fonctionnement du foie ou de sa morphogenèse, la 

validation de nouveaux médicaments, l’analyse de la toxicité de substances chimiques (études 

de toxicologie) ou la modélisation de pathologies hépatiques. 

2.1. Les modèles in vivo 

Les animaux de laboratoire, majoritairement les rongeurs, ont été pendant longtemps les 

modèles de référence pour les études hépatiques, en particulier pour des études 

fonctionnelles ou des études sur le métabolisme et la toxicité de xénobiotiques. Les modèles 

animaux sont encore indispensables pour la détermination de la toxicité aiguë ou chronique 

d’un nouveau médicament et pour l’étude de la pharmacocinétique des xénobiotiques. La 

pharmacocinétique est l’étude du devenir des xénobiotiques dans l’organisme et regroupe les 

quatre étapes d’absorption, de distribution, de métabolisme et d’excrétion désignées par 

l’acronyme ADME (Viau et Tardif, 2003). Selon les objectifs de l’étude, les animaux utilisés 

peuvent être sains, modifiés génétiquement ou peuvent présenter une pathologie spontanée 

ou provoquée.   

Les études in vivo, surtout celles de toxicité chronique, sont cependant longues et coûteuses.  

Par ailleurs, malgré la correspondance entre de nombreux résultats obtenus sur les modèles 

animaux et sur l’Homme, la variabilité inter-espèces rend souvent difficile l’extrapolation des 

résultats des expérimentations animales à l’Homme (Krewski et al., 2010). D’après la dernière 

enquête statistique publiée par le Ministère de l’Enseignement supérieur et de la Recherche, 

le nombre moyen des animaux utilisés à des fins scientifiques en France s’élevait à presque 

1,9 millions en 2021 (Enquête 2021). La réflexion éthique sur l’amélioration de la condition 

animale en recherche expérimentale a conduit à la mise en place de réglementations 

nationales et internationales qui encadrent les pratiques expérimentales. Ceci a commencé 

par la définition de la règle des 3R de Russell et Burch : Replace – Reduce – Refine ou 

Remplacer, Réduire et Raffiner (Russell et Burch, 1959) qui représente la référence éthique 

des expérimentateurs. Les lois, décrets et règlements de l’éthique animale succédant à la règle 

des 3R soulignent l’importance de l’utilisation de méthodes alternatives aux animaux (Code 

rural et de la pêche maritime, 2003 ; Décret n° 2013-118 du 1er février 2013). En ce qui 

concerne les modèles hépatiques, ces méthodes alternatives doivent être fiables et capables 

de retranscrire la complexité du tissu hépatique dans des conditions physiologiques et 

pathologiques ou de permettre de prédire les mécanismes d’action et de toxicité des 

différents xénobiotiques. Les modèles hépatiques substitutifs aux animaux sont : 

- Les modèles ex vivo qui reposent sur l’utilisation de foie isolé de l’animal et perfusé 

après extraction ou sur la culture de tranches fines de foie (precision-cut liver 

slices) (Dewyse et al., 2021). 
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- Les modèles in vitro qui reposent sur la culture de cellules primaires ou de lignées 

modèles dans des conditions contrôlées. 

 

- Les modèles in silico qui se basent sur des modèles mathématiques et sur des données 

obtenues in vivo et in vitro pour prédire les propriétés ADME des xénobiotiques. Ils 

sont surtout utilisés en industrie pharmaceutique. 

Les modèles hépatiques ex vivo et in silico ne sont pas détaillés dans la suite de cette section 

qui porte sur les principaux modèles hépatiques in vitro.  

2.2. Les modèles in vitro 

Les modèles hépatiques in vitro reposent sur différentes techniques de culture cellulaire : les 

cultures 2D, les cultures 3D et les cultures cellulaires intégrées dans des microsystèmes. 

Plusieurs supports de culture sont utilisés dans ces systèmes pour mimer l’environnement 

cellulaire in vivo. De plus, différents types cellulaires peuvent être cultivés. Ci-après, nous 

allons décrire les principaux modèles hépatiques in vitro ainsi que les modèles d’hépatocytes 

utilisés en culture. 

2.2.1. Les modèles d’hépatocytes utilisés dans la littérature 

2.2.1.1. Les lignées cellulaires  

Les cellules issues de lignées cellulaires ont la capacité de proliférer d’une manière continue 

si elles sont cultivées dans un milieu de culture spécifique et dans des conditions appropriées. 

L’ATCC (American Type Culture Collection), la banque de cellules reconnue au niveau 

international, compte une vingtaine de lignées cellulaires hépatiques. Ces lignées sont soit 

dérivées de cellules cancéreuses prélevées chez un patient, soit des cellules primaires 

transfectées par un oncogène comme l’antigène T ou modifiées par mutations de gènes 

impliqués dans la régulation du cycle cellulaire comme le gène de la protéine P53. Puisqu’elles 

conservent des caractéristiques propres aux hépatocytes, les lignées cellulaires sont utilisées 

pour étudier les fonctions hépatiques et la toxicité des xénobiotiques (Jennen et 

al., 2010 ; Kanebratt et Andersson, 2008). En revanche, les lignées d’hépatocytes ne 

présentent pas toutes les fonctionnalités d’hépatocytes in vivo (Hilgendorf et al., 2007).   

Les lignées HepaRG et HepG2 sont parmi les lignées les plus utilisées dans la littérature. La 

lignée HepaRG est dérivée d’un hépatocarcinome d’une patiente infectée par le virus de 

l’hépatite C (Gripon et al., 2002). Elle est brevetée par l’Institut national de la santé et de la 

recherche médicale (Inserm) et vendue par l’entreprise française Biopredic International. La 

lignée HepG2 est dérivée d’un hépatocarcinome d’un patient âgé de 15 ans (Aden et al., 1979). 

Cette lignée conserve la majorité des fonctions métaboliques des hépatocytes et, de ce fait, 

elle est utilisée dans plusieurs études toxicologiques (LeCluyse et al., 2012). Un de ses sous-

clones, HepG2/C3A, présente des propriétés plus intéressantes que sa lignée parentale : 

production élevée de protéines sécrétées dans le sang comme l’albumine, meilleure 

conservation des fonctions métaboliques des hépatocytes ainsi qu’une meilleure polarisation 
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et une capacité à former des canalicules biliaires fonctionnels (Sharma et al., 2020). C’est pour 

cela que nous avons utilisé cette lignée (HepG2/C3A) dans nos travaux.  

2.2.1.2. Les hépatocytes primaires  

Les hépatocytes primaires sont fraîchement isolés du foie. Ils peuvent être d’origine humaine 

ou animale, en particulier issus de foie de rat, mais la plupart des études utilisent des 

hépatocytes primaires humains. Ces cellules conservent de nombreuses caractéristiques 

physiologiques des hépatocytes telles que l’expression des protéines impliquées dans le 

métabolisme et le transport des xénobiotiques. Cependant, une fois mises en culture, elles 

présentent une dédifférenciation rapide caractérisée par une perte progressive des 

marqueurs spécifiques des hépatocytes in vivo. C’est pourquoi elles ne sont pas adaptées à 

des cultures de long terme. Le développement des techniques de cryo-préservation a facilité 

la manipulation des hépatocytes primaires en permettant leur conservation (LeCluyse et 

al., 2012 ; Li et al., 1999). Pour pallier la non-prolifération des hépatocytes primaires humains, 

Burkard et al. ont modifié génétiquement des hépatocytes primaires pour développer des 

hépatocytes dits « uprégulés » (upregulated hepatocytes). Ces derniers sont capables de 

proliférer et conservent certains marqueurs d’hépatocytes primaires comme la capacité de 

stocker du glycogène (Burkard et al., 2012). 

2.2.1.3. Les cellules souches 

Les cellules souches peuvent être utilisées pour générer des hépatocytes. Les cellules souches 

sont présentes chez l’embryon et dans certains tissus adultes. Elles peuvent se multiplier à 

l’infini (autorenouvellement) et se différencier en cellules spécialisées (cellules des différents 

organes). Toutes les cellules souches ne présentent pas les mêmes capacités de 

différentiation. Différents protocoles de différenciation de cellules souches pluripotentes et 

de cellules souches adultes (unipotentes ou multipotentes) en hépatocytes sont décrits dans 

la littérature. Cependant, ces protocoles sont complexes et présentent un coût élevé (Tasnim 

et al., 2015 ; Snykers et al., 2009). Les cellules souches pluripotentes regroupent les cellules 

souches embryonnaires et les cellules souches pluripotentes induites (iPSC pour induced 

pluripotent stem cells) obtenues par reprogrammation de cellules somatiques. Les cellules 

souches adultes pouvant être différentiées en hépatocytes regroupent les cellules 

progénitrices du foie et les cellules souches d’autres tissus comme celles de la moelle osseuse, 

du tissu adipeux et du cordon ombilical (LeCluyse et al., 2012 ; Snykers et al., 2009). Les 

hépatocytes générés à partir de cellules souches représentent une alternative prometteuse 

aux hépatocytes primaires et une source quasi illimitée d’hépatocytes (Si-Tayeb et al., 2010). 

Ils expriment les marqueurs spécifiques des hépatocytes et acquièrent les différentes 

fonctions hépatiques. Ces modèles cellulaires sont utilisés dans les études de toxicologie et de 

modélisation de pathologies hépatiques ou comme source d’hépatocytes pour la 

transplantation (Xie et al., 2021). Bien que leur phénotype soit plus proche de celui des 

hépatocytes in vivo que les lignées cellulaires, les hépatocytes générés à partir de cellules 

souches présentent des caractéristiques d’hépatocytes fœtaux ou nouveau-nés, donc 

d’hépatocytes immatures.  
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Comme nous l’avons montré ci-dessus, chaque modèle d’hépatocytes utilisés dans les 

systèmes de culture cellulaire a ses avantages et ses inconvénients. Le choix de l’un ou de 

l’autre dépend de l’application visée. Dans les paragraphes suivants, les systèmes les plus 

utilisés de culture cellulaire d’hépatocytes sont décrits. 

2.2.2. Les différents types de culture d’hépatocytes 

2.2.2.1. La culture cellulaire en 2D 

Les cultures en monocouche dans des boîtes ou des flasques adaptées sont les systèmes 

conventionnels de culture in vitro d’hépatocytes. Elles présentent l’avantage d’être d’une 

utilisation simple mais sont cependant loin de la réalité d’un tissu. Par exemple, les 

hépatocytes primaires cultivés en 2D perdent leur polarisation ainsi que d’autres fonctions 

clés d’un hépatocyte après quelques jours de culture.  

2.2.2.2. La culture cellulaire en sandwich 

La culture cellulaire en sandwich consiste à cultiver les hépatocytes entre deux couches de 

matrice extracellulaire comme le collagène I ou le Matrigel. Ce type de culture permet 

d’améliorer la viabilité et la fonctionnalité des hépatocytes primaires jusqu’à quelques 

semaines en favorisant le développement de jonctions entre les hépatocytes, d’une part, et 

les interactions entre les hépatocytes et la matrice, d’autre part (Soldatow et al., 2013). 

2.2.2.3. La culture cellulaire en 3D sans support ou échafaudage 

- Les sphéroïdes hépatiques  

Les sphéroïdes hépatiques sont des agrégats cellulaires tridimensionnels de forme plus ou 

moins sphérique allant jusqu’à 200 – 400 µm de diamètre et obtenus à partir d’hépatocytes 

primaires ou de lignées cellulaires. Au-delà de cette taille, un phénomène de nécrose des 

cellules au centre du sphéroïde est observé. La première culture de sphéroïdes hépatiques 

date de 1990 quand Koide et al. rapportaient l’agrégation d’hépatocytes de rat en sphéroïdes 

multicellulaires dans des plaques non adhérentes (Koide et al., 1990). La formation de 

sphéroïdes repose sur la capacité d’auto-assemblage des cellules qui forment des contacts 

directs entre elles. Ce processus d’auto-assemblage comporte des étapes de réarrangement 

et de compactage d’agrégats cellulaires, mettant en œuvre le réseau d’actine (protéine du 

cytosquelette cellulaire) et des molécules d’adhésion telles que des intégrines et la E-

cadhérine (Lin et Chang, 2008 ; Lin et al., 2006 ; Tzanakakis et al., 2001). Pour favoriser les 

interactions directes entre les cellules, les techniques classiques de culture de sphéroïdes 

consistent à abolir les interactions cellule-support, par exemple en utilisant des plastiques 

traités pour empêcher l’adhérence des cellules. La culture de sphéroïdes en gouttes 

suspendues (Hanging drop), donc sans support pour adhérer, est aussi une technique très 

utilisée (Kelm et al., 2003). La culture sous forme de sphéroïdes d’hépatocytes de lignées 

cellulaires améliore l’expression de gènes spécifiques des hépatocytes tels que ceux liés au 

métabolisme des lipides, du glucose ou des xénobiotiques par rapport aux cultures 

2D (Takahashi et al., 2015 ; Wang et al., 2015 ; Nakamura et al., 2011). Au sein de sphéroïdes 

obtenus avec la lignée HepG2/C3A, les hépatocytes sont bien polarisés et forment des 
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canalicules biliaires (Sharma et al., 2020 ; Gaskell et al., 2016 ; Wrzesinski et Fey, 2013). Le 

suivi, en microscopie confocale à fluorescence, de l’excrétion de composés fluorescents tels 

que des sels biliaires (ex. CLF pour cholyl-lysyl-fluorescein) ou des dérivés de fluorescéine, via 

des transporteurs spécifiques, dans les canalicules biliaires a permis de montrer que ces 

canalicules étaient fonctionnels (Sharma et al., 2020). Ce modèle est donc pertinent pour 

suivre le métabolisme de molécules ou de particules, et ce, jusqu’à leur excrétion dans la bile. 

Nous avons ainsi pu étudier le devenir des espèces d’argent jusqu’à leur excrétion dans des 

canalicules biliaires dans des sphéroïdes d’hépatocytes HepG2/C3A exposés à des 

nanoparticules d’argent. Les résultats obtenus sont détaillés dans le chapitre 2 du manuscrit.  

Dans le cas d’hépatocytes primaires, la culture sous forme de sphéroïdes permet de prolonger 

la viabilité cellulaire jusqu’à quelques semaines tout en maintenant une expression constante 

de marqueurs hépatiques comme la synthèse de l’albumine et d’urée et l’activité des enzymes 

cytochrome P450 responsables du métabolisme (Bell et al., 2016). La mise au point de la 

culture dynamique de sphéroïdes dans des bioréacteurs sous agitation a permis la production 

en masse de sphéroïdes d’hépatocytes primaires de taille uniforme destinés principalement à 

être utilisés dans les systèmes de suppléance hépatique (foie bioartificiel) pour les patients 

atteints d’une insuffisance hépatique (Lin et Chang, 2008). 

- Les organoïdes hépatiques 

Les organoïdes hépatiques sont des assemblages tridimensionnels d’un ou de plusieurs types 

cellulaires et sont issus de la prolifération et de la différenciation de cellules souches 

embryonnaires, induites ou adultes (Zhu et al., 2021). Ils miment la micro-anatomie d’un 

organe et assurent une ou plusieurs de ses fonctions in vitro. Les techniques de culture des 

organoïdes sont semblables à celles des sphéroïdes (Luce et al., 2021). Des facteurs de 

croissance sont ajoutés au milieu de culture cellulaire pour imiter les voies de signalisation 

activées au cours de l’organogenèse du foie, par exemple et induire la différentiation des 

cellules. Dans le cas de cellules souches induites à partir de cellules somatiques, les protocoles 

de reprogrammation font appel à de l’ingénierie cellulaire. Ces modèles sont pertinents pour 

la modélisation de pathologies hépatiques (Gurevich et al., 2020 ; Nie et al., 2018 ; Ouchi et 

al., 2019). Outre leur pertinence biologique, les organoïdes présentent un fort potentiel 

thérapeutique. En effet, les cellules de départ peuvent être isolées d’un individu sain ou atteint 

d’une maladie ou d’une tumeur hépatique (Broutier et al., 2017), ce qui permet la génération 

d’organoïdes « personnalisés » dits « avatars biologiques ». Ces organoïdes sont utilisés pour 

évaluer l’efficacité des médicaments dans le but d’adapter les traitements en fonction des 

caractéristiques des patients. Ceci s’inscrit dans le cadre de développement d’une médecine 

personnalisée (Saltsman et al., 2020). Par ailleurs, les organoïdes pourraient être transplantés 

chez l’Homme pour traiter l’insuffisance hépatique. Le groupe de Hans Clevers (Hu et al., 2018) 

a proposé un système de culture 3D qui permet à des progéniteurs d’hépatocytes murins ou 

humains de se développer pendant 2 – 3 mois. Les organoïdes hépatiques humains obtenus 

prolifèrent après greffe chez la souris et miment la réponse proliférative à des dommages 

hépatiques. Des résultats très prometteurs ont été également obtenus par Takebe et al. qui 

ont réussi à produire des bourgeons hépatiques humains de cellules endodermiques, 

endothéliales et mésenchymateuses dérivées de cellules souches induites qui sont cultivées 
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pour former des organoïdes. De plus, ils ont démontré que ces bourgeons pouvaient restaurer 

les fonctions hépatiques après leur transplantation dans un modèle murin d'insuffisance 

hépatique aiguë (Takebe et al., 2017). 

Enfin, malgré le fort potentiel des organoïdes hépatiques, leur culture reste longue (environ 

quelques mois) et coûteuse. Le manque de reproductibilité entre les lots et la difficulté d’une 

production de masse sont encore des verrous à lever pour ce modèle (Luce et al., 2021).  

2.2.2.4. Les cultures 3D avec supports ou échafaudages  

De nouvelles techniques issues des sciences des matériaux permettent depuis quelques 

années le développement de nouveaux modèles 3D visant à mieux mimer l’environnement 

tissulaire. 

- L’utilisation d’hydrogel comme support ou échafaudage  

La bio-impression 3D est une technique de fabrication additive qui repose sur le dépôt couche 

par couche ou point par point d’une bio-encre composée majoritairement de biomatériaux et 

de cellules pour fabriquer artificiellement des structures biologiques, en trois dimensions, à 

partir d’un modèle informatique défini à l’avance (Murphy et Atala, 2014 ; Guillemot et al., 

2010). Les biomatériaux destinés à la bio-impression peuvent être des hydrogels (ex. : alginate, 

collagène, gélatine) ou une matrice extracellulaire décellularisée (Ma et al., 2020). La 

décellularisation est un processus utilisé pour isoler la matrice extracellulaire d’un tissu. 

L’application de la bio-impression aux modèles hépatiques varient de l’impression des 

échafaudages mimant les structures hépatiques aux mini-tissus imprimés et intégrés dans des 

micropuces. 

- Les organes sur puces 

L’adaptation des techniques de microfabrication, issues de la microélectronique, à la culture 

cellulaire a permis le développement des micropuces. Ces dispositifs miniaturisés de culture 

cellulaire sont généralement moulés dans du PDMS (Polydiméthylsiloxane) qui est un 

polymère transparent, biocompatible et perméable aux gaz et sont collés sur un support en 

verre. Au sein des micropuces, les cellules sont cultivées dans des microcanaux ou des 

microchambres sous un flux continu de milieu de culture (Bhatia et Ingber, 2014). L’utilisation 

des techniques de microfluidique permet ainsi de mieux reproduire les conditions réelles de 

l’organe.  

Ces nouvelles approches sont actuellement en plein essor (Yun et al., 2023). Couplées aux 

modèles déjà proposés, elles vont probablement permettre le développement de modèles 3D 

encore plus pertinents dans le futur.  

En conclusion, chaque modèle hépatique in vitro a ses avantages et ses limitations et aucun 

ne peut prétendre, pour le moment, reproduire toute la complexité structurale et 

fonctionnelle du foie et inclure tous les types cellulaires hépatiques. Il est donc nécessaire de 

bien définir les objectifs de l’étude pour choisir un modèle optimal qui permet de répondre 

au mieux à la question scientifique posée. Ces questions peuvent être d’ordre 

fondamental (étudier l’architecture hépatique et les interactions cellulaires, comprendre les 
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mécanismes qui gouvernent le développement de pathologies du foie, etc.) comme 

appliqué (ex. : criblage de molécules thérapeutiques pour l’industrie pharmaceutique).  

3. Le devenir des nanoparticules d’argent chez les mammifères 

3.1. Définitions  

Les nanomatériaux (NM) sont des matériaux qui possèdent au moins une dimension entre 1 

et 100 nm (échelle nanométrique). Ils peuvent se trouver naturellement dans l’environnement 

comme les poussières dégagées par un volcan, peuvent être produits d’une façon non-

intentionnelle par des activités humaines comme les émissions de moteurs de combustions 

ou peuvent être manufacturés comme le dioxyde de titane (TiO2) ou les nanotubes de 

carbone.  

Les nanomatériaux manufacturés peuvent être des nano-objets qui possèdent au moins une 

dimension externe à l’échelle nanométrique ou des matériaux dits nanostructurés qui 

possèdent une structure interne ou de surface à l’échelle nanométrique. Les nano-objets sont 

classés en différentes catégories selon leur taille dans chacune des trois dimensions : les 

nanoparticules (NP) qui ont leurs trois dimensions inférieures à 100 nm, les nanotubes, 

nanofilaments, nanofibres ou nanobâtonnets qui ont deux dimensions inférieures à 100 nm 

et les nanofeuillets, nanocouches ou nanofilms qui ont une seule dimension inférieure à 

100 nm. Les matériaux nanostructurés, quant à eux, regroupent les poudres nanostructurées, 

les nanocomposites, les nanomousses solides, les matériaux nanoporeux et les 

nanodispersions fluides (définitions de l’Organisation internationale de normalisation ISO).  

Il est à noter qu’une définition standardisée d’un nanomatériau n’existe pas encore à l’heure 

actuelle et des nuances dans les définitions existent entre les différents organismes 

internationaux et dans la littérature, surtout en ce qui concerne la limite de 

taille (Teunenbroek et al., 2017).  

Les NP sont classées selon leur composition en différentes catégories : les NP composées 

d’éléments carbonés comme les fullerènes, les NP inorganiques telles que les NP métalliques 

et les NP organiques comme les NP polymériques et lipidiques.  

Leur taille nanométrique leur confère des propriétés chimiques et physiques (optiques, 

mécaniques, électriques, magnétiques et biologiques) différentes de celles des mêmes 

matériaux à l’échelle micro- ou macroscopique. Par exemple, l’or est inactif à l’échelle 

microscopique, alors qu’il est un bon catalyseur de réactions chimiques à l’échelle 

nanométrique.  

Les NP se caractérisent par une surface spécifique très importante de plusieurs centaines de 

mètres carrés par gramme de particule (Lanone et Boczkowski, 2010) et par une réactivité de 

surface accrue due à la fraction élevée d’atomes de surface par rapport au nombre total 

d’atomes qui les composent (Auffan et al., 2009). De plus, les effets quantiques sont 

prédominants à l’échelle nanométrique, ce qui confère aux NP métalliques, en particulier, des 

propriétés électroniques et optiques originales. Ces différentes propriétés peuvent être 
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modulées en contrôlant la taille, la forme, la composition chimique et l’état de 

surface (fonctionnalisation, charge ou enrobage) des NP. Les caractéristiques spécifiques des 

NP justifient leur utilisation de plus en plus fréquente dans un large panel de produits pour 

des applications diverses, par exemple en électronique, en agroalimentaire et en énergie. En 

effet, environ 400 000 tonnes de substances à l’état nanoparticulaire sont produites ou 

importées chaque année en France (Anses, 2020). À titre d’exemples, les NP de TiO2 sont 

utilisées dans les peintures, les cosmétiques et dans l’industrie alimentaire comme colorant 

blanc, les NP de cadmium sont utilisées dans les écrans et les NP polymériques sont utilisées 

comme vecteurs de médicaments dans l’industrie pharmaceutique.  

Dans le cadre de cette thèse, nous nous sommes intéressés aux NP d’argent (NP-Ag) que je 

vais aborder en détail dans la suite de cette section. Je vais présenter leurs propriétés et passer 

en revue l'état actuel des connaissances sur leurs transformations dans l’environnement, dans 

les fluides biologiques et dans un organisme entier.  

3.2. Généralités sur l’argent (Ag) et les nanoparticules d’Ag (NP-Ag)  

L’argent (Ag) est un métal brillant, malléable et il est présent à l’état natif sous forme de 

filaments courbés ou de pépites. Il est le métal qui possède la résistance la plus faible et par 

conséquent, une conductivité thermique et électrique élevées. En plus de ses applications en 

bijouterie, en industrie et en photographie, l’Ag est utilisé comme un biocide naturel depuis 

l’Égypte antique (Ghobashy et al., 2021). Il est officiellement reconnu comme un agent 

antibactérien depuis 1954 aux États Unis (Nowack et al., 2011).  

Les nanomatériaux d’Ag (NM-Ag), regroupés sous le terme nano-argent, sont utilisés depuis 

plus de cent ans. L’Ag colloïdal qui est constitué de NP-Ag (de diamètre < 25 nm) en 

suspension dans de l’eau a été la première forme de nano-argent à être utilisée 

principalement pour le traitement des plaies et des infections. Sa première commercialisation, 

sous le nom Collargol, date de 1897 (Nowack et al., 2011). Avec la découverte des 

antibiotiques dans les années 1940, l’utilisation de l’Ag colloïdal a été réduite et il est 

actuellement utilisé uniquement comme antiseptique local à usage externe sous forme de 

collyre pour le traitement des infections oculaires, par exemple. Aujourd’hui, les NP-Ag sont 

utilisées dans de nombreux produits de consommation quotidienne et dans des dispositifs 

médicaux principalement pour leurs propriétés antibactériennes et antifongiques dues à la 

libération continue d’ions Ag(I) en condition aérobie. Parmi les produits contenant des 

nanomatériaux, ceux contenant des NP-Ag sont les plus nombreux sur le marché : en 2015, ils 

représentaient 25 à 30 % du marché mondial des produits nano-fonctionnalisés (Vance et al., 

2015). Il ne s’agit cependant pas de la production mondiale la plus importante en tonnes de 

NP. À titre d’illustration, la production mondiale de NP-Ag en 2014 était de 420 tonnes, alors 

que celle des NP de TiO2 s’élevait à 150 000 tonnes (Anses, 2021).  

Les produits de consommation courante contenant des NP-Ag regroupent principalement les 

produits de l’industrie alimentaire (additifs alimentaires comme le E174, emballages 

alimentaires, revêtements internes de réfrigérateurs, etc.), les produits cosmétiques et les 

produits de soin personnel (brosses à dents, dentifrices, etc.), les produits ménagers et 
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électroménagers (désinfectants, détergents, machines à laver, etc.) et les textiles (literie, 

vêtements anti-odeur, chaussettes). Les NP-Ag sont également présentes dans les filtres d’eau 

potable et l’eau des piscines (Lem et al., 2012 ; Chaloupka et al., 2010 ; Bouwmeester et al., 

2009 ; Wijnhoven et al., 2009). Dans le domaine médical, les NP-Ag sont utilisées dans des 

pansements et dans les revêtements antibactériens de différents dispositifs médicaux comme 

des cathéters, des implants et des prothèses. Outre leurs propriétés antibactériennes, les NP-

Ag présentent des propriétés optiques qui les rendent intéressantes pour des applications en 

électronique (Sriram et al., 2015 ; Alshehri et al., 2012 ; McFarland et Van Duyne, 2003). 

Les NP-Ag sont composées d’un cœur d’Ag métallique de degré d’oxydation 0 (Ag(0)) qui est 

synthétisé par réduction des ions Ag(I) en utilisant des méthodes chimiques, physico-

chimiques ou biologiques (Roy et al., 2013 ; Iravani et al., 2014 ; Evanoff et Chumanov, 2005). 

Différentes formes comme des sphères, des cubes ou des triangles peuvent être 

produites (Levard et al., 2012). En condition aérobie, la couche externe de la NP-Ag s’oxyde 

en libérant des ions Ag(I). Ce sont ces ions qui sont responsables de l’effet biocide des NP-Ag 

en raison de leur toxicité pour les micro-organismes (Eckhardt et al., 2013 ; Beer et al., 2012). 

Les NP-Ag ne sont pas stables en suspension et ont tendance à s’agréger. Pour augmenter leur 

stabilité et empêcher leur agrégation, elles sont recouvertes d’un enrobage organique (Figure 

4A) (Sharma et al., 2014). Le citrate et la polyvinyle pyrrolidone (PVP) sont les enrobages 

organiques les plus utilisés pour stabiliser les NP-Ag. Le citrate (Figure 4B) est une petite 

molécule organique qui s’associe à la surface des NP-Ag et les stabilise par répulsion 

électrostatique. Les ligands citrate complexés à la surface des NP-Ag sont en équilibre 

dynamique avec les ions citrate libres dans la solution et peuvent donc se dissocier de la 

surface des NP. La PVP (Figure 4C), quant à elle, est un polymère qui stabilise fortement les 

NP-Ag par répulsion stérique (Tejamaya et al., 2012). 

 

 

Figure 4 : Composition d’une NP-Ag. (A) Schéma montrant une NP-Ag formée par un cœur d’Ag(0) entouré d’un 
enrobage. (B) Formule semi-développée de la molécule de l’acide citrique. (C) Formule semi-développée de la 
molécule de polyvinyle pyrrolidone (PVP). 
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La croissance rapide de l’utilisation des NP-Ag suscite d’importantes préoccupations auprès 

de la société et de la communauté scientifique concernant leur impact sur l’environnement et 

la santé. En effet, l’utilisation de produits contenant des NP-Ag entraîne une exposition 

humaine via plusieurs voies : exposition orale par ingestion, exposition par voie 

cutanée (contact direct avec des textiles et des produits cosmétiques), exposition par 

inhalation (ex. utilisation des masques de protection imprégnés de NP-Ag) et exposition 

parentérale via l’utilisation de dispositifs médicaux. Pour la population générale, la voie orale 

est la principale voie d’exposition aux NP-Ag. L'inhalation et l'exposition par voie cutanée sont 

également possibles mais sont limitées à des cas spécifiques tels que l’utilisation de produits 

ménagers, électroménagers et cosmétiques et le niveau d'exposition aux NP-Ag dans ces 

situations n'est pas connu. La voie parentérale est la voie majeure d'exposition pour la 

population bénéficiant de soins médicaux spécifiques.  

La toxicité des NP-Ag est principalement liée à leur capacité à libérer, en conditions aérobies, 

les ions Ag(I) qui ont un effet biocide mais qui sont également toxiques pour les cellules 

mammifères à doses plus élevées. Des NP-Ag et des ions Ag(I) sont libérés progressivement 

de la surface des différents produits contenant des NM-Ag et se trouvent disséminés dans 

l’environnement (Reidy et al., 2013). Compte tenu de leur haute réactivité, les NP-Ag subissent 

différentes transformations chimiques en conditions aérobies et en milieu aqueux comme 

dans l’environnement et dans les milieux biologiques. Dans l’environnement, les NP-Ag 

interagissent avec différentes molécules du milieu et subissent plusieurs transformations 

chimiques avant d’être éventuellement absorbées, notamment par l’Homme. Au contact des 

fluides biologiques, les NP-Ag interagissent également avec des biomolécules et subissent 

d’autres transformations. Toutes ces transformations induisent soit la dissolution des NP-Ag 

en ions Ag(I), soit leur agrégation et/ou leur stabilisation et déterminent ainsi la toxicité et la 

biodisponibilité des espèces d’Ag dans les différents organismes. Par conséquent, il est 

essentiel de les étudier.  

3.3. Transformations des NP-Ag dans l’environnement et dans les milieux biologiques 

Dans l’environnement et dans les milieux biologiques, les NP-Ag en solution sont recouvertes 

en surface d’une couche d’ions Ag(I) et sont en interaction avec différents molécules et ions. 

Les principales transformations qui peuvent se produire dans ces conditions sont résumées 

sur la Figure 5. Ces transformations sont la dissolution oxydative, la sulfuration, la 

précipitation par des chlorures ou l’interaction avec des molécules présentant des fonctions 

thiols (R-S-H).  
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Figure 5 : Les transformations des NP-Ag dans l’environnement et dans les milieux biologiques. (A) La 
dissolution oxydative libère les ions Ag(I) de la surface des NP-Ag. (B) La sulfuration forme une couche d’Ag2S à la 
surface des NP et empêche leur dissolution en ions Ag(I). (C) La dissolution induite par les thiols qui arrachent les 
Ag(I) de la surface des NP pour former des composés AgSR. (D) La précipitation des NP-Ag par les chlorures. Cette 
figure est réalisée grâce à la banque d'illustrations médicales de Servier (smart.servier.com) et est inspirée de 
Marchioni et al., 2018b. 

3.3.1. Transformations des NP-Ag dans l’environnement 

La dissolution oxydative des NP-Ag conduit à la libération d’ions Ag(I) (Figure 5A). Ce processus 

a été décrit en détail par Liu et Hurt (Liu et Hurt, 2010) qui ont mis en évidence la nécessité de 

l’oxygène et des protons pour permettre la réaction de dissolution suivante :  

2Ag(s) + ½ O2(aq) + 2H+
(aq) ⟶ 2Ag+

(aq) + H2O(l) 

Les auteurs ont également montré la coexistence de trois espèces d’Ag dans ces conditions : 

(i) Ag(0) dans la NP, (ii) Ag(I) lié à la surface de la NP et (iii) Ag(I) en solution (Liu et Hurt, 2010).  

De nombreuses études ont été réalisées afin d'analyser l'impact des molécules présentes dans 

l'environnement sur le devenir des NP-Ag en solution aqueuse. Deux transformations 

opposées peuvent avoir lieu à la suite de la réaction de NP-Ag avec des oxydants ou avec des 

sulfures. En effet, le peroxyde d’hydrogène (H2O2) (Sigg et Lindauer, 2015) ou l’ozone (O3) (Liu 

et al., 2010) induisent la dissolution des NP-Ag en Ag(I), alors que les sulfures induisent une 

sulfuration de la surface des NP-Ag, et donc leur passivation (Levard et al., 2013) (Figure 5B). 

En raison de la très faible constante de solubilité (Ksp = 6.10-51 M) du sulfure d’Ag (Ag2S), la 

sulfuration est presque irréversible (Levard et al., 2012). Ce processus réduit la toxicité des 

NP-Ag en empêchant la libération d’ions Ag(I) et il est décrit comme étant la principale 

transformation des NP-Ag dans les sols et dans l’environnement (Pradas del Real et al., 2016). 
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La sulfuration peut également avoir lieu dans quelques cas spécifiques chez les mammifères 

comme le cas de la sulfuration des NP-Ag présentes dans les implants osseux (Geng et al., 

2017) ou la sulfuration des NP-Ag dans les cellules microgliales1 (Gonzalez-Carter et al., 2017).  

3.3.2. Réactivité des NP-Ag et des ions Ag(I) avec les molécules thiolées  

3.3.2.1. Réactivité des ions Ag(I) en solution avec les molécules thiolées 

Les thiols sont des bases molles qui ont une forte affinité pour les acides mous tels que les 

ions Ag(I) et Cu(I). Par exemple, le glutathion (GSH) et la cystéine qui contiennent un seul thiol 

et qui sont les molécules thiolées les plus abondantes dans les fluides biologiques et dans le 

cytosol de la cellule ont une affinité de l’ordre du picomolaire pour les ions Ag(I) (Adams et 

Kramer, 1999). Ainsi, aucun ion Ag(I) libre n’est présent dans une cellule aussi longtemps 

qu’elle contient des thiols réduits libres.  

Afin d’étudier la coordination des ions Ag(I) avec les biomolécules thiolées, des travaux de 

l’équipe ont été réalisés in vitro et ont décrit les sites de liaison de ces ions à différentes 

biomolécules qui contiennent un, deux ou trois thiols et à leurs mimes chimiques en solution 

et à pH physiologique (Veronesi et al., 2015a). Ces travaux ont montré que les ions Ag(I) 

peuvent être coordonnés par deux ou trois atomes de soufre pour former des complexes AgS2 

ou AgS3. En particulier, il a été mis en évidence que le GSH et Atox1 chélatent les ions Ag(I) 

pour former des complexes AgS2. Atox1 est une protéine chaperonne du Cu qui possède un 

site de liaison du Cu à deux thiols et qui transporte les ions Cu(I) vers les protéines 

ATP7A (ATPase copper transporting alpha) et ATP7B (ATPase copper transporting beta). De 

plus, il a été montré que les métallothionéines (Met) qui sont des protéines riches en cystéine 

et impliquées dans la régulation de l’homéostasie des métaux forment avec les ions Ag(I) des 

complexes de coordination mixte AgS2/AgS3 avec une prédominance de complexes AgS3.  

3.3.2.2. Réactivité des NP-Ag avec les molécules thiolées  

Les biomolécules thiolées se lient également aux ions Ag(I) de la surface des NP-Ag et forment 

un nouvel enrobage qui stabilise les NP-Ag en suspension. Cependant, selon la nature de la 

molécule thiolée et de sa capacité chélatante, cet enrobage peut soit protéger la NP-Ag de la 

dissolution (Porcaro et al., 2016 ; Battocchio et al., 2012 ; Liu et al., 2010), soit entraîner sa 

dissolution en arrachant les ions Ag(I) de surface pour former des composés moléculaires 

AgSR (Figure 5C). 

Plusieurs études in vitro ont montré que la cystéine et le GSH ont un double effet sur les NP-

Ag : elles favorisent la dissolution des NP-Ag à faible concentration, alors qu’elles induisent 

leur agglomération à des concentrations élevées (Afshinnia et al., 2016 ; Sigg et Lindauer, 

2015 ; Gondikas et al., 2012). D’autres études ont mis en évidence que les protéines contenant 

des sites de liaison du Cu avec au moins un thiol libre entraînent la dissolution des NP-Ag. Les 

Met, par exemple, induisent une dissolution massive des NP-Ag avec la formation de 

 
1Cellules immunitaires du cerveau 
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structures Ag-Met amorphes qui apparaissent denses aux électrons en microscopie 

électronique à transmission TEM (pour transmission electron microscopy) (Liu et al., 2017).  

Afin d’étudier l’interaction des biomolécules contenant plusieurs thiols avec les NP-Ag, des 

travaux de notre équipe ont été réalisés en analysant l’effet de différents ligands thiolés 

linéaires et de molécules avec une pré-organisation spatiale de thiols sur la dissolution de NP-

Ag enrobées de citrate (Marchioni et al., 2018a). Ces travaux ont montré que la vitesse de 

dissolution des NP-Ag augmente avec le nombre de thiols par molécule thiolée linéaire. De 

plus, la dissolution des NP-Ag est plus rapide en présence d’une molécule avec une pré-

organisation spatiale de thiols qui définit le site précis de liaison métallique qu’en présence 

d’une molécule linéaire contenant le même nombre de thiols. Ceci souligne que l’effet 

chélateur des molécules avec une pré-organisation spatiale de thiols favorise la dissolution 

des NP-Ag.  

3.3.3. Réactivité des NP-Ag avec les chlorures  

Les chlorures induisent la précipitation des NP-Ag et les protègent de la dissolution (Loza et 

al., 2014) (Figure 5D). En effet, en présence de chlorures, la solubilité des ions Ag(I) est très 

faible (Ksp = 1,6.10-10 M) et un précipité de chlorure d’Ag (AgCl) se forme à la surface des NP-

Ag par complexation avec les ions Ag(I) qui y sont liés (Liu et Hurt, 2010). Le précipité formé 

protège les NP de la dissolution oxydative et entraîne leur agrégation par le biais des forces 

de Van Der Waals (Axson et al., 2015). Compte tenu de la concentration élevée des ions 

Cl- (110 mM) dans le sang et dans l’espace extra-cellulaire, AgCl2- est la forme prédominante 

des complexes de chlore formés avec l’Ag dans ces milieux (Liu et al., 2010). 

3.3.4. Formation d’une couronne protéique dans les fluides biologiques  

Dans les fluides biologiques, les NP-Ag et leurs produits de transformations sont en contact 

avec un mélange complexe de protéines, de peptides et d’acides aminés présents dans les 

milieux intra- et extra- cellulaires. Il a été montré que les protéines présentes dans le plasma 

comme l’albumine, les immunoglobulines (IgG) ou le fibrinogène enrobent les NP-Ag pour 

former une couronne de protéines (protein corona). Cette réaction n’est pas exclusive aux 

NP-Ag mais se produit pour tous les types de NP présents dans les milieux biologiques. La 

composition de cette couronne dépend de la taille et/ou de l’enrobage des NP (Durán et al., 

2015 ; Podila et al., 2012). 

Pour les NP-Ag enrobées de molécules organiques faiblement liées comme le citrate, les 

protéines prennent la place de l’enrobage à la surface des NP. Cependant, dans le cas 

d’enrobages polymériques tels que la PVP, des divergences existent dans la littérature entre 

la possibilité d’interaction protéines-enrobage (Treuel et al., 2012) ou protéines-NP (Miclăuş 

et al., 2014). En outre, Shannahan et al. ont rapporté que les protéines présentes dans la 

couronne protéique ont tendance à se déplier lors de leur liaison à la NP (Shannahan et al., 

2015). La couronne protéique augmente la stabilité colloïdale des NP-Ag et limite la libération 

des ions Ag(I) en fonction de la concentration des protéines.  
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A l’échelle de la cellule, la couronne protéique est décrite comme limitant l’entrée cellulaire 

des NP-Ag chez les mammifères mais en ne diminuant que faiblement la 

cytotoxicité (Shannahan et al., 2015). Après l’entrée des NP-Ag dans la cellule, cette couronne 

de protéines est rapidement éliminée de la surface des NP. Toutefois, son influence sur la 

toxicité cellulaire est encore inconnue. 

Dans la suite de cette section, je vais présenter l’état de l’art sur la distribution et les 

transformations des NP-Ag à l’échelle de l’organisme et de la cellule dans les cas d’expositions 

orale et parentérale à ces NP.  

3.4. Transformations des NP-Ag à l’échelle de l’organisme 

Différents modèles sont utilisés pour étudier les transformations des NP-Ag chez l’Homme 

allant des modèles in vitro à l’animal. Les modèles animaux, principalement les rongeurs, sont 

les meilleurs modèles actuellement utilisés dans les études toxicologiques afin d’étudier de 

façon globale l’ensemble des transformations des NP-Ag dans un organisme. Les études in 

vitro permettent d’étudier les transformations des NP-Ag dans les fluides biologiques en les 

incubant dans des milieux simulant le sang ou les fluides du tractus gastro-intestinal, par 

exemple. Les modèles in cellulo permettent d’analyser finement le devenir des NP-Ag à 

l’échelle de la cellule.  

Dans ces études, l’effet des NP-Ag et d’un sel d’Ag, tel que le nitrate d’argent AgNO3, sont 

généralement comparés. Le sel d’Ag fournit directement une forme biodisponible d'Ag(I) qui 

peut entrer dans le cytosol des cellules via des transporteurs d’ions métalliques comme CTR1 

qui est le transporteur majeur d’entrée cellulaire de Cu(I) (Bertinato et al., 2010). Le sel d’Ag 

présente ainsi un potentiel cytotoxique élevé et permet de mimer les effets des espèces Ag(I) 

relarguées des NP-Ag mais avec une voie d’entrée directe et beaucoup plus rapide.  

Pour mimer l’exposition par voie parentérale, des NP-Ag pristines, c’est-à-dire des NP-Ag non 

transformées, sont ajoutées au milieu de culture cellulaire qui mime la composition des fluides 

biologiques. Les NP-Ag sont alors partiellement transformées avant d’entrer dans les cellules. 

En effet, les NP-Ag entourées par une couronne protéique sont considérées comme les 

principales espèces d’Ag auxquelles les cellules sont exposées (Walczyk et al., 2010) et ces 

espèces sont formées dans le milieu de culture grâce à la présence de protéines.  

3.4.1. Transformations des NP-Ag administrées par voie orale  

L’exposition orale aux NP-Ag ou à leurs produits de transformations peut provenir de multiples 

sources de contamination de produits alimentaires et de l’eau. En effet, les NP-Ag sont 

utilisées dans toutes les étapes de la production agro-alimentaire (production, transformation 

et emballage) principalement pour réduire le risque de contamination bactérienne des 

aliments destinés à la consommation (Wijnhoven et al., 2009). En particulier, les NP-Ag sont 

incorporées dans le revêtement des emballages alimentaires. Le risque d’exposition humaine 

dans ce cas se présente lorsqu’il y a relargage d’Ag, sous forme de NP ou d’ions Ag(I), de la 

surface de ces emballages. Néanmoins, cette libération d’Ag vers les aliments reste minime.  
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L’ingestion d’Ag colloïdal contenu dans des compléments alimentaires représente une voie 

d’exposition orale directe aux NP-Ag. L’ingestion excessive d’Ag colloïdal provoque le 

développement de l’argyrisme caractérisé par la formation d'espèces d'Ag2Se dans la peau qui 

prend une teinte bleuâtre (Liu et al., 2012 ; Jonas et al., 2007). 

Il est difficile de déterminer avec précision la quantité d’Ag moyenne ingérée par jour par un 

individu mais une gamme de valeurs entre 0,4 et 80 µg d’Ag ingéré par jour a été rapporté 

dans la littérature (Hadrup et Lam, 2014 ; Eckhardt et al., 2013 ; Wijnhoven et al., 2009).  

Il a été mis en évidence chez des rongeurs traités avec des NP-Ag par gavage oral quotidien 

pendant plusieurs jours qu’entre 60 et 99 % de la dose d’Ag administrée est excrétée dans les 

fèces (Bove et al., 2017). La fraction restante d’Ag biodisponible est entre 1 et 40 % de la dose 

administrée et est absorbée au niveau de la barrière intestinale avant d’être distribuée aux 

autres organes. D’autres études in vivo analysant la distribution d’Ag après le même type 

d’exposition aux NP-Ag ou à un sel d’Ag ont montré une accumulation d’Ag principalement 

dans le foie, la rate et les reins (Jia et al., 2017 ; van der Zande et al., 2012 ; Loeschner et al., 

2011 ; Park et al., 2011). Les espèces d’Ag présentes dans les différents organes ont été 

analysées par spectroscopie de rayons X à dispersion d’énergie (TEM-EDX pour energy- 

dispersive X-ray spectroscopy). Cette analyse a permis d’identifier des particules de 20 à 30 nm 

de diamètre contenant de l’Ag et du soufre dans le foie et de l’Ag, du soufre et du sélénium 

dans l’iléon (Loeschner et al., 2011 ; Jia et al., 2017).  

Afin de comprendre les transformations gastro-intestinales pouvant se produire à la suite 

d’une exposition orale aux NP-Ag, des études in vitro utilisant des milieux qui miment les 

différentes régions du tractus gastro-intestinal ont été réalisées. Il a été mis en évidence que 

le transit à travers l’estomac entraîne une dissolution massive presque complète (de 95 %) des 

NP-Ag (Bove et al., 2017). Ensuite, après passage dans un milieu simulant le suc intestinal, de 

gros agrégats ont été observés en TEM mais aucun signal correspondant aux NP-Ag n’a été 

détecté en spectroscopie visible (Bove et al., 2017). Ceci signifie que le milieu intestinal 

favorise la formation de précipités, probablement d'AgCl. Une autre étude a montré la 

formation de particules contenant de l’Ag, du soufre et du chlore suite à l’incubation d’AgNO3 

dans un milieu simulant le milieu intestinal (Walczyk et al., 2010). Ces études montrent que 

AgCl est la principale spéciation de l’Ag dans l’intestin après ingestion de NP-Ag ou de sel d’Ag. 

Ces précipités/particules d’AgCl sont probablement en équilibre avec les espèces solubles, 

mais il reste difficile de prévoir la/les forme(s) d’Ag qui est/sont absorbée(s) au niveau de la 

barrière intestinale. De plus, des complexes organothiolés AgSR ou des complexes Ag(I)-

protéine peuvent se former à partir d’AgCl et peuvent être transloqués dans le sang.  

L’ensemble de ces transformations est résumé sur la Figure 6.  
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Figure 6 : Schéma représentant les différentes espèces d’Ag formées dans le tractus gastro-intestinal et leur 
passage éventuel dans le sang. Les NP-Ag ingérées subissent une dissolution dans l’estomac suivie d’une 
formation de particules contenant de l’Ag, du soufre et du chlore dans l’intestin. Ces NP ou d’autres complexes 
formés dans l’intestin peuvent être transloqués dans le sang. Cette figure est réalisée grâce à la banque 
d'illustrations médicales de Servier (smart.servier.com) et est inspirée de Marchioni et al., 2018b. 

La comparaison entre l'exposition de rongeurs aux NP-Ag et aux sels d'Ag administrés par voie 

orale a révélé une distribution similaire d’Ag dans l’organisme. Cependant, la quantité d’Ag 

accumulée dans les différents organes pour une même dose administrée sous forme de NP ou 

de sel d’Ag est plus faible chez les animaux exposés à la forme nanoparticulaire de l’Ag. Ceci 

est expliqué par le fait que la fraction d’Ag absorbée au niveau de l’intestin est supérieure 

dans le cas d’ingestion de sel d’Ag, ce qui conduit à une quantité supérieure d’Ag distribuée 

aux différents organes. Ces données sont en accord avec une excrétion fécale d’Ag plus élevée 

suite à une exposition orale aux NP-Ag (Loeschner et al., 2011). 

Van der Zande et al. ont analysé la quantité d’Ag dans le sang de rats suite à une exposition 

orale à des NP-Ag et à AgNO3 pendant 28 jours et ont rapporté que la concentration en Ag 

dans le sang était 7 à 10 fois plus élevée dans le cas d’une exposition au sel d’Ag. Toutefois, 

en tenant compte uniquement de la fraction d'Ag soluble présente dans la solution des NP-Ag 

administrée aux rats, une quantité similaire d’Ag a été mesurée dans le sang dans les deux 

scénarios d’exposition. Ainsi, les auteurs ont proposé l’hypothèse qu'après une exposition 

orale aux NP-Ag, la principale espèce d’Ag absorbée dans le sang est la fraction ionique d’Ag 

présente dans la solution des NP-Ag (van der Zande et al., 2012). Selon cette hypothèse, le 

passage des NP-Ag dans le tractus gastro-intestinal n’entraînerait pas leur dissolution, ce qui 

contredit les résultats des études in vitro sur le modèle simulé du tractus gastro-intestinal 

(Bove et al., 2017). Cette hypothèse est également contradictoire avec les résultats rapportés 

par l’étude in vivo de Loeschner et al. (Loeschner et al., 2011) qui a montré une accumulation 

d’Ag 2 à 3 fois plus importante après exposition à un sel d’Ag qu’après exposition aux NP-Ag. 

Dans cette étude, la solution de NP-Ag administrée aux rats contient seulement 11 % 

d'espèces d'Ag(I), l’hypothèse de Van Der Zande ne permet donc pas d’expliquer la différence 
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entre les deux cas d’exposition. Dans l’étude de Loeschner et al., les rats ont été exposés à 

une même dose d’Ag administrée sous forme nanoparticulaire ou ionique (9 mg.kg-1/jour), 

alors que Van der Zande et al. ont utilisé une dose de NP-Ag dix fois plus 

élevée (90 mg.kg-1/jour) que celle du sel d’Ag (9 mg.kg-1/jour). Par conséquent, la grande 

différence dans la quantité d’Ag absorbée entre l’exposition aux NP-Ag et au sel d’Ag 

rapportée par Van Der Zande et al. pourrait être liée à une saturation de l'absorption 

intestinale de l'Ag en présence d'une forte concentration d’Ag dans le cas de l’exposition aux 

NP-Ag.  

En conclusion, l’ensemble de ces études in vitro et in vivo montre que les NP-Ag ingérées 

subissent de nombreuses transformations dans le tractus gastro-intestinal entraînant leur 

dissolution dans l’estomac et la formation de différentes espèces d’Ag telles que des précipités 

AgCl et des NP contenant de l’Ag et du soufre dans l’intestin. Il n’est cependant pas encore 

déterminé si ces précipités/particules sont transloqué(e)s dans le sang tel(le)s quel(le)s ou si 

ce sont plutôt des espèces solubles d’Ag(I) qui passent à travers la barrière intestinale dans le 

sang pour être distribuées aux différents organes. De plus, les études in vivo de comparaison 

d’exposition aux NP-Ag et aux sels d'Ag administrés par voie orale montrent des différences 

d’assimilation entre ces deux espèces d’Ag au niveau de l’organisme. Même si ces études ne 

permettent pas d’expliquer ces différences, elles mettent l’accent sur la nécessité d’études 

plus approfondies pour comprendre les mécanismes régissant l’assimilation, les 

transformations et la toxicité des NP-Ag et des ions Ag(I) à l’échelle de l’organisme.  

3.4.2. Transformations des NP-Ag administrées par voie parentérale 

Les avancées technologiques et scientifiques ont permis une mise sur le marché de nombreux 

dispositifs médicaux contenants ou recouverts de NP-Ag. Dans ces produits, les NP-Ag sont 

utilisées principalement pour leurs propriétés biocides mais aussi pour leurs propriétés anti-

inflammatoires qui favorisent la cicatrisation des plaies. La présence de ces NP dans les 

revêtements antibactériens des dispositifs médicaux permet de réduire les infections 

nosocomiales qui peuvent être contractées au cours d’une hospitalisation. Ces infections 

touchent à peu près un patient sur vingt en France, ce qui représente environ 750 000 

infections par an, qui seraient la cause directe de 4 000 décès (selon l’Inserm).  

Les pansements de traitement des brûlures sont les dispositifs médicaux contenant des NP-Ag 

les plus représentés sur le marché. D’autres catégories de dispositifs sont également 

concernées et incluent des cathéters, des canules d’intubation endo-trachéales, des 

prothèses, des implants cardiaques et des ciments osseux (pour une revue, voir Chaloupka et 

al., 2010). L’utilisation accrue de dispositifs médicaux contenant des NP-Ag suscite de plus en 

plus d’inquiétude, car elle favorise le développement de souches bactériennes résistantes à 

l'Ag dans les hôpitaux, ce qui pourrait conduire à une situation critique dans le futur (Gunawan 

et al., 2017 ; Silver, 2003). Par ailleurs, les données sur les effets des NP-Ag et de leurs produits 

de transformations sur la santé des patients nécessitant des hospitalisations fréquentes ou de 

longue durée (comme pour les cancers et les transplantations d’organes) sont rares. 

Néanmoins, une étude récente a souligné que les foies de patients atteints de maladies 
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hépatiques qui nécessitent une longue hospitalisation accumulent trente fois plus d’Ag que 

les foies de personnes saines (Poznański et al., 2021). 

L’utilisation de dispositifs médicaux contenant des NP-Ag conduit à une libération de NP-Ag 

pristines, non transformées directement dans le sang. Cette exposition dite parentérale 

conduit à une concentration d’Ag dans le sang dix fois supérieure à celle obtenue avec la 

même dose administrée par voie orale (Park et al., 2011). 

Les études in vivo ont également montré que si l’Ag est presque complètement éliminé de 

l’organisme au bout de 24 heures après administration orale de NP-Ag, sa concentration dans 

le sang reste relativement constante cinq jours après injection de NP-Ag (Dziendzikowska et 

al., 2012 ; Park et al., 2011) avant de diminuer graduellement au cours du temps en raison de 

l’élimination de l’Ag principalement dans les urines (Dziendzikowska et al., 2012). Ceci 

entraîne une accumulation plus importante d’Ag dans les organes, en particulier dans le foie 

et les reins dans le cas d’injection de NP-Ag. Par exemple, dans le foie, cette accumulation est 

10 à 1000 fois plus élevée que dans le cas d’ingestion de NP-Ag. De plus, la quantité d’Ag 

mesurée dans les organes testés reste constante pendant au moins un mois après 

administration intraveineuse de NP-Ag, alors qu’elle décroît rapidement à la suite d’une 

ingestion de la même dose de NP-Ag (Dziendzikowska et al., 2012 ; Park et al., 2011). Après 

injection de NP-Ag chez des rats, l’Ag a été également détecté dans les fèces 24 heures après 

le traitement. Ceci suggère fortement une excrétion via la bile (Park et al., 2011). En outre, 

l’observation en TEM de coupes de tissus de rats après injection de NP-Ag enrobées de citrate 

a mis en évidence la présence de particules dans le poumon, la rate, le foie, le rein et le 

cerveau (Dziendzikowska et al., 2012). Cependant, la composition chimique de ces particules 

reste inconnue puisqu’aucune analyse chimique n’a été effectuée. Cette analyse est 

nécessaire pour (i) prouver qu’il s’agit de NP-Ag et pas, par exemple de dépôts d’osmium (Os) 

et pour (ii) identifier si ce sont des NP-Ag ou des agrégats d’Ag et de soufre, comme observé 

dans les organes suite à une administration orale de NP-Ag (Loeschner et al., 2011). La 

différence dans l’excrétion de l’Ag entre l’exposition orale et parentérale de NP-Ag est 

probablement liée à la différence de spéciation de l’Ag entre les deux cas. En effet, comme 

expliqué dans la sous-section 3.4.1, les NP-Ag ingérées subissent différentes transformations 

avant d’arriver dans le sang sous forme d’un mélange d’espèces solubles ou de précipités 

d’AgSR, d’AgCl et/ou d’espèces d’Ag lié à des protéines, alors que les NP-Ag injectées dans le 

sang sont formées principalement d’Ag(0). Nous pouvons ainsi émettre l’hypothèse que les 

espèces solubles ainsi que les précipités d’Ag(I) seraient plus faciles à excréter à l’extérieur de 

l’organisme que les NP-Ag, car ces dernières doivent d’abord être transformées en espèces 

solubles Ag(I) qui vont être par la suite excrétées.  

Les études sur les transformations et la distribution des NP-Ag relarguées des dispositifs 

médicaux dans le cadre d’une exposition parentérale humaine sont limitées. La plupart des 

données publiées concernent l’utilisation des pansements Acticoat© pour le traitement des 

brûlures. Par exemple, l’étude de Trop et al. a montré le développement d’argyrisme suite à 

l’utilisation des pansements Acticoat© pour traiter un patient brûlé sur 30 % de sa surface 

corporelle. Chez ce patient, des quantités élevées d’Ag ont été retrouvées dans son sang et 

son urine (Trop et al., 2006). Dans une autre étude, des concentrations significatives d’Ag (de 
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l’ordre de 57 µg.L-1) ont été mesurées dans le sang de trente patients brûlés dès le premier 

jour de leur traitement avec des pansements Acticoat©. Ces quantités retournent à la 

normale au bout de trois mois après la fin du traitement (Vlachou et al., 2007).  

Les pansements Acticoat© sont constitués de fibres de polyéthylène recouvertes d’une 

couche de NP-Ag non enrobées, de 10 nm de diamètre. Afin d’analyser le devenir des NP-Ag 

relarguées de ces pansements dans le sang, Roman et al. ont étudié et comparé les 

transformations in vitro des pansements Acticoat©, des ions Ag(I) et des NP-Ag enrobées de 

PVP après 2 heures d’incubation dans du plasma humain ou dans une solution contenant de 

l'albumine humaine (Roman et al., 2016). L’étude de la spéciation de l’Ag a montré que, dans 

le plasma humain, les ions Ag(I) forment principalement des espèces AgCl et que les NP-Ag 

enrobées de PVP restent majoritairement sous forme nanoparticulaire. Pour les pansements 

Acticoat©, trois types d’espèces d’Ag co-existent dans le plasma : des NP-Ag pristines, des 

complexes organothiolés d’Ag(I) et des espèces AgCl. Dans ces conditions, l’analyse de la 

spéciation locale de l’Ag au niveau de la NP a montré la présence d’espèces AgCl et AgSR à la 

surface de la NP-Ag. Ceci suggère que la transformation des NP-Ag libérées des pansements 

Acticoat© se fait à la surface de ces NP qui est une interface d’échange des différentes espèces 

d’Ag due à la présence d'Ag(I) en conditions aérobies. Dans l’ensemble, cette étude met en 

évidence la complexité des transformations des NP-Ag dans le sang puisque différentes 

espèces d’Ag peuvent être formées selon le type des NP-Ag. 

3.5. Entrée, transformations et effets des NP-Ag dans les cellules mammifères 

3.5.1. Entrée des NP-Ag dans la cellule 

Les études d’exposition cellulaire aux NP-Ag ont rapporté une entrée de ces NP dans les 

cellules par endocytose. Ceci a été illustré, par exemple grâce à des observations en TEM qui 

ont permis de visualiser des invaginations de la membrane plasmique de cellules mammifères 

autour de NP-Ag (Marchioni et al., 2018b ; Veronesi et al., 2016). Ce mécanisme d’entrée des 

NP-Ag a été mis en évidence dans de nombreux types cellulaires, par exemple : des 

macrophages qui sont des cellules connues pour leur capacité phagocytaire (Singh et 

Ramarao, 2012 ; Wang et al., 2012), des cellules pulmonaires (Gliga et al., 2014), des cellules 

ovariennes (Jiang et al., 2015) et des hépatocytes (Veronesi et al., 2016). L’endocytose des NP-

Ag a également été décrite dans des organismes modèles comme le ver Caenorhabditis 

elegans (Maurer et al., 2016). Cependant, aucune voie d’endocytose unique n’a été identifiée 

pour ces NP, pas même pour un type spécifique de NP-Ag (taille, forme, enrobage). En effet, 

aucun inhibiteur des voies connues d’endocytose (endocytose par vésicules de clathrine, 

endocytose par vésicules de cavéoline, pinocytose et phagocytose) n’a permis de bloquer 

complètement l’entrée des NP-Ag dans des cellules mammifères ou chez des organismes 

modèles (Maurer et al., 2016 ; Jiang et al., 2015 ; Gliga et al., 2014). Le seul moyen d’abolir 

l’entrée des NP-Ag dans les cellules est d’incuber les cellules à 4°C, température à laquelle 

l’activité métabolique est arrêtée (Jiang et al., 2015 ; Greulich et al., 2011). En conséquence, 

l’entrée des NP-Ag dans les cellules est un processus actif.  
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Une autre hypothèse, peu étudiée dans la littérature, est l’entrée d’ions Ag(I) dans la cellule 

sous forme de complexes organothiolés AgSR ou d’espèces solubles de type AgClx. Avant leur 

endocytose cellulaire, les NP-Ag peuvent relarguer des ions dans le milieu extracellulaire. Les 

ions Ag(I) peuvent entrer dans la cellule via le transporteur de Cu CTR1 (Bertinato et al., 2010). 

D’autres transporteurs comme les transporteurs de peptides pourraient transporter des 

molécules complexant des ions Ag(I). Les mécanismes de transport des espèces AgClx, 

principalement les AgCl2-, sont inconnus mais leur prise en charge par un transporteur 

membranaire spécifique est peu probable. Cependant, un échange d’Ag(I) pourrait se 

produire entre ces espèces et le ligand d'un transporteur d'ions tel que CTR1, permettant ainsi 

l’entrée cellulaire des ions Ag(I) (Bertinato et al., 2010).  

3.5.2. Dissolution endosomale des NP-Ag 

Comme décrit précédemment, après endocytose, la couronne protéique se dissocie des NP-

Ag et les atomes d’Ag de la surface des NP deviennent exposés au milieu endosomal. En 

parallèle, le processus de maturation de l’endosome en lysosome commence et s’accompagne 

d’une diminution du pH dans la vésicule, ce qui favorise la dissolution des NP-Ag comme cela 

a été montré in vitro (Liu et Hurt, 2010) (Figure 7).  

Des observations en TEM de coupes d’hépatocytes exposés pendant 24 heures à des NP-Ag 

ont mis en évidence la diminution de la taille des NP dans les endosomes au cours de leur 

maturation en lysosomes. Par exemple, dans le cas d’une exposition à des NP-Ag de 100 nm 

de diamètre initial, seules de petites NP de 20 nm de diamètre ont été observées dans les 

lysosomes après 24 heures d’exposition. L’analyse chimique par EDX a confirmé la présence 

d’Ag dans ces NP. Ces observations ont été corroborées par l’analyse par microscopie de 

fluorescence des rayons X (XRF pour X-ray fluorescence microscopy) qui a permis, grâce à sa 

haute sensibilité, de visualiser la présence d’espèces Ag(I) solubles dans tous les 

compartiments cellulaires après la dissolution endolysosomale des NP-Ag (Tardillo Suárez et 

al., 2021 ; 2020 ; Marchioni et al., 2018b ; Veronesi et al., 2016). 

L’augmentation de l’acidité dans le milieu endolysosomal n’est pas le seul déclencheur de la 

dissolution des NP-Ag. Au cours de la maturation des endosomes, la concentration en 

chlorures dans ces vésicules augmente également : de 20 – 30 mM dans les endosomes 

précoces (pH = 7) à 50 – 70 mM dans les endosomes tardifs (pH = 5,5) (Huotari et Helenius, 

2011 ; Sonawane et al., 2002). Ces concentrations croissantes en chlorures favorisent la 

formation d’espèces de type AgClx. De ce fait, l’équilibre peut être déplacé vers la dissolution 

des NP-Ag en espèces Ag(I) solubles qui sont probablement transportées à travers la 

membrane endolysosomale vers le cytosol et distribuées dans toute la cellule, y compris dans 

le noyau et les mitochondries comme mis en évidence par les travaux de notre équipe (Tardillo 

Suárez et al., 2021 ; 2020 ; Veronesi et al., 2016).   

3.5.3. Spéciation de l’Ag intracellulaire  

La nature précise des espèces solubles d’Ag formées dans les endosomes et les mécanismes 

de leur transport des vésicules vers le cytosol restent à élucider. Des études par spectroscopie 

d'absorption des rayons X (XAS pour X-ray absorption spectroscopy) sur des culots cellulaires 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Rayon_X
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ont montré que l’Ag intracellulaire se trouve principalement sous deux formes : des NP-Ag et 

des composés organothiolés AgSR (Veronesi et al., 2016 ; 2015b ; Wang et al., 2015 ; Jiang et 

al., 2015). Le ratio entre ces deux espèces de l’Ag dépend du type cellulaire, du type des NP 

étudiées, de la dose administrée et du temps d’exposition.  

Des quantifications d’ARN messager après exposition de cellules HepG2 à des NP-Ag ont mis 

en évidence une surexpression de Met et de la glutamate-cystéine ligase (GCLM) qui est une 

enzyme impliquée dans la biosynthèse du GSH. Ces résultats permettent de proposer comme 

hypothèse que les ions Ag(I) libérés des endolysosomes se lient au GSH et aux Met, formant 

ainsi des espèces organothiolées de coordination AgS2 et AgS3, respectivement (Veronesi et 

al., 2015a). La liaison des ions Ag(I) aux Met va libérer les ions Zn(II), ce qui va entraîner la mise 

en place d’un système de défense face au stress métallique en surexprimant différentes 

protéines dont les Met (Figure 7). En plus de cette réponse cellulaire primaire, notre équipe, 

en collaboration avec les équipes de W. Bal et A. Krezel en Pologne, a mis en évidence que les 

ions Ag(I) pouvaient déplacer les ions Zn(II) de motifs à doigt de zinc, en particulier dans des 

facteurs de transcription dont le motif permet la reconnaissance spécifique d’une séquence 

d’ADN (Kluska et al., 2022 ; 2020 ; Tardillo Suárez et al., 2020). Nous avons montré que 

l’affinité des ions Ag(I) pour ces motifs est au moins 100 fois supérieure à celle des ions Zn(II), 

ce qui conduit à une inhibition de l’activité de ces facteurs de transcription in vitro mais 

également in cellulo dans des conditions d’exposition aux NP-Ag. En effet, l’exposition 

d’hépatocytes à des doses non toxiques de NP-Ag pendant plusieurs jours à plusieurs 

semaines conduit à l’inhibition de l’activité des récepteurs nucléaires LXR (Liver X receptor) et 

FXR (Farnesyl X receptor) qui sont des facteurs de transcription à doigt de zinc essentiels pour 

la régulation du métabolisme du glucose, des lipides, du cholestérol et des sels 

biliaires (Tardillo Suárez et al., 2020). Ces différents résultats montrent l’impact d’ions Ag(I) 

relargués des NP-Ag sur la fonction de métalloprotéines essentielles pour le bon 

fonctionnement de la cellule.  

Un résumé des connaissances actuelles sur les transformations des NP-Ag dans les cellules 

mammifères est présenté sur la Figure 7.  
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Figure 7 : Résumé des connaissances actuelles sur les transformations des NP-Ag dans les cellules mammifères. 
Les NP-Ag entrent dans la cellule par endocytose, alors que les ions Ag(I) peuvent entrer via le transporteur de Cu 
CTR1. Durant la maturation des endosomes, le pH diminue et la concentration des chlorures augmente. Ces deux 
phénomènes favorisent la dissolution des NP-Ag en espèces solubles d’Ag(I) dont la nature précise n’est pas 
connue. Ces espèces sont ensuite libérées dans le cytosol où les ions Ag(I) sont complexés à des molécules thiolées, 
principalement le GSH et les Met. Ces complexes sont distribués dans toute la cellule. La liaison des ions Ag(I) aux 
Met libère les ions Zn(II). Ces ions se lient au facteur de transcription MTF1 (metal regulatory transcription factor 
1) qui va transloquer vers le noyau et induire la surexpression de protéines impliquées dans la régulation de 
l’homéostasie des métaux (Met, HSPA6, HMOX1, GCLM, ZnT1). La protéine ZnT1 (zinc transporter 1) permet 
d’excréter les Zn(II) en excès. Inspirée de Marchioni et al., 2018b. 

4. Les techniques de microscopie électronique volumique cellulaire et tissulaire 

Dans ce projet de thèse, nous avons utilisé la technique FIB-SEM (pour focused ion beam-

scanning electron microscopy) pour étudier l’ultrastructure de sphéroïdes hépatiques et de 

blocs de foie de souris. Cette technique fait partie d’un ensemble de techniques de 

microscopie électronique qui permettent d’élucider l’ultrastructure tridimensionnelle des 

cellules, des tissus et des petits organismes modèles à une résolution nanométrique et qui 

sont groupées sous l’acronyme vEM pour volume electron microscopy.  
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Aperçu historique du développement des techniques vEM 

La microscopie électronique avec ses deux modalités, microscopie électronique à transmission 

TEM et microscopie électronique à balayage SEM (pour scanning electron microscopy) 

permettent une observation à l’échelle nanométrique des tissus et des cellules. La microscopie 

TEM permet de détecter les électrons transmis à travers une coupe fine d’un échantillon, 

déposée sur une grille, ce qui crée une image recueillie sur un écran fluorescent ou à l’aide 

d’une caméra numérique. Dans un microscope électronique à balayage (SEM), l’échantillon 

est balayé par un faisceau d’électrons et il est possible de détecter les électrons rétrodiffusés 

ou les électrons secondaires réémis par l’échantillon qui donnent, respectivement, des images 

de contraste chimique ou de contraste topographique. Cette technique permet l’analyse de la 

surface d’échantillons épais. La technique SEM permet d’imager des champs plus larges que 

la technique TEM puisque la taille de l’échantillon à observer n’est pas limitée par la taille 

d’une grille de microscopie électronique de 3 mm de diamètre, en général. 

Le développement des techniques vEM a marqué les deux dernières décennies et a fait 

considérablement progresser le domaine de l’imagerie électronique 3D des tissus et des 

cellules. En effet, traditionnellement, la microscopie électronique des tissus et des cellules a 

été réalisée en observant en TEM des coupes fines d’une épaisseur maximale de 100 nm. 

Cependant, cette technique 2D ne permet pas d’obtenir des informations volumétriques sur 

les échantillons étudiés. Les premiers essais pour imager l’ultrastructure 3D des cellules 

remontent aux années cinquante avec le développement de l’imagerie des coupes sériées en 

TEM ou ssTEM pour serial section transmision electron microscopy (Birch-Andersen, 1955). 

Ensuite, les progrès dans le domaine de l’instrumentation et des systèmes de détection ont 

permis le développement de microscopes SEM optimisés pour fournir des courants de sonde 

plus élevés (> 500 pA) à de faibles tensions d’accélération (entre 1,5 et 2 kV) et qui permettent 

d’atteindre une résolution similaire à celle des microscopes TEM et d’imager plus rapidement 

des champs plus larges (Titze et Genoud, 2016 ; Wanner et al., 2015). L’utilisation de cette 

nouvelle génération de microscopes SEM a permis le développement des techniques vEM 

automatisées qui permettent d’acquérir des volumes pouvant atteindre des centaines de 

micromètres dans chaque direction spatiale. Ceci a constitué une avancée significative dans le 

domaine de la microscopie électronique 3D, surtout avec la commercialisation de microscopes 

spécialisés dans ces techniques.  

Les techniques vEM qui se basent sur l’imagerie SEM reposent soit sur l’imagerie en série de 

coupes réalisées avec un ultramicrotome en dehors du microscope (la technique AT pour array 

tomography) ou sur l’imagerie séquentielle et automatique de la surface de l’échantillon 

fraîchement exposée après abrasion avec un faisceau d’ions focalisé (la technique FIB-SEM) 

ou après découpe avec un ultramicrotome intégré dans la chambre d’un microscope SEM (la 

technique SBF-SEM pour serial block-face scanning electron microscopy).  

Dans la suite de cette section, je vais décrire la technique ssTEM ainsi que les trois techniques 

vEM basées sur l’imagerie SEM tout en soulignant les avantages et les limites de chacune et 

en mettant l’accent sur la technique FIB-SEM. Le lecteur intéressé par une description plus 
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détaillée de ces techniques peut se référer aux revues de Peddie et al. (Peddie et al., 2022 ; 

Peddie et Collinson, 2014) et de Titze et Genoud (Titze et Genoud, 2016).  

4.1. L’imagerie de coupes sériées en TEM   

Cette technique consiste à réaliser, avec un ultramicrotome, des coupes de cellules ou de 

tissus enrobés dans une résine, de les transférer manuellement sur des grilles de microscopie 

électronique et de les observer une par une en TEM. Les images obtenues sont ensuite 

alignées et les structures d’intérêt sont segmentées et reconstruites en 3D (Figure 8A). Cette 

technique offre une résolution latérale entre 2 et 4 nm en x et en y mais la résolution en z est 

limitée par l’épaisseur de la coupe qui est généralement entre 30 et 100 nm (Kornfeld et Denk, 

2018 ; Harris et al., 2006). La reconstruction du système nerveux du ver Caenorhabditis 

elegans est l’un des travaux pionniers de l’application de ssTEM en neurobiologie (White et al., 

1986). En ce qui concerne ses applications pour l’imagerie du tissu hépatique, Belicova et al. 

l’ont utilisée parallèlement à la microscopie de fluorescence pour étudier la morphogenèse 

des canalicules biliaires lors de la différentiation d’hépatocytes de souris (Belicova et al., 

2021). Récemment, Chun Chung et al. ont également publié un protocole détaillé pour imager 

avec ssTEM des hépatocytes de rongeurs et ont souligné la pertinence de la technique pour la 

visualisation des contacts entre les mitochondries et le réticulum 

endoplasmique (Chung et al., 2022). Néanmoins, le désavantage majeur de la technique 

ssTEM est la manipulation manuelle et chronophage des coupes qui nécessite une grande 

dextérité. Les coupes peuvent être facilement perdues et des distorsions (repliement, 

rétrécissement...) peuvent être introduites durant la réalisation des coupes, leur transfert sur 

les grilles ou la manipulation des grilles. Ceci rompt la continuité des structures imagées et 

rend difficile l’alignement des images (Titze et Genoud, 2016 ; Peddie et Collinson, 2014).  
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Figure 8 : Techniques de microscopie électronique volumique. (A) Imagerie de coupes sériées en TEM (ssTEM). 
(B) Imagerie de coupes sériées en SEM (AT). (C) Imagerie SBF-SEM. La flèche montre le sens d’avancement du 
couteau diamant. (D) Imagerie FIB-SEM. Inspirée de Miranda et al., 2015.  

4.2. L’imagerie de coupes sériées en SEM  

Développée en 2007, l’imagerie de coupes sériées en SEM ou array tomography (AT) est 

utilisée depuis comme une alternative à la technique ssTEM (Micheva et Smith, 2007). À la 

différence de ssTEM où les coupes sont collectées sur des grilles de microscopie électronique, 

les coupes observées en SEM sont collectées sur des substrats en silicium (Si) ou sur des lames 

en verre (Figure 8B). Grâce à l’utilisation de ces supports plus larges que les grilles de 

microscopie, la technique AT est compatible avec l’imagerie d’un grand nombre de coupes et 

les zones d’intérêt peuvent être visualisées sans être obstruées par les barres de la grille. La 

résolution latérale fournie par la technique AT est comparable à celle de la technique 

ssTEM (environ 2 × 2 nm2) et la résolution axiale est limitée par l’épaisseur de la coupe qui est 
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généralement entre 30 et 200 nm (Chung et al., 2022 ; Wacker et Schroeder, 2013 ; Smith, 

2018).  

Les supports en verre peuvent être imagés à la fois par microscopie électronique et par 

microscopie de fluorescence. Ils ont été utilisés, surtout en neurobiologie, dans des études 

combinant les deux modes d’imagerie d’une manière complémentaire pour corréler la 

fonction à l’ultrastructure (Smith, 2018). En effet, l’épaisseur fine des coupes permet une 

coloration rapide et efficace des structures d’intérêt et la réalisation de plusieurs cycles de 

marquage et d’imagerie utilisant différents anticorps est également possible avec la technique 

AT (Micheva et al., 2010 ; Micheva et Smith, 2007). La technique AT offre aussi la possibilité 

d’acquérir des images à différents grossissements, permettant ainsi une caractérisation multi-

échelle allant de l’ultrastructure cellulaire jusqu’à l’organisation des cellules dans le tissu 

(Wacker et al., 2016).  

Pour réduire les risques, de perte et de distorsion, induits par la manipulation manuelle des 

coupes, des méthodes semi-automatiques et automatiques ont été développées pour la 

collecte d’un grand nombre (> 100) de coupes (Templier, 2019 ; Koike et al., 2017 ; Wacker et 

al., 2016). Grâce à l’un de ces systèmes automatisés, une larve du ver Caenorhabditis elegans 

a été reconstruite en entier en imageant plus de 2000 coupes collectées sur 8 substrats en Si 

(Li et al., 2017). Le développement et la commercialisation de l’ultramicrotome ATUM 

(Automated Tape-collecting UltraMicrotome) a été un jalon dans l’automatisation de la 

technique AT (Schalek et al., 2012 ; Hayworth et al., 2006). Dans ce système, les coupes 

réalisées avec un couteau diamant sont automatiquement collectées sur un ruban adhésif, 

généralement en Kapton, qui s’enroule sur une bobine. Ensuite, le ruban est coupé en 

bandelettes qui sont collées manuellement sur des substrats en Si avant d’être observées en 

SEM : c’est la technique ATUM-SEM (Schalek et al., 2012). Avec ATUM, des milliers de coupes 

consécutives d’environ 30 nm d’épaisseur peuvent être réalisées en continu pendant plusieurs 

jours. L’ensemble de ces coupes forme des « librairies de coupes » (section libraries) qui 

peuvent être stockées plusieurs années si nécessaire et peuvent ainsi être observées plusieurs 

fois à différentes résolutions (Titze et Genoud, 2016). La technique ssTEM présente également 

l’avantage de pouvoir réimager les coupes. Pour cette raison, les deux techniques d’imagerie 

de coupes sériées sont dites « non destructives ». La technique ATUM-SEM est presque 

exclusivement utilisée en neurobiologie en raison de sa compatibilité avec l’imagerie de gros 

volumes à une résolution nanométrique. En effet, des coupes aussi larges que 3 × 3 mm2 

peuvent être réalisées sans interruption sur une profondeur en z de l’ordre de 100 à 

200 µm (limite de la course du bras de coupe de l'ultramicrotome). Ceci permet d’observer de 

grandes zones d’intérêt en utilisant l’option de tuilage (Titze et Genoud, 2016). Le 

développement de logiciels spécialisés dans l’acquisition rapide d’un grand nombre de coupes 

et dans le ciblage automatique de la zone d’intérêt dans les coupes successives (ex. 

WaferMapper) a diminué la complexité de la technique et a réduit la durée et le volume de 

données obtenues en imageant que les régions intéressantes dans les coupes 

millimétriques (Hayworth et al., 2014). L’étude de Kasthuri et al. fournit une très belle 

illustration de l’application de la technique ATUM-SEM pour révéler la complexité 

ultrastructurale d’une portion du néocortex de souris (40 × 40 × 50 µm3, résolution 

latérale = 3 × 3 nm2, épaisseur des coupes = 30 nm, Kasthuri et al., 2015). À l’issue de cette 
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étude, une base de données de synapses a été créée (Kasthuri et al., 2015). Jiang et al. ont 

également utilisé la technique ATUM-SEM pour étudier et quantifier les contacts entre le 

réticulum endoplasmique et les autres organites de l’hépatocyte (mitochondries, lysosomes, 

peroxysomes, noyau et gouttelettes lipidiques) dans le foie de souris (Jiang et al., 2021).  

4.3. L’imagerie SBF-SEM 

Dans un système d’imagerie SBF-SEM ou SBEM (serial block-face scanning electron 

microscopy), un ultramicrotome équipé d'un couteau diamant est intégré dans la chambre 

d’un microscope SEM et permet d’enlever itérativement une fine couche de la surface de 

l’échantillon (Figure 8C). Après chaque coupe, la surface de l’échantillon, fraîchement 

exposée, est imagée. Ensuite, l’échantillon est remonté vers le haut d’un pas défini par 

l’épaisseur de la coupe à enlever (généralement entre 25 et 200 nm) et le cycle de 

« découpe – imagerie » se poursuit automatiquement et en continu pendant plusieurs jours, 

voire des mois (Titze et Genoud, 2016 ; Briggman et al., 2011). Les premiers essais 

d’intégration d’un ultramicrotome dans un microscope SEM remontent à 1981 (Leighton, 

1981) mais l’automatisation complète de la technique n’a vu le jour qu’en 2004 avec la 

publication de l’article de Denk et Horstmann (Denk et Horstmann, 2004) et la 

commercialisation ultérieure du système développé qui est le système 3View™ fabriqué par 

Gatan. Actuellement, d’autres microscopes SBF-SEM sont commercialisés comme le système 

VolumeScope de Thermo Fischer Scientific.  

A l’issue d’une acquisition SBF-SEM, des milliers d’images consécutives sont obtenues avec 

une résolution latérale entre 5 et 10 nm en x et en y pour des coupes d’environ 25 nm 

d’épaisseur (Peddie et Collinson, 2014). Cette résolution peut atteindre 2 × 2 nm2 comme 

rapportée dans Daum et al. (Daum et al., 2017), mais au prix de la réalisation de coupes plus 

épaisses (entre 50 et 100 nm). Ceci est lié à la sensibilité du système de découpe à la dose 

d’électrons qui est définie par le nombre d’électrons incidents irradiant l’échantillon par unité 

de surface (Kubota, 2015 ; Titze, 2013). En effet, augmenter la dose d’électrons est nécessaire 

pour améliorer la qualité des images, d’une part, mais rend difficile la réalisation de coupes 

fines, d’autre part. À forte dose, l’épaisseur des coupes n’est plus uniforme et des coupes non 

complètes peuvent être réalisées (Kubota, 2015). Par conséquent, un compromis est à faire 

entre la résolution latérale des images et l’épaisseur des coupes en z.  

La largeur maximale de l’échantillon qui peut être observé en SBF-SEM est limitée par la 

largeur du couteau qui est d’environ 1 mm (pour le système 3View™) et la profondeur 

maximale en z qui peut être acquise en continu est de l’ordre de 700 µm. Avec une résolution 

latérale typique de 10 nm en x et en y, une épaisseur de coupes de 25 nm et une durée 

d’acquisition par pixel (dwell time) d’environ 1 µs, un volume de l’ordre de 

100 × 100 × 100 µm3 peut être imagé en quelques jours (Titze et Genoud, 2016). Lorsque la 

région d’intérêt est plus large que le champ couvert par le faisceau d’électrons, une mosaïque 

de tuiles se chevauchant et couvrant la totalité de cette région est acquise en déplaçant 

l’échantillon latéralement. Par exemple, Briggman et al. ont acquis des images de rétine de 

souris composées de 1 × 7 tuiles avec une résolution latérale de 16,5 × 16,5 nm2 et une 
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épaisseur de coupes de 23 nm pour reconstruire un volume total de 

350 × 300 × 60 µm3 (Briggman et al., 2011).  

La technique SBF-SEM a été initialement utilisée en neurobiologie (Briggman et Denk, 2006), 

ensuite son champ d’application a été étendu pour analyser un large éventail d'échantillons 

biologiques en offrant une flexibilité quant au choix de la résolution latérale, de l’épaisseur 

des coupes et du volume acquis selon les objectifs de l’étude (pour une revue, voir Peddie et 

Collinson, 2014). En effet, un des atouts de l’imagerie SBF-SEM est la capacité qu’elle offre à 

appréhender la structure du vivant à différentes échelles : de l’organisme entier (un type de 

ver marin dans Vergara et al., 2021) jusqu’aux structures subcellulaires (comme les 

mitochondries de cellules musculaires dans Vincent et al., 2016) et subnucléaires (comme la 

chromatine dans des noyaux d’hépatocytes dans Rouquette et al., 2009) en passant par les 

cellules entières (comme des cellules de rein dans Lausecker et al., 2018) et les tissus (comme 

le tissu hépatique cancéreux dans De Senneville et al., 2021). Shami et al. ont utilisé cette 

technique pour étudier la microstructure du tissu hépatique de rat et ont extrait, après 

reconstruction 3D d’hépatocytes, de sinusoïdes et d’un réseau de canalicules biliaires, des 

informations morphométriques sur le diamètre, le volume ainsi que sur la surface de contact 

entre ces différentes structures (hépatocyte-hépatocyte, hépatocyte-sinusoïde et hépatocyte-

canalicules biliaires) (Shami et al., 2016).  

Certains artéfacts liés à la réalisation de coupes incomplètes ou à l’accumulation de débris de 

coupes sur la surface de l’échantillon peuvent être introduits en imagerie SBF-SEM. En effet, 

puisque les coupes éliminées collent et s’empilent sur la lame du couteau diamant, elles 

peuvent tomber entièrement ou en morceaux (débris) sur la surface de l’échantillon et 

peuvent obscurcir par conséquent la région d’intérêt. Dans ce cas, une étape de nettoyage est 

effectuée en déplaçant le couteau près de la surface de l’échantillon pour repousser ces débris 

(Helmstaedter et al., 2013).  

Les effets de charge qui résultent de l’accumulation des charges négatives sur la surface de 

l’échantillon est un problème courant pour l’imagerie SBF-SEM. Ces effets sont dus à la faible 

conductivité des échantillons biologiques et entraînent une distorsion des images et une 

variation du contraste. Pour réduire ce problème, des solutions ont été proposées comme  

l’utilisation d’un système de compensation de charge qui injecte localement un flux de gaz tel 

que l’azote sur la surface de l’échantillon (Deerinck et al., 2018) ou l’introduction d’une étape 

de dépôt conducteur entre la réalisation de la coupe et l’acquisition de l’image (Titze et Denk, 

2013). 

4.4. L’imagerie FIB-SEM 

La technique FIB-SEM pour focused ion beam-scanning electron microscopy est la technique 

qui couple l’imagerie par SEM et l’usinage par un faisceau d’ions focalisés (FIB). Elle a été 

initialement utilisée dans l’industrie des semi-conducteurs et en science des matériaux et sa 

première application en biologie cellulaire date de 1997 (cellule de levure, Ballerini et al., 

1997). Ensuite, ses premières utilisations pour l’imagerie 3D de tissus enrobés dans une résine 

ont été rapportées par Heymann et al. (Heymann et al., 2006) et Knott et al. (Knott et 
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al., 2008). Pour une introduction approfondie sur les applications de la technique FIB-SEM en 

biologie, le lecteur intéressé peut se référer à la revue de Narayan et Subramaniam (Narayan 

et Subramaniam, 2015).  

Un microscope FIB-SEM est un microscope à double colonnes constitué d’une colonne 

électronique et d’une colonne ionique (Figure 8D). Les deux colonnes sont inclinées d’un angle 

qui varie en fonction du fabricant et qui est généralement entre 52° et 55°, sauf pour un 

microscope FIB-SEM commercialisé par Hitachi dans lequel les deux colonnes sont 

orthogonales (Kizilyaprak et al., 2019 ; Hara, 2016). Tout comme la technique SBF-SEM, la 

technique FIB-SEM permet l’imagerie de la surface de l’échantillon, mais dans ce cas c’est un 

faisceau d’ions énergétiques (généralement des ions Galium, Ga+), et pas un couteau diamant, 

qui permet d’abraser itérativement une fine couche de cette surface. Après chaque abrasion, 

la surface fraîchement exposée est imagée avec le faisceau d’électrons. La succession 

automatique de ce cycle d’« abrasion – imagerie » pendant quelques jours aboutit à 

l’obtention d’une pile d’images qui est ensuite analysée pour reconstruire en 3D les structures 

d’intérêt à l’échelle nanométrique. Avant de commencer le cycle d’acquisition, l’échantillon 

introduit dans le microscope est incliné pour le placer perpendiculairement au faisceau d’ions. 

Ensuite, il subit des étapes de préparation qui consistent à augmenter sa conductivité par un 

dépôt métallique assisté par le FIB, à placer des marques qui permettent le suivi automatique 

de l’acquisition et à creuser une tranchée pour dégager la zone d’intérêt à imager. Des 

protocoles détaillés de ces étapes sont décrits dans la littérature (Kizilyaprak et al., 2014 ; 

Bushby et al., 2011 ; Knott et al., 2011).  

Grâce à la capacité du FIB à abraser précisément des couches aussi fines que quelques 

nanomètres, des images avec des voxels (pixels en 3D) de taille isotrope entre 3 et 5 nm 

peuvent être acquises (Wei et al., 2012 ; Knott et al., 2011). En effet, la technique FIB-SEM est 

la seule technique vEM qui offre cet atout, ce qui améliore la précision de segmentation des 

structures imagées. De plus, cette technique est moins sensible que la technique SBF-SEM aux 

effets de charge et à la dose d’électrons en raison de la compensation des charges positives 

des ions et des charges négatives des électrons. Ceci permet d'utiliser des doses d'électrons 

plus élevées et par conséquent, d’améliorer la qualité et la résolution des 

images (Helmstaedter et al., 2008). La résolution offerte par la technique FIB-SEM est 

suffisante pour élucider l’ultrastructure cellulaire en 3D (Schertel et al., 2013 ; Heymann et al., 

2009), les contacts membranaires entre des organites cellulaires (Wu et al., 2017 ; Glancy et 

al., 2015) ainsi que les interactions entre des pathogènes et les membranes cellulaires (pour 

une revue sur les interactions cellule/virus, voir Baena et al., 2021). D’autres études ont 

rapporté la reconstruction 3D de cellules et de structures intercellulaires dans différents tissus 

comme les cellules de la rétine de souris dans Mustafi et al., 2011 et le réseau lacuno-

canaliculaire osseux de souris dans Schneider et al., 2011. D’autres exemples sont rapportés 

dans les revues de Peddie et Collinson (Peddie et Collinson, 2014) et de Kizilyaprak et 

al. (Kizilyaprak et al., 2019).  

La technique FIB-SEM a été également utilisée pour imager le tissu hépatique, et en particulier 

pour analyser les modifications ultrastructurales, à l’échelle des organites, dans des conditions 

pathologiques (Murphy et al., 2010) et en cas d’obésité (Parlakgül et al., 2022). Murphy et al. 
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ont étudié les changements morphologiques de mitochondries d’hépatocytes de souris qui 

souffrent d’une maladie métabolique, l’acidémie méthylmalonique et ont rapporté une 

augmentation du ratio surface sur volume des mitochondries des hépatocytes atteints par 

rapport à celles des hépatocytes sains (Murphy et al., 2010). Parlakgül et al., quant à eux, ont 

comparé l’ultrastructure du tissu hépatique chez des souris maigres et des souris obèses et 

ont montré une modification structurale du réticulum endoplasmique dans les hépatocytes 

des souris obèses avec une prédominance du réticulum endoplasmique tubulaire par rapport 

au réticulum endoplasmique en feuillet (Parlakgül et al., 2022).  

Toutefois, l’amélioration de la résolution de la technique FIB-SEM se fait au prix d’une 

limitation du volume pouvant être imagé à haute résolution qui est de quelques dizaines de 

micromètres dans chaque direction spatiale. Ceci est principalement lié au temps d’acquisition 

nécessaire pour imager de grands volumes à haute résolution. À titre d’illustration, avec une 

taille de voxel de 5 × 5 × 5 nm3 et une durée d’acquisition par pixel de 10 µs (typique pour 

l’imagerie FIB-SEM), un volume de l’ordre de 10 × 10 × 10 µm3 peut être imagé en environ 

deux jours. Avec les mêmes paramètres d’acquisition, un volume de 20 × 20 × 20 µm3 

nécessite plus de 10 jours d’acquisition pour être imagé (Titze et Genoud, 2016). De plus, les 

longues acquisitions génèrent de gros jeux de données qui sont difficiles à traiter. Ainsi, il est 

nécessaire de trouver un compromis entre une haute résolution, un volume suffisamment 

grand pour contenir les structures d’intérêt et un temps d’acquisition par pixel suffisamment 

long pour générer des images de qualité adéquate.  

La limitation de volume accessible à haute résolution n’exclut pas l’utilisation de la technique 

FIB-SEM pour acquérir de plus grands volumes mais avec une résolution de quelques dizaines 

de nanomètres. Par exemple, Armer et al. ont imagé un volume 

total = 147,5 × 127,3 × 88,9 µm3 de vaisseaux sanguins de zebrafish avec des voxels de 

taille = 72 × 72 × 72 nm3 (Armer et al., 2009). Dans les applications où la reconstruction de 

grands volumes à haute résolution est nécessaire comme l’imagerie des circuits neuronaux, 

les chercheurs ont exploré de nouvelles méthodes pour remédier au problème de limitation 

du volume acquis. C’est le cas de Hayworth et al. qui ont développé une méthode pour générer 

des coupes épaisses (d’environ 20 µm) pour l’imagerie FIB-SEM à partir de blocs de cerveau 

de drosophile et de cortex de souris enrobés dans une résine. Les coupes sont ensuite 

abrasées et imagées au FIB-SEM et les piles d’images générées sont précisément alignées pour 

la segmentation des neurones (Hayworth et al., 2015).  

En fonction de la nature de l’échantillon et des conditions d’acquisition, des artéfacts tels que 

l’effet de drapé (curtuning) lié à une abrasion inhomogène le long de la surface de l’échantillon 

ou un redépôt de la matière abrasée sur les côtés de la zone imagée peuvent être introduits 

au cours des acquisitions FIB-SEM. L’effet de drapé apparaît sous la forme de stries verticales 

principalement sur les images collectées avec un détecteur d’électrons secondaires.  

Les techniques vEM basées sur l’imagerie SEM sont complémentaires. La technique AT fournit 

la plus basse résolution axiale des trois techniques, mais présente la flexibilité de garder les 

coupes d’échantillons pour des observations multiples et à différentes résolutions. Elle est 

aussi plus adaptée à l’acquisition de grands volumes. Les techniques SBF-SEM et FIB-SEM 



Chapitre 1  Introduction 

48 

nécessitent moins de travail manuel grâce à leurs modes d'acquisition automatique et 

fournissent une meilleure résolution axiale. Cependant, ces deux techniques sont 

destructives. La technique FIB-SEM représente le meilleur choix pour l’acquisition de petits 

volumes à haute résolution isotrope de quelques nanomètres, alors que la technique SBF-SEM 

permet l’acquisition de plus grands volumes à une résolution axiale moyenne de quelques 

dizaines de nanomètres. Pour bénéficier de la complémentarité des atouts de chaque 

technique, la technique FIB-SEM a été combinée avec les techniques AT (Hirashima et al., 

2022), ATUM-SEM (Kislinger et al., 2020) et SBF-SEM (Arkill et al., 2014 ; Armer et al., 2009) 

pour cibler plus rapidement des régions intéressantes à imager à plus haute résolution par 

FIB-SEM.  

A l’issue d’une acquisition avec l’une des techniques vEM, de gros jeux de données, pouvant 

atteindre des téraoctets (Vergara et al., 2021 ; Hayworth et al., 2014), sont générés et ensuite 

analysés pour la reconstruction 3D des structures d’intérêt. Les étapes d’analyse d’images 

sont décrites dans la suite de cette section. Une attention particulière est accordée à l’analyse 

des images FIB-SEM utilisées pendant mes travaux de thèse. 

Par commodité, le mot résolution est utilisé dans la suite du manuscrit pour désigner la taille 

de voxel, bien qu’il s’agisse d’un abus de langage.  

4.5. Des piles d’images 2D aux reconstructions 3D 

Un des goulots d’étranglement des techniques vEM est l’analyse d’images qui permet de 

visualiser en 3D les structures imagées et d’extraire des informations quantitatives pour 

répondre à la problématique biologique étudiée. La complexité de l’analyse des données vEM 

est due principalement au défaut d’un processus entièrement automatisé qui s’appliquerait à 

tous les échantillons. Souvent, les approches développées sont adaptées à un échantillon 

spécifique ou à une structure particulière. Ceci rend difficile leur généralisation à d’autres jeux 

de données. Dans les meilleurs des cas, cette généralisation nécessite des efforts 

supplémentaires pour adapter les approches d’analyse d’images aux exigences de la nouvelle 

application.  

Le post-traitement des piles d’images obtenues en vEM comprend essentiellement cinq 

étapes : une étape d’alignement, une étape de prétraitement et de débruitage, une étape de 

segmentation, une étape de génération des maillages 3D et une étape de visualisation 3D. La 

Figure 9 résume ces différentes étapes en indiquant, pour chaque étape, les logiciels utilisés 

au cours de ma thèse. Pour avoir des images avec un contraste comparable à celui des images 

TEM, le contraste des images FIB-SEM est inversé.  
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Figure 9 : Les étapes d’analyse des images obtenues en microscopie électronique volumique. (A) Enchaînement 
des étapes permettant de transformer une pile d’images 2D en modèles 3D. Un exemple d’une pile d’images 
récupérée à la fin d’une acquisition FIB-SEM est représentée sur l’image (B). Premièrement, dans l’étape 
d’alignement, les petits déplacements latéraux entre les images consécutives sont corrigés. (C) Résultat après 
alignement de la pile d’images représentée sur (B). L’étape d’alignement a été réalisée avec le logiciel Fiji. 
Deuxièmement, les images sont prétraitées et/ou débruitées. Cette étape est optionnelle. Dans notre cas, elle a 
été réalisée avec le logiciel Fiji et la bibliothèque IPSDK (Reactiv’IP). Au cours de l’étape de segmentation, les 
structures d’intérêt sont séparées du reste des structures. Le logiciel Ilastik a été utilisé dans cette étape. 
L’image (D) est extraite du masque de segmentation de l’espace intercellulaire dans un sphéroïde d’hépatocytes. 
Ensuite, les maillages 3D correspondants aux structures segmentées sont générés soit avec Ilastik ou avec 
Avizo (Thermo Fischer Scientific). Ces modèles 3D sont utilisés pour la visualisation 3D ou pour extraire des 
caractéristiques morphométriques (analyse quantitative). Les logiciels Paraview et Dragonfly (ORS) ont été 
utilisés pour les rendus volumiques des maillages 3D. Fiji a été utilisé pour réaliser l’analyse quantitative. L’image 
(E) est une représentation 3D d’un sphéroïde hépatique montrant des organites intracellulaires (noyaux, 
mitochondries et vésicules) et un canalicule biliaire.  

4.5.1. L’alignement des images 

L’objectif de cette étape est d’obtenir une représentation 3D en positionnant précisément les 

images 2D dans un volume virtuel (Titze et Genoud, 2016). Pour les techniques ssTEM et AT, 

ceci consiste à corriger les rotations entre les images ainsi que les distorsions non linéaires 

comme les plis (Fiala, 2005). Les images SBF-SEM et FIB-SEM sont plus faciles à aligner étant 

donné que leurs distorsions sont négligeables. Leur alignement consiste à corriger les petits 

déplacements latéraux entre les images consécutives. Ces déplacements sont dus aux 

problèmes d’instabilité de l’acquisition qui sont liés, par exemple à des problèmes de 

charge (Boergens et Denk, 2013). Lorsque plusieurs tuiles sont acquises en SBF-SEM, une 

étape de raboutage latéral (stitching) est également nécessaire pour joindre les tuiles en une 

seule image (Wanner et al., 2015). La corrélation croisée (Guizar-Sicairos et al., 2008) et la 

méthode SIFT, pour scale invariant feature transform, (Lowe, 1999) sont les méthodes les plus 

utilisées pour l’alignement des images.  
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L’alignement par corrélation croisée consiste à calculer le pic de la fonction de corrélation 

croisée entre deux images consécutives et à déterminer la translation à appliquer pour 

déplacer la deuxième image à la position du pic qui correspond à la valeur maximale de 

similitude entre les deux images. L’alignement par la méthode SIFT repose sur la détection de 

points d’intérêt dans chaque image (features) et leur mise en correspondance avec celles de 

l’image précédente. Ce sont des zones circulaires repérées chacune par son centre (point-clé) 

et son rayon qui est proportionnel à son échelle caractéristique. Ces zones doivent présenter 

certaines propriétés pour être sélectionnées : elles doivent être répétables, distinctives et 

locales. La répétabilité décrit leur invariance aux différences géométriques et photométriques 

entre les images. Elles doivent être discriminantes, c'est-à-dire qu’elles représentent des 

éléments distincts sur les images. Elles sont également locales parce qu’elles décrivent des 

caractéristiques locales de leurs voisinages. Pour chaque zone, l’algorithme calcule un 

descripteur (feature descriptor) caractérisé par son invariance à la translation, à l’orientation 

et à l’échelle de l’image et par sa robustesse aux changements de luminosité et de perspective. 

Les descripteurs sont également discriminants : deux objets différents ont des descripteurs 

différents. Ensuite, l’algorithme procède à une mise en correspondance des zones d’intérêt 

détectées dans les images consécutives (feature matching) en comparant leurs descripteurs. 

Cet appariement permet de calculer une matrice de translation qui est appliquée à la pile 

d’images pour l’aligner.  

Au cours de ma thèse, ces deux méthodes ont été appliquées pour aligner les images FIB-SEM 

grâce à l’utilisation des plugins MultiStackReg (Thevenaz et al., 1998) et Linear Stack 

Alignment with SIFT (Lowe, 2004) du logiciel Fiji (Schindelin et al., 2012). Le premier applique 

la fonction de corrélation croisée et le deuxième met en œuvre la méthode SIFT.  

4.5.2. Le prétraitement et le débruitage des images                                                                                       

L’objectif de cette étape optionnelle est d’améliorer la qualité des images, c'est-à-dire 

améliorer le contraste et réduire le bruit. Débruiter les images permet d’augmenter leur ratio 

signal sur bruit et de filtrer les informations qui ne sont pas nécessaires pour la segmentation. 

En effet, plus la qualité des images est bonne, plus l’étape de segmentation est rapide et 

efficace. Le bruit dans les images peut provenir de différentes sources (Timischl et al., 2012) 

et dépend de différents paramètres. Par exemple, il varie selon l’inverse de la racine carrée de 

la durée d’acquisition par pixel (Sim et al., 2004). L’enjeu de l’étape de débruitage est de 

choisir des paramètres de filtrage optimaux pour réduire le bruit des images sans créer trop 

de flou ni introduire d’artéfacts qui modifient la forme des structures étudiées.  

Le regroupement des voxels (binning) et le filtre de diffusion anisotrope, intégrés dans Fiji, ont 

été utilisés pour prétraiter et débruiter les images FIB-SEM analysées dans le cadre de ma 

thèse. Le binning regroupe les voxels voisins en un seul voxel en moyennant leurs intensités. 

Le facteur dit de binning définit le nombre de voxels à regrouper. Par exemple, un binning par 

2 × 2 × 2 réduit la taille de la pile d’images par un facteur 23 = 8 et un binning par 3 × 3 × 3 

réduit sa taille par un facteur 33 = 27. Le binning augmente ainsi la taille de voxel et réduit la 

résolution des images, mais il permet aussi d’atténuer le bruit dans les images. 
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Le filtre de diffusion anisotrope permet de débruiter les régions de l’image qui présentent un 

contraste uniforme, tout en préservant les contours (Tschumperle et Deriche, 2005). Le choix 

de ce filtre, parmi d’autres filtres classiquement utilisés comme le filtre gaussien, est basé sur 

la nature des structures à segmenter (ex. noyaux, mitochondries, vésicules…) qui sont 

délimitées par des membranes. Afin de segmenter correctement ces structures, il est 

important de préserver leurs membranes. Lorsque l’effet de drapé est prononcé sur les 

images, il peut être corrigé en utilisant l’algorithme VSNR ou variational stationary noise 

remover (Fehrenbach et al., 2012).  

Il est à noter que pour la segmentation des fenêtres des LSEC de foie de souris, les images 

n’ont pas été binnées pour ne pas perdre de résolution. Le processus d’analyse des images 

des LSEC est expliqué en détail dans le chapitre 3. 

Pour faciliter l’étape de segmentation, le choix de la zone à segmenter est également 

important. Il faut prendre soin de choisir une zone avec un contraste homogène et avec peu 

d’artéfacts liés à la préparation de l’échantillon.  

4.5.3. La segmentation des images  

La segmentation est la partition de l'image en régions qui correspondent à des structures 

biologiques distinctes ou à des parties d’une même structure (Jain et al., 2010). Pour ce faire, 

une étiquette est définie par objet à segmenter et est attribuée à chaque pixel appartenant à 

l’objet en question. Cette étape permet de séparer les structures d’intérêt de leur voisinage 

pour les visualiser en 3D et pour extraire des informations quantitatives, par exemple sur leurs 

volumes, leurs surfaces, leurs diamètres, les distances qui les séparent, etc. (Boges et al., 

2020). À la fin de la segmentation, un masque binaire valant 1 là où les voxels appartiennent 

à la structure segmentée et 0 ailleurs est généré. La segmentation est la tâche la plus longue 

et la plus complexe de tout le processus d’analyse d’images. Ceci est lié à la complexité des 

jeux de données générées en vEM qui nécessitent, dans la plupart des cas, une segmentation 

manuelle ou une correction manuelle des segmentations automatiques (Peddie et 

Collinson, 2014). Malgré les avancées significatives réalisées dans le domaine d’analyse de 

données générées en vEM, en particulier dans le domaine de la connectomique qui est l’étude 

des connexions neuronales (Dorkenwald et al., 2022 ; Helmstaedter et al., 2013 ; Chklovskii et 

al., 2010), il n’existe pas encore à ce jour une approche de segmentation fiable, facile à utiliser 

et applicable à tous les jeux de données. En fonction de la taille des images à segmenter, de 

la complexité des structures étudiées et des outils disponibles, une segmentation manuelle, 

semi-automatique ou entièrement automatique peut être appliquée.  

La segmentation manuelle consiste à annoter la structure à segmenter sur chaque image de 

la pile. Cette méthode est très précise mais très laborieuse, ce qui la rend plus adaptée aux 

petits jeux de données. À titre d’illustration, Heinrich et al. ont rapporté que la segmentation 

manuelle de tous les organites d’une cellule entière prendrait jusqu’à soixante années de 

travail (Heinrich et al., 2021). Plusieurs logiciels comme IMOD (Kremer et al., 1996) et 

Avizo (Thermo Fischer Scientific) offrent des outils de segmentation manuelle.  
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Les méthodes semi-automatiques combinent l’utilisation des annotations de l’utilisateur et 

les prédictions d’un algorithme de segmentation pour étiqueter les voxels. À l’inverse de la 

segmentation manuelle, l’utilisateur n’annote pas tous les voxels de la structure à segmenter, 

mais introduit quelques annotations que l’algorithme utilise pour déduire l’étiquette des 

voxels non annotés. Les approches semi-automatiques peuvent être classées en trois 

catégories : des approches de segmentation par région, des approches de segmentation par 

contour et des approches hybrides dites par coopération régions-contours. Les méthodes de 

segmentation par région permettent de séparer une image en régions de pixels homogènes. 

Le critère d'homogénéité peut être l'intensité, la couleur ou la texture locale. La segmentation 

par seuillage et l’algorithme de segmentation par ligne de partage des eaux (watershed) font 

partie de cette catégorie d’approches. La segmentation par seuillage, par exemple, se base sur 

la sélection de pixels dont l’intensité est comprise entre deux limites de niveaux de gris 

choisies par l’utilisateur. Elle est adaptée à la segmentation des structures bien contrastées 

par rapport à leur voisinage (Arkill et al., 2014 ; Pinali et al., 2013). Comme leur nom l’indique, 

les méthodes de segmentation par contour visent à séparer les différentes structures d’une 

image en se basant sur la détection de leurs contours. Le contour est un ensemble de pixels 

caractérisés par un changement brutal d’intensité par rapport à leur voisinage. Les approches 

par coopération régions-contours, quant à elles, combinent les caractéristiques des deux 

autres approches de segmentation pour améliorer la précision du résultat. Ces outils de 

segmentation semi-automatique sont intégrés dans plusieurs logiciels libres comme 

IMOD (Kremer et al., 1996), MIB (Belevich et al., 2016) et 3D Slicer (Fedorov et al., 2012) et 

commerciaux comme Avizo (Thermo Fischer Scientific) et Imaris (Oxford Instruments).  

Tsai et al. ont comparé la performance de quelques méthodes de segmentation manuelle et 

semi-automatique en les appliquant sur différents jeux de données générés en SBF-SEM, en 

FIB-SEM et en tomographie électronique. Sur la base des résultats de cette comparaison, les 

auteurs ont proposé des recommandations pour un choix approprié de la méthode de 

segmentation. Les critères influençant ce choix sont soit liés aux caractéristiques des 

données (contraste et netteté des images, complexité de la forme des structures, etc.), soit 

liés au niveau de précision de segmentation souhaité par l’utilisateur et aux ressources 

matérielles et logicielles qui lui sont disponibles (Tsai et al., 2014). 

Les méthodes automatiques de segmentation, dites aussi méthodes « par apprentissage », 

sont basées sur l’apprentissage machine : elles utilisent des données d’apprentissage fournies 

par l’utilisateur sous forme de segmentations de référence (ground-truth segmentations) pour 

estimer les paramètres du modèle de segmentation. Ce modèle peut être entraîné pour 

générer soit une segmentation sémantique, c’est-à-dire une segmentation en classes de 

pixels, soit une segmentation par instance qui sépare les instances d’un même objet. En guise 

d’illustration, la segmentation du réseau mitochondrial par rapport au reste des organites 

d’une cellule est une segmentation sémantique, alors que la segmentation de chaque 

mitochondrie formant ce réseau est une segmentation par instance. Les modèles de 

segmentation automatique peuvent être classés en deux catégories : les modèles 

d’apprentissage des caractéristiques (feature-based learning) et les modèles d’apprentissage 

profond (deep learning).  



Chapitre 1  Introduction 

53 

Les méthodes d’apprentissage des caractéristiques utilisent un ensemble de caractéristiques, 

généralement extraites en appliquant des filtres aux images, comme entrée d’un algorithme 

de classification (classifieur). En se basant sur ces caractéristiques, le classifieur apprend à 

séparer les différentes classes de pixels (ex. mitochondries, noyau…). Ces méthodes 

d’apprentissage peuvent être entraînées interactivement à partir d’annotations de 

l’utilisateur. À titre d’exemples, nous pouvons citer les méthodes de segmentation pixel 

classification et auto-context du logiciel Ilastik (Berg et al., 2019) et le plugin Weka de 

Fiji (Arganda-Carreras et al., 2017). Les méthodes d’apprentissage profond apprennent à la 

fois à extraire les caractéristiques des images et à établir une décision de segmentation à partir 

de ces caractéristiques. Elles sont basées sur l’utilisation de réseaux de neurones dont le plus 

populaire dans le domaine de la segmentation d’images générées en vEM est U-

Net (Ronneberger et al., 2015). Ces méthodes sont plus performantes que les méthodes 

d’apprentissage des caractéristiques en termes de résolution de problèmes de segmentation 

plus difficiles, mais au prix d’une étape d’apprentissage plus longue sur de plus grands volumes 

de données segmentées manuellement ou avec des méthodes semi-automatiques. Elles 

nécessitent également plus de compétences en programmation et plus de ressources 

informatiques pour les mettre en œuvre. Les méthodes d’apprentissage profond ont été 

initialement développées pour la segmentation des neurones et des synapses (Kasthuri et 

al., 2015 ; Motta et al., 2019) et actuellement, leurs applications pour la segmentation 

d’autres cellules et tissus sont en plein essor (Heinrich et al., 2021 ; Machireddy et al., 2021 ; 

Parlakgül et al., 2022). Pour une description plus détaillée des concepts de l’apprentissage 

profond et de ses applications en analyse d’images biologiques, le lecteur intéressé peut se 

référer à la revue de Hallou et al. (Hallou et al., 2021). 

Au cours de ma thèse, j’ai principalement utilisé le logiciel Ilastik pour segmenter des 

sphéroïdes hépatiques traités avec des NP-Ag et des LSEC de foie de souris. Dans les 

paragraphes suivants, ce logiciel ainsi que ses méthodes de segmentation utilisées pendant 

ma thèse sont présentés.  

4.5.4. Le logiciel Ilastik 

Ilastik est un logiciel libre et simple d’utilisation qui offre différentes méthodes (workflows) de 

segmentation automatique et semi-automatique (Berg et al., 2019). Son interface graphique 

interactive permet d’introduire des annotations initiales, de vérifier les prédictions de 

l’algorithme de segmentation en temps réel et d’introduire de nouvelles annotations dans les 

régions où la prédiction est fausse. C’est pour cela que les annotations sont 

dites ciblées (targeted annotations). L’utilisateur peut ajouter ces annotations sur les images 

des trois plans, xy, yz et xz, qui sont affichées simultanément sur l’interface d’Ilastik, ce qui 

facilite le suivi des structures complexes liées en réseau (comme les mitochondries) et la 

segmentation des structures difficiles à séparer à partir d’images d’un seul plan. En prenant 

en compte les corrections de l’utilisateur, l’algorithme propose une autre segmentation qui 

est à son tour vérifiée et corrigée, et ce, jusqu’à satisfaction avec le résultat final ou 

convergence de l’algorithme. À la fin de la segmentation, le masque binaire et/ou le maillage 

3D correspondant sont exportés. En outre, Ilastik présente un bon compromis entre la 

simplicité, la rapidité d’apprentissage et la gestion optimisée de jeux de données relativement 
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grands par rapport à d’autres logiciels de segmentation comme 3D slicer (Fedorov et al., 

2012). Il permet également de traiter des données ayant jusqu’à cinq dimensions (les trois 

dimensions spatiales, le temps et les canaux de couleur). Les méthodes de segmentation 

carving et pixel classification (ou méthode de segmentation par classification de pixels) 

d’Ilastik ont été utilisées pour segmenter les différentes structures étudiées pendant ma 

thèse.  

4.5.4.1. La méthode de segmentation carving 

La méthode de segmentation carving est une méthode semi-automatique qui se base sur la 

détection des contours pour séparer les structures dans une image. Elle se compose de 

plusieurs étapes représentées sur la Figure 10 dans le cas de segmentation des mitochondries 

d’hépatocytes cultivés sous forme de sphéroïde.  

La première étape, l’étape de prétraitement, consiste à appliquer un filtre qui calcule le 

gradient d’intensité des voxels pour détecter les contours des objets représentés sur les 

images (Figure 10B). Si les contours ainsi calculés ne correspondent pas aux membranes des 

structures à segmenter, l’utilisateur peut changer le degré de lissage du filtre (sigma) jusqu’à 

satisfaction avec la carte des contours générée par Ilastik. Ensuite, les voxels voisins sont 

groupés dans des supervoxels en utilisant l’algorithme de watershed (Figure 10C). Le principe 

de cet algorithme est de partitionner une image en régions selon une approche 

topographique : l’image est assimilée à un relief topographique dont l'altitude de chaque 

point est donnée par l’intensité du pixel correspondant. Les pixels de forte intensité 

correspondent à des sommets et à des lignes de crêtes, tandis que les pixels de faible intensité 

correspondent aux fonds de vallées et aux bassins du relief. Lorsqu’il y a une montée des eaux, 

les bassins se propagent, c’est-à-dire augmentent en taille et gagnent de l’altitude. Une ligne 

de partage des eaux apparaît lorsque deux bassins se rejoignent au niveau d’un sommet. Pour 

éviter de mélanger les eaux des deux bassins, une digue est construite à cet endroit. Cette 

séparation des bassins se poursuit jusqu’à ce que la montée des eaux se termine. Dans le cadre 

de l’algorithme de watershed, les régions à séparer correspondent aux bassins et les frontières 

entre ces régions correspondent aux lignes de partage des eaux.  

Dans le cas de la méthode carving, l’algorithme de watershed est appliqué sur la carte des 

contours : les voxels d’intensité de gradient élevée sont considérés comme des crêtes et les 

voxels de faible intensité de gradient sont considérés comme des vallées. L’algorithme vise à 

chercher le bassin versant (le supervoxel dans ce cas) correspondant à chaque vallée ou 

autrement dit, à chercher les lignes de partage des eaux entre les bassins. Pour ce faire, il 

associe à chaque voxel d’intensité de gradient minimale (minimum local) un nouveau 

supervoxel. À partir de chacun de ces voxels, la propagation des supervoxels est réalisée en 

ajoutant successivement des voxels voisins jusqu’à détection d’une ligne de partage des 

eaux (frontière entre deux supervoxels). Pour une segmentation correcte, les bords des 

supervoxels doivent correspondre aux membranes des structures à segmenter. Dans le cas 

contraire, le paramètre superpixel regularity qui détermine l’homogénéité de la taille des 

supervoxels peut être changé. C’est surtout important pour bien segmenter les structures 

fines. Ce paramètre a une valeur entre 0 et 1 : une valeur proche de 0 correspond à des 

supervoxels très hétérogènes en taille et une valeur proche de 1 correspond à des supervoxels 
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homogènes en taille. Les supervoxels générés sont par la suite regroupés dans un graphe dit 

d’adjacence de régions dans lequel chaque paire de supervoxels voisins est reliée par une 

arête pondérée par un poids. Ce poids dépend de la netteté de frontière entre les deux 

supervoxels : plus la frontière est nette sur la carte des contours, plus la valeur du poids est 

élevée. Dans l’étape suivante, l’utilisateur fournit des annotations pour marquer la structure 

à segmenter et l’arrière-plan (Figure 10D). En effet, la méthode carving permet la 

segmentation des objets un par un. Un second algorithme de watershed (seeded watershed) 

est ensuite appliqué aux supervoxels. Il utilise les annotations de l’utilisateur comme points 

d’initialisation (ou germes) des régions appartenant à la structure à segmenter, d’une part et 

de celles faisant partie de l’arrière-plan, d’autre part. La propagation des régions se fait selon 

les poids du graphe des supervoxels et l’algorithme propose une segmentation de la structure 

en question (Figure 10E). Cette segmentation peut être corrigée interactivement en ajoutant 

de nouvelles annotations. Enfin, le masque binaire ainsi que le maillage 3D (Figure 10F) sont 

générés et peuvent être exportés. 

Le lecteur intéressé par une description plus formelle de l’algorithme de carving peut se 

référer à l’article de Straehle et al. (Straehle et al., 2012).  

 

Figure 10 : Méthode de segmentation carving d’Ilastik. Exemple de segmentation de mitochondries 
d’hépatocytes cultivés sous forme de sphéroïde. (A) Micrographie extraite de la pile d’images FIB-SEM utilisée 
pour la segmentation. (B) Carte des contours générée dans l’étape de prétraitement. (C) Carte des supervoxels. 
(D) Annotations fournies par l’utilisateur pour marquer les mitochondries (bleu) et l’arrière-plan (jaune). (E) 
Segmentation des mitochondries. (F) Maillage 3D des mitochondries généré à partir du masque binaire exporté 
d’Ilastik. 

4.5.4.2. La méthode de segmentation pixel classification 

La méthode de segmentation pixel classification (ou segmentation par classification de pixels) 

est une méthode automatique qui repose sur l’apprentissage de caractéristiques locales des 
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voxels pour fournir une segmentation sémantique en classes définies par l’utilisateur. Les 

étapes de cette méthode sont représentées sur la Figure 11 dans le cas de segmentation de 

LSEC de foie de souris. 

La première étape de cette méthode est l’extraction de caractéristiques qui décrivent la 

couleur, l’intensité, la netteté des contours et la texture d’un voisinage local autour de chaque 

voxel. Pour cela, les images initiales sont d’abord filtrées avec un filtrage gaussien (Figure 11B) 

avant d’appliquer d’autres types de filtres comme des filtres de gradient et de texture. Le 

degré de lissage (sigma) de chaque filtre correspond à l’échelle de la caractéristique qu’il 

permet d’extraire : plus le degré est élevé, plus le voisinage des pixels pris en compte dans le 

calcul de cette caractéristique est large (Haubold et al., 2016). L’utilisateur peut choisir les 

types ainsi que les échelles des caractéristiques à extraire. Ensuite, après sélection des 

caractéristiques, l’utilisateur définit les classes à séparer en introduisant des annotations pour 

chaque classe (Figure 11C). En se basant sur les caractéristiques calculées pour chaque voxel 

et sur les annotations de l’utilisateur, le classifieur d’Ilastik propose des prédictions de classes 

pour les voxels qui ne sont pas initialement annotés (Figure 11D). Ces prédictions peuvent 

être corrigées en ajoutant des annotations et en réentraînant le classifieur. À la fin de la 

segmentation, le masque binaire est exporté et peut être corrigé manuellement avec un autre 

logiciel en cas d’erreurs de segmentation (Figures 11E-G). 

Plus formellement, la méthode pixel classification utilise un classifieur de type forêt aléatoire 

ou random forest (Sommer et al., 2011). C’est un modèle dit ensembliste puisqu’il regroupe 

plusieurs classifieurs de type arbre de décision (100 dans le cas de la méthode pixel 

classification). Comme son nom l’indique, un arbre de décision prend des décisions pour 

classer des objets en se basant sur des variables. Ceci se fait en répondant à une série de 

questions-tests dont les réponses (oui ou non) mènent à la décision finale. Dans le cas de la 

méthode pixel classification, les variables sont les caractéristiques locales des voxels et la 

décision finale est l’attribution de classe qui est réalisée voxel par voxel. Chaque arbre est 

représenté par des branches, des nœuds et des feuilles. Les questions posées tout au long du 

processus de classification sont relatives aux caractéristiques des voxels et sont représentées 

par les nœuds. Un exemple de question peut être : est-ce que l’intensité du voxel est 

supérieure à un certain seuil ? Les réponses à chaque question ou, en d’autres termes les 

décisions binaires, sont représentées par les deux branches créées à partir de chaque nœud 

et liées aux nœuds descendants qui correspondent à d’autres tests binaires. En fonction de la 

réponse, une branche est choisie et le processus se poursuit jusqu’à arriver sur une feuille 

(extrémité de l’arbre) qui contient la classe à laquelle appartient le voxel en question : la 

décision est ainsi prise (Haubold et al., 2016). Les classes sont attribuées aux feuilles durant 

l’étape d’apprentissage en fonction des caractéristiques des voxels annotés par l’utilisateur. 

Pour assurer des décisions de classification plus fiables et plus robustes, le modèle de forêt 

aléatoire combine les résultats de plusieurs arbres de décisions. L’ensemble des données 

d’apprentissage, c’est-à-dire les voxels annotés par l’utilisateur, est découpé aléatoirement 

en plusieurs sous-ensembles et chaque arbre est entraîné sur un sous-ensemble. Pour un 

voxel non initialement annoté, chaque arbre propose une prédiction de classe ou « vote » 

pour une classe à attribuer à ce voxel. Les résultats de tous les arbres sont ensuite combinés 

et moyennés pour estimer la probabilité d’appartenance du voxel à une classe donnée. C’est 
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le principe de « mise en commun » ou du bagging sur lequel est basé le classifieur de type 

forêt aléatoire.  

Les cartes de probabilités (probability maps) d’appartenance aux différentes classes peuvent 

être exportées sous forme de données multicanaux où chaque canal correspond à une classe 

donnée et contient pour chaque voxel la probabilité de son appartenance à cette classe. Les 

masques binaires de segmentation correspondant à chaque classe (simple segmentation) sont 

calculés en attribuant à chaque voxel la classe la plus probable parmi toutes les classes 

segmentées. Ces masques peuvent être également exportés. 

Une fois entraîné interactivement sur les images en entrée, le classifieur peut être utilisé pour 

segmenter de nouvelles images grâce au mode « traitement par lots » ou batch processing. 

C’est la notion de généralisation qui est la capacité du classifieur à faire des prédictions sur 

des données non utilisées pour son apprentissage. Pour une meilleure généralisation des 

prédictions, les images utilisées pour l’apprentissage du classifieur doivent être 

représentatives de la variabilité de l’ensemble des images à segmenter. Pour les images FIB-

SEM, des sous-volumes extraits de différentes régions de la pile d’images initiales sont utilisés 

pour l’apprentissage du classifieur et les résultats de segmentation sont ensuite généralisés à 

toute la pile d’images. La généralisation des prédictions avec Ilastik est faite par 

blocs (blockwise), c’est-à-dire que l’algorithme divise le volume 3D représentant la pile 

d’images à segmenter en plusieurs sous-volumes et propose pour chaque sous-volume des 

prédictions de classes. Ceci permet de traiter de grands volumes de données qui peuvent 

même dépasser la capacité de stockage de la mémoire RAM de la station de travail.  

Ici, j’ai décrit le principe de segmentation de la méthode pixel classification d’Ilastik. Pour avoir 

plus de détails sur les algorithmes d’arbre de décision et de forêt aléatoire, le lecteur intéressé 

peut se référer aux articles de Geurts et al. (Geurts et al., 2009) et de Criminisi (Criminisi, 

2011), respectivement.  

En ce qui concerne les échantillons étudiés pendant ma thèse, j’ai utilisé la méthode carving 

pour la segmentation des sphéroïdes hépatiques traités avec des NP-Ag puisque toutes les 

structures d’intérêt sont délimitées par des membranes bien contrastées. Les résultats sur le 

devenir des NP-Ag dans les sphéroïdes hépatiques étudiés sont détaillés dans le chapitre 2. 

Pour la segmentation des LSEC de foie de souris, une procédure de segmentation combinant 

les deux méthodes d’Ilastik déjà présentées, à savoir carving et pixel classification, a été mise 

au point. Cette approche est détaillée dans le chapitre 3.  
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Figure 11 : Méthode de segmentation pixel classification d’Ilastik. Exemple de segmentation de LSEC de foie de 
souris. (A) Micrographie extraite de la pile d’images FIB-SEM utilisée pour la segmentation. (B) Résultat de filtrage 
gaussien avec un sigma = 5. (C) Annotations fournies par l’utilisateur pour marquer les LSEC (bleu) et le reste des 
structures (jaune). (D) Segmentation des LSEC proposée par Ilastik. La flèche montre des erreurs de segmentation. 
(E) Correction manuelle (vert), avec le logiciel MIB, du masque binaire exporté d’Ilastik (jaune). (F) Segmentation 
des LSEC après correction. (G) Masque binaire corrigé. 

4.5.5. Génération des maillages 3D 

Le masque binaire généré à la fin de l’étape de segmentation peut contenir des erreurs de 

segmentation qui sont corrigées manuellement ou en appliquant des opérations de post-

traitement sur le masque binaire. Le masque binaire corrigé est ensuite utilisé pour générer 

le maillage 3D (mesh) de la structure segmentée. En général, les algorithmes de génération du 

maillage permettent de déduire la représentation 3D d’un objet segmenté à partir de ses 

contours. Le maillage 3D est un ensemble de sommets (vertices), d’arêtes (edges) et de 

surfaces (faces). Une arête relie deux points et une surface est une séquence fermée de trois 

arêtes si elle est triangulaire ou de quatre arêtes si elle est quadrilatérale. Un point est partagé 

par au moins deux arêtes et une arête est partagée par au plus deux surfaces.  

Les maillages 3D peuvent présenter des défauts géométriques qu’il est nécessaire de corriger 

surtout lorsque les maillages 3D sont utilisés pour extraire des informations 

quantitatives (Boges et al., 2020). Les défauts géométriques dépendent de la qualité de 

segmentation et de l’algorithme utilisé pour la génération du maillage. Cette étape de post-

traitement comprend la suppression des parties isolées, la simplification du maillage, son 

lissage et la correction des géométries dites non solides (non-manifold). Les parties isolées du 

maillage sont généralement liées à des erreurs de segmentation difficiles à corriger. La 

simplification du maillage permet de réduire le nombre de ses surfaces, et donc de réduire sa 

taille, tout en préservant le degré de précision géométrique souhaitée. Ceci facilite la 
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manipulation du maillage avec les logiciels de visualisation 3D. Le lissage du maillage permet, 

quant à lui, de retirer les petites aspérités en surface. Les géométries non solides regroupent 

différents types de défauts tels que des formes avec une arête partagée par trois surfaces au 

lieu de deux ou des formes avec deux surfaces connectées à un sommet et pas à une arête. 

Pour simplifier et lisser les maillages 3D, le logiciel MeshLab (Cignoni et al., 2008) peut être 

utilisé.  

4.5.6. Rendu volumique des maillages 3D 

La dernière étape de l’analyse d’images obtenues en vEM est le rendu volumique des 

structures segmentées. Ceci permet d’appréhender leur organisation spatiale 

tridimensionnelle et leurs éventuels contacts. Des vidéos montrant les différents maillages 3D 

peuvent également être réalisées en ajoutant des effets de mouvement, de transparence et 

des zooms. Les logiciels Dragonfly (Object Research Systems, ORS) et Paraview (Ahrens et 

al., 2005) peuvent être utilisés pour les rendus volumiques des maillages 3D.  

5. Objectifs de la thèse 

Dans le contexte bibliographique que je viens de présenter, les travaux de ma thèse se sont 

articulés autour de deux objectifs.  

Mon premier objectif a été de comprendre les transformations de NP-Ag dans le foie. Les 

modèles de culture cellulaire en 2D ne retranscrivent pas in vitro la fonction d’excrétion 

hépatique et les modèles in vivo fournissent une vision générale sur le devenir et l’excrétion 

des NP-Ag à l’échelle de l’organisme sans permettre l’identification des mécanismes cellulaires 

précis. Nous avons donc utilisé dans notre étude un modèle de culture 3D d’hépatocytes, sous 

forme de sphéroïde qui mime le tissu hépatique. En effet, le modèle de sphéroïde développé 

par notre équipe permet la polarisation des hépatocytes qui forment des canalicules biliaires 

fonctionnels, permettant l’excrétion de composés organiques et inorganiques (Sharma et al., 

2020). Nous avons exposé ces sphéroïdes hépatiques à un sel d’Ag et à des NP-Ag afin de 

mimer les principales voies d’exposition humaine aux NP-Ag, orale et parentérale. Nous avons 

étudié la distribution et les transformations chimiques des espèces d’Ag dans les hépatocytes, 

jusqu’à leur excrétion du foie ainsi que leurs effets sur l’ultrastructure cellulaire. Pour cela, 

nous avons combiné plusieurs techniques de pointe comme l’imagerie FIB-SEM pour visualiser 

les différents compartiments cellulaires en 3D, l’imagerie élémentaire et l’analyse de 

spéciation, réalisées au synchrotron, pour étudier la distribution des espèces d’Ag à une 

échelle subcellulaire et la spéciation de l’Ag dans les différentes conditions testées. Les 

résultats de cette étude sont présentés dans le chapitre 2 de ce manuscrit. 

Le deuxième objectif de ma thèse a été de visualiser l’ultrastructure 3D des fenêtres des LSEC 

dans un état aussi proche que possible de leur état natif dans le tissu hépatique. Les fenêtres 

des LSEC permettent les échanges entre le sang sinusoïdal et le sang qui baigne l’espace de 

Disse et elles jouent donc un rôle très important dans les échanges sang-hépatocytes et, 

indirectement, dans le rôle physiologique des hépatocytes. Les études sur les LSEC sont 

majoritairement des études réalisées en 2D qui ne permettent pas de comprendre 
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l’architecture 3D in vivo de ces cellules. Nous avons donc utilisé la technique FIB-SEM pour 

imager des blocs de foie de souris et j’ai développé une approche de segmentation originale 

qui permet de reconstruire en 3D les fenêtres des LSEC à une résolution nanométrique. Mon 

approche devrait permettre, dans le futur, de réaliser une étude quantitative sur les fenêtres 

en termes de nombre et de diamètre et en termes de porosité des LSEC. Cette étude pourrait 

être transposée à des conditions pathologiques et pourrait aider à modéliser les échanges 

entre le sang et les hépatocytes. Les résultats de l’étude ultrastructurale réalisée pendant ma 

thèse sont décrits dans le chapitre 3 de ce manuscrit. 
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Chapitre 2 : Étude du devenir des NP-Ag jusqu’à leur excrétion dans 

un modèle de sphéroïde d’hépatocytes 

Contexte 

Les transformations des NP-Ag avant leur entrée dans la cellule ainsi que leurs transformations 

intracellulaires ont été largement décrites dans la littérature. Cependant, tout n’est pas 

totalement élucidé, en particulier les mécanismes impliqués dans l’excrétion des espèces d’Ag 

à l’extérieur de l’organisme.  

En utilisant des techniques synchrotron (tomographie aux rayons X et XAS) et l’imagerie TEM, 

Wang et al. ont étudié, après exposition de monocytes (lignée THP-1) à des NP-Ag et 

endocytose de ces NP, la spéciation de l’Ag à l’échelle de la cellule unique (Wang et al., 2015). 

Les auteurs ont rapporté une accumulation d’Ag dans les cellules pendant l’exposition aux NP-

Ag puis un relargage d’Ag lorsque les cellules ne sont plus exposées. L’analyse des culots 

cellulaires par XAS a montré que les NP-Ag sont progressivement transformées en espèces 

oxydées Ag2O puis en composés organothiolés AgSR. Les espèces oxydées seraient des 

espèces intermédiaires formées au cours de la dissolution lysosomale des NP-Ag. Les 

observations de coupes cellulaires en TEM ont suggéré la présence de NP à l’extérieur des 

cellules dans des structures vésiculaires qui seraient, selon les auteurs, excrétées par les 

monocytes. Ceci a également été visualisé en imagerie 3D par tomographie aux rayons X. 

Cependant, cette imagerie 3D a une résolution limitée par rapport à l’imagerie FIB-SEM, et 

l’excrétion de telles vésicules n’est pas décrite ailleurs dans la littérature et est donc sujette à 

controverse. 

De plus, la plupart des études cellulaires sont réalisées sur des cultures 2D qui ne sont pas les 

systèmes optimaux pour étudier l’excrétion des NP-Ag. En effet, dans ce cas, l’excrétion se 

produit directement dans le milieu de culture cellulaire via les membranes plasmiques, ce qui 

correspond à une surface d’échange importante, alors qu’in vivo, ces processus sont réalisés 

au niveau de structures biologiques bien définies, en particulier dans le cas des hépatocytes. 

À l’échelle de l’organisme, une étude in vivo a rapporté la possibilité d’excrétion biliaire de 

l’Ag (voir sous-section 3.4.2 du chapitre 1), mais les données sur les détails cellulaires et 

moléculaires qui conduisent à cette excrétion sont manquantes. Il en découle la nécessité 

d’utiliser des modèles hépatiques pertinents, à savoir des modèles 3D qui miment les 

fonctions d’excrétion biliaire, afin d’analyser à l’échelle cellulaire les espèces d’Ag 

transportées et excrétées par les hépatocytes.  

Les travaux précédents de notre équipe ont étudié la distribution et les transformations 

intracellulaires des NP-Ag dans des hépatocytes HepG2 cultivés en 2D en utilisant l’imagerie 

élémentaire par XRF, la microscopie électronique TEM, l’analyse chimique par EDX et la 

spectroscopie XAS. La combinaison de ces techniques a permis de montrer qu’après 

endocytose, les NP-Ag sont dissoutes dans des endolysosomes et libèrent des ions Ag(I) qui 

sont transportés vers le cytosol. Ces ions sont alors complexés par des biomolécules thiolées, 
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principalement le GSH et les Met, pour former des complexes AgS2 et AgS3 (Tardillo Suárez et 

al., 2020 ; Veronesi et al., 2016). De plus, le couplage entre l’imagerie XRF et la microscopie 

électronique a permis de mettre en évidence la présence de composés organothiolés dans les 

mitochondries (Tardillo Suárez et al., 2021) et également dans le noyau, avec une 

accumulation dans les nucléoles. Ces travaux ont aussi montré que l’exposition des 

hépatocytes aux NP-Ag conduit à une inhibition de certains facteurs de transcription à doigts 

de zinc (Tardillo Suárez et al., 2020).  

Afin d’aller plus loin dans la compréhension du devenir des NP-Ag dans le foie, l’objectif de 

l’étude présentée dans ce chapitre a été d’étudier les transformations de ces NP jusqu’à leur 

excrétion dans un modèle hépatique plus pertinent pour s’approcher de ce qui se passe in 

vivo. En effet, nous avons travaillé avec un modèle 3D de sphéroïde d’hépatocytes qui 

présentent des canalicules biliaires fonctionnels (Sharma et al., 2020). Les canalicules biliaires 

ont pu être identifiés en immunofluorescence par la présence d’un de leurs transporteurs 

spécifiques, MRP2 (multidrug resistance-associated protein 2), ainsi que par la présence d’un 

anneau d’actine entourant chaque canalicule. L’excrétion de composés fluorescents tels que 

le sel biliaire fluorescent CLF et le dérivé de fluorescéine CMFDA (5-Chloromethylfluorescein 

diacetate) dans les canalicules biliaires via les transporteurs BSEP (bile salt export pump) et les 

transporteurs MRP2 et BSEP, respectivement, a été mise en évidence. Ceci valide que les 

canalicules sont bien fonctionnels. Notre modèle de sphéroïde d’hépatocytes s’est également 

révélé pertinent pour suivre, dans le cas de l’exposition à un excès de Cu dans le milieu de 

culture cellulaire, la migration de la protéine ATP7B de l’appareil de Golgi vers les canalicules 

biliaires, et donc potentiellement l’excrétion du Cu.  

En appliquant les approches d’imagerie développées précédemment par l’équipe pour des 

cultures 2D, nous avons analysé les transformations chimiques des NP-Ag et du sel d’Ag AgNO3 

jusqu’à leur excrétion dans les canalicules biliaires dans ce modèle de sphéroïde. Nous avons 

travaillé selon des scénarios d’exposition qui miment les deux voies majeures d’exposition 

humaine aux NP-Ag, orale et parentérale, en exposant les sphéroïdes, respectivement, à un 

sel d’Ag et à des NP-Ag. En effet, dans le cas d’une exposition orale aux NP-Ag, les espèces 

Ag(I) sont les espèces d’Ag retrouvées dans la circulation sanguine. Ainsi, une exposition 

cellulaire au sel d’Ag permet de mimer l’exposition orale aux NP-Ag. Pour mimer l’exposition 

par voie parentérale, des NP-Ag pristines sont ajoutées au milieu de culture cellulaire (voir 

section 3.4 du chapitre 1). En outre, l’utilisation de la technique FIB-SEM a permis de visualiser 

les différents compartiments cellulaires en 3D, d’identifier la localisation subcellulaire des 

particules et d’analyser les effets des NP-Ag sur l’ultrastructure des hépatocytes. 

Dans ce travail d’équipe, présenté dans l’article « Deciphering silver nanoparticle fate in liver 

up to biliary excretion using HepG2/C3A spheroids in scenarios mimicking different exposure 

pathways » qui est publié dans la revue Environmental Science: Nano, ma contribution a 

consisté à analyser et segmenter les images FIB-SEM et à réaliser l’étude quantitative de la 

sphéricité des mitochondries. À la fin de ce chapitre, je vais présenter quelques perspectives 

de ce travail.                                  

Deciphering silver nanoparticle fate in liver up to biliary excretion using HepG2/C3A spheroids in scenarios mimicking different exposure 
pathways
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Silver nanoparticles (AgNP) are heavily used in consumer products and medical devices, including face

masks to fight against COVID-19. AgNP effects on mammals have been studied both using cellular and

animal models. The former elucidate molecular mechanisms occurring at the subcellular level, while the

latter bring insight into the toxicity and accumulation at the organ level. It has not yet been possible to

reconcile these two kinds of studies in a translational approach. In the current study, we use 3D HepG2/

C3A hepatocyte cultures that partially reproduce liver architecture, leading to the formation of active bile

canaliculi and exposure scenarios mimicking parenteral or oral exposure to AgNP. By using a combination

of cutting edge imaging techniques, atomic spectroscopy, and cell biology, we reveal the formation of Ag

sulphide or Ag–organothiol complexes in the different conditions, the storage of excess Ag into vacuoles,

the excretion of Ag(I) ions into bile canaliculi through the ATP7B Cu transporter, and modifications of the

mitochondrial network. These findings, made possible by the use of a pseudo-organ as a model, reveal

exposure-dependent mechanisms that can inspire future studies on nanomaterial metabolism in mammals

and risk-assessment, and thereof regulations. Moreover, they can help bridge the gap between cellular and

animal studies, bringing significant advances into the understanding of AgNP fate in mammals.

Introduction

The use of nanotechnologies has been exponentially growing
since the nineties, as their incorporation within many
materials can offer innovative properties. Among the most
frequently found nanomaterials, silver nanoparticles (AgNP)
are used for their biocidal activity, which is due to the long-
lasting release of the Ag(I) ions produced by oxidation of
surface Ag(0) atoms in aerobic conditions.1 Due to their
biocidal activity, AgNP are incorporated in various consumer
products, including face masks to protect against COVID-19,
and in medical devices, to prevent nosocomial infections.
Therefore, humans are exposed to Ag species through two
major routes: oral and parenteral. It has been estimated that

1842 | Environ. Sci.: Nano, 2023, 10, 1842–1857 This journal is © The Royal Society of Chemistry 2023

a Univ. Grenoble Alpes, CNRS, CEA, IRIG, Laboratoire de Chimie et Biologie des

Métaux, F-38000 Grenoble, France. E-mail: giulia.veronesi@cea.fr,

aurelien.deniaud@cea.fr
b Univ. Grenoble Alpes, CEA, IRIG, MEM, F-38000 Grenoble, France.

E-mail: pierre-henri.jouneau@cea.fr
c ESRF, The European Synchrotron, 71 Avenue des Martyrs, 38000 Grenoble, France
dUniv. Grenoble Alpes CEA, CNRS, Institut de Biologie Structurale, 71 Avenue des

Martyrs, F-38042 Grenoble, France
e Univ. Grenoble Alpes, CNRS, CEA, INRAE, IRIG-LPCV, Grenoble, France.

E-mail: denis.falconet@gmail.com
f BM30 FAME beamline, ESRF, Observatoire des Sciences de l'Univers de Grenoble,

Grenoble, France

† Electronic supplementary information (ESI) available. See DOI: https://doi.org/
10.1039/d3en00177f
‡ These authors contributed equally.

Environmental significance

Silver nanoparticles (AgNP) are massively used in consumer products and medical devices for their biocidal activity, which is due to the release of Ag(I)
species. Moreover, AgNP can be transformed into various Ag species in biological and environmental conditions leading to increased exposure to these
species and thereof to toxicological and ecotoxicological issues. In human, the main exposure routes are oral and parenteral and silver accumulates in the
liver. In this study, the use of innovative 3D hepatic model in conditions mimicking oral and parenteral exposure to AgNP enabled to decipher the fate of
Ag species up to their excretion. Three-dimensional cellular models thus offer the opportunity to mind the gap between cell cultures and animal models.
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we ingest between 1 and 80 μg of Ag every day,2 whereas little
data are available on the human exposure through the
parenteral route. Nonetheless, a micromolar concentration of
Ag has been measured in the blood of burned patients
treated with the Acticoat™ dressings,3 and a recent study
described the accumulation of Ag in the liver of patients
under long-term hospitalization.4 Data from in vitro studies
showed that AgNP are heavily transformed in the gastro-
intestinal tract, leading to the translocation of soluble Ag(I)
complexes as silver thiolate, or of the AgCl salt, and not of
pristine AgNP particles to the blood.5,6 Therefore, the
bioavailable species are Ag(I) and AgNP upon oral and
parenteral exposure, respectively. This leads to exposure
route-dependent metabolism kinetics, as observed in rodents,
upon oral exposure, the level in the blood is ten times lower,
and in the liver it is 100 to 1000 times lower than upon
parenteral exposure.7 Similarly, the clearance rate is much
faster in the former exposure scenario than in the latter, 24 h
vs. more than 4 days.7 These data are consistent with the
presence of different Ag species in the bloodstream: Ag(0) of
pristine AgNP and Ag(I) complexes or particles originating
from their transformation, in the parenteral and oral
exposure route, respectively. This putatively results in
different metabolism mechanisms, hence of toxicity
thresholds, in the different exposure conditions. For Ag(I)
ions, it has already been shown that they can be transported
by copper transporters such as Ctr1 and ATP7B,8,9 and excess
Cu(I) is known to be excreted via biliary pathway.10 Therefore,
unravelling the fate of AgNP in the liver and the excretion
mechanisms in these different exposure conditions is of
capital importance to evaluate the toxicity of AgNP and define
a regulatory framework for their safe use. Nonetheless, the
details of AgNP transformations in an animal model are
elusive, which originates a gap with conventional cellular
studies that offer the possibility to follow particles and their
by-products using different types of microscopies. This work
aims to fill this gap by applying subcellular imaging and
atomic spectroscopy to a physiologically relevant cellular
model, in order to disclose physico-chemical transformations
that are likely to occur in vivo.

In biological media, the surface of nanoparticles gets
decorated with proteins and biomolecules that form the so
called corona, which defines the biological identity of the
nanoparticles, influencing their cellular uptake.11 The
relationship between the protein corona forming around
PVP- and citrate-coated AgNP and their interactions with
different cell types has been recently reviewed.12 Following
endocytosis, AgNP are transformed within endolysosomes
and release Ag(I) ions that form complexes mainly with
organothiol molecules.13–17 State of the art X-ray fluorescence
nano-imaging (XRF) coupled with electron microscopy (EM),
allowed us to visualize the translocation of Ag(I) complexes to
the nucleus and mitochondria of hepatocytes exposed to
AgNP.18,19

As of today, it is clear that advanced imaging methods
enable to nail down the fate of AgNP in 2D cell cultures.

However, considering that 2D cell cultures do not reproduce
the physiology of the corresponding organ, it is highly
desirable to implement these methodologies in biological
models closer to in vivo. For this purpose, we focused this
study on 3D hepatic cultures exposed to different Ag species.
The kinetics of AgNP and Ag(I) ion uptake and excretion in
this model reproduces the trends observed in vivo, proving
that the 3D hepatic culture mimics the liver. The combined
use of elemental imaging, 3D electron microscopy and
speciation analysis showed the partial transformation of
AgNP and/or organothiol-Ag(I) complexes into inorganic Ag2S
particles, most probably within vacuoles. The excretion of
Ag(I) complexes into bile canaliculi was also observed.
Moreover, 3D electron microscopy enabled to visualize
alterations of the mitochondrial network upon exposure to
different types of Ag species. Altogether, by making use of an
advanced in vitro model, this work provides insights into the
fate of Ag species and the consequent biological effects in the
liver of mammals exposed to AgNP via the oral or parenteral
pathway.

Methods
Spheroid preparation and exposure conditions

The cells used for the preparation of spheroids, HepG2/C3A,
were provided by the ATCC. Spheroids were obtained in two
steps. First, freshly trypsinized HepG2/C3A cells were seeded
in cell carrier 96-well ULA plate from Perkin-Elmer with 200
cells in 150 μL of media (MEM supplemented with 10% fetal
bovine serum (FBS)) per well. After 96 hours of incubation,
exposure to Ag species was initiated. Spheroids were exposed
to the nominal Ag concentration of 25 μM for cit-AgNP (20
nm Citrate BioPure™ Silver from Nanocomposix), 50 μM for
PVP-AgNP (90 nm from Sigma-Aldrich) or 5 μM for AgNO3

(Sigma-Aldrich) for 2, 4 or 7 days with media renewal every 2
days. All silver species were directly added to complete cell
culture media. In addition, an excretion protocol was used
corresponding to an exposure to the different Ag species for
4 days followed by 3 days without Ag species in the media
and renewal every day. Both types of AgNP were previously
characterized.15,18 At the end of the exposure procedure,
spheroids were rinsed three times in PBS and used for
further experiments.

For the analysis of bile canaliculi excretion pathway, the
excretion protocol was also used. To assess MDR and Mrp
pathways, HepG2/C3A spheroids were exposed for 4 days to
50 μM PVP-AgNP and during the 7 days to 50 μM verapamil
or 50 μM MK571, respectively. To assess the possible
involvement of ATP7B, spheroids made of ATP7B-KO HepG2/
C3A cells were prepared and used as for normal HepG2/C3A
cells.

Ag quantification by ICP-AES

The amount of Ag present in spheroids was quantified by
ICP-AES using a Shimadzu ICPE-9800 after an overnight
mineralization of the spheroids at 50 °C in 65% HNO3. Ag
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amount was normalized based on the number of spheroids
per analyzed sample.

Sample preparation for XRF, FIB-SEM and STEM-EDX

For high pressure freezing, 5 to 10 spheroids were dispersed
in 2 μL of culture media supplemented with 20% FBS and
loaded on the 200 μm side of a type A 3 mm gold platelet
(Leica Microsystems), covered with the flat side of a type B 3
mm aluminum platelet (Leica Microsystems), and were
vitrified by high-pressure freezing using an HPM100 system
(Leica Microsystems). Next, the samples were freeze
substituted at −90 °C for 40 h in acetone supplemented with
1% OsO4 and warmed up slowly (1 °C h−1) to −60 °C in an
automated freeze substitution device (AFS2; Leica
Microsystems). After 12 h, the temperature was raised (1 °C
h−1) to −30 °C, and the samples were kept at this temperature
for another 12 h before a step for 1 h at 0 °C, cooled down to
−30 °C and then rinsed four times in pure acetone. The
samples were then infiltrated with gradually increasing
concentrations of araldite resin in acetone (1 : 2, 1 : 1, 2 : 1
[vol/vol] and pure) for 2 to 8 h while raising the temperature
to −10, 0, 10 and 20 °C, respectively. Pure araldite resin was
added at room temperature. After polymerization 48 h at 60
°C, 200 nm sections were obtained using an ultra-microtome
UC7 (Leica Microsystems) and an Ultra 35° diamond knife
(DiATOME) and collected on 50 nm-thick Si3N4 membranes
(Silson Ltd) before use at the synchrotron. The same
preparation protocol was used for STEM-EDX but the sections
were collected on formvar carbon coated 100 mesh copper
grids and the sample block was then used in FIB-SEM
experiments.

Nano-XRF data acquisition and analysis

The data were collected on the hard X-ray nanoprobe
beamline ID16B-NA of the European Synchrotron Radiation
Facility (ESRF, Grenoble, France). The experiment was
performed in air at room temperature. The incoming photon
beam energy was set to 29.6 keV. The beam was focused to 65
× 60 nm2 (V × H) with Kirkpatrick–Baez mirrors, providing a
photon flux of ∼1011 photons per s. The X-ray fluorescence
emission from the sample was recorded using two 3-element
silicon drift detector arrays positioned at 13° from the
sample. 200 nm-thick sections of spheroids laid on silicon
nitride membranes were rapidly scanned at low resolution (1
× 1 μm2 step size, 50 ms per point dwell time) in order to
locate the regions of interests. Then, high-resolution images
were acquired by scanning the selected areas with 100 × 100
nm2 step size and 500 ms per point dwell time. The
hyperspectral images were analyzed using the PyMCA
software package (https://pymca.sourceforge.net/).20 The
detector response was calibrated over a thin film multilayer
sample from AXO (RF8-200-S2453). XRF data were energy
calibrated, normalized by the incoming photon flux, and
batch-fitted in order to extract spatially resolved elemental
concentrations, assuming a biological matrix of light

elements and density 1 g cm−3 according to NIST standards
(https://physics.nist.gov/cgi-bin/Star/compos.pl?matno=261).

XAS data acquisition and analysis

The X-ray absorption spectroscopy experiment was performed
in cryogenic conditions on the beamline CRG-FAME-BM30 of
the ESRF.21 100 μL drops of spheroid cultures were deposited
into a sample holder sealed with Kapton tape and
immediately frozen in liquid nitrogen, then transferred into
the He cryostat of the beamline and measured at 15 K. The
edge region was scanned between 25.30 and 26.48 keV with a
nitrogen-cooled Si(220) double-crystal monochromator.22 The
incoming photon energy was calibrated with a Ag metallic
foil, by defining the first inflexion point of its X-ray
absorption spectrum at 25.514 keV. The preparation and
measurement of the reference compounds is described
elsewhere.23,24 The spectra are deposited in the SSHADE
database25 (AgS2OT doi: https://doi.org/10.26302/SSHADE/
EXPERIMENT_GV_20181121_001; AgS3OT doi: https://doi.org/
10.26302/SSHADE/EXPERIMENT_GV_20181121_002; Ag2S
doi: https://doi.org/10.26302/SSHADE/EXPERIMENT_GS_
20170712_003). The spectra of cells were recorded in
fluorescence mode, with a 30-element Ge solid state detector
(Canberra). The data were normalized with standard methods
and analyzed as linear combinations of reference compounds
by using the Athena software provided with Demeter 0.9.26.26

FIB-SEM acquisition

FIB-SEM experiments were performed using a Zeiss
crossbeam 550 microscope. In a first step, the resin-
embedded sample was coated by a thin layer of Pt (few nm)
to avoid charge accumulation. The surface of the sample to
be analyzed was then protected by the deposition of 2 μm-
thick Pt or C layer on a surface of typically 20 to 50 × 30 μm2.
A large hole was then excavated with a Ga+ beam of very high
current of 30 nA approximately. The surface of this hole was
then trenched slice by slice with the Ga+ beam (with a current
of 0.7 or 1.5 nA at a beam acceleration of 30 kV). Each new
surface was then imaged with the electron beam. This was
done at a low accelerating voltage (around 1.5 kV) and at a
current of about 1 nA (except for the imaging of the PVP-
AgNP sample which was at I = 4 nA) and using the in-lens
backscattered detector (EsB detector, with a bias of 400 V or
600 V). Acquisitions were done at a resolution of 10 nm to
obtain a voxel size of 10 × 10 × 10 nm3 except for the AgNO3

sample for which the voxel size was 12 × 12 × 6 nm3. For this
sample, the image stack was rescaled afterwards to form 12 ×
12 × 12 nm3 isotropic voxels.

FIB-SEM analysis

Images were acquired as a series of 2-dimensional TIFF files.
In order to compile a 3D tiff file format, the images were first
registered in Fiji27 using MultiStackReg28 or Scale Invariant
Feature Transform (SIFT) plugins.29 MultiStackReg aligns
each image with respect to the previous one using cross-
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correlation and SIFT is based on the detection and matching
of local image features between successive slices. For
MultiStackReg, the first or the central image was used as a
global reference for the whole stack and translation was used
as the transformation type. After alignment, the image stack
was checked in orthogonal views and if a misalignment
persists, the angle of misalignment was corrected with a
python script. The stack of images was then inverted (initial
images were acquired in dark field regime), binned and
denoised. Anisotropic diffusion30 or median filters served as
nice tools to remove noise while preserving organelle
membranes. The median filter selects the median gray value
of a voxel neighborhood and the anisotropic diffusion filter
enables image smoothing with preservation of cell
membranes. For some stacks, additional preprocessing steps
were performed such as filtering with a variational stationary
noise removal filter in Fiji,31 correcting the z drift using the
FIB milling position or homogenizing the contrast in the z
direction with python scripts.

Segmentation of different objects (nuclei, vesicles,
vacuoles, Ag-containing particles, mitochondria and bile
canaliculi) was done with Ilastik software.32 When needed,
manual correction of Ilastik segmentation masks was
performed in Microscopy Image Browser.33 The two nuclei of
the AgNO3 sample were segmented manually with Imaris
(Oxford Instruments). Meshes were either exported from
Ilastik or generated in Amira-Avizo (Thermo Fisher
Scientific). Visualization and 3D rendering were carried out
in Paraview.34

Mitochondria sphericity calculation

Mitochondria segmentation masks exported from Ilastik were
imported in Fiji for sphericity calculations. 3D object counter
(3D-OC) plugin35 was first used to extract an object map of
all mitochondria in each stack based on a voxel connectivity
process. Then, the sphericity of all mitochondria found by
3D-OC was calculated by Morpholibj plugin.36

STEM-EDX data acquisition and analysis

For the chemical identification of Ag-containing particles,
thin sections were observed in STEM mode and analyzed by
EDX using either a FEI/Tecnai Osiris microscope or a FEI
Titan microscope operated at 200 kV.

Results and discussion
Biological model and exposure scenarios

The great majority of nanotoxicology studies made use of
either 2D cell cultures or animal models. The former enable
the assessment of the disrupted cellular pathways and the
intracellular physicochemical transformations of the
nanomaterials, while the latter provide an overview of the
organismal fate and excretion of the nanomaterials, and their
general toxicity. Some studies have used 3D cultures, either
to assess the general toxicity,37 or to follow the fate of

nanomaterials upon long-term exposure.38,39 However, none
of the 3D cell systems used in these studies reproduced the
liver metabolism, from the entry up to the excretion of
nanomaterials. Recently, we described a 3D hepatocyte model
made of HepG2/C3A cells (Fig. S1†).40 In this model,
polarized hepatocytes actively excrete organics and inorganics
in functional bile canaliculi-like regions, thus mimicking
efficiently the liver metabolism. Three dimensional electron
microscopy (3D-EM) deciphered the structure of these
regions, made of the plasma membranes of neighboring
hepatocytes with a high-density of microvilli extensions.
Therefore, we used this liver model to analyze the subcellular
fate of AgNP and of a Ag salt, up to the excretion of Ag
species. Knowing that the transformations of the AgNP
depend on their exposure route, we chose different exposure
scenarios: to pristine AgNP and to Ag(I) ions, representing
parenteral and oral exposure, respectively. As pristine NP, we
selected two commonly used AgNP with different coatings
that confer them different behaviors in solution, citrate-
coated AgNP of 20 nm in diameter (cit-AgNP) and PVP-coated
AgNP of 90 nm in diameter (PVP-AgNP). In cell culture
media, PVP-AgNP are covered by a protein corona and remain
monodisperse with a diameter around 90 nm, while cit-AgNP
form aggregates of about 160 nm, as we previously
observed.15,18 In addition, AgNO3 was used to expose the cells
directly to dissolved Ag(I) ions. Besides, all exposures were
performed in cell culture media supplemented with FBS that
is the closest condition to mimic the bloodstream. AgNP can
thus be considered as covered by a protein corona under the
chosen exposure conditions. 3D hepatocyte cultures were
exposed to the Ag species for 2, 4 or 7 days, or for 4 days
followed by 3 days without exposure to favor their excretion
(excretion scenario). The goal was to analyze over several days
the uptake, the transformation and the excretion of AgNP
and Ag(I) ions in the liver that is the main target in humans,
regardless of the exposure route. Previous experiments using
2D cultures showed that the first signs of toxicity for cit-
AgNP, PVP-AgNP and AgNO3 appear at 50, 100 and 5 μM,
respectively.15 However, cytotoxicity is observed at higher
doses in 3D compared to 2D cultures. Therefore, in order to
fully preserve the viability of the cells while exposing them to
a significant amount of Ag, we chose to work at 25, 50 and 5
μM in Ag for cit-AgNP, PVP-AgNP and AgNO3, respectively. To
analyze Ag uptake and its balance with excretion, the amount
of Ag per spheroid was quantified by inductively coupled
plasma atomic emission spectroscopy (ICP-AES) (Fig. 1). For
cit-AgNP and AgNO3, the amount of Ag gradually increased
from 2 to 7 days of exposure, while for PVP-AgNP it reached a
plateau after 4 days. However, for both types of AgNP, the
maximum level of internalized Ag was similar, between 3 and
4 ng Ag per spheroid. The Ag accumulation with AgNO3 was
6 to 8 times lower than with AgNP. Moreover, the excretion
scenario showed a slower decrease in Ag in the case of AgNP
exposure compared to a Ag salt. Indeed, after 3 days of
excretion, the fraction of excreted Ag was 65% in the case of
AgNO3, and between 30 and 40% for the two types of AgNP.
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This means that the dynamic for uptake, transformation,
trafficking and excretion is faster upon exposure to
dissolved Ag(I) compared to AgNP, which are a mixture of
Ag(0) crystals covered by a Ag(I) layer. These data are
consistent with experiments performed in mice exposed
orally or intravenously to AgNP which showed a fast

decrease of Ag in blood and liver in the former case, while
Ag remains high for several days in the latter case.7 Taken
together, these results confirm the relevance of the 3D
hepatocyte model to mimic the liver, and the consistency
of the chosen exposure scenarios to mimic oral and
parenteral exposure to AgNP.

In the last years, we have shown the interest of
multimodal imaging, including XRF and EM, to analyze, with
the highest sensitivity and resolution, the fate of AgNP in 2D
cell cultures.15,18,19 In this study, we improved the
methodology and extend it to a 3D hepatocyte model. First,
the samples were prepared by high pressure freezing followed
by cryo-substitution using acetone and not ethanol, in order
to preserve the cell ultrastructure as well as its elemental
content. Second, 200 nm-thick cell sections were analyzed by
XRF at 100 nm2 resolution, and 3D reconstructions from the
remaining sample block were obtained at nanometer
resolution with focused ion beam scanning electron
microscopy (FIB-SEM). This was complemented by scanning
transmission electron microscopy coupled with energy
dispersive X-ray spectroscopy (STEM-EDX). Finally, bulk
speciation analyses from 3D hepatocyte cultures were
performed by X-ray absorption spectroscopy (XAS) to obtain
quantitative information on Ag speciation under the selected
conditions.

Fig. 1 Ag quantification in spheroids exposed to AgNP or AgNO3.
Amount of Ag in HepG2/C3A spheroids exposed to 25 μM cit-AgNP,
50 μM PVP-AgNP or 5 μM AgNO3 for 2, 4, 7 days or 4 days plus 3 days
of excretion. The quantification was normalized based on the number
of spheroids and each experiment was repeated at least three times
independently. * Stands for data statistically different between
exposure treatments with p < 0.01.

Fig. 2 Ag subcellular distribution in hepatocyte spheroids exposed to AgNP. False-color representation of Ag distribution in hepatocytes exposed
to AgNP, extracted from XRF hyperspectral images with 100 × 100 nm2 pixel size. Nanoparticles were coated either with citrate (A, C and E) or PVP
(B, D and F). For each type of NP, three exposure conditions are reported: 2 days (A and B), 7 days (C and D), and 4 days of exposure followed by 3
days of recovery (E and F). In each figure panel, the first map represents the overlay of Os (green) and Ag (red), the second the quantitative
distribution of the areal density of Ag over the same map area, in logarithmic scale. Scale bars = 5 μm.

Environmental Science: NanoPaper
 T

hi
s 

ar
tic

le
 is

 li
ce

ns
ed

 u
nd

er
 a

 C
re

at
iv

e 
C

om
m

on
s 

A
ttr

ib
ut

io
n-

N
on

C
om

m
er

ci
al

 3
.0

 U
np

or
te

d 
L

ic
en

ce
.

View Article Online

http://creativecommons.org/licenses/by-nc/3.0/
http://creativecommons.org/licenses/by-nc/3.0/
https://doi.org/10.1039/d3en00177f


Environ. Sci.: Nano, 2023, 10, 1842–1857 | 1847This journal is © The Royal Society of Chemistry 2023

Trafficking and transformations of AgNP in 3D hepatocyte
cultures

The internalization of AgNP in hepatocytes, their progressive
dissolution and trafficking up to their excretion was followed
by means of XRF imaging and EM. With this multimodal
imaging approach, we meant to retrieve the distribution of
silver, regardless of its chemical state, in the different
subcellular compartments, and, when excretion takes place,
in bile canaliculi. Selected elemental images extracted from
the XRF hyperspectral images collected in a synchrotron
nanoprobe are reported in Fig. 2. All other images collected
on 3D hepatocyte cultures exposed to cit-AgNP and PVP-AgNP
are reported in Fig. S2 and S3,† respectively. For each
exposure condition, we acquired at least three high-
resolution images containing several cells, and, whenever
possible, bile canaliculi. For all datasets, two maps
representing the same sample area are reported (see Fig. 2A
as an example): a first map shows the localization of Os
(osmium, green) and Ag (red). The presence of Os is due to
the use of OsO4 for sample preparation, which reacts with
lipids. Os signal thus reveals the structural details of the
interior of the cell with high resolution, allowing for the
identification of nuclei (n), mitochondrial networks (m),
vesicles (v), and bile canaliculi (bc). The latter are
recognizable as intercellular spaces filled by villi. Vesicles are
often loaded with Ag (red signal), clearly indicative of the
presence of nanoparticles internalized through endocytosis.
Next to each Os and Ag co-localization map, the
concentration of Ag in the same map area is reported. The
concentrations are represented as areal densities ranging
over five orders of magnitude, from 0.01 to 100 ng mm−2, on
a logarithmic scale. This visualization reveals the presence of
Ag not only as highly concentrated hot-spots (10–100 ng
mm−2) corresponding to NPs in vesicles, but also as a much
weaker signal of the order of 0.05–0.1 ng mm−2. A value of
0.05 ng mm−2 corresponds to 0.6 × 10−18 g in the area probed
by the beam, which gives an empirical estimation of the
detection limit for Ag in our experimental conditions. In our
previous work, we made a synergistic use of XAS, STEM/EDX,
and XRF, which allowed us to assign the weak Ag signal
observable all over the cell area in XRF to Ag(I) ions that are
released from the NPs in vesicles and diffuse in the cytosol,
where they form molecular complexes with thiolate
biomolecules.18,19 In Fig. 2, the concentration of Ag can be
visually compared among the different conditions, since the
scale is the same for all maps.

After 2 days of exposure to cit-AgNP (Fig. 2A) or to PVP-
AgNP (Fig. 2B), the NPs have partially dissolved in the
endolysosomes, as clearly visible in Fig. 2B, for instance, and
Ag(I) complexes are found in all cell compartments such as
cytoplasm and nuclei. The concentration of Ag in the cell
area appears to increase with the exposure time, for both
kind of NP (Fig. 2A vs. C and B vs. D). This can be observed
as a general trend among all Ag concentration maps, despite
the variability between one cell and another (Fig. S2 and

S3†). Interestingly, after 7 days of exposure to PVP-AgNP, Ag
is clearly observed in some bile canaliculi (Fig. 2D), with a
spatial distribution that differs markedly from the hot-spots
observed in the presence of nanoparticles, with its
concentration roughly constant over bile canaliculi area and
about one order of magnitude lower than NP found in
endosomes. After four days of exposure to cit-AgNP, we
observed the presence of large (∼3–4 μm diameter) empty
vesicles, which could putatively be vacuoles that store excess
Ag, probably to protect the cell (Fig. S2C†). Interestingly, this
feature has never been observed in 2D cultures, neither by us
in hepatocytes, nor, to the best of our knowledge, in other
cell types.

Finally, in the excretion scenario, i.e. AgNP exposure is
stopped after four days, and then the cells are left to grow
for three more days and rinsed daily with fresh media, Ag
is observed in vesicles but not or only barely in the
remaining cell area (Fig. 2E and F and S2F and G and S3B
and C†). This implies that the Ag(I) complexes, observed in
the cells already after two days of exposure, were largely
excreted. This observation corroborates the hypothesis of
the preferential excretion of Ag(I) soluble species with
respect to the crystalline Ag(0) form or to transformed
AgNP. In order to obtain more independent evidence for
this phenomenon, we performed electron microscopy
experiments. In the first instance, spheroid sections were
observed by STEM-EDX, for samples exposed to AgNP,
which showed neither electron-dense material, nor a Ag
signal by EDX in bile canaliculi areas (Fig. S4†). However,
it is possible to miss electron-dense objects by using cell
sections that lead to a limited volume of analysis. To
improve this point, FIB-SEM acquisitions were performed
on samples that had been exposed for 7 days to both types
of AgNP (Fig. 3, and Videos S1 and S2†). FIB-SEM allows
the acquisition of volumes of several thousands of μm3. In
these stacks of EM images, electron dense objects were
never observed in bile canaliculi regions. For cit-AgNP,
vacuoles with large amounts of AgNP and transformed
AgNP were observed (Fig. 3B and C and S5†). An event of a
fusion between an endolysosome and a vacuole was also
observed (Fig. 3B and C). Therefore, in the case of cit-AgNP
exposure, it is clear that to cope with the huge
accumulation of cit-AgNP, the fast dissolution into Ag(I)
ions and the slow excretion of the Ag species in the
hepatocytes in 3D culture system, cells exposed to cit-AgNP
store Ag particles inside vacuoles. This phenomenon was
not observed in more classical 2D hepatocyte cultures, in
which the excretion occurs in the large interface between
cell plasma membranes and cell culture media. 3D cultures
are thus better suited to mimic the fate of NP in the liver.
Moreover, the fate and excretion could be different upon
exposure to PVP- or cit-AgNP. Indeed, XRF showed Ag
species in bile canaliculi areas only for the former, while
vacuole storage was only observed for the latter. Currently,
we are not able to provide an explanation for this
difference, but we hypothesize that the intracellular
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concentration of soluble Ag(I) complexes reaches a
threshold after which hepatocytes have to store Ag-particles
in vacuoles to avoid toxicity, and that this threshold is
reached only by cit-AgNP. In support of this hypothesis, we
observed that upon cit-AgNP exposure, the excretion of Ag
is the slowest showing only 30% of Ag excreted outside the
spheroids after 3 days (Fig. 1).

STEM-EDX analysis of the elemental content of different
Ag-particles, upon transformation in vesicles or vacuoles,
always showed the co-localization of Ag and S with similar
peak intensity, while chloride peak had a similar intensity to
the level observed in non-particle locations (Fig. 4A and B

and S5 and S6†). Therefore, whatever the type of vesicles and
coatings, AgNP are transformed into AgS complexes/particles
with different shapes including sheets (Fig. S6†), small round
particles (Fig. 4A) or larger, irregular objects (Fig. 4B).

Trafficking and transformations of AgNO3 in 3D hepatocyte
cultures

In order to discern the different cellular mechanisms that
rule the detoxification from nanoparticles or from ions, we
performed XRF and EM experiments on 3D hepatocyte
cultures that were exposed to the AgNO3 salt under the same
exposure scenarios applied to AgNP. This allowed us to
observe that the trafficking and excretion processes operated
by hepatocytes were faster when the cells were exposed to the
Ag salt rather than to AgNP. A sub-lethal dose of 5 μM AgNO3

was administered, for 2, 4, 7 days, or in the excretion
scenario (4 + 3 days). One XRF image per exposure condition
is reported in Fig. 5. All other images, collected to increase
the statistical significance of the results, are reported in Fig.
S7.† The visualization is the same as for NP-exposed samples,
including the range of the Ag concentration scale, to ease the
comparison between different exposure conditions. Os
(green) and Ag (red) co-localization maps in Fig. 5 and S7†
reveal the presence of the latter in vesicles (e.g. in Fig. 5B),
vacuoles (e.g. in Fig. 5A and S7E and F†), and very often in
bile canaliculi (Fig. 5C and D and S7C and G†). A faint Ag
signal is observed in the cell area after four or seven days of
exposure (Fig. 5B and C and S7A–D†), where it is slightly
distinguishable from the background. This signal is never
observed in the excretion scenario, where Ag is instead
systematically found in the bile canaliculi, suggesting that
the excretion via the bile canaliculi targets the free soluble
Ag(I) complexes that are not segregated into vesicles or
vacuoles. Interestingly, the presence of Ag in bile canaliculi is
observed only in the case of a 7 day exposure or in the
excretion scenario. For shorter exposure times and exposures
with no recovery (2 and 4 days), Ag is observed mainly in
vesicles and vacuoles. This is probably due to the increase in
Ag content in bile canaliculi over time as well as a higher
number of bile canaliculi loaded with Ag that makes it easier
to visualize Ag-loaded bile canaliculi 7 days after the
beginning of AgNO3 exposure.

It can be noticed that, in spite of the lower Ag dose
administered in the form of salt with respect to NPs, and
of the consequently lower intracellular accumulation of Ag,
Ag-loaded bile canaliculi are more frequently observed in
cells exposed to AgNO3 than in those exposed to AgNP. A
possible explanation would be that the main excretion
pathway targets Ag(I) soluble species, which are readily
available upon AgNO3 exposure. In contrast, when AgNP are
endocytozed into the cells, Ag(I) ions are progressively
released from their surface within endolysosomes, limiting
the rate of formation of molecular Ag complexes. Electron
microscopy was performed to complete the understanding
of the fate of AgNO3 in hepatocyte 3D cultures. As for AgNP

Fig. 3 3D reconstruction and segmentation of spheroids exposed to
AgNP. (A) From the stack of images shown in Video S1,† the inside of a
spheroid exposed to cit-AgNP for 7 days was reconstructed,
segmented in the different organelles and represented with nuclei
(pink), mitochondria (green), vesicles (blue), bile canaliculi (grey) and
Ag-containing particles (black). The segmentation and 3D rendering
are shown in Video S1.† (B) Electron micrograph of a single XY slice
showing the fusion between a vacuole and a vesicle. (C) 3D rendering
of the fusion of these vesicle and vacuoles. (D) From the stack of
images shown in Video S2,† the inside of a spheroid exposed to PVP-
AgNP for 7 days was reconstructed, segmented in the different
organelles and represented with nuclei (pink), mitochondria (green),
vesicles (blue), bile canaliculi (grey) and Ag-containing particles (black).
The segmentation and 3D rendering are shown in Video S2.† (E)
Electron micrograph of a single XY slice showing a AgNP-containing
vesicle bound to the nuclear membrane.
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exposure, FIB-SEM and STEM-EDX did not show electron-
dense particles nor was a Ag signal detected by EDX in bile
canaliculi areas, respectively (Fig. 6A and B and S8, and
Video S3†). These data suggest that Ag(I) complexes are
excreted in bile canaliculi. However, electron-dense
materials were observed by EM in vesicles and vacuoles
(Fig. 6C and D ) and Ag was detected by EDX (Fig. S9 and
S10†) proving that Ag hot spots observed by XRF
corresponds to Ag particles. Moreover, EDX analyses of
these particles showed the co-localization of S and Ag in
the vesicles and vacuoles with a similar intensity for both
peaks, as observed with AgNP-exposed sample analyses.
These data highlight the point that after exposure to a Ag

salt, the Ag(I) ion recombines with S to form AgS particles
within these specific organelles in the cell. This is
consistent with previous data obtained in rodents exposed
to a Ag salt and in which Ag particles were detected in the
liver.41,42 A 3D hepatocyte culture model is thus particularly
relevant to represent the fate of different kinds of Ag
species in mammal liver. However, the speciation of Ag in
these particles remains unknown up to now, making the
comparison of the Ag salt versus AgNP fate in this
biological system of high interest. To go further, we
performed XAS analysis on the bulk spheroids to
understand the transformations of Ag species in
hepatocytes grown in 3D.

Fig. 4 AgNP transformations in vesicles. Chemical analysis by STEM-EDX of spheroid sections exposed for 4 days to cit-AgNP (A) or to PVP-AgNP
(B). STEM micrograph field of view showing the presence of vesicles containing transformed AgNP (upper panels). EDX maps of the vesicle located
in the orange box (middle panels). EDX spectra of the different regions selected in the HAADF map (colored boxes) in the energy range 1–3.5 keV
(lower panels). The position of Si, S, Cl and Ag peaks is highlighted.
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Speciation analysis to understand AgNP and AgNO3

transformations in 3D hepatocyte cultures

In order to disclose the chemical transformations that AgNP
and a Ag salt go through in the hepatocyte 3D model, we
performed XAS on the exposed spheroids. The linear
combination fitting (LCF) of the near-edge spectral region (X-
ray Absorption Near-Edge Structure, XANES) allows the
detection of the Ag species present in the specimen and their
relative fractions, provided that an exhaustive set of reference
compounds is used. As reference compounds that represent
the expected Ag species in cellulo, we chose pristine AgNP (i.e.
as-synthesized citrate or PVP coated AgNP in colloidal
suspension), corresponding to the undissolved fraction of
AgNP in cellulo, Ag chloride and Ag–sulfur compounds, which
are their commonest transformation products in the
environment and in cells. In this study, we made a careful
choice of different Ag–sulfur reference compounds in order
to finely distinguish the transformation products of AgNP
and AgNO3. This allowed us to propose different mechanisms
for handling the toxic Ag(I) ions in the two cases. Indeed, Ag–
sulfur compounds deserve a special focus: in biological
systems exposed to AgNP, the formation of both Ag2S crystals
and Ag–organothiol (Ag–OT) compounds has been
reported.15,16,43 The latter are, for instance, the complexes
formed with GSH and Met, where Ag occupies digonal AgS2
and trigonal AgS3 sites, respectively.24 The spectra of the
three Ag–S reference compounds, i.e. the Ag2S crystal and two
Ag–OT compounds in AgS2 and AgS3 coordination, reported
in Fig. 7A, show small but significant variations depending
on the coordination chemistry of Ag. In particular, the
second post-edge oscillation, centered at 25 570 eV in the
spectrum of Ag2S, shifts at higher energy in the two Ag–OT
compounds. Therefore, for a reliable LCF analysis, all three
Ag–S references must be included. By doing so, and by
extending the fitting range up to ∼25 600 eV in such a way
that the second post-edge oscillation is included, the LCF of
the XANES spectra can provide information about the organic
or inorganic nature of the Ag–S complexes formed in
spheroids.

The LCF analysis results, providing the fraction of each Ag
species in cells in the different exposure conditions, are
reported in Table 1. The AgCl component was never detected,
so the corresponding column is omitted.

We observe that the AgNP fraction in hepatocytes upon
two days of exposure to cit-AgNP is 26 ± 1%, confirming that
the NPs quickly transform, as observed in 2D cell
cultures.15,18 The transformation is complete or almost (5%
AgNP, below the detection limit of the technique) after 7 days
of exposure to the same NP. For these AgNP, the fraction of
Ag(I) occupies both Ag2S crystal sites (∼20% of total Ag,
regardless of the exposure time) and digonal Ag–OT sites,
notably with GSH but also in various proteins such as in Zn
finger-containing proteins as we described recently.18,44,45

PVP-coated NPs show a slower transformation with 71 ± 2%
of the Ag atoms still in the Ag(0) state of pristine NPs. The

Fig. 5 Ag subcellular distribution in hepatocyte spheroids exposed to
AgNO3. False-color representation of Ag distribution in hepatocytes
exposed to 5 μM Ag from the AgNO3 salt, extracted from XRF
hyperspectral images with 100 × 100 nm2 pixel size. The exposure
lasted for 2 days (A), 4 days (B), 7 days (C), or for 4 days followed by 3
days of growth with no exposure (D). In each figure panel, the first
map represents the overlay of Os (green) and Ag (red), the second the
quantitative distribution of the areal density of Ag over the same map
area, in logarithmic scale. Scale bars = 5 μm.
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slower transformation of PVP-coated AgNP with respect to
citrate-coated AgNP in 2D hepatocyte cultures as well as in
other cell cultures has been largely documented. It can be
partly due to the larger diameter of this NP, and partly to the
different ligands used for stabilization (PVP vs. citrate, used
for sterical and electrostatic stabilization, respectively).15,16

No AgNP formation is observed when 3D hepatocyte cell
cultures are exposed to Ag(I) ions from the AgNO3 salt
(Table 1). Both inorganic and organic Ag(I)–sulfur species
form, in proportions that differ significantly from the ones
observed in the case of exposure to AgNP. In particular, the
amount of inorganic Ag2S is constant within the error (12–
14%) between 2 and 7 days of exposure to the salt, and
slightly lower than the amount of Ag2S formed upon the
complete transformation of cit-AgNP in 7 days (20 ± 2%).

Between the Ag–OT species formed, the most relevant
geometry is trigonal AgS3, as in Met, whereas digonal AgS2-
OT are minor (22 ± 4% after 7 days of exposure) or below the
detection limit. This is the main difference observed
depending on the origin of the Ag(I) ions released in
hepatocytes. The coordination chemistry of the Ag–OT
complexes formed in cellulo is different depending if Ag(I)
ions are slowly released from AgNP or readily released by a
Ag salt. This suggests that the cells set up different
mechanisms to handle Ag(I) ions in the two cases. It has been
demonstrated that the exposure to AgNP induces Met
overexpression in several human cell lines, as Caco-2, NHBE,
BEAS-B2 or HepG2 cells,15,46 which is considered as a part of
the cellular response to metal-induced stress. This is possible
when the Ag(I) are slowly released in cells from the AgNP

Fig. 6 3D reconstruction and segmentation of spheroids exposed to AgNO3. (A) From the stack of images shown in Video S3,† the inside of a
spheroid exposed to AgNO3 for 7 days was reconstructed, segmented in the different organelles and represented with nuclei (pink), mitochondria
(green), vesicles (blue), bile canaliculi (grey) and Ag-containing particles (black). The segmentation and 3D rendering are shown in Video S3.† (B)
Electron micrograph of a single XY slice showing a bile canaliculi area. (C) Electron micrograph of a single XY slice showing an endolysosome
containing Ag-particles. (D) Electron micrograph of a single XY slice showing vacuoles containing Ag-particles.
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surface. In the case of direct exposure to a salt, instead, the
entry of Ag(I) ions is faster and the Met overexpression
mechanism is less efficient, resulting in an enhanced
toxicity.

Overall, the main process of AgNP transformation is
conserved between 2D and 3D cell cultures which leads to
the release of Ag(I) ions that form Ag–OT complexes.
However, XAS analyses revealed the significant presence of
inorganic Ag2S species in cit-AgNP and AgNO3 conditions,
even though we never observed this type of species in 2D
hepatocyte culture. One can assume that it corresponds to
particle species localized within vacuoles, since we also
never observed Ag-containing vacuoles in 2D cell culture.
Thereof, vacuoles would provide HS− or H2S species that is
a suitable chemical environment for Ag2S formation. This
kind of silver sulfidation mechanism has already been
described in specific immunocompetent regions of the
brain.47 Besides, Ag–OT represent the great majority of the
Ag species found in 3D hepatocyte cultures exposed to
AgNO3 (Table 1), which suggests that the Ag rich areas
visible in the bile canaliculi of exposed cells (Fig. 5 and
S7†) contain excreted Ag–OT complexes. These data support

our model for Ag(I) ions or molecular complexes excretion
in bile canaliculi.

XAS data are also consistent with STEM-EDX mapping,
which showed the presence of electron-dense materials in
which Ag and S are co-localized in sections of spheroids
exposed to cit-AgNP, PVP-AgNP and AgNO3 (Fig. 4 and S5, S6,
S9 and S10†). Since the proportion of the different species is
very diverse depending on the type of exposure, we have to
consider that electron-dense particles observed in
endolysosomes are not all the same. In the case of PVP-AgNP
and cit-AgNP, these objects are pristine particles and particles
being transformed into AgS2 species in different proportions
depending on the NP. For AgNO3 exposure, these by-products
are Ag–OT and mainly AgS3. However, the process driving the
latter to endolysosomes remains elusive.

Molecular pathway for the main excretion of Ag species

Since we found that Ag is excreted as Ag(I) ions or molecular
complexes in bile canaliculi, we assessed three possible
excretion pathways: (i) via Mrp2 through which GSH-Ag(I)
complexes could be transported, (ii) via ATP7B, a Cu(I)
transporter, (iii) via MDR pumps that are unlikely to
transport Ag(I) species. The excretion exposure scenario was
used and applied to PVP-AgNP exposure, since this condition
resulted in a significant excretion of Ag species in bile
canaliculi, as reported above. In addition, verapamil or
MK571 were added to inhibit the excretion via MDR or Mrp2,
respectively. To test for the excretion via ATP7B, we used a
cell line that was derived from HepG2/C3A from which we
deleted its gene by CrispR/Cas9.48

Hepatocytes were treated in such a way that the excretion
pathways are selectively inhibited. At the chosen time point,
cells were prepared and analyzed by nano-XRF. The
accumulation of Ag in cells was assessed by measuring its
concentration in selected areas of the XRF maps in the
cytosol. At least three cells per condition were analyzed and
the average Ag areal density in the cytosol of hepatocytes in
the different conditions are reported in Table 2. The control
samples in this experiment are HepG2/C3A with intact
molecular pathways.

We observe that the inhibition of MDR (verapamil) does
not influence the accumulation of Ag in hepatocytes. In the
case of inhibition of Mrp2 (MK571), the concentration of Ag
is significantly lower than in the control cells that present

Fig. 7 Ag speciation in hepatocyte spheroids exposed to AgNP or
AgNO3. Ag K-edge XANES spectra of (A) reference compounds and (B)
3D cultures of hepatocytes exposed to AgNP or AgNO3. In panel B, the
best-fitting curves (red), obtained as linear combinations of the
reference spectra reported in panel A, are overlapped to the
experimental spectra (dots).

Table 1 Relative amount of the different Ag species detected in 3D cultures of hepatocytes exposed to AgNP or to a Ag salt, obtained by linear
combination fitting of XANES spectra. The errors relative to the last digit are reported in parenthesis

Ag source
Exposure
time

XANES LCF results

AgNP (%) AgS2 OT (%) AgS3 OT (%) Ag2S (%) Rfit (10
−4)

Cit-AgNP 2 d 26 (1) 50 (4) 3 (5) 21 (4) 3.3
Cit-AgNP 7 d 5 (1) 75 (4) — 20 (2) 2.2
PVP-AgNP 7 d 71 (2) 22 (5) — 7 (3) 4.1
AgNO3 2 d — 8 (10) 78 (7) 14 (5) 5.5
AgNO3 7 d — 22 (4) 66 (7) 12 (5) 5.0
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functional Mrp2 pumps. In contrast, deleting the atp7b gene
results in a dramatic accumulation of Ag in hepatocytes,
double than in unaltered cells. This means that the excretion
is drastically inhibited, which in turn proves that Ag(I) is
mainly excreted in the bile canaliculi as ions transported
through the ATP7B Cu transporter, and not as GSH-Ag(I)
complexes through Mrp2. Our data are consistent with a
previous publication showing that dissolved Ag from AgNP
induced ATP7A trafficking to the plasma membrane of Caco2
cells.49

Ultrastructural alterations analyzed by 3D electron
microscopy

3D hepatocyte cultures exposed for 7 days to cit-AgNP, PVP-
AgNP and AgNO3 have been analyzed by FIB-SEM. This
approach offers the advantage to acquire a volume of more
than 1000 μm3 within the spheroid and at 10 nm resolution
(Fig. 3 and 6, and Videos S1–S3†). As shown previously, it
allowed us to visualize the distribution of Ag-particles within
these volumes and thus provided a more accurate
information than thin section analyses. In addition, the raw
FIB-SEM volumes were segmented into the different types of
organelles or the intercellular region that constitutes the bile
canaliculi (Fig. 3 and 6). Among the different organelles,
visual inspection showed that the mitochondrial network
looks different between the control sample and the
hepatocytes exposed to AgNP or AgNO3 (Fig. 8). Indeed, upon
exposure to cit-AgNP, it appears that mitochondria at the
extremities of the network are swollen (red mitochondria),
while upon exposure to PVP-AgNP and AgNO3, mitochondria
look more elongated forming tube-like networks. To confirm
these observations, quantitative analyses were performed
(Fig. 9). The sphericity of all the mitochondria present in
each volume were determined. A sphericity value of 1
corresponds to a mitochondrion that would be a perfect
sphere. Control sample had a sphericity distribution with
mitochondria of various sphericity with a maximum in the
distribution for the class between 0.4 and 0.5 in sphericity.
Cit-AgNP had an even distribution except for the class 0.9–1
that was about twice more populated than the others. This
class can clearly correspond to the swollen mitochondria.
PVP-AgNP and AgNO3 samples had similar sphericity

distributions that were shifted towards smaller values with
the classes between 0 and 0.2 being the most populated.
These classes correspond to 34 and 40% of all the
mitochondria for PVP-AgNP and AgNO3 exposures,
respectively. These results corroborated the visual inspection
since it meant that mitochondria were more elongated in
these two samples. Therefore, FIB-SEM analyses
demonstrated that mitochondria in hepatocyte spheroids are
affected upon exposure to AgNP or a Ag salt. We cannot yet
clearly establish the reason of the opposite effect observed
between cit-AgNP on one side, and PVP-AgNP and AgNO3 on
the other side. However, based on XAS and XRF analyses, it is
clear that the exposure to cit-AgNP induces the highest intra-
cytosolic concentration of Ag(I) molecular species, which
could explain the presence of swollen mitochondria as a
mark of mitochondrial toxicity. In the case of PVP-AgNP and

Fig. 8 Mitochondrial morphology changes upon exposure to cit-
AgNP, PVP-AgNP or AgNO3. For each sample, 3D rendering of the
mitochondrial network is presented in the left panel and a
representative electron micrograph showing mitochondrial
morphology is presented in the right panel.

Table 2 Ag areal density in the cytosol of HepG2/C3A cells cultured in
3D and exposed to PVP-AgNP for 4 days, then allowed to recover for 3
days. Ag concentrations were extracted from XRF hyperspectral images,
by manually selecting the regions of interest in n cells per condition. The
average and standard deviation of the n analyzed cells are reported. The
hepatocytes were treated in such a way that a single pathway was
selectively inhibited

Sample Treatment n Ag in cytosol (ng mm−2)

Control None 4 0.052 ± 0.012
Mrp2-inhibited MK571 5 0.025 ± 0.003
MDR-inhibited Verapamil 3 0.056 ± 0.010
ATP7B-absent atp7b gene deletion 4 0.100 ± 0.014
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AgNO3, the amount of soluble Ag(I) in the cytosol is lower
and not heavily toxic for mitochondria, but it seems to
impact mitochondrial fusion–fission equilibrium, which
could be, for instance, due to an adaptation of cellular
metabolism in these conditions. These data are consistent
with recent publications that described an impact of AgNP
exposure on mitochondrial biogenesis and dynamics.50–52

However, this effect would not be directly due to interactions
between AgNP and mitochondria but it could be explained by
mitochondrial uptake of Ag(I) species that we recently showed
to happen upon AgNP exposure.19

Conclusions

To follow the fate, from entry to excretion, of different types
of Ag species in a model mimicking the liver, we developed
3D hepatocyte cell cultures with active bile canaliculi-like
structures that perform excretion similar to in vivo. Besides,
we combined state-of-the-art synchrotron-based elemental
imaging with 3D electron microscopy to visualize all Ag

species with a resolution that allowed to locate them at the
organelle level. The sample preparation was optimized to
preserve the elemental content of the cells. By doing so, we
could assess AgNP and AgNO3 transformations in the liver
with unequaled details, and unveil the Ag species excretion
pathways (Fig. 10). It has been shown that the AgNP exposure
pathway influences Ag clearance, which is very slow upon
parenteral compared to oral exposure.7 To mimic these two
situations, we have exposed spheroids to AgNP or AgNO3,
respectively, and observed similar trends in the accumulation
and clearance of Ag. According to our results, Ag excretion is
mainly mediated by transport of Ag(I) ions to bile canaliculi
and through the Cu transporter ATP7B. These results are also
consistent with clinical data that revealed an accumulation of
Ag in the liver from patients with long-term hospitalization.4

Indeed, in this case the patients were exposed to pristine
AgNP via parenteral exposure due to the release of AgNP from
catheters. Moreover, in this cohort, Wilson patients with a
defective ATP7B protein had significantly higher Ag
accumulation compared to the whole cohort. These data are
therefore consistent with the main liver excretion pathway we
evidenced, i.e. via ATP7B.

The imaging methodology also allowed us to analyze the
transformations of AgNP into other Ag species within the
spheroids (Fig. 10). Ag-containing particles were observed
following AgNO3 exposure as shown in the liver of mice
exposed to a Ag salt,41,42 confirming the in vivo relevance of
our spheroid model. These Ag particles were located both in
endolysosomes and vacuoles and correspond to both
organothiol complexes (AgS2 and AgS3) and to inorganic
Ag2S. Interestingly, this type of inorganic Ag was also
detected by XAS upon cit-AgNP exposure. Concomitantly, Ag
particles were visualized in vacuoles in this exposure
condition, while we never observed Ag particles in vacuoles
nor detected Ag2S in 2D hepatocyte culture. Therefore, we
formulate the hypothesis that hepatocytes can store Ag excess
in vacuoles in the form of Ag2S particles.

Finally, 3D electron microscopy enables to analyze cell
ultrastructure in 3D at nanometer resolution. This approach
revealed that the exposure to Ag can trigger either
mitochondrial swelling, in conditions of high organothiol-
Ag(I) accumulation (cit-AgNP), or mitochondrial network
remodeling towards a more tubular morphology under low to
moderate organothiol-Ag(I) accumulation (PVP-AgNP, AgNO3).
The ultrastructure of the other organelles and bile canaliculi
were not significantly altered upon Ag exposure.

In conclusion, hepatocyte spheroids appeared to be a
useful and pertinent tool to understand the fate of AgNP in
the liver, since it recapitulates all data known from animal
studies and it revealed information not accessible so far.
Thus, this is an outstanding model to shed new lights on the
metabolic liver transformations and excretion of engineered
nanomaterials, beyond the specific case of AgNP. However,
the integration of Kupffer cells in this system would enable
to take into account the uptake and transformations
performed by these macrophages.

Fig. 10 Novel knowledge on AgNP fate based on 3D hepatocyte
culture. In this liver-mimicking model, Ag(I) ions from organothiol
species get excreted into the bile via the ATP7B Cu transporter.
Moreover, hepatocytes protect themselves from excess Ag(I) by storing
it into vacuoles. We also made the hypothesis that the physico-
chemical environment within the vacuoles provide HS− and/or H2S
species that lead to the formation of inorganic silver sulfide particles.

Fig. 9 Analysis of mitochondrial sphericity upon exposure to cit-
AgNP, PVP-AgNP or AgNO3. Mitochondrial sphericity was determined
based on FIB-SEM segmented mitochondrial volume of a control
sample and of samples exposed for 7 days to cit-AgNP, PVP-AgNP or
AgNO3.
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Captions for videos. 

Video S1. The video presents the FIB-SEM stack of micrographs within a spheroid exposed to 

cit-AgNP for 7 days. The video shows the raw FIB-SEM volume and its segmentation into the 

different organelles: nuclei (pink), mitochondria (green), vesicles (blue), bile canaliculi (grey) 

and NP (black). The different segments are also shown sequentially to visualize the different 

cellular compartments. 

Video S2. The video presents the FIB-SEM stack of micrographs within a spheroid exposed to 

PVP-AgNP for 7 days. The video shows the raw FIB-SEM volume and its segmentation into 

the different organelles: nuclei (pink), mitochondria (green), vesicles (blue), bile canaliculi 

(grey) and NP (black). The different segments are also shown sequentially to visualize the 

different cellular compartments. 

Video S3. The video presents the FIB-SEM stack of micrographs within a spheroid exposed to 

AgNO3 for 7 days. The video shows the raw FIB-SEM volume and its segmentation into the 

different organelles: nuclei (pink), mitochondria (green), vesicles (blue), bile canaliculi (grey) 

and NP (black). The different segments are also shown sequentially to visualize the different 

cellular compartments. 
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Fig. S1 Hepatocyte spheroid model characterization. (A) A mature HepG2/C3a spheroid 

observed by optical microscopy. (B) Single plan light sheet fluorescence microscopy of a 

matrix-free hepatic spheroid stained for actin (red), Hoechst (blue) and a fluorescent bile salt 

(CLF, green). White arrows locate active bile canaliculi regions. (C) Ultrastructure within a 

spheroid visualized by 3D electron microscopy (FIB-SEM). The white arrow pinpoints a bile 

canaliculus. 
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Fig. S2 False-color representation of Ag distribution in hepatocytes exposed to cit-AgNP, 

extracted from XRF hyperspectral images with 100 × 100 nm2 pixel size. Cells were exposed 

to citrate-AgNP for 4 days (A, B, C), 7 days (D, E), or for 4 days followed by 3 days of recovery 

(F, G). In each figure panel, the first map represents the overlay of Os (green) and Ag (red), the 

second the quantitative distribution of the areal density of Ag over the same map area, in 

logarithmic scale. Scale bars = 5 µm. 
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Fig. S3 False-color representation of Ag distribution in hepatocytes exposed to PVP-AgNP, 

extracted from XRF hyperspectral images with 100 × 100 nm2 pixel size. Cells were exposed 

to PVP-AgNP for 7 days (A), or for 4 days followed by 3 days of recovery (B, C). In each figure 

panel, the first map represents the overlay of Os (green) and Ag (red), the second the 

quantitative distribution of the areal density of Ag over the same map area, in logarithmic scale. 

Scale bars = 5 µm. 
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Fig. S4 Chemical analysis by STEM-EDX of spheroid sections exposed for 7 days to PVP-

AgNP (A) or cit-AgNP (B). STEM micrograph field of view centered on a bile canaliculi area 

(upper panels). EDX maps of the region in the orange box (middle panels). EDX spectra of the 

different regions selected in the HAADF map (colored boxes) in the energy range 1 – 3.5 keV 

(lower panels). The position of Si, S, Cl and Ag peaks is highlighted. 

  



 

87 

 

Fig. S5 Chemical analysis by STEM-EDX of a spheroid section exposed for 4 days to cit-

AgNP. STEM micrograph field of view showing a vacuole containing transformed AgNP 

(upper panels). EDX maps of the region in the orange box (middle panels). EDX spectra of the 

different regions selected in the HAADF map (colored boxes) in the energy range 1 – 3.5 keV 

(lower panel). The position of Si, S, Cl and Ag peaks is highlighted. 
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Fig. S6 Chemical analysis by STEM-EDX of a spheroid section exposed for 7 days to PVP-

AgNP. STEM micrograph field of view showing a vesicle containing transformed AgNP (upper 

panels). EDX maps of the region in the orange box (middle panels). EDX spectra of the different 

regions selected in the HAADF map (colored boxes) in the energy range 1 – 3.5 keV (lower 

panel). The position of S, Cl and Ag peaks is highlighted. 
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Fig. S7 False-color representation of Ag distribution in hepatocytes exposed to AgNO3, 

extracted from XRF hyperspectral images with 100 × 100 nm2 pixel size. Cells were exposed 

to a Ag salt for 4 days (A, B), 7 days (C, D), or for 4 days followed by 3 days of recovery (E, 

F, G). In each figure panel, the first map represents the overlay of Os (green) and Ag (red), the 

second the quantitative distribution of the areal density of Ag over the same map area, in 

logarithmic scale. Scale bars = 5 µm. 
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Fig. S8 Chemical analysis by STEM-EDX of spheroid sections exposed for 7 days to AgNO3. 

STEM micrograph field of view centered on a bile canaliculi area (upper left and center panels). 

EDX maps of the region in the orange box (upper right panel). EDX spectra of the different 

regions selected in the HAADF map (colored boxes) in the energy range 1 – 3.5 keV (lower 

panel). The position of Si, S, Cl and Ag peaks is highlighted. 
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Fig. S9 Chemical analysis by STEM-EDX of a spheroid section exposed for 7 days to AgNO3. 

STEM micrograph field of view showing vesicles containing Ag particles (upper panels). EDX 

maps of the region in the orange box (middle panels). EDX spectra of the different regions 

selected in the HAADF map (colored boxes) in the energy range 1 – 3.5 keV (lower panel). The 

position of Si, S, Cl and Ag peaks is highlighted. 
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Fig. S10 Chemical analysis by STEM-EDX of a spheroid section exposed for 7 days to AgNO3. 

STEM micrograph field of view showing a vacuole containing Ag particles (upper panels). 

EDX maps of the region in the orange box (middle panels). EDX spectra of the different regions 

selected in the HAADF map (colored boxes) in the energy range 1 – 3.5 keV (lower panel). The 

position of Si, S, Cl and Ag peaks is highlighted. 
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Perspectives  

L’article qui constitue le corps de ce chapitre présente une étude sur le devenir des espèces 

d’Ag dans un modèle 3D de sphéroïde d’hépatocytes dont l’objectif est de mimer le devenir 

de NP-Ag dans l’organisme, avec un focus sur leurs transformations et l’excrétion d’espèces 

d’Ag du foie ainsi que leurs effets sur l’ultrastructure des hépatocytes.  

La combinaison des résultats obtenus avec les différentes techniques d’imagerie et d’analyse 

chimique utilisées a permis de montrer que le processus principal de transformation des NP-

Ag dans les hépatocytes est conservé entre les systèmes de culture cellulaire en 2D et en 3D. 

Ce processus a lieu dans les lysosomes et entraîne la dissolution des NP-Ag et la libération des 

ions Ag(I) qui sont transportés vers le cytosol, où ils forment des composés organothiolés AgS2 

et AgS3. 

Cependant, l’analyse de spéciation par XAS a montré la formation d’espèces inorganiques Ag2S 

dans les cas d’exposition de sphéroïdes à AgNO3 et aux NP-Ag enrobées de citrate, alors que 

nous n’avons jamais détecté, dans les mêmes conditions d’exposition, ce type d’espèces dans 

des hépatocytes cultivés en 2D. Les différents types d’imagerie ont mis en évidence la 

présence de particules dans des vacuoles dans des coupes de sphéroïdes exposés à AgNO3 et 

aux NP-Ag enrobées de citrate. De plus, l’analyse chimique par EDX a montré que ces 

particules contiennent de l’Ag et du soufre. Ceci n’avait jamais été observé dans les systèmes 

de culture 2D d’hépatocytes. Ainsi, nous formulons l’hypothèse que l’excès d’Ag est stocké 

par les hépatocytes dans des vacuoles sous forme d’espèces Ag2S. Puisque Ag2S est un 

composé cristallin, la technique de choix pour vérifier notre hypothèse est la diffraction 

électronique. Cette technique a permis de prouver la formation de ces espèces d’Ag dans des 

cellules immunitaires du cerveau (Gonzalez-Carter et al., 2017) et dans un modèle 

d’algues (Wang et al., 2016), exposés aux NP-Ag. Au cours de ma thèse, nous avons fait 

quelques essais de diffraction électronique sur des coupes de sphéroïdes, mais nous n’avons 

pas réussi à résoudre des problèmes techniques lors de la mise en place de cette approche. Il 

serait intéressant de poursuivre cette approche dans le futur. Toutefois, cette technique a 

également ses limitations, car elle ne permet de visualiser des particules que lorsqu’elles ont 

une certaine taille. 

Les mécanismes conduisant à la présence d’espèces Ag2S dans les vacuoles restent encore à 

confirmer. Néanmoins, l’observation d’une fusion entre un endolysosome et une vacuole que 

nous avons reconstruits en 3D suggère que les endolysosomes pourraient vider leur contenu 

dans les vacuoles. Pour confirmer ceci, il serait nécessaire d’observer plusieurs échantillons. 

Je peux émettre l’hypothèse que le stockage de l’Ag dans les vacuoles serait un moyen pour 

réduire sa toxicité en le transformant en espèces non toxiques Ag2S. 

De plus, grâce à l’utilisation de la technique FIB-SEM, nous avons étudié les effets des espèces 

d’Ag sur l’ultrastructure des hépatocytes. Parmi les différents organites segmentés, les 

mitochondries ont présenté des modifications ultrastructurales différentes selon le type 

d’espèce auquel les sphéroïdes sont exposés. En effet, l’analyse quantitative de la sphéricité 

des réseaux mitochondriaux a mis en évidence le gonflement d’une fraction significative des 
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mitochondries dans le cas d’exposition aux NP-Ag enrobées de citrate et la formation d’un 

réseau mitochondrial plus tubulaire dans les cas d’exposition à AgNO3 et aux NP-Ag enrobées 

de PVP. Le gonflement des mitochondries pourrait être un signe de toxicité induite par les NP-

Ag enrobées de citrate. La formation d’un réseau mitochondrial tubulaire suggère que 

l’équilibre de fusion-fission des mitochondries pourrait être altéré dans les cas d’exposition à 

AgNO3 et aux NP-Ag enrobées de PVP. Afin d’aller plus loin dans la compréhension des effets 

d’espèces d’Ag sur les mitochondries, il serait intéressant d’étudier l’expression des protéines 

impliquées dans l’équilibre fusion-fission de ces organites telles que DRP1 qui est impliquée 

dans la fission mitochondriale et MFN1 et MFN2 qui induisent la fusion mitochondriale. En 

raison de la forme tubulaire des mitochondries, nous pouvons nous attendre à avoir une 

surexpression des protéines MFN et/ou une régulation négative de la protéine DRP1 dans les 

cas d’exposition à AgNO3 et aux NP-Ag enrobées de PVP. Étant donné que la mitochondrie est 

un organite clé dans le maintien du métabolisme énergétique de la cellule, il serait également 

intéressant d’évaluer les effets des espèces d’Ag sur les fonctions mitochondriales en étudiant, 

par exemple la respiration mitochondriale, en mesurant le potentiel mitochondrial et en 

réalisant un bilan énergétique.  

Dans l’ensemble, les résultats que nous avons obtenus, avec notre modèle 3D de sphéroïde 

d’hépatocytes, sur les transformations d’espèces d’Ag jusqu’à leur excrétion du foie sont en 

accord avec les résultats rapportés dans les études in vivo chez l’animal et avec les données 

cliniques sur l’accumulation de l’Ag dans les foies de personnes ayant subi une hospitalisation 

de longue durée. Ceci souligne la pertinence de notre modèle pour mimer in vitro le devenir 

des NP-Ag et de leurs produits de transformations tel qu’il peut se dérouler in vivo dans le 

foie. Notre approche d’imagerie couplée à notre modèle 3D pourrait être également 

pertinente pour étudier les transformations d’autres NP métalliques dans le foie et d’analyser 

la distribution de leurs produits de transformations à l’échelle de la cellule. 

Il serait toutefois intéressant d’améliorer ce modèle afin de développer un modèle hépatique 

encore plus proche de la physiologie et de l’architecture du foie. Nous pourrions envisager de 

transposer notre modèle à des hépatocytes primaires ou à des cellules souches pluripotentes 

induites différenciées en hépatocytes, afin d’obtenir des modèles plus proches de la 

physiologie d’un foie. Mais, la culture de ces deux types cellulaires est plus délicate que celle 

des lignées. En effet, les hépatocytes primaires ne prolifèrent pas et peuvent se dédifférencier 

en culture et à ma connaissance, il n’existe pas encore de protocole permettant d’obtenir des 

hépatocytes matures à partir de cellules souches. 

In vivo, les NP-Ag qui arrivent via la circulation sanguine peuvent être en partie phagocytées 

par les cellules de Kupffer, les macrophages du foie présents dans les sinusoïdes et en contact 

avec les LSEC. Veronesi et al. ont étudié la spéciation de l’Ag dans des macrophages primaires 

murins exposés à des NP-Ag et ont montré la dissolution des NP et la formation d’espèces 

AgS2 (Veronesi et al., 2015b). Il est difficile de prédire le devenir de ces espèces si elles sont 

excrétées des macrophages. Ainsi, la coculture d’hépatocytes sous forme de sphéroïde en 

présence de cellules de Kupffer permettrait de déterminer s’il y aurait une spéciation 

différente de l’Ag dans ces deux types cellulaires et si la présence des cellules de Kupffer aurait 

un impact sur la spéciation de l’Ag dans les hépatocytes. Cependant, ce qui est compliqué avec 
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ce modèle, c’est le maintien d’un ratio approprié entre les deux types cellulaires qui soit le 

plus proche possible du ratio in vivo, où les hépatocytes sont environ quatre fois plus 

nombreux que les cellules de Kupffer (Kmiec, 2001). Un autre point à prendre en considération 

est la difficulté de différencier les hépatocytes des cellules de Kupffer dans les études de 

spéciation réalisées avec un tel modèle.  

En outre, dans le foie, les NP-Ag passent à travers la barrière endothéliale avant leur entrée 

dans les hépatocytes et peuvent être potentiellement endocytées par les LSEC, étant donné 

la grande capacité d’endocytose de ces cellules. Afin de vérifier ceci, les LSEC pourraient être 

cultivées en 2D et exposées aux NP-Ag dans les mêmes conditions que celles utilisées pour les 

hépatocytes. L’analyse chimique par EDX pourrait confirmer ou non la présence d’endosomes 

contenant des NP-Ag dans les LSEC. Pour aller encore plus loin, les LSEC pourraient être 

intégrées dans le sphéroïde hépatique de façon à développer un sphéroïde vascularisé avec 

un réseau de sinusoïdes fenêtrés et des cellules de Kupffer pourraient être ajoutés afin de 

mimer plus fidèlement le microenvironnement cellulaire du foie. Actuellement, la difficulté à 

reproduire in vitro un réseau vasculaire rend le développement de tels modèles encore 

inaccessible, mais nous pouvons espérer que les améliorations futures des systèmes in vitro 

permettrait d’atteindre cet objectif à long terme. 

Pour une étude plus complète du devenir des NP-Ag dans le foie, on pourrait envisager de 

connecter les canalicules biliaires à des tubes biliaires formés par des cholangiocytes ajoutés 

au système multicellulaire, ce qui permettrait de récupérer la bile et de doser l’Ag excrété.  
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Chapitre 3 : Étude de l’ultrastructure de foie de souris par FIB-SEM 

Introduction 

Les premières observations des fenêtres des LSEC remontent aux années cinquante avec les  

travaux de Fawcett (Fawcett, 1955) et Parks (Parks, 1957) qui ont mis en évidence, par 

microscopie électronique, la présence de discontinuités dans l’endothélium hépatique. 

Ensuite, l’ultrastructure des fenêtres a été détaillée en 1970 dans l’article d’Eddie Wisse qui a 

montré que ce sont des pores dans la membrane des LSEC plutôt que des espaces 

intercellulaires, mettant ainsi fin à la controverse quant à l’existence et à la nature exacte de 

ces structures (Wisse, 1970). Ces observations ont mis en évidence que les fenêtres se 

forment dans des zones plates des LSEC, principalement en dehors de la zone nucléaire. Elles 

sont dispersées à la surface des LSEC soit individuellement ou groupées dans des sieve 

plates ou « des plaques à tamis » qui sont des groupes de quelques fenêtres à quelques 

dizaines de fenêtres (Wisse et al., 1985). Le nom sieve plate provient du fait que ces groupes 

de fenêtres permettent de filtrer ou de cribler (to sieve, en anglais) les molécules qui les 

traversent en direction des hépatocytes ou en direction de la lumière du sinusoïde. Les sieve 

plates représentent entre 60 et 75 % de la totalité des fenêtres des LSEC chez le 

rat (Svistounov et al., 2012).  

Jusqu’aux années quatre-vingt-dix, les techniques de microscopie électronique TEM et SEM 

ont été les techniques de référence pour l’étude des fenêtres des LSEC. L’introduction 

ultérieure de la microscopie à force atomique (AFM pour atomic force microscopy) et des 

techniques de microscopie photonique à super-résolution a permis d’apporter des 

connaissances complémentaires quant à l’ultrastructure des fenêtres et leur organisation 

spatiale dans des conditions physiologiques, pathologiques ou suite à des traitements avec 

différents agents influençant leur morphologie (pour des revues, voir Zapotoczny et al., 2020 

pour les études des LSEC par AFM et Øie et al., 2018 pour les études par les techniques de 

microscopie à super-résolution). Récemment, des études combinant plusieurs de ces 

techniques d’imagerie ont également été réalisées (Butola et al., 2021 ; Tinguely et al., 2020 ; 

Mönkemöller et al., 2015). Les observations en microscopie électronique sont généralement 

réalisées soit sur des blocs ou des coupes de foie fixés soit sur des LSEC fraîchement isolées, 

cultivées et fixées. Conventionnellement, les études par AFM et par les techniques optiques 

se faisaient uniquement sur des LSEC isolées et fixées, et récemment, l’imagerie des LSEC 

isolées et vivantes est devenue possible (Zapotoczny et al., 2019 ; Di Martino et al., 

2018 ; Zapotoczny et al., 2017). Les modèles animaux les plus utilisés sont le rat et la souris, 

mais les LSEC d’autres espèces animales (Braet et Wisse, 2002) ainsi que les LSEC 

humaines (Kong et al., 2021 ; Wisse et al., 2008) ont également été étudiées. 

L’étape la plus critique dans l’étude des fenêtres des LSEC est la préservation de leur intégrité 

une fois les cellules ou les tissus isolés du foie. Les cellules du foie sont récupérées après 

perfusion du foie de l’animal à la collagénase et les LSEC sont ensuite purifiées par 

centrifugation sur gradient de Percoll (Smedsrød et Pertoft, 1985). Les cellules fraîchement 
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isolées sont alors cultivées sur une lamelle de verre puis préparées et imagées. Cependant, les 

LSEC isolées peuvent perdre rapidement leurs fenêtres en culture et ne doivent pas être 

laissées plus de deux jours en culture avant leur observation. Mönkemöller et al. ont rapporté 

un protocole de cryo-préservation des LSEC de rat qui conservent, après décongélation, les 

caractéristiques fonctionnelles et morphologiques des LSEC fraîchement isolées, ce qui 

simplifie leur utilisation (Mönkemöller et al., 2018). Pour les préparations des échantillons de 

tissus, des petits morceaux de foie sont prélevés, fixés, colorés, inclus en résine et imagés. 

Dans ce cas, l’étape critique est l’étape de fixation, étape qui permet d’immobiliser et de 

stabiliser l’échantillon pour préserver son ultrastructure dans un état le plus proche possible 

de l’état vivant. Elle peut être réalisée par un fixateur en solution (fixation chimique) ou par 

congélation (cryo-fixation). Toutes les étapes de fixation doivent être finement contrôlées 

pour ne pas introduire d’artéfacts pouvant, par exemple modifier la structure des 

fenêtres (Cogger et al., 2015 ; Wisse et al., 2010). En effet, un problème de fixation peut 

induire la perte des fenêtres (défenestration), leur rétrécissement ou la formation de gros 

pores (gaps) qui ont un diamètre supérieur à 250 nm et qui sont probablement le résultat de 

fusion de fenêtres (Cogger et al., 2015). La présence de gros pores sur les images des LSEC 

peut mener à de fausses interprétations des observations, car ces pores peuvent être soit un 

artéfact de préparation, soit le résultat d’une altération des LSEC dans des conditions 

pathologiques ou suite à des traitements avec des agents toxiques ou des 

médicaments (Szafrańska et al., 2021a ; Cogger et al., 2004). Il en découle l’importance de 

l’optimisation de la préparation des échantillons pour une meilleure préservation des fenêtres 

des LSEC.  

La caractérisation des fenêtres consiste principalement à déterminer leur diamètre, leur 

fréquence, c’est-à-dire leur nombre par cellule ou par unité de surface et à quantifier la 

porosité des LSEC qui est définie comme étant la fraction de la surface fenêtrée d’une 

LSEC (Szafrańska et al., 2021b). Ces paramètres dépendent de plusieurs facteurs tels que 

l’espèce étudiée et la nature de l’échantillon. Par exemple, le diamètre des fenêtres des LSEC 

isolées est plus large que celui des LSEC dans le tissu hépatique (Steffan et al., 1987). Ces 

mesures dépendent aussi de la technique d’imagerie. A titre d’illustration, les différences 

entre les diamètres mesurés à partir d’images de LSEC, obtenues avec différentes techniques 

peuvent être de l’ordre de 30 % (Szafrańska et al., 2022 ; informations supplémentaires de 

Zapotoczny et al., 2019). La position des fenêtres dans le lobule influence également leur 

diamètre et par conséquent, la porosité des LSEC. En effet, des études par SEM sur des LSEC 

humaines et des LSEC de rat ont montré que les fenêtres sont plus larges dans les zones 

périportales et que la porosité des LSEC est plus élevée dans les zones centrales (Horn et al., 

1986 ; Wisse et al., 1983). Les fenêtres sont des structures dynamiques dont le diamètre 

change aussi en fonction de différents facteurs tels que le régime alimentaire (Cogger et al., 

2016), l’état de jeûne (O’Reilly et al., 2010), le stress oxydant (Cogger et al., 2004) ou en 

réponse à divers médicaments, hormones, drogues et hépatotoxines (pour une revue, voir 

Szafrańska et al., 2021a). De plus, la morphologie de l’endothélium fenêtré est modifiée lors 

du vieillissement (Le Couteur et al., 2002) et dans le cas de pathologies hépatiques (Poisson 

et al., 2017). La défenestration est l’une des principales altérations de la barrière endothéliale. 

Elle est caractérisée par la perte des fenêtres ou la diminution de leur nombre et de leurs 
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diamètres et par conséquent, une diminution de la porosité des LSEC. Une étude comparative 

chez le rat a montré qu’entre un individu jeune de 6 semaines et un individu âgé de 26 

semaines, les sinusoïdes perdent environ 50 % de leur porosité et qu’à l’inverse, l’épaisseur 

de leur paroi augmente d’environ 50 %. Ceci entraîne une dérégulation du transport des 

différentes molécules telles que les lipoprotéines qui ne passent pas ou plus difficilement à 

travers les LSEC de sujets âgés. Ce phénomène serait lié au développement de 

l’athérosclérose (Le Couteur et al., 2002). Lors du vieillissement, les sinusoïdes sont dans un 

état de pseudo-capillarisation. La défenestration des LSEC se produit également au cours de 

maladies chroniques du foie (DeLeve, 2015 ; Horn et al., 1987). La fibrose hépatique, par 

exemple, se caractérise par la défenestration des LSEC et le dépôt d’un tissu conjonctif dans 

l'espace de Disse. La fibrose peut évoluer vers une lésion plus grave appelée cirrhose. Au cours 

de cette évolution pathologique, une lame basale continue se forme sous l’endothélium 

hépatique qui perd ainsi ses propriétés de barrière de filtrage entre le sang et les hépatocytes. 

Cette transformation est appelée capillarisation des sinusoïdes (DeLeve, 2015). De plus, les 

LSEC possèdent une capacité intrinsèque à moduler le diamètre de leurs fenêtres comme cela 

a pu être mis en évidence par Zapotoczny et al. lors du suivi temporel par AFM des fenêtres 

de LSEC de rongeurs isolées, cultivées sur une lamette en verre et imagées dans leur milieu de 

culture (Zapotoczny et al., 2019 ; Zapotoczny et al., 2017). En effet, ces études ont montré que 

les fenêtres ont un cycle de vie de quelques minutes à environ 2 heures dans les LSEC isolées 

pendant lequel elles peuvent se former, se fermer et même se déplacer jusqu’à 5 µm dans les 

sieve plates. Les auteurs ont également observé des changements significatifs du diamètre 

d’une fenêtre individuelle, pouvant aller jusqu’à 200 % de sa taille. Ces changements de taille 

ne sont pas à priori corrélés avec le temps de vie des fenêtres (Zapotoczny et al., 2019) . La 

modulation du diamètre des fenêtres est possible grâce à la structure particulière de leur 

cytosquelette riche en actine, appelé fenestrae-associated cytoskeleton ring, qui entoure 

chacune de ces structures. Un cytosquelette appelé sieve plate-associated cytoskeleton ring 

entoure aussi chaque sieve plate (Braet et al., 1996). Le lecteur intéressé par l’état de l’art sur 

les différents mécanismes à l'origine de la formation des fenêtres des LSEC et les voies de 

signalisation impliquées dans leur régulation peut se référer à la revue récente de Szafrańska 

et al. (Szafrańska et al., 2021a).  

La plupart des études de caractérisation des fenêtres sont basées sur l’imagerie 2D des LSEC. 

Les études décrivant la structure 3D de ces cellules, et particulièrement de leurs fenêtres, sont 

très limitées. Braet et al. ont été les premiers à s’intéresser à l’étude de l’organisation spatiale 

3D des fenêtres en utilisant la tomographie électronique de LSEC isolées et spécifiquement 

préparées pour la visualisation du cytosquelette des fenêtres (Braet et al., 2009 ; 2007). Cette 

technique leur a permis de reconstruire en 3D des rangées de fenêtres en train de se former. 

Le rendu volumique des modèles 3D montre que ces fenêtres présentent un diamètre 

croissant et entourent une structure particulière, appelée « centre de formation des 

fenêtres » ou fenestrae-forming center (FFC), qui joue un rôle central dans leur 

formation (Braet et al., 2007).  

Comme je l’ai décrit précédemment, la qualité des images en microscopie dépend 

essentiellement de la préparation de l’échantillon à observer. Ceci est aussi vrai pour les 

acquisitions FIB-SEM. Pour cette technique, l’acquisition d’images de qualité est primordiale 
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pour obtenir une segmentation correcte des structures d’intérêt. Nous avons choisi comme 

modèle le foie de souris, car son ultrastructure est proche de celle de l’Homme et ce modèle 

animal permet d’appliquer des méthodes de préparation d’échantillons impossibles à réaliser 

sur une biopsie de foie humain. Pour étudier l’ultrastructure de foie de souris, et plus 

précisément celle des LSEC et de leurs fenêtres, nous nous sommes intéressés en premier lieu 

à l’optimisation de la préparation de blocs de foie de souris pour l’imagerie FIB-SEM. En 

deuxième lieu, mon objectif a été de développer une approche de segmentation pour la 

reconstruction 3D des LSEC et de leurs fenêtres.  

Dans ce chapitre, je vais présenter les résultats d’optimisation de la préparation des 

échantillons étudiés puis détailler la méthode de segmentation des LSEC et à la fin du chapitre, 

je vais discuter les intérêts et les limites de notre étude pour l’analyse de l’ultrastructure du 

tissu hépatique avant de présenter quelques perspectives de ce travail. 

1. Optimisation de la préparation des échantillons de foie de souris 

L’objectif de la première partie de notre étude a été de choisir une préparation d’échantillons 

de foie de souris qui permet de préserver l’ultrastructure du tissu hépatique et d’obtenir un 

contraste optimal pour une visualisation correcte des structures intercellulaires : sinusoïde, 

espace de Disse et canalicules biliaires. Pour cela, nous avons comparé quatre protocoles de 

préparation.  

 1.1. Amélioration de la préservation de l’ultrastructure du tissu hépatique   

Avant acquisition au FIB-SEM, les blocs de foie sont fixés, contrastés par des métaux lourds, 

déshydratés et enrobés dans une résine. Les techniques de fixation chimique 

conventionnellement utilisées pour la préparation d’échantillons de foie prélevés chez des 

animaux de laboratoire sont la fixation par immersion et la fixation par perfusion suivie 

d’immersion. Dans la première technique, les échantillons sont prélevés chez l’animal, coupés 

en petits cubes et plongés dans le fixateur. La deuxième technique consiste à injecter la 

solution de fixation dans la circulation sanguine de l’animal vivant avant de prélever et de 

couper les échantillons. La fixation est ensuite poursuivie à l’extérieur de l’animal en 

plongeant les échantillons dans le fixateur qui est généralement une solution d’aldéhyde : 

glutaraldéhyde et/ou formaldéhyde.  

Le premier bloc de foie de souris (échantillon 1) qui était à notre disposition a été fixé par 

immersion et préparé principalement pour réaliser des coupes histologiques. Il a ensuite été 

observé au FIB-SEM et une pile d’images a été acquise avec une taille de voxel de 

10 × 10 × 10 nm3. La Figure 12A, extraite de cette pile d’images, montre des hépatocytes 

entourés de sinusoïdes formés par des LSEC. Un canalicule biliaire est également visible sur 

cette figure. Il est à noter que les espaces de Disse apparaissent dilatés et contiennent une 

faible densité de microvillosités hépatocytaires (étoiles sur la Figure 12A). En outre, les 

fenêtres des LSEC sont mal préservées avec cette préparation et les LSEC apparaissent 

continues. Ceci confirme que la fixation par immersion ne permet pas une préservation 
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optimale de l’ultrastructure des sinusoïdes, comme cela a déjà été rapporté dans la 

littérature (Vreuls et al., 2014 ; Wisse et al., 2010).  

 

Figure 12 : Fixation d’échantillons de foie de souris par immersion et par perfusion suivie d’immersion. (A) 
Micrographie du tissu hépatique dans un bloc de foie de souris fixé par immersion (échantillon 1). Les étoiles 
montrent des espaces de Disse dilatés. (B) Micrographie du tissu hépatique dans un bloc de foie prélevé chez une 
souris perfusée en intracardiaque par la solution de fixation avant d’être immergé dans cette solution (échantillon 
2). CB : canalicule biliaire, Gly : glycogène, Lip : gouttelette lipidique, m : mitochondrie, N : noyau, RE : réticulum 
endoplasmique, Ste : cellule stellaire. 

Un deuxième bloc de foie (échantillon 2) a été prélevé chez une souris perfusée avec la 

solution de fixation, dans laquelle il a ensuite été immergé. Cet échantillon a été observé au 

FIB-SEM et une pile d’images a été acquise avec la même taille de voxel que l’échantillon 1. 

Dans ce deuxième échantillon, le tissu hépatique apparaît plus compact et les différents 

organites cellulaires comme les mitochondries et le réticulum endoplasmique sont mieux 

préservés que dans l’échantillon 1 (Figure 12B). Une acquisition à plus haute résolution (taille 

de voxel = 4 × 4 × 4 nm3) d’un sinusoïde montre la préservation des fenêtres des LSEC et la 

compacité de l’espace de Disse qui présente une grande densité de microvillosités 

hépatocytaires (Figure 13). Ces observations sont en accord avec ce qui est rapporté dans la 

littérature puisque la fixation par perfusion est considérée comme la technique de référence 

pour préserver l’ultrastructure des échantillons de foie prélevés chez des animaux de 

laboratoire (Wisse et al., 2010). Les différences en termes de préservation de l’intégrité du 

tissu hépatique entre les deux techniques de fixation sont principalement liées à une meilleure 

pénétration du fixateur dans les cellules dans le cas de perfusion de la souris. Au contraire, 

dans le cas de fixation par immersion, la pénétration du fixateur est plus lente, car elle est 

limitée par la diffusion. Ceci crée des gradients de fixation dans le tissu, en particulier entre 

les parties périphériques et le centre du bloc (Wisse et al., 2022 ; 1970).  

Dans un souci de simplification du texte, je vais employer dans la suite du chapitre le terme 

haute résolution pour désigner une taille de voxel de 4 × 4 × 4 nm3. 
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Figure 13 : Préservation des fenêtres des LSEC dans un bloc de foie de souris fixé par perfusion suivie 
d’immersion. (A) Micrographie d’un sinusoïde (échantillon 2). Les têtes de flèches pointent des fenêtres d’une 
LSEC. Les étoiles montrent l’espace de Disse. (B) Micrographie représentant un zoom sur le voisinage de la LSEC 
observée sur l’image A (rectangle orangé sur l’image A). La flèche rouge montre une cellule stellaire en contact 
avec la LSEC. Gly : glycogène, m : mitochondrie, RE : réticulum endoplasmique, Ste : cellule stellaire, Vil : 
microvillosités hépatocytaires. 

1.2. Amélioration du contraste des structures hépatiques  

Outre les altérations ultrastructurales du tissu hépatique, le contraste intracellulaire dans 

l’échantillon 1 n’est pas suffisant pour visualiser les différents organites cellulaires. Par 

exemple, les membranes des mitochondries des hépatocytes sont difficiles à distinguer 

(Figure 14). Le protocole 1 utilisé pour préparer cet échantillon est le protocole de préparation 

chimique conventionnelle. Il inclut une première étape de fixation avec du glutaraldéhyde, 

suivie d'une post-fixation avec un seul bain de tétroxyde d'osmium OsO4 (Sabatini et al., 1963). 

Le tétroxyde d'osmium est utilisé pour fixer et contraster les lipides et par conséquent, les 

organites délimités par des membranes lipidiques (Wigglesworth, 1957). La coloration peu 

intense obtenue avec ce protocole peut être due à un double effet : une mauvaise pénétration 

d’OsO4 dans les structures cibles en plus d’une mauvaise préservation de l’ultrastructure du 

tissu hépatique.  
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Figure 14 : Contraste des différentes structures hépatiques obtenu avec le protocole 1. Le contraste est poussé 
sur la micrographie pour des raisons de visualisation. Les têtes de flèches pointent des mitochondries. Un gradient 
de coloration est visible dans les gouttelettes lipidiques (flèches blanches). Des globules rouges sont observés dans 
le sinusoïde en haut de l’image. CB : canalicule biliaire, Gly : glycogène, GR : globule rouge, N : noyau 

L’échantillon 2 a été, quant à lui, préparé en utilisant deux bains d’OsO4 : un premier bain 

d’OsO4 réduit avec du ferrocyanure de potassium (K4[Fe(CN)6], abrégé en KFe) suivi d’un 

deuxième bain d’OsO4 (protocole 2). Le tétroxyde d'osmium réduit avec du ferrocyanure de 

potassium (OsO4 - KFe) est généralement utilisé pour renforcer le contraste des membranes 

lipidiques (White et al., 1979 ; De Bruijn et Den Beejen, 1975). Comme le montre la Figure 12B, 

le contraste intracellulaire dans l’échantillon 2 est meilleur que celui dans l’échantillon 1. En 

effet, les différents organites peuvent être facilement distingués (mitochondries, réticulum 

endoplasmique, glycogène). Sur les images acquises à plus haute résolution, les crêtes 

mitochondriales sont clairement visibles (Figure 13). L’état de préservation et la coloration 

des mitochondries sont des critères d’évaluation de la qualité de préparation des échantillons 

biologiques pour la microscopie électronique (Liang et al., 2021 ; Shami et al., 2016). 

L’amélioration du contraste observée avec le protocole 2 est due à l’utilisation du 

ferrocyanure de potassium, d’une part et à une meilleure pénétration de l’OsO4 dans le tissu, 

d’autre part.  

Puisque l’OsO4 réagit avec les lipides, les gouttelettes lipidiques apparaissent fortement 

contrastées sur les images FIB-SEM (Figure 15). En raison de l’abondance de ces gouttelettes 

dans l’échantillon 2 prélevé chez une souris âgée de 6 mois, les autres structures apparaissent 

faiblement contrastées. Comme les gouttelettes lipidiques s’accumulent avec l’âge de la 

souris (Geltinger et al., 2020 ; Gong et al., 2017), nous avons ensuite préparé des blocs de foie 

prélevés chez des souris plus jeunes, âgées de 4 semaines.  
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Figure 15 : Gouttelettes lipidiques dans un bloc de foie prélevé chez une souris âgée de 6 mois (protocole 2). 
Sur la micrographie, les gouttelettes lipidiques apparaissent fortement contrastées par rapport aux autres 
organites cellulaires. Gly : glycogène, Lip : gouttelette lipidique, m : mitochondrie, N : noyau, RE : réticulum 
endoplasmique.   

Dans le même échantillon, les images acquises à plus haute résolution sur un sinusoïde 

montrent une similarité de contraste entre les membranes des LSEC et les microvillosités des 

hépatocytes de leur voisinage (Figure 16). Compte tenu de la proximité et du contact entre 

ces structures, cette similarité de contraste rend plus complexe la distinction des LSEC de leur 

voisinage cellulaire au cours de l’étape de segmentation. La présence éventuelle de cellules 

stellaires dans l’espace de Disse complique encore plus la tâche de segmentation des LSEC. 

 

Figure 16 : Contraste des LSEC et des microvillosités hépatocytaires obtenu avec le protocole 2. (A) Micrographie 
montrant un sinusoïde hépatique et les hépatocytes qui les entourent. (B) Micrographie représentant un zoom 
sur le voisinage de la LSEC observée sur l’image A (carré orangé sur l’image A). Notez la similarité de contraste 
entre la membrane de la LSEC et les microvillosités de l’hépatocyte sous-jacent. Gly : glycogène, m : mitochondrie, 
Vil : microvillosités hépatocytaires. 
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Dans un autre échantillon préparé avec le protocole 2, des zones de contraste noir ont été 

observées principalement dans les sinusoïdes (Figure 17). Ce sont des cavités dans lesquelles 

la résine ne s’est pas imprégnée et leur présence sur les images complique la segmentation 

des LSEC. Pour éviter ce problème de pénétration de la résine qui est plus récurrent dans les 

gros blocs de foie, des échantillons plus petits, d’environ 1 mm3, ont été préparés et utilisés 

dans les acquisitions suivantes. 

 

Figure 17 : Cavités dans un bloc de foie de souris préparé avec le protocole 2. Micrographie montrant des cavités 
dans des sinusoïdes de l’échantillon (étoiles). CB : canalicule biliaire, Gly : glycogène, Kp : cellule de Kupffer, m : 
mitochondrie, N : noyau, RE : réticulum endoplasmique, Vil : microvillosités hépatocytaires. 

1.3. Comparaison entre la méthode de contraste en bloc et la cryo-substitution 

Dans l’optique d’assurer une préservation optimale des LSEC et de renforcer leur contraste 

par rapport aux autres structures hépatiques, nous avons ensuite comparé la coloration 

chimique des blocs à température ambiante et la coloration à froid par cryo-substitution. Pour 

cela, nous avons testé deux protocoles (protocoles 3 et 4) sur des blocs de foie prélevés chez 

des souris jeunes perfusées (âgées de 4 semaines). Le protocole 3 est inspiré du protocole mis 

en place par le National Center for Microsopy and Imaging Research (NCMIR) pour améliorer 

le contraste membranaire des tissus de mammifères à observer en SBF-SEM (Deerinck et al., 

2010). Ce protocole repose sur l’ajout de l’activateur thiocarbohydrazide (TCH) et des deux 

colorants : acétate d’uranyle et aspartate de plomb. Comparé à quatre autres protocoles de 

préparation, le protocole du NCMIR a permis d’obtenir une préservation et un contraste 

optimaux pour l’imagerie du tissu hépatique de rat par SBF-SEM (Shami et al., 2016). À 

l’inverse du protocole original, nous n’avons pas utilisé de TCH dans notre troisième protocole. 

Le TCH est généralement ajouté pour augmenter le contraste membranaire en renforçant la 

fixation de l’OsO4 sur les lipides (Seligman et al., 1966). Par contre, il a été récemment rapporté 

qu’il augmente le risque de fracture mécanique des échantillons de cerveau par la formation 

probable de bulles d’azote (Mikula et Denk, 2015). Notre protocole 3 inclut une double 

imprégnation des échantillons par l’OsO4, comme pour le protocole 2, suivie d’une coloration 
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à l’acétate d’uranyle et d’une coloration à l’aspartate de plomb. L’acétate d’uranyle est un sel 

de métal lourd utilisé pour la coloration des protéines et des acides nucléiques (Huxley et 

Zubay, 1961) et l’aspartate de plomb est utilisé principalement pour la coloration des 

protéines (Walton, 1979). Ces deux colorants permettent également d’augmenter la 

conductivité de l’échantillon et de réduire les effets de charge en microscopie électronique 

3D (Kizilyaprak et al., 2019 ; Genoud et al., 2018). Le protocole 4, quant à lui, inclut une 

première étape de préfixation chimique (perfusion + immersion) suivie d’une congélation à 

haute pression et d’une cryo-substitution. La préfixation est nécessaire pour éviter les 

altérations ultrastructurales qui peuvent avoir lieu entre le prélèvement des échantillons et le 

début de leur congélation (K. McDonald et al., 2010). L’OsO4 et l’acétate d’uranyle sont ajoutés 

au solvant de substitution (acétone) pour fixer et colorer les échantillons. Ils commencent à 

pénétrer dans le tissu à basse température (-90 °C) avant de commencer leurs réactions 

progressivement avec la remontée de la température pendant le cycle de cryo-substitution. 

La fixation par l’OsO4, par exemple, se produit à partir d’une température de -70°C (White et 

al., 1976). Deux blocs de foie ont été préparés, un avec le protocole 3 et l’autre avec le 

protocole 4. Ils ont été observés au FIB-SEM et des piles d’images ont été acquises avec une 

taille de voxel de 10 × 10 × 10 nm3. La Figure 18 montre deux micrographies du tissu 

hépatique dans ces deux échantillons.  

 

Figure 18 : Coloration à température ambiante (contraste en bloc) et coloration à froid (cryo-substitution) de 
blocs de foie de souris. (A) Micrographie d’un bloc de foie de souris préparé avec la méthode de contraste en 
bloc (protocole 3). (B) Micrographie d’un bloc de foie de souris préparé par congélation à haute pression suivie de 
cryo-substitution (protocole 4). Notez l’aspect en rosettes du glycogène, obtenu avec le protocole 3 (A) et sa forme 
en amas non colorés obtenue avec le protocole 4 (B). Gly : glycogène, Lip : gouttelette lipidique, m : mitochondrie, 
N : noyau, RE : réticulum endoplasmique. 

Les deux échantillons présentent une bonne préservation du tissu hépatique et un contraste 

global plus marqué que celui obtenu avec le protocole 2. Les structures fines telles que les 

crêtes mitochondriales et le réticulum endoplasmique sont bien préservées et sont clairement 

visibles, surtout sur les images à plus haute résolution (Figures 19 et 20). Cependant, avec la 

coloration du protocole 4, le glycogène perd son aspect en rosettes, classique des préparations 

chimiques et apparaît sous forme d’amas non colorés (clairs sur les images) observés entre les 
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mitochondries et le réticulum endoplasmique. En effet, l’aspect du glycogène sur les images 

de microscopie électronique dépend fortement de la méthode de préparation de 

l’échantillon (Minio et al., 1966). Des amas de glycogène non colorés ont été précédemment 

décrits par von Schack et Fakan sur des images TEM de coupes de foie de souris colorées à 

l’acétate d’uranyle et au citrate de plomb après préparation par congélation à haute pression 

suivie de cryo-substitution avec de l’acétone pure (von Schack et Fakan, 1994). De plus petites 

zones similaires ont également été observées dans des coupes de foie de rat préparées en 

utilisant le même protocole mais en ajoutant de l’OsO4 au solvant de substitution (Hsieh et al., 

2006). La nature exacte des réactions chimiques qui donnent un tel aspect au glycogène après 

cryo-fixation et cryo-substitution du tissu hépatique est inconnue. De plus, Vye et Fischman 

ont rapporté que la coloration en bloc avec des solutions non tamponnées d'acétate d'uranyle 

aqueux modifie considérablement l’aspect du glycogène particulaire dans le tissu musculaire 

humain et celui de la souris. En particulier, ils ont décrit l’extraction des particules du 

glycogène et par conséquent, l’apparition des amas non colorés sur des images TEM des tissus 

étudiés (Vye et Fischman, 1970). Ainsi, dans notre cas, le double effet de la préparation avec 

cryo-fixation et de la coloration à l’acétate d’uranyle pourrait expliquer l’aspect du glycogène 

obtenu avec le protocole 4. 

Le contraste des mitochondries est plus marqué avec la coloration du protocole 4 et celui du 

réticulum endoplasmique est plus marqué avec la coloration du protocole 3, comme le montre 

les Figures 19 et 20. En ce qui concerne les LSEC, leur contraste sur les images obtenues avec 

le protocole 3 n’est pas suffisant pour distinguer leurs membranes des microvillosités 

hépatocytaires. À l’inverse, leurs membranes sont mieux contrastées avec la coloration du 

protocole 4 (Figure 20A). Ceci est surtout visible dans les régions fenêtrées des 

LSEC (Figures 20C et 20D). 

 

Figure 19 : Contraste des différentes structures hépatiques obtenu avec le protocole 3. (A) Micrographie 
montrant une partie d’un sinusoïde entouré d’hépatocytes dans un bloc de foie de souris préparé avec le 
protocole 3. Notez l’aspect en rosettes du glycogène dans les hépatocytes. (B) Micrographie représentant un 
zoom sur le sinusoïde observé sur l’image A (carré orangé sur l’image A). Les flèches noires montrent des fenêtres 
d’une LSEC et la flèche rouge montre des précipités denses aux électrons dans la lumière du sinusoïde. Notez la 
similarité de contraste entre les membranes de la LSEC et les microvillosités de l’hépatocyte sous-jacent. Gly : 
glycogène, Lip : gouttelette lipidique, m : mitochondrie, N : noyau, RE : réticulum endoplasmique, Vil : 
microvillosités hépatocytaires. 
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En outre, dans la lumière des sinusoïdes du bloc de foie coloré à température ambiante, des 

dépôts denses aux électrons ont été observés (flèche rouge sur la Figure 19B). Ces précipités 

peuvent être des précipités de plomb ou des sels d’uranyle formés au cours de la préparation 

de l’échantillon. Leur présence encombre les sinusoïdes, ce qui rend difficile la distinction des 

membranes des LSEC du reste des structures et complique par conséquent la segmentation 

des LSEC. De tels précipités n’ont pas été observés dans les sinusoïdes du bloc coloré à froid. 

Comme le montre la Figure 20, la surface des LSEC dans cet échantillon est bien dégagée et 

les structures membranaires d’endocytose sont clairement visibles (têtes de flèches sur la 

Figure 20B). 

 

Figure 20 : Contraste des différentes structures hépatiques obtenu avec le protocole 4. (A) Micrographie d’un 
sinusoïde dans un bloc de foie de souris préparé avec le protocole 4. (B) Micrographie représentant un zoom sur 
une région nucléaire d’une LSEC observée sur l’image A (carré rouge sur l’image A). Les têtes de flèches pointent 
des puits recouverts de clathrine sur la membrane de la LSEC. (C) Micrographie représentant un zoom sur des 
régions fenêtrées d’une LSEC (carré orangé sur l’image A). Les flèches montrent des membranes fortement 
contrastées de la LSEC. (D) Micrographie représentant un zoom sur une autre région fenêtrée (carré bleu sur 
l’image A). La flèche montre une organisation des fenêtres en double couche. Gly : glycogène, m : mitochondrie, 
N : noyau, RE : réticulum endoplasmique, Vil : microvillosités hépatocytaires.  

L’amélioration du contraste membranaire des LSEC avec le protocole 4 peut être expliquée 

par un double effet : une préservation optimale du tissu et une meilleure pénétration des 

agents contrastants à froid. En effet, il a été montré que la préfixation de tissus de mammifères 

avant leur congélation à haute pression permet d’obtenir une meilleure préservation de leur 

ultrastructure qu’une fixation chimique conventionnelle et une préservation comparable à 

celle obtenue après congélation directe (Bullen et al., 2014 ; Sosinsky et al., 2008). En 

particulier, il a été rapporté que la préfixation améliore la préservation des structures fragiles 

telles que les filaments d’actine de la membrane stéréociliaire des cellules sensorielles de 

l’oreille interne (Bullen et al., 2014). Par ailleurs, les fixateurs et les colorants pénètrent plus 

uniformément dans l’échantillon lorsqu’ils sont introduits à basse température, dans l’étape 

de cryo-substitution, que lorsqu’ils sont utilisés à température ambiante. Ceci est dû au fait 
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que durant le cycle de cryo-substitution, ils diffusent plus longtemps dans le tissu avant de 

commencer à le fixer et à le contraster. La coloration est ainsi plus homogène surtout en 

profondeur de l’échantillon. À l’inverse, leur action à température ambiante commence 

immédiatement dès leur contact avec le tissu, mais leur diffusion est plus rapide dans les zones 

périphériques que dans le centre du bloc. Par conséquent, la coloration résultante est plus 

intense en périphérie qu’au centre de l’échantillon. 

Les protocoles que nous avons utilisés pour l’optimisation de la préparation de blocs de foie 

de souris sont résumés sur la Figure 21.  

 

Figure 21 : Les quatre protocoles de préparation testés sur des blocs de foie de souris. 

En conclusion, nous avons testé quatre protocoles de préparation de blocs de foie de souris 

pour l’imagerie FIB-SEM. Les résultats obtenus avec le protocole 1 n’ont pas été satisfaisants 

ni en termes de qualité de préservation ni en termes de niveau de contraste du tissu. La qualité 

de préservation a été améliorée avec le protocole 2, mais le niveau de contraste obtenu pour 

les différentes structures a été modéré. Les protocoles 3 et 4 ont fourni les meilleures qualités 

de préservation et de coloration du tissu hépatique. En particulier, le protocole 3 a permis 

d’améliorer le contraste du réticulum endoplasmique. Son utilisation serait plus adaptée pour 

l’étude de l’ultrastructure de cet organite. Il serait éventuellement nécessaire d’optimiser ce 

protocole pour éviter la formation de précipités dans les sinusoïdes.  

En ce qui concerne les LSEC, l’amélioration la plus remarquable dans leur coloration a été 

obtenue avec le protocole 4. Par conséquent, nous l’avons choisi pour préparer des blocs de 
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foie à imager par FIB-SEM dans le but d’analyser l’ultrastructure de ces cellules. Afin d’éviter 

les problèmes de pénétration de résine et d’homogénéité de contraste, nous avons également 

choisi de prélever les échantillons chez des souris jeunes et de préparer de petits blocs 

d’environ 1 mm3. Les détails de la reconstruction 3D des LSEC sont présentés dans la section 

suivante.  

2. Reconstruction 3D des LSEC à partir d’images FIB-SEM 

2.1. Segmentation des LSEC 

Pour visualiser correctement les fenêtres des LSEC, les acquisitions FIB-SEM des sinusoïdes 

hépatiques ont été réalisées avec une résolution isotrope de 4 nm. Cependant, à cette 

résolution, les piles d’images générées sont très volumineuses et peuvent atteindre une 

centaine de gigaoctets (Go) pour une acquisition en continu pendant trois ou quatre jours. Ces 

piles d’images sont difficiles à traiter et à segmenter. La première question que je me suis ainsi 

posée a été de savoir si cette résolution est réellement nécessaire pour une segmentation 

correcte des fenêtres des LSEC sans introduction d’artéfacts.  

Pour répondre à cette question, j’ai comparé la qualité de segmentation obtenue à partir des 

images initiales acquises avec une taille de voxel de 4 × 4 × 4 nm3 et les images binnées par 

2 × 2 × 2 ayant une taille de voxel de 8 × 8 × 8 nm3. Cette méthode de binning a été choisie, 

car elle permet de réduire la taille de la pile d’images d’un facteur 8, tout en gardant une 

résolution suffisante pour visualiser les fenêtres des LSEC. La comparaison des segmentations 

a été faite sur un sous-volume de dimensions 1196 × 816 × 100 px3 (dimensions 

spatiales = 4780 × 3260 × 400 nm3), extrait d’une pile d’images acquises à haute résolution. La 

Figure 23A montre une image extraite de ce sous-volume qui représente une partie d’une 

LSEC. Inspirée de la procédure de segmentation des sphéroïdes hépatiques, j’ai initialement 

testé la méthode carving d’Ilastik pour la segmentation de la LSEC en question à partir des 

images à haute résolution. La méthode carving est détaillée dans la sous-section 4.5.4.1 du 

chapitre 1. Cependant, ce premier essai a échoué. En effet, la segmentation des LSEC nécessite 

de fournir beaucoup d’annotations, surtout autour des fenêtres où les membranes de la 

cellule deviennent très fines. Ceci a été incompatible avec la mémoire de la station de travail, 

ce qui a entraîné un échec de la segmentation. Par conséquent, une segmentation directe en 

une seule étape des LSEC n’est pas possible avec Ilastik.  

Pour pouvoir comparer la qualité des segmentations générées à partir des images initiales et 

des images binnées, la procédure de segmentation a été initialement adaptée aux LSEC. Dans 

cette première étape, la pile d’images initiales a été utilisée pour la segmentation. 

2.1.1. Adaptation de la procédure de segmentation aux LSEC 

En prenant en compte la forme de la LSEC qui est constituée d’une large région nucléaire et 

de régions fenêtrées plus fines, la segmentation de cette cellule est divisée en deux étapes, 

l’objectif de chaque étape étant de segmenter une partie de la LSEC (Figure 22). L’étape 1 dite 

de « segmentation grossière » est réalisée avec la méthode carving sur les images binnées par 
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4 × 4 × 4 ayant une taille de voxel de 16 × 16 × 16 nm3 (Figure 22B). Puisque les membranes 

des régions fines de la LSEC ne sont pas nettes sur ces images binnées, cette étape permet la 

segmentation de la région nucléaire mais pas des régions fenêtrées de la LSEC. Le masque 

binaire obtenu a une résolution isotrope de 16 nm (Figure 22C). Il est ré-échantillonné avec 

Fiji pour le ramener à la résolution isotrope initiale de 4 nm en appliquant une interpolation 

bicubique (Figure 22D). Le masque binaire ré-échantillonné et la pile d’images initiales sont 

combinés en une pile d’images à deux canaux et sont appliqués en entrée d’une deuxième 

segmentation réalisée avec la méthode pixel classification d’Ilastik. Le principe de cette 

méthode est expliqué dans la sous-section 4.5.4.2 du chapitre 1. Dans l’étape 2, l’algorithme 

de segmentation calcule à la fois les caractéristiques des voxels de la pile d’images initiales et 

celles des voxels du masque binaire. Ceci facilite son apprentissage pour la segmentation de 

la région nucléaire de la LSEC à plus haute résolution. De plus, l’étape 2 est dite de 

« segmentation fine » puisqu’elle permet de raffiner la segmentation grossière de la LSEC 

autour des fenêtres. A la fin des deux étapes, le masque de segmentation de la LSEC à 4 nm 

de résolution isotrope est créé (Figure 22E) et le maillage 3D correspondant est généré (Figure 

22F).  

 

Figure 22 : Méthode de segmentation des LSEC à deux étapes. Diagramme illustrant la procédure à 2 étapes 
utilisée pour la segmentation des LSEC. L’étape 1 (segmentation grossière) permet de segmenter la région 
nucléaire de la LSEC (de A à D) en utilisant la méthode carving. L’étape 2 (segmentation fine) permet de segmenter 
les régions fenêtrées de la LSEC en utilisant la méthode pixel classification. Le masque généré à la fin de 
l’étape 1 (D) et les images initiales (A) sont appliqués en entrée de cette étape. Les images initiales utilisées dans 
l’étape 2 ont une taille de voxel de 4 × 4 × 4 nm3 ou de 8 × 8 × 8 nm 3. Le masque final (E) est utilisé pour générer 
le maillage 3D (F). Les étapes de binning et d’échantillonnage sont réalisées avec Fiji. La segmentation est réalisée 
avec Ilastik. Les maillages 3D sont générés avec Avizo et visualisés avec Dragonfly. 

Cette procédure de segmentation à deux étapes est inspirée de la méthode de segmentation 

autocontext d’Ilastik qui consiste à appliquer la méthode pixel classification deux fois de suite 

pour améliorer les prédictions finales des classes segmentées (Kreshuk et Zhang, 2019 ; Tu et 

Bai, 2010). Dans notre cas, nous appliquons une segmentation en cascade en utilisant les 

méthodes carving et pixel classification. Notre procédure tire à la fois profit de l’efficacité de 
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la méthode carving à segmenter les structures délimitées par des membranes et la capacité 

d’apprentissage de la méthode pixel classification. En outre, l’utilisation des images binnées 

par 4 × 4 × 4 dans l’étape 1 réduit la taille des images initiales et facilite ainsi leur segmentation 

avec la méthode carving.  

 

Figure 23 : Segmentation d’une LSEC à deux résolutions. (A) Micrographie extraite du sous-volume utilisé pour 
la segmentation d’une LSEC (taille de voxel = 4 × 4 × 4 nm3). (B) Rendu 3D du maillage généré à partir du masque 
de segmentation à 4 nm de résolution isotrope. (C) Rendu 3D du maillage généré à partir du masque de 
segmentation à 8 nm de résolution isotrope. Les têtes de flèches pointent deux fenêtres qui sont correctement 
segmentées sur l’image B mais qui ne le sont pas sur l’image C. Les flèches montrent deux autres fenêtres 
correctement segmentées sur l’image B mais segmentées comme une seule fenêtre sur l’image C.  

2.1.2. Influence de la résolution sur la segmentation des fenêtres des LSEC  

Pour générer la segmentation de la LSEC à 8 nm de résolution isotrope, la procédure de 

segmentation décrite dans la sous-section précédente a été appliquée aux images binnées par 

2 × 2 × 2. Dans ce cas, le résultat de la segmentation grossière à 16 nm de résolution 

isotrope (Figure 22C) est ré-échantillonné pour avoir une taille de voxel de 8 × 8 × 8 nm3. 

Ensuite, le masque obtenu est combiné avec la pile d’images binnées en une pile d’images à 

deux canaux qui est appliquée en entrée de la deuxième segmentation avec pixel 

classification. 

Les masques binaires de la LSEC obtenus à 4 nm et à 8 nm de résolutions isotropes ont été 

corrigés manuellement dans MIB (Belevich et al., 2016). Il est à noter que les opérations de 

post-traitement du masque binaire sont à éviter dans ce cas pour ne pas introduire d’artéfacts 

comme la fermeture des fenêtres segmentées. Les maillages 3D générés à partir des masques 

corrigés sont représentés sur les Figures 23B et 23C.   
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Le nombre de fenêtres correctement segmentées a été compté manuellement : 28 fenêtres 

ont été dénombrées sur le maillage obtenu à partir des données à 4 nm de résolution et 21 

ont été dénombrées sur le maillage obtenu à partir des données à 8 nm de résolution. Ceci 

met en évidence que 25 % des fenêtres ne sont pas correctement segmentées dans le cas de 

l’utilisation des données binnées. En effet, la perte de résolution sur les membranes de la LSEC 

induit une segmentation incomplète des fenêtres (têtes de flèches sur les Figures 23B et 23C) 

ou la segmentation d’une seule fenêtre au lieu de deux (flèches sur les Figures 23B et 23C). 

En conclusion, une segmentation correcte des fenêtres des LSEC avec l’introduction d’un 

minimum d’artéfacts nécessite de travailler avec des images acquises à 4 nm de résolution. 

2.2. Segmentation des LSEC d’un sinusoïde hépatique 

Dans l’optique d’étudier le plus finement possible l’ultrastructure du tissu hépatique, et en 

particulier celle des sinusoïdes hépatiques, j’ai continué l’optimisation de la procédure de 

segmentation des LSEC afin de pouvoir segmenter correctement les LSEC qui forment le bord 

d’un sinusoïde hépatique. Pour cela, un sous-volume de dimensions 

3696 x 4280 x 392 px3 (dimensions spatiales = 14,78 × 17,12 × 1,57 µm3) a été extrait d’une 

pile d’images d’un sinusoïde, acquises à 4 nm de résolution isotrope et il a été utilisé pour la 

segmentation des LSEC. Une micrographie extraite de ce sous-volume est représentée sur la 

Figure 24A.  

 

Figure 24 : Sinusoïde segmenté. (A) Micrographie extraite du sous-volume utilisé pour la segmentation d’une 
partie d’un sinusoïde (taille de voxel = 4 × 4 × 4 nm3). (B) Micrographie représentant un zoom sur le bord du 
sinusoïde (rectangle orangé sur l’image A). Gly : glycogène, m : mitochondrie, RE : réticulum endoplasmique, Vil : 
microvillosités hépatocytaires.  

En raison de la taille du sous-volume (environ 6 Go), une segmentation en une seule étape des 

LSEC avec la méthode carving n’est pas envisageable. La procédure à deux étapes décrite 

précédemment dans la sous-section 2.1.1 a été initialement appliquée pour la segmentation 

des LSEC du sinusoïde, mais les régions fenêtrées de ces cellules n'ont pas pu être segmentées.  
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Ceci est dû à la difficulté de distinction entre ces régions fines et les structures de l’espace de 

Disse avec lesquelles les LSEC sont en contact, notamment les microvillosités hépatocytaires 

et les extensions cytoplasmiques des cellules stellaires. Ces structures ont des formes 

similaires à celles des LSEC, ce qui complique la tâche de segmentation (Figure 24B). De plus, 

la présence des hépatocytes à proximité des LSEC introduit du « bruit » dans l’algorithme de 

segmentation, représentant ainsi un autre défi à relever pour la segmentation correcte des 

LSEC. Compte tenu de ces considérations et de la forme des LSEC, il s’est avéré nécessaire de 

« séparer » le bord du sinusoïde des structures cellulaires de son voisinage et de segmenter 

chaque partie des LSEC (régions fenêtrées et régions nucléaires) séparément comme dans la 

procédure de segmentation précédente. Les technique de binning et de ré-échantillonnage 

des images ont également été utilisées pour contourner le problème de volume des données. 

L’optimisation de la méthode de segmentation des LSEC a abouti à la conception d’une 

procédure à quatre étapes, alternant des étapes de segmentation et de post-traitement 

réalisées dans différents logiciels. Les étapes sont :  

• Étape 1 : définition de la bande de localisation des fenêtres des LSEC ; 

• Étape 2 : segmentation des régions fenêtrées des LSEC ; 

• Étape 3 : segmentation des régions nucléaires des LSEC ; 

• Étape 4 : segmentation finale des LSEC. 

Ces étapes sont détaillées dans les sous-sections suivantes.  

2.2.1. Étape 1 : définition de la bande de localisation des fenêtres des LSEC 

Les fenêtres des LSEC sont situées dans une zone fine sur le bord du sinusoïde entre la lumière 

sinusoïdale et l’espace de Disse. L’objectif de l’étape 1 est de définir une bande dite de 

localisation des fenêtres des LSEC qui permet de séparer cette zone du reste des structures 

cellulaires. Cette étape comporte deux sous-étapes : une segmentation de la lumière du 

sinusoïde avec la méthode carving suivie d’un post-traitement du masque obtenu. La 

Figure 25 présente ces sous-étapes ainsi que les logiciels utilisés pour les réaliser.  

Puisque la segmentation de la lumière du sinusoïde n’est pas un objectif en soi, elle est réalisée 

grossièrement à partir des données binnées par 16 × 16 × 16 ayant une taille de voxel de 

64 × 64 × 64 nm3 (Figure 25B). Le masque obtenu à la fin de cette segmentation, appelé 

masque du sinusoïde (Figure 25C), est ré-échantillonné pour revenir à la résolution initiale de 

4 nm (Figure 25D). Ensuite, le masque binaire ré-échantillonné est post-traité en appliquant 

consécutivement un opérateur d’extraction de contour (outline), une dilatation et un filtre 

gaussien. Après extraction du contour (Figure 25E), la dilation est appliquée pour définir la 

largeur de la bande des fenêtres des LSEC, tout en visant à choisir un rayon de dilatation qui 

inclut le minimum possible de microvillosités hépatocytaires (Figure 25F). Enfin, un filtre 

gaussien est appliqué au contour dilaté pour ajouter un aspect flou qui permet de mieux 

définir la localisation des fenêtres des LSEC (Figure 25G). Le résultat de l’étape 1 est appelé 

bande des fenêtres. 
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Figure 25 : Définition de la bande de localisation des fenêtres des LSEC. Schéma explicatif de l’étape 1 de 
segmentation des LSEC qui comporte une segmentation de la lumière du sinusoïde (de A à D) suivie d’étapes de 
post-traitement du masque de segmentation obtenu (de D à G). La segmentation est réalisée avec la méthode 
carving d’Ilastik et le post-traitement est réalisé avec Fiji et IPSDK. Le contour extrait a une épaisseur d’un pixel 
mais pour des raisons de visualisation, il est dilaté sur l’image E. Les étapes de binning et d’échantillonnage sont 
réalisées avec Fiji 

2.2.2. Étape 2 : segmentation des régions fenêtrées des LSEC 

L'objectif de cette étape est de générer une première segmentation des régions fenêtrées des 

LSEC à 4 nm de résolution isotrope. Pour cela, la méthode pixel classification est appliquée en 

utilisant les images initiales (Figures 26A) et la bande des fenêtres (Figures 26B) comme 

données d’entrée à deux canaux. Les caractéristiques des voxels calculées à partir de la bande 

des fenêtres fournissent au classifieur des informations sur la localisation des fenêtres des 

LSEC et facilitent ainsi leur segmentation. Deux sous-volumes de dimensions 

354 × 393 × 392 px3, extraits des régions encadrées sur les Figures 26A et 26B sont utilisés 

pour l’apprentissage du classifieur. Après segmentation de ces sous-volumes, la généralisation 

de la segmentation à toute la pile d’images initiales est réalisée. Le masque obtenu, appelé 

masque de segmentation 1 (Figure 26C), présente une segmentation plus au moins correcte 

des régions fenêtrées mais pas des régions nucléaires des LSEC (rectangles bleus sur la Figure 

26C). Il contient également des erreurs de segmentations dans les hépatocytes (rectangles 

rouges sur la Figure 26C). Ces erreurs sont corrigées par un post-traitement du masque binaire 

en utilisant la bande des fenêtres définie dans l’étape 1 (Figure 25G).  

Le post-traitement est composé de 2 étapes :  

• Définition d’un « masque de soustraction » par inversion et dilatation de la bande des 

fenêtres. Ce masque de soustraction vaut la valeur 0 autour du bord du sinusoïde et la valeur 

1 ailleurs et il est utilisé pour masquer les régions segmentées des LSEC ; 

• Soustraction du « masque de soustraction » du masque de segmentation 1.  
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Le résultat obtenu après le post-traitement est appelé masque des régions fenêtrées des 

LSEC (Figure 26D).  

 

Figure 26 : Segmentation des régions fenêtrées des LSEC. Schéma explicatif de l’étape 2 de segmentation des 
LSEC réalisée avec la méthode pixel classification d’Ilastik. Les données d’entrée de cette segmentation sont les 
images initiales (A) et la bande des fenêtres (B). Les deux sous-volumes utilisés pour l’apprentissage du classifieur 
sont extraits des régions encadrées en rouge sur les images A, B. Le masque binaire généré (C) est ensuite post-
traité avec Fiji et IPSDK pour obtenir le masque des régions fenêtrées des LSEC (D). Les rectangles rouges sur 
l’image C montrent des exemples d’erreurs de segmentation dans les hépatocytes et les rectangles bleus montrent 
des régions nucléaires des LSEC qui ne sont pas correctement segmentées. 

2.2.3. Étape 3 : segmentation des régions nucléaires des LSEC 

La troisième étape de la procédure de segmentation vise à segmenter les régions nucléaires 

des LSEC. Comme les membranes de ces régions sont bien définies sur les images FIB-SEM, la 

méthode carving a été utilisée. Les premiers tests de segmentation n’ont pas été concluants, 

car les membranes des hépatocytes entourant le sinusoïde sont détectées par le filtre 

appliqué dans l’étape de prétraitement de la méthode carving et introduisent du « bruit » 

dans la carte des contours générée (voir sous-section 4.5.4.1 du chapitre 1). Il est donc 

nécessaire de fournir beaucoup d’annotations pour segmenter correctement les LSEC, ce qui 

rend complexe la tâche de segmentation. Pour remédier à ce problème, les hépatocytes sont 

masqués en définissant une bande de localisation des LSEC qui inclut à la fois les régions 

fenêtrées et les régions nucléaires de ces cellules avec le minimum de microvillosités 

hépatocytaires. Cette bande est ensuite appliquée aux images initiales avant de segmenter les 

régions nucléaires des LSEC. 

2.2.3.1. Prétraitement des images initiales 

La bande de localisation des LSEC est définie par l’extension de ces cellules de part et d’autre 

du contour du sinusoïde déterminé dans l’étape 1 (Figure 25E). Sa largeur est divisée en : 

largeur de l’extension des LSEC vers la lumière du sinusoïde, appelée bord intérieur du 

sinusoïde et largeur de l’extension de ces cellules vers les hépatocytes, appelée bord extérieur 

du sinusoïde. Les étapes de prétraitement sont : (i) la détermination du bord extérieur du 

sinusoïde, (ii) la détermination du bord intérieur du sinusoïde, (iii) la définition de la bande de 

localisation des LSEC, (iv) l’application de cette bande aux images initiales. Ces étapes utilisent 
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le masque du sinusoïde (Figure 25D) et son contour (Figure 25E) générés dans l’étape 1 (Figure 

25).  

- Détermination du bord extérieur du sinusoïde  

La Figure 27 résume cette étape qui consiste premièrement à dilater le masque du 

sinusoïde (Figure 27B) et deuxièmement à soustraire le masque initial au masque dilaté. Le 

résultat obtenu définit le bord extérieur du sinusoïde (Figure 27C). La dilatation est une 

opération de morphologie mathématique qui permet d’agrandir des objets (en 2D ou en 3D) 

sur des images binaires en suivant la forme d’un élément structurant. Dans notre cas, la 

dilatation est appliquée en 3D en utilisant la sphère comme élément structurant. 

 

Figure 27 : Détermination du bord extérieur du sinusoïde. Schéma représentant les 2 sous-étapes de 
prétraitement appliquées au masque du sinusoïde (A) pour définir le bord extérieur du sinusoïde (C). Le contour 
du sinusoïde, représenté en rouge, est superposé sur l’image C. Le contour a une épaisseur d’un pixel mais pour 
des raisons de visualisation, il est dilaté avant de le superposer sur l’image. Ces étapes sont réalisées avec IPSDK. 

- Détermination du bord intérieur du sinusoïde  

La Figure 28 résume les étapes suivies pour définir le bord intérieur du sinusoïde. Les deux 

premières étapes sont similaires à celles de la détermination du bord extérieur du sinusoïde, 

à savoir l’application d’une dilatation suivie d’une soustraction. La dilatation est appliquée ici 

en utilisant une sphère de rayon plus petit que celui choisi pour définir le bord extérieur du 

sinusoïde (Figure 28B). Le masque intermédiaire obtenu est représenté sur la Figure 28C. Le 

contour du sinusoïde est également dilaté avec le même rayon et le résultat obtenu est 

représenté sur la Figure 28E. Finalement, le masque intermédiaire est soustrait au contour 

dilaté et le résultat obtenu définit le bord intérieur du sinusoïde (Figure 28F).     
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Figure 28 : Détermination du bord intérieur du sinusoïde. Schéma représentant les étapes de prétraitement 
appliquées au masque (A) et au contour du sinusoïde (D) pour définir le bord intérieur du sinusoïde (F). Le contour 
du sinusoïde, représenté en rouge, est superposé sur les images C, E et F. Le contour a une épaisseur d’un pixel 
mais pour des raisons de visualisation, il est dilaté sur les images C, D, E et F. Ces étapes sont réalisées avec IPSDK. 

- Définition de la bande de localisation des LSEC 

Les deux bords du sinusoïde définis dans les étapes précédentes sont additionnés pour définir 

la bande de localisation des LSEC, comme le montre la Figure 29. 

 

Figure 29 : Définition de la bande de localisation des LSEC. Schéma représentant l’étape d’addition des deux 
bords du sinusoïde, extérieur (A) et intérieur (B), pour définir la bande de localisation des LSEC (C). Le contour du 
sinusoïde, représenté en rouge, est superposé sur les images A et B. Le contour a une épaisseur d’un pixel mais 
pour des raisons de visualisation, il est dilaté avant de le superposer sur les images. Cette étape est réalisée avec 
Fiji. 
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- Application de la bande de localisation des LSEC aux images initiales 

Les images initiales sont soustraites à la bande de localisation des LSEC et le contraste du 

résultat est inversé (Figure 30). Les images initiales ainsi prétraitées représentent 

principalement les LSEC et incluent quelques parties de l’espace de Disse et des hépatocytes 

sous-jacents.  

 

Figure 30 : Application de la bande de localisation des LSEC aux images initiales. La soustraction des images 
initiales (B) à la bande de localisation des LSEC (A) permet de mettre en évidence les structures à segmenter, les 
LSEC, sur les images prétraitées (C). Cette étape est réalisée avec Fiji. 

2.3.3.2. Segmentation des régions nucléaires des LSEC 

Les images initiales prétraitées sont binnées par 8 × 8 × 8 (taille de voxel = 32 × 32 × 32 nm3) 

et les régions nucléaires des LSEC sont segmentées à partir de ces images (Figures 31B). Grâce 

au prétraitement des images, la segmentation est moins bruitée et plus rapide. Enfin, le 

masque binaire obtenu (Figure 31C) est ré-échantillonné pour revenir à une taille de voxel de 

4 × 4 × 4 nm3. Le masque final est le masque des régions nucléaires des LSEC (Figure 31D). 

 

Figure 31 : Segmentation des régions nucléaires des LSEC. Schéma explicatif de l’étape 3 de segmentation des 
LSEC réalisée avec la méthode carving d’Ilastik. La segmentation est réalisée à partir des images prétraitées et 
binnées (B). Le masque de segmentation obtenu (C) est ré-échantillonné pour revenir à une taille de voxel de 
4 × 4 × 4 nm3 (D). Les étapes de binning et d’échantillonnage sont réalisées avec Fiji.  
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2.2.4. Étape 4 : segmentation finale des LSEC  

L’étape finale vise à combiner les résultats des étapes 2 et 3 pour fournir une segmentation 

finale des LSEC avec leurs régions fenêtrées et nucléaires à 4 nm de résolution 

isotrope (Figure 32). Cette segmentation est réalisée avec la méthode pixel classification en 

utilisant les images initiales prétraitées (Figures 32A), le masque des régions fenêtrées des 

LSEC (Figures 32B) et le masque des régions nucléaires des LSEC (Figures 32C) comme données 

d’entrée à trois canaux. Des sous-volumes sont extraits de différentes régions des LSEC et 

plusieurs combinaisons de ces sous-volumes sont utilisées pour l’apprentissage du classifieur 

avant de généraliser le résultat à toute la pile d’images prétraitées. Les meilleurs résultats de 

segmentation ont été obtenus avec l’apprentissage sur 4 (Figure 32D) et sur 6 sous-

volumes (Figure 32E). Les 4 sous-volumes sont extraits des régions encadrées en bleu sur les 

Figure 32A, 32B et 32C. Ces 4 sous-volumes sont complétés par deux autres sous-volumes 

extraits des régions encadrées en rouge sur les Figure 32A, 32B et 32C pour former les 6 sous-

volumes d’apprentissage. En particulier, la segmentation des régions nucléaires des LSEC est 

meilleure avec l’apprentissage du classifieur sur les 4 sous-volumes et les régions fenêtrées 

des LSEC sont mieux segmentées avec l’apprentissage sur les 6 sous-volumes, comme le 

montre la Figure 33. Les masques binaires de segmentations obtenus avec les deux 

apprentissages sont combinés en appliquant l’opération logique OR. Ensuite, le masque final 

est utilisé pour générer le maillage 3D du sinusoïde avec IPSDK. En effet, la génération du 

maillage 3D avec Avizo n’a pas été possible en raison du gros volume des données. Le maillage 

est simplifié et lissé avec Meshlab (Cignoni et al., 2008) et enfin visualisé avec 

Paraview (Ahrens et al., 2005) (Figure 32F).  

 

Figure 32 : Segmentation finale des LSEC. Schéma explicatif de l’étape 4 de segmentation des LSEC réalisée avec 
la méthode pixel classification d’Ilastik. Les images initiales prétraitées (A) et les masques des régions, fenêtrées 
(B) et nucléaires (C), des LSEC sont appliqués en entrée à 3 canaux de cette segmentation. Les sous-volumes utilisés 
pour l’apprentissage du classifieur sont extraits des régions encadrées en bleu et en rouge sur les images A, B et 
C. Les images (D) et (E) sont extraites des masques binaires obtenus avec l’apprentissage du classifieur, 
respectivement, sur les 4 et les 6 sous-volumes choisis pour la généralisation de la segmentation. Les deux 
masques binaires obtenus avec les deux apprentissages sont post-traités avec Fiji en utilisant la fonction logique 
OR. Enfin, le maillage 3D du sinusoïde est généré avec IPSDK et son rendu volumique est visualisé avec 
Paraview (F).  
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Figure 33 : Apprentissage du classifieur de la méthode pixel classification sur 4 et 6 sous-volumes dans l’étape 
4 de la segmentation des LSEC. (A) Micrographie extraite de la pile d’images du sinusoïde. (B) Micrographie 
représentant un zoom sur une région fenêtrée d’une LSEC (carré rouge sur l’image A). Les têtes de flèches pointent 
des régions fines de la LSEC et la flèche montre une région plus large. (C) Résultat de segmentation, avec la 
méthode pixel classification, de la région B avec un apprentissage du classifieur sur 4 sous-volumes. Les régions 
fines de la LSEC ne sont pas segmentées avec cet apprentissage (têtes de flèches). (D) Résultat de segmentation, 
avec la méthode pixel classification, de la région B avec un apprentissage du classifieur sur 6 sous-volumes. Les 
régions fines de la LSEC sont correctement segmentées avec cet apprentissage (têtes de flèches). La segmentation 
de la région plus large (flèche) est similaire entre les deux apprentissages. (E) Micrographie représentant un zoom 
sur une région nucléaire d’une LSEC (carré orangé sur l’image A). (F) Résultat de segmentation, avec la méthode 
pixel classification, de la région E avec un apprentissage du classifieur sur 4 sous-volumes. (G) Résultat de 
segmentation, avec la méthode pixel classification, de la région E avec un apprentissage du classifieur sur 6 sous-
volumes. La segmentation de la région nucléaire est meilleure avec l’apprentissage sur 4 sous-volumes (notez les 
petites zones non segmentées sur l’image G). Gly : glycogène, m : mitochondrie, RE : réticulum endoplasmique, 
Vil : microvillosités hépatocytaires. 

Un rendu volumique du maillage 3D final est représenté sur la Figure 34. Les deux parties des 

LSEC : les régions nucléaires (flèche) et les régions fenêtrées (rectangle) sont clairement 

visibles sur le maillage.  

 

Figure 34 : Rendu 3D du maillage des LSEC formant le bord du sinusoïde segmenté. 
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En conclusion, la procédure de segmentation que j’ai développée permet de segmenter à 

haute résolution les LSEC qui forment le bord d’un sinusoïde hépatique d’un foie de souris, 

tout en préservant leurs fenêtres. Cette procédure de segmentation en cascade consiste en 

quatre étapes alternant segmentation et traitement des images. Les différentes étapes ont 

été mises au point pour prendre en compte la particularité des LSEC, c’est-à-dire leur forme 

et leur position par rapport aux structures de leur voisinage cellulaire. La procédure de 

segmentation tire profit des avantages de deux méthodes de segmentation d’Ilastik, carving 

et pixel classification, tout en prenant en considération les limites de chaque méthode. En 

particulier, elle combine l’efficacité de la méthode carving pour la segmentation des structures 

délimitées par des membranes et la capacité d’apprentissage de la méthode pixel 

classification. En outre, la capacité de cette dernière à traiter de gros volumes de données 

grâce à son option de « traitement par lots » a permis de générer une segmentation de la pile 

d’images du sinusoïde qui est impossible à segmenter uniquement avec la méthode carving 

en raison de sa taille trop importante. De plus, l’application du binning et du ré-

échantillonnage des images a permis de contourner le problème du volume des données.  

3. Discussion  

La reconstruction 3D que j’ai réalisée pendant ma thèse des LSEC dans leur environnement 

tissulaire à une résolution nanométrique est une première. En effet, les études sur ces cellules 

sont généralement basées sur des observations de coupes en 2D réalisées sous différents 

angles dans le but d’avoir une idée de l’organisation 3D des fenêtres. Les rares reconstructions 

3D rapportées dans la littérature sont réalisées sur des LSEC isolées et imagées en 

tomographie électronique (Braet et al., 2009 ; 2007) ou en FIB-SEM (Tinguely et al., 2020). En 

particulier, dans l’étude par FIB-SEM, les fenêtres sont reconstruites en 3D à partir de LSEC 

cultivées en monocouche dans un dispositif optique permettant la corrélation d’imageries 

optique et électronique (Tinguely et al., 2020). Cependant, il s’agit d’une étude preuve de 

concept de l’application du dispositif et les auteurs n’ont pas interprété les résultats obtenus 

avec ces reconstructions. Notre étude 3D sur le tissu hépatique est donc pertinente, car elle 

permet de visualiser et d’analyser l’organisation spatiale des fenêtres des LSEC dans leur 

environnement biologique.   

Méthode de segmentation des LSEC 

La procédure de segmentation des LSEC que j’ai développée représente une avancée 

méthodologique qui permet d’élucider l’ultrastructure des LSEC en 3D à une résolution 

nanométrique. Néanmoins, elle nécessite de longues étapes de traitement et de 

segmentation d’images, ce qui représente un frein à la segmentation de plusieurs volumes 

FIB-SEM. À titre d’illustration, le sous-volume du sinusoïde que j’ai segmenté représente 

moins d’un cinquième du volume FIB-SEM total et sa segmentation a nécessité plusieurs mois. 

Il est toutefois important de noter que cette durée correspond à la durée totale du 

développement de la méthode de segmentation incluant les différents tests qui ont échoué. 

L’ajout de certaines étapes dans la démarche de segmentation s’est avéré nécessaire pour 

contourner la limite intrinsèque de la méthode carving pour segmenter de gros volumes de 

données. Une solution à cette limite serait de changer l’implémentation de la méthode carving 
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pour l’adapter à l’analyse de gros jeux de données. À cette fin, Hoslt et al. (Holst et al., 2016) 

ont proposé de modifier l’algorithme de carving pour analyser les données par blocs, c’est-à-

dire que le volume des données initiales est divisé en plusieurs sous-volumes plus faciles à 

segmenter. Avec ces modifications, ils ont réussi à segmenter un volume FIB-SEM d’une 

dizaine de Go. L’application du « traitement par blocs » à la méthode carving pourrait réduire 

le nombre des étapes de ma procédure de segmentation, mais demanderait des efforts 

importants de développement, surtout que cette option n’est pas librement disponible. Une 

piste intéressante à tester pour automatiser la segmentation des LSEC serait de fournir le 

résultat obtenu avec Ilastik comme segmentation de référence à un algorithme 

d’apprentissage profond. Ces algorithmes basés sur différents modèles de réseaux de 

neurones sont en plein essor dans le domaine de l’analyse d’images de microscopie 

électronique 3D (Heinrich et al., 2021). Récemment, Parlakgül et al. ont utilisé un de ces 

modèles pour segmenter les organites d’hépatocytes de souris à partir d’images FIB-SEM dans 

l’objectif d’étudier leurs modifications ultrastructurales dans un contexte de souris 

obèses (Parlakgül et al., 2022). Les méthodes d’apprentissage profond ont également été 

utilisées pour segmenter les fenêtres des LSEC à partir d’images AFM (Li et al., 2020). Des 

étapes de développement seront également nécessaires pour la mise en place de ces 

méthodes de segmentation automatique, mais le développement continu de solutions 

simples et faciles d’utilisation simplifie de plus en plus cette tâche.  

Organisation 3D des fenêtres des LSEC 

Pour comprendre les échanges entre le sang des sinusoïdes et celui baignant les espaces de 

Disse, il faut s’intéresser aux deux mécanismes qui sont liés à l’interaction entre les LSEC et les 

cellules du sang et qui influencent le transport des particules et la circulation des fluides 

dans le sinusoïde hépatique : le filtrage forcé (forced sieving) et le massage endothélial               
(endothelial massage) (Wisse et al., 1985). Les érythrocytes sont des cellules souples qui 

peuvent passer dans les sinusoïdes étroits en se repliant. Lors de leur passage dans la 

lumière sinusoïdale, ils dirigent le mouvement initialement aléatoire des particules 

transportées dans le sang et favorisent ainsi leur entrée dans l’espace de Disse via les 

fenêtres des LSEC, c’est le filtrage forcé. À l’inverse, les globules blancs sont des cellules 

rigides et leur taille est généralement supérieure à celle des sinusoïdes. En passant dans 

la lumière sinusoïdale, ils compriment l’espace de Disse entraînant ainsi une sortie du 

fluide de cet espace vers la lumière du sinusoïde via les fenêtres des LSEC, c’est le 

massage endothélial. Après le passage du globule blanc, les microvillosités des hépatocytes 

et les LSEC reprennent leurs formes initiales et par conséquent, du fluide frais est aspiré 

dans l’espace de Disse. Ce mécanisme permet le rafraîchissement, le mélange et le 

transport des fluides baignant cet espace. Ceci montre bien l’importance d’étudier 

l’organisation 3D et la taille des fenêtres des LSEC pour nous aider à comprendre les 

échanges entre le sinusoïde et l’espace de Disse en conditions physiologiques et 

pathologiques. 

Mes reconstructions 3D des LSEC m’ont permis de mettre en évidence la complexité de 

l’organisation de leurs fenêtres qui ne forment pas toujours une monocouche dans le 

tissu hépatique. En particulier, j’ai pu observer des structures en double couche de fenêtres 

(cercle sur la Figure 35), comme cela a déjà été montré dans la littérature.  
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Figure 35 : Organisation des fenêtres d’une LSEC en deux couches 

En effet, l’existence de telles structures a été proposée à partir d’observations en TEM de 

coupes de foie de rongeurs depuis le premier article de caractérisation des fenêtres des 

LSEC (Wisse, 1970) et récemment, à partir d’observations en SEM et en AFM de LSEC de 

rongeurs isolées et cultivées sur des supports de microscopie (informations supplémentaires 

de Szafrańska et al., 2022). Notre étude 3D sur le foie de souris confirme l’existence de ces 

structures in vivo. L’étude en 3D des LSEC, réalisée par Braet et al. (Braet et al., 2009), a montré 

l’existence de structures encore plus complexes sous forme de labyrinthes de fenêtres dans 

des LSEC de rats isolées et observées par tomographie électronique. Les auteurs ont 

également reconstruit en 3D une de ces structures à une résolution isotrope d’environ 3 nm. 

Les structures en labyrinthes de fenêtres ont été observées principalement dans les régions 

périnucléaires des LSEC, alors que des monocouches de fenêtres dites « ouvertes, sans 

obstruction » ont été observées dans les régions fenêtrées fines des LSEC. La présence de 

monocouches de fenêtres et des structures en multicouches de fenêtres dans les LSEC 

pourrait, selon les auteurs, influencer les mécanismes de transport des molécules à travers la 

barrière endothéliale. En effet, deux types de transport pourraient avoir lieu : un transport 

direct et rapide à travers les monocouches de fenêtres et un transport plus lent à travers les 

structures en labyrinthes qui pourraient aussi piéger des molécules lors de leur passage du 

sinusoïde vers les hépatocytes ou inversement (Braet et al., 2009). Néanmoins, Braet et al. ont 

utilisé une méthode de préparation des LSEC qui permet d’éliminer leur cytoplasme afin de 

mieux visualiser leurs membranes. Cette méthode pourrait potentiellement induire des 

artéfacts. De plus, le volume acquis et reconstruit en 3D dans leur étude, qui est d’environ 

0,0375 µm3, ne permet de visualiser qu’une partie d’une LSEC. Grâce à l’utilisation de la 

technique FIB-SEM, nous sommes capables de reconstruire en 3D et à une résolution similaire 

un volume dix-mille fois plus grand (400 µm3), ce qui pourrait permettre de suivre un 

sinusoïde. Notre approche d’imagerie FIB-SEM couplée à notre préparation d’échantillons 

optimisée pour bien préserver les fenêtres des LSEC et aux méthodes d’analyse d’images que 

j’ai développées serait donc plus performante pour confirmer l’existence et étudier ces 

structures en labyrinthes de fenêtres dans le tissu hépatique.  

Développement de méthode de quantification des diamètres des fenêtres des LSEC 

Sur des images de LSEC isolées et cultivées sur des supports de microscopie, les méthodes 

conventionnelles d’analyse quantitative des fenêtres en 2D se basent sur la délimitation 
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manuelle ou la détection semi-automatique ou entièrement automatique des contours des 

fenêtres (Szafrańska et al., 2021b). La méthode manuelle consiste à dessiner le contour des 

fenêtres à la main, la méthode semi-automatique est basée sur la segmentation des fenêtres 

par seuillage d’images et la méthode automatique utilise des outils de segmentation tels 

qu’Ilastik. Szafrańska et al., ont comparé et discuté les atouts et les limites de chaque méthode 

en termes d’efficacité et de précision de mesures. Ils ont également évalué le biais introduit 

par l’utilisateur en comparant les résultats de mesures obtenus par cinq 

utilisateurs  (Szafrańska et al., 2021b). La méthode manuelle s’est avérée la méthode la plus 

précise pour la quantification du nombre des fenêtres, mais un biais significatif de l’utilisateur 

est introduit dans les mesures. La méthode semi-automatique a donné la meilleure précision 

pour les mesures des diamètres et le moins de biais de l'utilisateur pour ces mesures. La 

méthode automatique est la plus efficace, car elle permet de faire des mesures sur des milliers 

de fenêtres en même temps, mais nécessite des images de bonne qualité. Finalement, le choix 

de l’une ou de l’autre de ces méthodes dépend de la technique d’imagerie, de la qualité des 

images et du volume des données à analyser. Grâce à ces différentes méthodes d’analyse 

quantitative des fenêtres des LSEC, il est possible de mesurer dans des études en 2D sur 

cellules isolées les diamètres de plusieurs centaines voire de plusieurs milliers de fenêtres avec 

des temps d’analyse plus ou moins longs. Pour le tissu hépatique, les mesures des paramètres 

quantitatifs tels que le diamètre, la surface et la fréquence des fenêtres sont principalement 

réalisées sur des images SEM de la surface interne de sinusoïdes qui est accessible après coupe 

d’un bloc de foie par une lame de rasoir. Elles sont basées sur la délimitation manuelle de la 

surface de la LSEC et la mesure manuelle des diamètres des fenêtres (Cogger et al., 2015). 

Dans le cas de cellule isolée et étalée sur un support plat, les fenêtres sont sur un même plan 

et sont donc faciles à visualiser et à quantifier, l’approche d’analyse en 2D est alors efficace. 

Mais cette approche est plus complexe pour un tissu où il faut tenir compte de 

l’environnement cellulaire 3D, et notamment de la courbure des sinusoïdes. Ceci montre la 

nécessité de développer des méthodes de quantification en 3D plus adaptées au tissu.   

Grâce à la méthode de segmentation que j’ai optimisée, des milliers de fenêtres peuvent être 

reconstruites en 3D à partir d’un même volume FIB-SEM, ce qui peut permettre de quantifier 

de façon statistique leurs diamètres. Afin de déterminer ces diamètres, j’ai testé sur quelques 

dizaines de fenêtres la méthode de mesure semi-manuelle qui est déjà utilisée pour quantifier 

les fenêtres à partir de coupes 2D de LSEC (Szafrańska et al., 2021b) et que j’ai appliquée en 

3D. De plus, j’ai essayé de développer une méthode de mesure en 3D, originale et 

automatique. La méthode semi-manuelle consiste, premièrement, à extraire manuellement à 

partir du maillage 3D un plan qui coupe une ou plusieurs fenêtres et deuxièmement, à mesurer 

son/leurs diamètres. La méthode automatique est basée sur une approximation sphérique 

des fenêtres. Elle consiste à calculer le diamètre de la plus grande sphère qui s’inscrit dans 

chaque fenêtre. Les diamètres calculés avec la méthode semi-manuelle sont dispersés entre 

80 et 250 nm (Figure 36A), alors que ceux calculés avec la méthode automatique ne sont pas 

dispersés, et leur distribution présente un pic (environ 60 %) pour la valeur de 

124 nm (Figure 36B).  
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Figure 36 : Histogrammes de distribution des diamètres des fenêtres mesurés en 3D. (A) Résultats de la méthode 
semi-manuelle. (B) Résultats de la méthode automatique.  

Les mesures de la méthode semi-manuelle que j’ai appliquée en 3D sont proches des mesures 

rapportées dans la littérature (Szafrańska et al., 2021b ; Cogger et al., 2015). Cette méthode 

est efficace pour quantifier les diamètres des fenêtres en 3D, mais elle nécessite beaucoup de 

temps. La distribution des diamètres mesurés avec la méthode automatique ne reflète pas la 

réalité. En effet, la taille des fenêtres est hétérogène dans le tissu hépatique, et cette méthode 

n’est pas adaptée pour détecter cette hétérogénéité. Elle ne permet donc pas la mesure des 

diamètres des fenêtres en 3D.  

Il serait ainsi nécessaire de continuer à travailler sur le développement de méthode 

automatique pour gagner en rapidité. Une idée intéressante à explorer serait de projeter la 

surface du sinusoïde segmenté sur un plan afin de quantifier les diamètres des fenêtres. Nous 

pourrions cependant, dans un premier temps, mesurer les diamètres d’un plus grand nombre 

de fenêtres avec la méthode semi-manuelle pour proposer des résultats statistiques 

permettant de déterminer la distribution des diamètres des fenêtres des LSEC dans 

l’échantillon de foie analysé. Il serait également intéressant de comparer cette distribution 

dans différentes zones du lobule hépatique (de la zone centrale vers la zone périportale) pour 

modéliser les différences de porosité au sein du lobule, et donc des différences potentielles 

dans les échanges entre le sang et les hépatocytes. Ces informations seraient utiles pour la 

compréhension des différences fonctionnelles des hépatocytes en fonction de leur position 

dans le lobule hépatique.  

Ma procédure de segmentation et de quantification pourra également permettre de comparer 

l’ultrastructure du tissu hépatique dans des conditions physiologiques et pathologiques. En 

effet, plusieurs pathologies sont associées à une diminution du nombre et du diamètre ou à 

une perte des fenêtres des LSEC. Par exemple, nous nous intéressons au modèle de souris 

BMP9-KO (BMP9-knockout) généré par nos collaborateurs par inactivation du gène codant 

pour la protéine BMP9 (bone morphogenetic protein 9) impliquée dans le développement des 

vaisseaux sanguins et dans la mise en place des fenêtres des LSEC (Desroches-Castan et al., 

2019). La caractérisation du phénotype de ces souris par observations en SEM de blocs de foie 

et de LSEC isolées a montré une réduction du nombre des fenêtres des LSEC par rapport aux 

LSEC de souris saines. De plus, des observations immunohistochimiques de coupes de foie ont 
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permis de mettre en évidence le développement d’une fibrose périsinusoïdale chez ces souris. 

Néanmoins, les techniques de caractérisation utilisées ne permettent pas de décrire finement 

les modifications ultrastructurales des LSEC. C’est dans cette perspective que nous avons 

commencé à imager par FIB-SEM des blocs de foie prélevés chez des souris BMP9-KO. La 

continuité de ce travail sera de segmenter des LSEC à partir de ces échantillons et de comparer 

leur porosité ainsi que le diamètre de leurs fenêtres avec des LSEC de souris saines pour 

véritablement quantifier le pourcentage de perte des fenêtres chez les souris BMP9-KO. Il 

serait aussi intéressant d’observer et de quantifier le dépôt du tissu cicatriciel dans l’espace 

de Disse pour suivre l’évolution de la fibrose développée chez ces souris KO.  

Outre l’étude quantitative des fenêtres des LSEC, l’imagerie 3D du tissu hépatique ouvre 

d’autres perspectives d’études ultrastructurales sur d’autres zones d’intérêts du lobule 

hépatique. Dans le lobule hépatique, les fenêtres des LSEC présentent une zonation : elles sont 

plus larges dans la zone périportale et plus petites mais plus nombreuses (porosité supérieure) 

dans la zone centrale, ce qui peut influencer les échanges entre le sang sinusoïdal et les 

hépatocytes. Cette zonation pourrait influencer la densité des microvillosités des hépatocytes 

en regard des zones plus ou moins fenêtrées. On pourrait en effet imaginer qu’au niveau des 

zones plus fenêtrées, les échanges entre les hépatocytes et les sinusoïdes seraient plus 

importants et que, par conséquent, les microvillosités des hépatocytes seraient plus denses 

afin d’assurer une surface d’échange plus élevée avec le sang de l’espace de Disse. Par ailleurs, 

il est décrit que les hépatocytes présentent une zonation métabolique (voir section 1.3.1 du 

chapitre 1) en fonction de leur position dans le lobule. Notre étude pourrait ainsi permettre 

de corréler la zonation des LSEC avec celle des hépatocytes. Grâce à la haute résolution de la 

technique FIB-SEM, cette hypothèse pourrait aussi être analysée à l’échelle d’une LSEC pour 

vérifier si les microvillosités hépatocytaires en regard des régions fenêtrées de la LSEC sont 

plus nombreuses que celles en regard des régions nucléaires. Il serait également intéressant 

d’étudier la densité du réseau mitochondrial des hépatocytes en fonction de leur position dans 

le lobule hépatique et de la corréler avec leurs fonctions métaboliques. Une telle étude 

nécessiterait de combiner la technique FIB-SEM avec d’autres techniques d’imagerie qui 

permettent l’acquisition de plus gros volumes comme le SBF-SEM.  

Pour aller plus loin, le développement d’un processus automatique et rapide de segmentation 

et de quantification des diamètres des fenêtres des LSEC pourrait permettre sur le long terme 

d’imager des biopsies de patients atteints de maladies du foie et de déterminer la porosité de 

leurs sinusoïdes dans différentes zones du lobule hépatique. Pour cela, on pourrait envisager 

de coupler l’imagerie SBF-SEM et l’imagerie FIB-SEM afin de repérer précisément des zones 

d’intérêt du lobule hépatique par SBF-SEM avant de les imager ensuite à plus haute résolution 

par FIB-SEM. L’application de telles approches de diagnostic s’inscrirait dans une perspective 

de développement d’une médecine personnalisée (du diagnostic à l’adaptation du 

traitement).  

Un autre axe de recherche serait d’étudier les zones de jonction entre les LSEC pour visualiser 

en 3D leurs dispositions à la périphérie d’un sinusoïde et déterminer si une seule cellule fait 

forcément le tour d’un sinusoïde. Il serait également intéressant d’étudier le contact entre 

LSEC et cellules de Kupffer qui résident dans le sinusoïde malgré le flux sinusoïdal et le passage 
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des cellules sanguines. De la même façon, nous pourrions vérifier si un contact est possible 

entre les cellules de Kupffer, via leurs prolongements à travers les fenêtres des LSEC, et les 

hépatocytes sous-jacents. 

Dans une perspective de corrélation entre l’ultrastructure et la physiologie du foie, il est 

indispensable de combiner ces observations ultrastructurales au FIB-SEM avec des études de 

biologie cellulaire comme des approches par transcriptomique et protéomique à l’échelle de 

cellules uniques ou sur coupes tissulaires. 

Conclusion 

Nous avons mis au point un protocole de préparation d’échantillons de foie de souris pour 

l’imagerie FIB-SEM afin de préserver l’ultrastructure du tissu hépatique et d’obtenir un niveau 

de contraste suffisant pour visualiser correctement les fenêtres des LSEC et l’espace de Disse. 

Pour segmenter les LSEC, j’ai développé une procédure de segmentation multi-étapes qui 

permet de segmenter les régions nucléaires et fenêtrées de ces cellules à une résolution 

nanométrique. Cette avancée méthodologique permet d’élucider en 3D l’ultrastructure des 

fenêtres des LSEC qui sont généralement étudiées en 2D. L’automatisation de la segmentation 

et des méthodes d’analyse d’images permettrait d’extraire des données quantitatives pour 

caractériser de façon statistique, par exemple la porosité des LSEC dans des conditions 

physiologiques et pathologiques. Notre approche pourrait également être appliquée à l’étude 

de l’ultrastructure d’autres zones d’intérêts du tissu hépatique. Associée à des études de 

biologie cellulaire ciblée, elle permettrait de mieux comprendre certaines fonctions 

hépatiques en conditions physiologiques, voire pathologiques.  
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Conclusions et perspectives 

Mon projet de thèse a porté sur l’utilisation de la microscopie électronique 3D de type FIB-

SEM pour l’analyse d’échantillons hépatiques. Deux études indépendantes ont été présentées 

dans ce manuscrit, utilisant deux modèles de foie, un modèle in vitro et un modèle in vivo :  

- L’étude du devenir des espèces d’Ag dans un modèle in vitro de sphéroïde 

d’hépatocytes afin de mimer le devenir de NP-Ag dans l’organisme, avec un focus sur 

leurs transformations et l’excrétion d’espèces d’Ag du foie ainsi que leurs effets sur 

l’ultrastructure cellulaire. 

- L’étude de l’ultrastructure de foie de souris (modèle in vivo) à une échelle 

nanométrique, avec un focus sur les fenêtres des LSEC. 

Je vais reprendre dans cette conclusion les principaux résultats obtenus et discuter les apports 

et les limites de la technique FIB-SEM et de l’analyse d’images réalisée dans nos études.  

• L’étude du devenir des espèces d’Ag dans un modèle in vitro de sphéroïde d’hépatocytes 

Pour étudier les transformations des espèces d’Ag depuis leur entrée dans les cellules jusqu’à 

leur excrétion, nous avons utilisé un modèle de culture 3D de cellules HepG2/C3A qui 

reproduit in vitro les fonctions d’excrétion biliaire. Afin de mimer les voies principales 

d’exposition humaine aux NP-Ag, à savoir les voies orale et parentérale, nous avons exposé 

nos sphéroïdes, respectivement, au sel d’Ag AgNO3 et à deux types de NP-Ag qui diffèrent par 

leur enrobage : des NP-Ag enrobées de PVP et des NP-Ag enrobées de citrate. La combinaison 

de différentes techniques d’imagerie, d’analyse chimique et de spéciation nous a permis de 

visualiser les différentes espèces d’Ag formées dans les hépatocytes, leur composition 

élémentaire et leur distribution à une échelle subcellulaire. Les principaux résultats de cette 

étude sont les suivants :  

i. La formation intracellulaire de composés organothiolés de coordination AgS2 et AgS3 

dans tous les scénarios d’exposition étudiés ; 

ii. La présence de particules contenant de l’Ag et du soufre dans des vacuoles dans les 

cas d’exposition à AgNO3 et aux NP-Ag enrobées de citrate. Ces particules pourraient 

être des espèces inorganiques Ag2S que les hépatocytes stockeraient dans des 

vacuoles pour limiter la toxicité de l’excès d’Ag ; 

iii. L’excrétion d’ions Ag(I) dans les canalicules biliaires par le transporteur de Cu ATP7B ; 

iv. La modification de l’ultrastructure du réseau mitochondrial des hépatocytes mise en 

évidence par le gonflement d’une fraction significative des mitochondries dans le cas 

d’exposition aux NP-Ag enrobées de citrate et la formation d’un réseau mitochondrial 

plus tubulaire dans les cas d’exposition à AgNO3 et aux NP-Ag enrobées de PVP. Ceci 

suggère que les espèces solubles Ag(I) peuvent être toxiques pour les mitochondries 

ou modifier leur équilibre de fusion-fission.  

L’utilisation de notre modèle 3D a permis d’analyser le devenir des NP-Ag et de leurs produits 

de transformations tel qu’il peut se dérouler in vivo et d’apporter de nouvelles connaissances 



                                                                                                                                    Conclusions et perspectives 

132 

par rapport aux études utilisant des cultures cellulaires en 2D, en particulier en ce qui 

concerne l’excrétion des ions Ag(I), le stockage de l’Ag en excès et les effets des espèces d’Ag 

sur les mitochondries. De plus, certains scénarios d’exposition utilisés miment la voie 

d’exposition parentérale, associée à l’utilisation de dispositifs médicaux contenant des NP-Ag, 

qui est rarement étudiée dans la littérature. La compréhension des transformations in vivo 

des NP-Ag relarguées des dispositifs médicaux dans la circulation sanguine permettra de 

mieux prédire le risque de toxicité pour la population hospitalisée. La prise en compte de ces 

risques participe à la conception de dispositifs dits plus sûrs qui permettent de libérer 

suffisamment d’ions Ag (I) pour leur activité biocide sans libération de NP-Ag. En outre, la 

pertinence de notre modèle biologique pour récapituler les transformations des espèces d’Ag 

in vitro montre son importance pour étudier le devenir d’autres nanomatériaux dans le foie 

comme d’autres types de NP ou des nanomédicaments dont le devenir et les mécanismes 

d’élimination sont mal connus. 

Des questions sur le devenir des NP-Ag dans les hépatocytes restent néanmoins en suspens 

et mériteraient plus d’approfondissement afin de compléter nos connaissances sur le sujet :  

- Comment les ions Ag(I) sont-ils transportés des endolysosomes au cytosol ?  

- Comment des composés organothiolés sont internalisés dans des endolysosomes dans 

le cas d’exposition à AgNO3 ?  

- Quel(s) processus permet(tent) la formation d’espèces Ag2S à la suite d’une exposition 

à AgNO3 et aux NP-Ag enrobées de citrate et comment s’effectue le transfert des 

espèces d’Ag des endolysosomes aux vacuoles ?  

- Quels sont les effets des NP-Ag sur les mécanismes de fusion-fission des 

mitochondries ?  

• L’étude de l’ultrastructure de foie de souris à l’échelle nanométrique 

Afin d’analyser l’ultrastructure du tissu hépatique en 3D à une résolution nanométrique, nous 

avons imagé des blocs de foie de souris par FIB-SEM. Je me suis particulièrement intéressée à 

l’architecture 3D des fenêtres des LSEC qui sont essentiellement étudiées en 2D dans la 

littérature. Pour reconstruire en 3D les LSEC, j’ai développé une approche de segmentation 

multi-étapes basée sur la combinaison d’une méthode de segmentation semi-automatique et 

d’une méthode automatique, les deux implémentées dans le logiciel libre Ilastik. Cette 

approche originale fournit un outil qui permet d’analyser en 3D les fenêtres des LSEC dans leur 

environnement tissulaire à une résolution isotrope de 4 nm. Ceci est une première, car jusqu’à 

présent, les études sur les LSEC sont basées sur des observations en 2D de coupes de foie ou 

de LSEC isolées et cultivées en 2D. La segmentation des fenêtres devrait également permettre 

de quantifier statistiquement leurs diamètres et de déterminer la porosité des LSEC dans le 

tissu. Pendant ma thèse, j’ai testé des méthodes de quantification de diamètres des fenêtres, 

mais les résultats n’ont pas été concluants. Ce travail doit être poursuivi afin de développer 

une méthode automatique permettant d’extraire des mesures fiables en 3D, tout en prenant 

en considération la courbure des sinusoïdes et l’irrégularité de l’épaisseur des LSEC. L’analyse 

quantitative des fenêtres des LSEC (diamètre, nombre, fréquence, etc.) dans différentes zones 
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du lobule hépatique permettrait d’avoir une cartographie de la porosité des sinusoïdes à 

l’échelle du lobule. Ceci pourrait permettre de modéliser le transport de différentes 

substances ou médicaments à travers la barrière endothéliale en fonction de la zonation. La 

comparaison de l’analyse des fenêtres dans des conditions physiologiques et pathologiques 

permettrait de suivre la dérégulation du transport endothélial lors du vieillissement et au 

cours de maladies chroniques du foie. Cette approche sera validée par notre étude sur les 

souris BMP9-KO. Le but ultime serait de pouvoir utiliser ce genre d’étude pour vérifier l’état 

du réseau sinusoïdal de patients dans le cadre d’une approche de médecine personnalisée. 

Notre démarche pourrait également être appliquée à l’étude d’autres cellules endothéliales 

comme les cellules endothéliales glomérulaires dont la structure est similaire à celle des 

LSEC (présence de fenêtres). Notamment, l’application de mon approche de segmentation à 

ces cellules permettrait d’obtenir une segmentation plus rapide et plus efficace par rapport à 

l’approche manuelle proposée par Kawasaki et al., et donc d’analyser un plus grand nombre 

de cellules (Kawasaki et al., 2021). 

En outre, le principe de l’approche de segmentation développée pendant ma thèse, en 

particulier l’application des deux méthodes carving et pixel classification d’Ilastik pourrait être 

utilisé pour segmenter d’autres structures hépatiques complexes comme les microvillosités 

des hépatocytes qui baignent dans l’espace de Disse et qui augmentent la surface d’échange 

sang-hépatocytes. La zone de jonction entre un canalicule biliaire et un tube biliaire (formé 

par les cholangiocytes), appelée canal de Hering, reste encore mal connue, et notre approche 

pourrait également permettre de révéler son organisation. Ces structures sont situées à la 

périphérie du lobule hépatique, à proximité de l’espace porte dans lequel se trouve le tube 

biliaire, et une approche multi-échelle serait indispensable pour les repérer et les imager à 

haute résolution. Les cellules souches qui sont indispensables à la régénération hépatique se 

trouvent potentiellement dans cette zone de connexion entre hépatocytes et cholangiocytes. 

Notre approche couplée à d’autres types d’imagerie pourrait permettre de reconstruire en 3D 

pour la première fois cette structure particulière en termes de localisation et de rôle 

physiologique dans le foie. Ceci permettrait d’aller plus loin dans la compréhension de 

l’architecture du foie et participerait sur le long terme au développement de modèles 

d’organoïdes hépatiques multicellulaires (ex. un modèle hépatobiliaire) qui seraient plus 

pertinents pour mimer la physiologie du foie et qui pourraient également être caractérisés par 

cette approche. 

La technique FIB-SEM ne permet pas d’imager de grands volumes et entraîne la destruction 

de la zone observée, ce qui nécessite un choix judicieux de la zone d’intérêt. Cette technique 

pourrait être combinée avec d’autres techniques de microscopie vEM comme la technique 

SBF-SEM qui est également destructive mais qui permettrait d’imager un plus grand volume à 

plus faible résolution et de passer sur le FIB-SEM quand une zone d’intérêt serait repérée pour 

l’imager à plus haute résolution. Selon les applications, la tomographie des rayons X, 

technique non destructive mais moins résolutive, permettrait aussi de réaliser une analyse 

multi-échelle et de cibler plus rapidement les régions à imager par FIB-SEM. 

Cependant, le goulot d’étranglement de la technique FIB-SEM reste l’analyse d’images qui est 

l’étape la plus longue de tout le processus permettant d’obtenir la reconstruction 3D finale 
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des structures d’intérêt. De plus, au cours de ma thèse, j’ai atteint les limites des logiciels 

utilisés. En effet, j’ai utilisé des méthodes de segmentation implémentées dans Ilastik qui 

reposent sur la détection des membranes des structures à segmenter ou sur l’apprentissage 

des caractéristiques locales des voxels. Ces méthodes sont adaptées aux échantillons analysés, 

mais requièrent de longues étapes de correction manuelle de la segmentation. Dans le futur, 

il sera nécessaire d’automatiser la procédure de segmentation en utilisant, par exemple des 

réseaux de neurones afin de pouvoir analyser des jeux de données plus grands, ce qui est 

indispensable pour des études statistiques. De la même façon, il sera nécessaire d’automatiser 

les méthodes de quantification en 3D pour que ces analyses soient utilisables à grande échelle 

dans le but répondre à diverses questions allant de la biologie fondamentale jusqu’à des 

applications en santé.  
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Matériels et méthodes 

1. Les NP-Ag  

Les NP-Ag enrobées de citrate sont achetées auprès de Nanocomposix (20 nm Citrate 

BioPureTM Silver) et les NP-Ag enrobées de PVP ainsi que le nitrate d’Ag (AgNO3) sont achetés 

auprès de Sigma-Aldrich. La caractérisation des deux types de NP-Ag est décrite dans Veronesi 

et al. (Veronesi et al., 2016). La caractérisation de la taille des NP-Ag par diffusion dynamique 

de la lumière (DLS pour dynamic light scattering) et par microscopie électronique a montré 

une distribution bimodale des tailles avec deux populations distinctes de 19 et de 101 nm de 

diamètre pour les NP-Ag enrobées de PVP et une distribution monomodale autour de 25 nm 

de diamètre pour les NP-Ag enrobées de citrate. Ces mesures sont obtenues après dilution 

des NP-Ag dans l’eau.  

Les mesures des tailles des NP-Ag diluées dans un milieu de culture MEM (minimal essential 

medium, Sigma-Aldrich) complété par du sérum de veau fœtal (SVF) a montré une 

agglomération partielle des NP-Ag enrobées de citrate avec une population présentant une 

distribution homogène autour de 160 nm de diamètre. Les NP-Ag enrobées de PVP forment, 

quant à elles, une distribution homogène avec une population autour de 90 nm de diamètre.  

2. Préparation des sphéroïdes d’hépatocytes et expositions aux espèces d’Ag 

Les cellules HepG2/C3A utilisées pour la préparation des sphéroïdes nous sont fournies par 

l’American Type Culture Collection (ATCC, The Global Bioresource Center).  

2.1. Culture cellulaire  

Les cellules HepG2/C3A qui sont des cellules adhérentes sont cultivées dans le milieu de 

culture dans des boîtes de Pétri traitées pour la culture cellulaire, de 10 cm de diamètre à une 

température de 37°C et sous une atmosphère humide enrichie de 5 % de CO2. Le milieu de 

culture utilisé est un milieu MEM complété par 10 % de SVF, 2 mM glutamine et 1 % de 

pénicilline-streptomycine. Lorsque les cellules atteignent entre 80 et 90 % de confluence, elles 

sont lavées avec du tampon phosphate salin (PBS). Après aspiration du PBS, 1 mL d’une 

solution de trypsine-EDTA (0,05 % – 1 mM) est ajouté et les cellules sont incubées pendant 

quelques minutes pour les détacher de la boîte de Pétri. L’action de la trypsine est arrêtée par 

l’ajout de 1 mL de milieu complet (MEM + SVF). Les cellules sont ensuite centrifugées pendant 

3 min à 1200 tours par minute. Puis, le surnageant est aspiré, le culot cellulaire est remis en 

suspension dans du milieu frais et les cellules sont remises en culture après dilution.  

2.2. Préparation des sphéroïdes d’hépatocytes 

Les sphéroïdes sont obtenus en deux étapes. Tout d'abord, des cellules HepG2/C3A 

fraîchement trypsinées sont centrifugées, suspendues dans du milieu frais et comptées à 
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l’aide d’un compteur cellulaire automatisé (BioRad TC20) en utilisant le bleu Trypan. Les 

cellules sont ensuite ensemencées dans une plaque ULA 96 puits de Perkin-Elmer à raison de 

200 cellules dans 150 µL de milieu par puits et incubées à 37°C et sous une atmosphère 

enrichie de 5 % de CO2. Les sphéroïdes sont observés régulièrement au microscope. Après 4 

jours d’incubation, les sphéroïdes sont exposés aux NP-Ag ou à AgNO3.  

2.3. Exposition des sphéroïdes aux espèces d’Ag 

Différents scénarios d’exposition sont utilisés : les sphéroïdes sont exposés à 25 µM de NP-Ag 

enrobées de citrate, à 50 µM de NP-Ag enrobées de PVP ou à 5 µM d'AgNO3 pendant 2, 4 ou 

7 jours avec un renouvellement du milieu d’exposition tous les 2 jours. Pour les scénarios 

d'excrétion, les sphéroïdes sont exposés aux différentes espèces d'Ag pendant 4 jours suivis 

de 3 jours dans du milieu sans NP-Ag ni AgNO3 avec un renouvellement quotidien du milieu. 

À la fin de l’exposition, les sphéroïdes sont rincés trois fois avec du PBS avant d’être utilisés 

pour d’autres expériences.  

3. Quantification de l’Ag par spectrométrie d’émission atomique à plasma à 
couplage inductif (ICP-AES) 

La spectrométrie d’émission atomique à plasma à couplage inductif (ICP-AES pour Inductively 

coupled plasma atomic emission spectroscopy) est une méthode d’analyse qui permet de 

quantifier, par voie liquide, les éléments d’un échantillon avec une sensibilité de l’ordre du 

ppb (µg/L). Les échantillons doivent être préalablement minéralisés pour obtenir les éléments 

individuels en solution. Les échantillons biologiques sont donc minéralisés dans une solution 

d’acide fort (comme l’acide nitrique HNO3 ou l’acide chlorhydrique HCl) avant d’être analysés. 

Dans le spectromètre, l’échantillon est d’abord transformé en aérosol liquide par un 

nébuliseur. Ensuite, les gouttelettes de taille supérieures à 10 μm sont filtrées dans une 

chambre de nébulisation avant d’injecter l’échantillon dans un plasma d’argon. Le plasma 

excite et ionise les atomes de l’échantillon à doser par la forte température de la torche à 

plasma (entre 6000 et 8000 K) et les photons émis par les atomes excités sont détectés. 

L’énergie, et donc la longueur d’onde de ces photons est caractéristique de chaque élément 

chimique et l’intensité du signal photonique mesuré est proportionnel à la concentration de 

l’élément dans l’échantillon.  

Partie expérimentale  

Les sphéroïdes sont minéralisés pendant une nuit à 50°C dans 800 µL de HNO3 à 65 %. Les 

échantillons sont préparés en complétant les solutions à 6 mL avec de l’eau ultra pure Milli-Q. 

Avant analyse, les échantillons sont centrifugés à 5000 tours par minutes pendant 10 min pour 

sédimenter les éventuels débris cellulaires restants après minéralisation.                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                       

La quantité d'Ag présente dans les sphéroïdes est quantifiée par ICP-AES à l'aide d'un ICPE-

9800 de Shimadzu. La longueur d’onde choisie pour l’analyse de l’Ag est 328 nm. La 

quantification est réalisée grâce à une gamme étalon d’un standard Ag (Sigma-Aldrich). Les 

solutions étalons ont des concentrations en Ag de 10, 25, 50, 100 et 200 µg.L-1. L’ensemble 
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des mesures est également corrigé par un étalon interne, l’Ytterbium (Yb) à 166,7 µg.L-1. Pour 

chaque échantillon, 3 mesures successives de 60 secondes chacune sont réalisées et la valeur 

moyenne des 3 mesures représente la quantité d’Ag dans l’échantillon. Un rinçage pendant 

90 secondes dans une solution de HNO3 est effectué entre deux échantillons successifs. Les 

valeurs sont analysées avec le logiciel ICPEsolution et la quantité d'Ag est normalisée par 

rapport au nombre de sphéroïdes par échantillon analysé. Les quantifications sont répétées 3 

fois sur des échantillons indépendants pour chaque condition d’exposition.  

4. Étude de la voie d’excrétion biliaire  

Pour l'analyse de la voie d'excrétion du canalicule biliaire, le scénario d'excrétion est utilisé. 

Pour évaluer les voies MDR (multidrug resistance proteins) et MRP, des sphéroïdes de 

HepG2/C3A sont exposés pendant 4 jours à 50 µM de NP-Ag enrobées de PVP et pendant les 

7 jours à, respectivement, 50 µM de vérapamil ou 50 µM de MK571. Pour évaluer l'implication 

éventuelle d'ATP7B dans l’excrétion de l’Ag, des sphéroïdes formés de cellules ATP7B-KO 

HepG2/C3A inactivées pour le gène codant pour la protéine ATP7B (Charbonnier et al., 2022) 

sont préparés et cultivés comme décrit pour les cellules HepG2/C3A normales. 

5. Préparation des sphéroïdes pour l’imagerie 

Les sphéroïdes contrôles et ceux exposés aux différentes espèces d’Ag sont préparés par 

congélation à haute pression suivie d’une cryo-substitution.  

Pour la congélation à haute pression, 5 à 10 sphéroïdes sont re-suspendus dans 2 µL du milieu 

de culture complémenté par 20 % de SVF et déposés sur un support de congélation haute-

pression en aluminium de type A et de 3 mm de diamètre (Leica Microsystems). Cette cupule 

de congélation est ensuite recouverte sur le côté plat d’une autre cupule de congélation de 

type B et de diamètre 3 mm (Leica Microsystems) et l’ensemble est introduit dans un cryo-

fixateur HPM100 (Leica Microsystems). Cette méthode de congélation utilise de l’azote 

liquide (T = - 196°C) à haute pression (210 MPa) pour fixer l’échantillon. À cette pression, l’eau 

est beaucoup plus visqueuse qu’à pression atmosphérique, ce qui limite la croissance de 

cristaux de glace.  

Après cryo-fixation, les échantillons sont transférés dans un automate de cryo-

substitution (AFS2, Leica Microsystems). La cryo-substitution permet de remplacer, à basse 

température, l’eau vitrifiée de l’échantillon par un solvant et d’introduire l’OsO4 dans 

l’échantillon. Le cycle de cryo-substitution utilisé est le suivant. Premièrement, les échantillons 

sont incubés dans un bain d’acétone complémentée par 1 % d’OsO4 à - 90°C durant 40 h. 

Ensuite, ils sont réchauffés lentement jusqu’à - 60°C (1°C/h) et maintenus à cette température 

pendant 12 h. Puis, la température est progressivement remontée à - 30°C à raison de 1°C/h. 

Après 12 h, la température est rapidement remontée à 0°C et les échantillons sont maintenus 

à cette température pendant 1 h. Cette étape permet une meilleure pénétration de l’OsO4 

dans les échantillons. De nouveau, les échantillons sont refroidis à - 30°C puis rincés quatre 

fois dans de l'acétone pure pendant 15 min à la même température. Les échantillons sont 

ensuite inclus en résine par incubation dans 3 bains successifs de concentrations croissantes 
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de résine araldite Durcupan ACM Epoxy (Electron Microscopy Science, EMS, 14040) dans de 

l'acétone. Ils sont laissés 2 h dans chaque bain, tout en augmentant progressivement la 

température de - 30°C à 20°C : 2 h dans un mélange 1 : 2 (volume : volume) de résine : acétone 

en remontant la température de - 30°C à - 10°C, 2 h dans un mélange 1 : 1 de résine : acétone 

en remontant la température de - 10°C à 10°C et 2 h dans un mélange 2 : 1 de résine : acétone 

en remontant la température de 10°C à 20°C. Puis, les échantillons sont incubés dans un bain 

de résine pure à température ambiante entre 8 et 10 h suivi d’un bain dans un mélange de 

résine pure et d’accélérateur benzyldiméthylamine (BDMA) pendant 8 h à température 

ambiante. Enfin, la résine est polymérisée à 60°C pendant 48 h.  

À partir des blocs obtenus après polymérisation de la résine, des coupes de 200 nm 

d’épaisseur sont réalisées avec un ultramicrotome UC7 (Leica Microsystems) équipé d'un 

couteau diamant Ultra 35° (DiATOME). Les coupes sont déposées sur des membranes Si3N4 de 

50 nm d'épaisseur (Silson Ltd) avant utilisation au synchrotron pour les expériences d’imagerie 

XRF.  

Les coupes analysées par STEM-EDX sont préparées de la même façon et déposées sur des 

grilles de cuivre de 100 mesh, de 3 mm de diamètre recouvertes d’un film de 

carbone/formvar. Le bloc d'échantillon restant peut ensuite être observé au FIB-SEM. 

6. Préparation des blocs de foie de souris pour l’imagerie FIB-SEM 

Dans cette section, le protocole 3 (coloration à température ambiante – contraste en bloc) et 

le protocole 4 (congélation à haute pression suivie d’une cryo-substitution) utilisés pour la 

préparation de blocs de foie de souris sont détaillés. À la fin de la section, les étapes des 

protocoles 1 et 2 qui sont différentes de celles des protocole 3 et 4 sont détaillées.  

Durant l’optimisation de préparation des blocs de foie de souris, les protocoles 3 et 4 sont 

testés sur des souris de fond génétique C57Bl/6 âgées de 4 semaines. L’échantillon observé 

au FIB-SEM et utilisé pour la segmentation des LSEC détaillée dans la section 2.2 du chapitre 3 

est préparé avec le protocole 4 à partir d’une souris de fond génétique 129/Ola âgée de 4 

semaines.  

6.1. Fixation  

La souris est perfusée en intracardiaque avec du tampon PBS (environ 10 – 15 mL) pour 

éliminer le sang puis avec 10 – 15 mL de la solution de fixation : glutaraldéhyde à 2,5 % et 

paraformaldéhyde PFA à 1,5 % dans un tampon cacodylate (0,1 M, pH 7,4) contenant du 

chlorure de calcium CaCl2 à 2 mM. Le foie est ensuite prélevé et une partie est coupée en petits 

morceaux.   
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6.2. Préparation à température ambiante - contraste en bloc (protocole 3) 

6.2.1. Lavage  

Les morceaux de foie sont plongés dans la solution de fixation pendant 2 à 4 h à température 

ambiante ou pendant une nuit à 4°C. Les échantillons ainsi fixés sont rincés dans un tampon 

de lavage froid (à 4°C) entre 2 h et une nuit avec renouvellement du bain de lavage au moins 

trois fois. Le tampon de lavage est préparé de la même façon que celui de fixation mais en 

ajoutant du saccharose pour ajuster l’osmolarité du tampon à 400 mOsm.  

6.2.2. Post-fixation  

Les échantillons sont post-fixés pendant 1 h et à l’abri de la lumière dans une solution 

d’OsO4 (EMS) à 2 % réduit avec du ferrocyanure de potassium K4[Fe(CN)6], abrégé en 

KFe (EMS, 25154-10) à 1,5 % dans du tampon cacodylate (0,1 M, pH 7,4) contenant 2 mM de 

CaCl2. Cette solution de post-fixation est ensuite échangée sans rinçage préalable par une 

solution tamponnée contenant 2 % d’OsO4. Ce deuxième bain dure également 1 h. Les 

échantillons sont ensuite rincés 5 fois dans de l’eau distillée ultra pure (3 min/lavage).  

6.2.3. Coloration à l’acétate d’uranyle  

Les échantillons sont incubés dans une solution d’acétate d’uranyle à 1 % dans l’eau à 4°C 

pendant une nuit.  

6.2.4. Coloration à l’aspartate de plomb   

La solution d’aspartate de plomb est préparée en mélangeant 0,066 g de nitrate de plomb 

Pb(NO3)2 (EMS, 17900) dans 10 mL d’acide aspartique 0,03 M (Sigma-Aldrich, A9256-100G) à 

60°C. Le pH est ajusté à 5,5 avec de l’hydroxyde de potassium KOH, et la solution est placée 

pendant 30 min à l’étuve à 60°C. À cette étape, aucun précipité ne doit se former. Avant 

coloration avec l’aspartate de plomb, les échantillons sont lavés 5 fois dans de l’eau distillée 

ultra pure (3 min/lavage) à température ambiante. Ils sont ensuite placés dans la solution 

d’aspartate de plomb et incubés pendant 30 min à 60°C. À la fin de cette étape, un deuxième 

cycle de lavage (5 fois, 3 min/lavage) à température ambiante est réalisé.  

6.2.5. Déshydratation  

Les échantillons sont déshydratés dans des bains successifs à concentration croissante en 

éthanol dans l’eau dans des récipients fermés pendant 5 min pour chaque bain à 4°C. Les bains 

sont dans l’ordre à : 20 %, 50 %, 70 %, 90 %, 100 % et 100 % (deuxième bain) d’éthanol. 

Ensuite, les échantillons sont placés dans l’acétone anhydre froide (stockée à 4°C) pendant 

10 min suivi d’un deuxième bain dans l’acétone anhydre froide de même durée à température 

ambiante. Enfin, ils sont placés dans de l’acétone anhydre à température ambiante pendant 

10 min. Les solutions d’alcool dans l’eau doivent être fraîchement préparées. L’utilisation de 
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récipients fermés, surtout pour l’éthanol 100 % est importante pour éviter que les solutions 

qui sont à 4°C n’absorbent de l’eau au contact de l’atmosphère à température ambiante.  

6.2.6. Substitution et imprégnation 

La résine utilisée est l’araldite Durcupan ACM Epoxy (EMS, 14040). Les échantillons sont placés 

à température ambiante successivement dans des mélanges 1 : 3 (volume : volume), 1 : 1 et 

3 : 1 de résine : acétone anhydre pendant 2 h chacun. Enfin, ils sont placés dans deux bains de 

résine pure à température ambiante : le premier pendant une nuit et le deuxième pendant 2 

à 5 h (après renouvellement de la résine).  

6.2.7. Inclusion et polymérisation  

Les échantillons sont inclus dans de la résine fraîchement préparée, dans des gélules ou des 

moules plats très secs, avant de laisser polymériser la résine à 60°C pendant 48 h.  

6.3. Préparation avec congélation à haute pression et cryo-substitution (protocole 4) 

Pour cette préparation, une partie du foie prélevé après perfusion de la souris est coupée en 

morceaux d’environ 5 × 5 × 5 mm3. Les échantillons ainsi coupés sont plongés dans la solution 

de fixation et sont transférés dans le système de congélation à haute pression.  

Ensuite, ils sont préparés comme décrit dans la section 5 pour les sphéroïdes. Dans ce cas, les 

échantillons sont déposés sur le support de congélation à haute-pression dans quelques 

gouttes de cryo-protectant (bovine serum albumin BSA ou dextran). Pour la cryo-substitution, 

un mélange d’OsO4 à 2 % et d'acétate d'uranyle à 0,5 % dans de l'acétone séchée est utilisé. 

6.4. Différences des protocoles 1 et 2 par rapport aux protocoles 3 et 4 

Dans les sous-sections suivantes, les différences des protocoles 1 et 2 de préparation de 

blocs de foie de souris par rapport aux protocoles 3 et 4 sont écrites en italique.  

6.4.1. Fixation  

Pour le protocole 1, la souris n’est pas perfusée. La souris est anesthésiée puis disséquée, et 

son foie est prélevé. De petits morceaux du foie sont rapidement découpés et plongés dans 1 

à 2 mL de la solution de fixation (glutaraldéhyde à 2 % et PFA à 1,25 % dans du tampon 

cacodylate à 0,1 M ne contenant pas de CaCl2) où ils sont recoupés pour avoir des échantillons 

de l'ordre de 1 à 2 mm3. 

Pour le protocole 2, une souris adulte âgée de 6 mois est perfusée comme pour le protocole 3 

avec la solution de fixation suivante : glutaraldéhyde à 2 % dans un tampon phosphate à 

0,125 M (450 mOsm, pH 7,4). Comme pour le protocole 3, la fixation est ensuite poursuivie 

pendant 2 à 4 h à température ambiante ou pendant une nuit à 4°C.  
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6.4.2. Lavage 

Le tampon de lavage utilisé dans le protocole 1 est le même que celui utilisé dans le protocole 

3 mais sans CaCl2.  

Le tampon de lavage utilisé dans le protocole 2 est le tampon phosphate (mono Na/di K) à 

0,18 M et à 360 mOsm.  

6.4.3. Post-fixation 

Pour le protocole 1, les échantillons sont post-fixés pendant 1 h dans un seul bain d’OsO4 

tamponné dans du cacodylate à 0,15 M.  

Pour le protocole 2, les échantillons sont post-fixés dans 2 bains :  

• 1 h dans un premier bain d’OsO4 à 1 % réduit avec du KFe à 1,5 % dans du tampon

phosphate (0,1M, pH = 7,4) sans CaCl2.

• 1h dans un deuxième bain d’OsO4 à 1 % dans du tampon phosphate (0,1M, pH = 7,4)

sans CaCl2 (Solution échangée sans rinçage).

6.4.4. Coloration 

Pas de coloration à l’acétate d’uranyle ni à de l’aspartate de plomb dans les deux premiers 

protocoles.  

6.4.5. Déshydratation 

Pour les protocoles 1 et 2, les échantillons sont placés dans des bains successifs à 

concentration croissante en éthanol dans l’eau : 30 % (5 à 10 min), 50 % (5 à 10 min), 70 % (5 

à 10 min ou plus longtemps si nécessaire), 95 % (5 à 10 min) et 2 bains à 100 % (15 min 

chacun). En plus de ces bains, les échantillons préparés avec le protocole 1 sont placés dans 

trois derniers bains d’oxyde de propylène (10 min chacun).  

6.4.6. Substitution et imprégnation 

La résine utilisée dans les 2 premiers protocoles est l’epon embed 812 (EMS, 14120). Pour le 

protocole 1, l’oxyde de propylène est utilisé pour la substitution. Les échantillons sont placés 

à température ambiante dans un mélange 1 : 1 (volume : volume) d’oxyde de propylène : 

résine pendant 2 h suivi d’un mélange 1 : 2 d’oxyde de propylène : résine pendant une nuit. 

Enfin, ils sont incubés dans un premier bain de résine pure pendant 4 h suivi d’un deuxième 

bain de 2 h après renouvellement de la résine.  

6.4.7. Inclusion et polymérisation 

Pour les deux protocoles 1 et 2, la résine est polymérisée pendant une journée à 37°C suivie 

de 3 jours à 60°C.  
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7. Acquisition et analyse des données STEM-EDX  

Les coupes de sphéroïdes sont observées en mode STEM et analysés par EDX avec un 

microscope FEI Tecnai Osiris ou un microscope FEI Titan en utilisant une tension d’accélération 

de 200 kV. Les cartographies élémentaires sont analysées avec le logiciel Esprit 2.2 (Bruker). 

Les spectres sont exportés et mis en forme dans Excel. Les images acquises en mode STEM au 

format SER sont converties au format TIFF avec Fiji en utilisant le plugin TIA Reader :  

Plugins ⟶ Input-Output ⟶ TIA reader (https://imagej.nih.gov/ij/plugins/tia-reader.html) 

8. Acquisitions FIB-SEM 

Les acquisitions FIB-SEM sont réalisées avec un microscope Zeiss crossbeam XB 

550 (Figure 37). Ce microscope est équipé d’une colonne électronique Gemini 2 et d’une 

source gallium pour la colonne ionique (Ga+). Les deux colonnes sont inclinées d’un angle de 

54° l’une par rapport à l’autre.  

 

Figure 37 : Microscope FIB-SEM Zeiss crossbeam XB 550 

Le bloc d’échantillon enrobé de résine est d’abord taillé pour avoir une forme de pyramide. 

Ensuite, il est coupé avec une scie à fil (ESCIL) diamanté, et la partie contenant l’échantillon 

est collée sur un stub de microscopie avec de la laque d’Ag. Pour augmenter la conductivité 

de l’échantillon, la laque d’Ag est également ajoutée sur les côtés de l’échantillon. Un premier 

dépôt d’environ 1 à 2 nm de platine (Pt) est ensuite réalisé à l’aide d’un métalliseur 

PECS (precision etching coating system, Gatan) afin d’améliorer la conductivité de l’échantillon 

qui est ensuite introduit dans le microscope. Dans le microscope FIB-SEM, la surface de 

l’échantillon est placée en position eucentrique et au point de coïncidence des colonnes FIB 

et SEM. L’échantillon est incliné de 54° pour placer sa surface perpendiculaire au faisceau 

FIB (Figure 38A). Après identification de la zone d’intérêt, les étapes suivantes de préparation 

d’échantillon sont réalisées par l’intermédiaire du logiciel ATLAS 3D (Fibics) installé sur le 

microscope.  

https://imagej.nih.gov/ij/plugins/tia-reader.html
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Premièrement, une couche protectrice de Pt d’environ 2 µm d’épaisseur est déposée 

localement sur la zone d’intérêt pour améliorer sa conductivité et obtenir une surface plus 

homogène, ce qui permet de limiter les effets de drapé lors de l’abrasion ionique (Figure 38A). 

Ce dépôt assisté par FIB est réalisé sur une surface de 20 à 50 µm de longueur et de 30 µm de 

largeur avec un courant ionique I = 1,5 nA. Deuxièmement, des tranchées sont creusées par 

FIB à la surface de la couche de Pt avec un courant I = 50 pA. Au total 5 marques sont creusées : 

3 rectilignes au centre de la zone et 2 inclinées partant chacune de chaque côté (vers la gauche 

et vers la droite) et convergeant l’une vers l’autre sans croiser celles du milieu (Figure 38A). 

Troisièmement, un dépôt carbone est réalisé avec un courant ionique I = 1,5 nA pour remplir 

les tranchées. Ce dépôt augmente le contraste des marques par rapport au dépôt Pt. Les 

marques du centre sont utilisées par le programme d’acquisition comme référence pour les 

réglages automatiques du focus et de l’astigmatisme (marques d’autofocus et 

d’autostigmatisme). Les marques inclinées sont les marques de suivi de l’acquisition qui 

permettent de contrôler la dérive latérale de la zone d’acquisition (drift en x et y) ainsi que sa 

dérive en profondeur entre une image et la suivante (drift en z). En effet, si l’angle d’inclinaison 

de ces marques et la distance qui les sépare sont déterminées pour chaque image, la 

profondeur d’abrasion entre deux images successives peut être calculée. De la même 

manière, chaque marque prise séparément permet de déterminer les décalages latéraux (en 

x et en y) entre deux images successives.  

 

Figure 38 : Préparation d’échantillon pour l’acquisition FIB-SEM. (A) Schéma explicatif des différentes étapes de 
préparation. Inspirée de Narayan et Subramaniam, 2015. (B) Schéma de l’enchaînement du dépôt protecteur et 
des tranchées de préparation.  

L’étape suivante consiste à dégager la zone d’intérêt pour pouvoir accéder à la surface de 

l’échantillon (Figure 38A). Une première tranchée trapézoïdale grossière est creusée avec un 

courant ionique I = 30 nA devant la zone d’intérêt à une distance qui permet d’avoir une 

profondeur suffisante pour les acquisitions (Figure 38B). Les dimensions que nous avons 

utilisées pour cette tranchée sont d’environ 50 × 30 µm2 pour les échantillons de sphéroïdes 

et d’environ 50 × 60 µm2 pour les blocs de foie. Une deuxième tranchée parallélépipédique 
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est abrasée plus finement avec un courant I = 3 ou 7 nA pour faire la jonction entre la première 

tranchée et la zone d’intérêt et pour révéler la première surface à imager (Figure 38B). Les 

tranchées creusées sont plus larges que la zone d’intérêt pour limiter les effets d’ombrage et 

de redépôt sur les côtés de cette zone. Ces effets peuvent perturber les contrastes dans le 

volume imagé. Après ces étapes, l’échantillon est prêt pour l’acquisition FIB-SEM.  

Les paramètres d’acquisition sont optimisés pour chaque échantillon. Ils sont le résultat d’un 

compromis entre une résolution suffisante pour observer correctement les structures 

d’intérêt et un temps d’acquisition raisonnable. Généralement, une région d’intérêt (region 

of interest ROI) de quelques dizaines de micromètres est choisie. La surface de l’échantillon 

est abrasée avec un courant ionique I = 700 pA ou 1,5 nA à une accélération de 30 kV. Les 

images SEM sont acquises en utilisant le détecteur des électrons rétrodiffusés de la 

colonne (in-lens backscattered detector EsB) avec une tension de polarisation de 400 ou de 

600 V. Cette polarisation permet de filtrer les électrons rétrodiffusés de faible énergie. Une 

taille de pixel de 10 nm est choisie pour les échantillons de sphéroïdes et une taille de 4 nm 

est choisie pour les acquisitions des fenêtres des LSEC de foie de souris. L’épaisseur de la 

tranche à abraser est ajustée selon l’échantillon pour avoir des images avec des voxels 

isotropes. Le mode moyennage de ligne ou line averaging est utilisé pour diminuer le bruit 

des images. En effet, avec ce mode, chaque ligne de l’image est scannée plusieurs fois avec le 

faisceau d’électrons et la valeur moyenne des taux de détection pour chaque pixel est 

enregistrée. Le nombre de balayages par ligne ainsi que le dwell time sont réglés pour avoir 

un temps d’acquisition par image qui ne dépasse pas 2 min. Pour une meilleure stabilité de 

l’acquisition, l’abrasion avec le FIB et la prise d’images SEM sont exécutées simultanément en 

utilisant le mode continuous imaging and milling.  

Après définition de ces différents paramètres, les acquisitions FIB-SEM sont lancées et 

s’exécutent automatiquement pendant 3 à 4 jours en continu. Pendant l’acquisition, une 

correction automatique de l’autofocus et de l’astigmatisme est réalisée, respectivement, 

toutes les 30 et 120 min. Malgré l’automatisation de l’acquisition, il est tout de même 

nécessaire de surveiller régulièrement sa stabilité et la focalisation des images. Les différents 

paramètres utilisés dans les acquisitions des échantillons étudiés pendant ma thèse sont 

détaillés dans le Tableau 1.  
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Nom de l’échantillon 

Paramètres SEM Paramètres FIB 

Taille du volume 
acquis (µm3) I (nA) V (kV) 

Taille du 
px (nm) 

Dwell 
time 
(µs) 

I (nA) 
Épaisseur 
d’abrasion 

(nm) 

Sphéroïde contrôle 1 1,5 10 24 0,7 10 
23,22 × 16, 80 

× 15,6 

 
Sphéroïde traité avec 

des NP-Ag PVP 
(50 µM, 7j) 

 

4 1,2 10 32 1,5 10 
21,81 × 14,88  

× 16,3 

 
Sphéroïde traité avec 

des NP-Ag citrate 
(25 µM, 7j) 

 

1,5 1,5 10 30 0,7 10 
21,45 × 15,54 

× 18,9 

 
Sphéroïde traité avec 

AgNO3 (5 µM, 7j) 
 

1,8 1,4 12 12 0 ,69 6 
33 × 18,82 

× 15,63 

 
Bloc 1 de foie de 

souris (protocole 1)* 
 

1,2 1,5 10 12 0 ,69 10 
39,1 × 27 
× 13,46 

 
Bloc 2 de foie de 

souris (protocole 2)* 
 

1,2 1,5 10 17 1,5 10 
33,82 × 23,84 

× 15,19 

 
Bloc 3 de foie de 

souris (protocole 3) 
 

1 1,5 10 9,5 1,5 10 
40,86 × 25,6 

× 22,2 

 
Bloc 4 de foie de souris 

(protocole 4)** 
 

1 1,5 10 9,5 1,5 10 
38,56 × 21,66 

× 24,06 

 
Bloc 4 de foie de souris 

(protocole 4) 
 

1 1,5 4 6 1,49 4 
25,88 × 17,88 

× 6,51 

 
Bloc 5 de foie de souris 

(protocole 4)** 
 

1 1,5 4 5 0,7 4 
19,98 × 22,04 

× 9,38 

Tableau 1 : Paramètres d’acquisition FIB-SEM utilisés pour les différents échantillons analysés. Les notations 
NP-Ag citrate et NP-Ag PVP désignent les NP-Ag enrobées de citrate et les NP-Ag enrobées de PVP, 
respectivement. *Les blocs 1 et 2 de foie de souris sont, respectivement, l’échantillon 1 et l’échantillon 2 comparés 
dans le chapitre 3 (voir sections 1.1 et 1.2 du chapitre 3). **Le bloc 4 de foie de souris est l’échantillon utilisé pour 
les 1ères segmentations des LSEC (voir section 2.1 du chapitre 3) et le bloc 5 de foie de souris est l’échantillon utilisé 
pour la segmentation des LSEC du sinusoïde (voir section 2.2 du chapitre 3). 
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9. Analyse des images FIB-SEM  

Les piles d’images (entre 1000 et plus de 2000 images) obtenues à la fin des acquisitions FIB-

SEM (au format TIFF) font de quelques dizaines à environ une centaine de Go (pour les piles 

d’images d’acquisition des sinusoïdes de foie de souris). Les intensités des pixels en niveaux 

de gris de ces images sont codées sur 16 bits, c’est-à-dire sur 216 = 65536 niveaux de gris.  

Chaque pile d’images est d’abord importée dans Fiji en tant qu’une séquence 

d’images (File ⟶ Import ⟶ Image Sequence). Ensuite, la région d’intérêt imagée en SEM est 

extraite avec la commande : Image ⟶ Crop. Les premières images de la pile (généralement 

quelques dizaines) sont acquises lorsque l’acquisition n’est pas encore stable et présentent 

beaucoup de variation de contraste. De ce fait, elles sont retirées de la pile d’images avec la 

commande : Image ⟶ Duplicate en cochant l’option Duplicate stack et en commençant la 

copie à partir de la première image présentant un contraste homogène.  Pour la même raison, 

les dernières images sont également supprimées. Les images sont ensuite converties en 8 

bits (codage sur 28 = 256 niveaux de gris) pour réduire d’un facteur 2 l’espace mémoire 

qu’elles occupent : Image ⟶ Type ⟶ 8-bit. Le contraste est inversé pour avoir des images 

comparables aux images TEM (Edit ⟶ Invert) et la taille du voxel en x, y et z est définie avec 

Image⟶ Properties. La luminosité et le contraste sont ajustés avec 

Image ⟶  Adjust ⟶  Brightness/Contrast.  

9.1. Alignement des piles d’images  

L’alignement des piles d’images est réalisé en utilisant les plugins MultistackReg ou SIFT de 

Fiji. Pour les piles d’images alignées avec MultistackReg, l’alignement est initialement réalisé 

sur un sous-volume extrait de la pile d’images et la matrice de translation obtenue à l’issue de 

cette étape est ensuite appliquée à toute la pile d’images :  

1. Après extraction du sous-volume, le premier alignement est réalisé avec la 

commande : Plugins ⟶ Registration ⟶ MultiStackReg (Thevenaz et al., 1998) en 

choisissant Translation comme type de transformation et Align comme action à 

exécuter (Action1). Pour enregistrer la matrice de translation (sous le format .txt), 

l’option Save Transformation File est cochée. L’image centrale est utilisée comme 

référence globale pour l’alignement (c’est l’image active lors du lancement du plugin) ; 

2. Pour avoir un aperçu du résultat de l’alignement dans les autres vues (yz et xz) de la 

pile d’images, la commande suivante est utilisée : Image ⟶ Stacks⟶ Orthogonal 

Views. Le déplacement des images pendant l’alignement entraîne l’apparition de 

bords noirs qui apparaissent comme « une pente » sur la vue yz. Cette pente est aplatie 

en utilisant un programme Python qui est appliqué à la matrice de translation obtenue 

après l’étape 1 ; 

3. La matrice de translation ainsi corrigée est appliquée à toute la pile d’images pour 

l’aligner. L’action choisie ici est Load Transformation File.  

Pour l’alignement avec la méthode SIFT (https://imagej.net/plugins/linear-stack-alignment-

with-sift), la commande suivante est utilisée :  

https://imagej.net/plugins/linear-stack-alignment-with-sift
https://imagej.net/plugins/linear-stack-alignment-with-sift
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Plugins ⟶ Registration ⟶ Linear Stack Alignment with SIFT, en précisant la translation 

comme type de transformation entre les images (choisir Translation dans expected 

transformation). Les valeurs par défaut des autres paramètres du SIFT ne sont pas changées. 

Une explication plus détaillée de ces paramètres se trouve dans ce tutoriel : 

https://www.ini.uzh.ch/~acardona/howto.html#sift_parameters.  

« La pente » qui apparaît sur la vue yz de la pile d’images alignée est corrigée avec un script 

Python.  

Les étapes détaillées jusqu’ici sont réalisées de manière similaire pour les piles d’images des 

sphéroïdes hépatiques et pour les piles d’images des blocs de foie de souris. Les étapes qui 

sont décrites dans les paragraphes suivants sont spécifiques à chaque type d‘échantillons.  

9.2. Analyse des images FIB-SEM des sphéroïdes traités avec les espèces d’Ag 

9.2.1. Prétraitement et débruitage et des images 

9.2.1.1. Binning et redimensionnement des piles d’images 

Les piles d’images sont soit binnées ou redimensionnées avec Fiji. Le binning des images est 

réalisé en utilisant la commande suivante : Image ⟶ Transform ⟶ Bin. La méthode de 

moyennage des voxels est utilisée (sélection de Average dans Bin Method). Le 

redimensionnement des images est réalisé en utilisant la commande : Image ⟶ Scale. Les 

facteurs de binning ou de redimensionnement en x, y et z utilisés pour les 4 échantillons de 

sphéroïdes sont détaillés dans le Tableau 2. Ces facteurs sont choisis pour répondre à deux 

exigences : réduire suffisamment la taille des piles d’images pour être segmentées avec Ilastik, 

tout en gardant une résolution suffisante pour visualiser correctement les structures d’intérêt.  

 

Sphéroïde 
contrôle 

 
Sphéroïde 
traité avec 
des NP-Ag 

citrate 
 

 
Sphéroïde 
traité avec 
des NP-Ag 

PVP 
 

Sphéroïde 
traité avec 

AgNO3 

Taille initiale du voxel (nm3)  10 × 10 × 10 10 × 10 × 10 10 × 10 × 10 12 × 12 × 6 

Facteurs de 
binning/redimensionnement 

3 × 3 × 2 2,8 × 2,8 × 4 2 × 2 × 2 2 × 2 × 4 

Taille du voxel après 
binning/redimensionnement (nm3) 

30 × 30 × 20 28 × 28 × 40 20 × 20 × 20 24 × 24 × 24 

Tableau 2 : Facteurs de binning ou de redimensionnement utilisés pour le prétraitement des images FIB-SEM 
des sphéroïdes hépatiques. Ces facteurs sont représentés sous la forme : facteur de binning en x × facteur de 
binning en y × facteur de binning en z. Le facteur de redimensionnement = 1/ facteur de binning. Les notations 
NP-Ag citrate et NP-Ag PVP désignent les NP-Ag enrobées de citrate et les NP-Ag enrobées de PVP, respectivement 

https://www.ini.uzh.ch/~acardona/howto.html#sift_parameters
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9.2.1.2. Diffusion anisotrope  

Ce filtrage est réalisé en appliquant la méthode de Tschumperle et Deriche (Tschumperle et 

Deriche, 2005) en 3D sur les piles d’images FIB-SEM. Pour avoir accès à ce filtre, la librairie de 

plugins « xlib » (https://imagej.net/plugins/xlib) est installée. Ensuite, le filtre de diffusion 

anisotrope est appliqué aux images (Plugins ⟶ xlib ⟶ anisotropic diffusion). Ce filtre permet 

de débruiter une image, tout en préservant ses contours. Le filtrage peut être réalisé sur les 

images 2D ou sur les piles d’images selon deux modes : en 3D (mode volumetric) ou en filtrant 

chaque image indépendamment des autres (mode slice-wise).   

L’algorithme de diffusion anisotrope appliqué aux images est inspiré du phénomène de 

diffusion thermique. En effet, les intensités de pixels sont considérées comme des valeurs de 

température et le filtrage peut être vu comme une diffusion de ces valeurs. Cette diffusion est 

anisotrope, c’est-à-dire qu’elle dépend du voisinage des pixels (ou des voxels en 3D) et se fait 

selon des directions préférentielles. Localement, ces directions sont déterminées en fonction 

de la direction et de la valeur du gradient de l’image : la diffusion est plus élevée dans les 

régions à faible gradient (les régions de contraste homogène) et elle est plus faible dans les 

régions à fort gradient comme les contours. Dans Fiji, en 2D, ces directions sont la direction 

de variation minimale et la direction de variation maximale du gradient. En 3D, à ces deux 

directions, une direction de variation intermédiaire est ajoutée. À chacune de ces directions, 

correspond un paramètre dont la valeur définit une limite de diffusion dans cette 

direction (diffusion limiter). Ces paramètres sont annotés a1, a2 et a3 en 3D et correspondent, 

respectivement, aux directions de variation minimale, de variation intermédiaire et de 

variation maximale du gradient. En 2D, a1 et a2 correspondent, respectivement, aux directions 

de variation minimale et maximale du gradient. Le long de ces directions, un filtrage gaussien 

dit anisotrope est effectué pour filtrer les images. Le filtrage est fait itérativement sur les 

images et plusieurs filtrages peuvent être effectués par itération. Le nombre d’itérations (max 

number of complete iterations) ainsi que le nombre de filtrages par itération (smoothing 

number per iteration) sont définis par l’utilisateur. D’autres paramètres peuvent également 

être définis comme le paramètre temporel élémentaire time step et la valeur seuil de 

l’amplitude des contours à préserver ou edge threshold height. Le temps total du filtrage est 

proportionnel au paramètre temporel élémentaire et la valeur seuil de l’amplitude des 

contours détermine la limite à partir de laquelle un contour de la carte de gradients de l’image 

est considéré comme significatif, et donc à préserver par l’algorithme.  

Le choix des paramètres optimaux de ce filtrage pour les piles d’images est fait en testant 

plusieurs valeurs pour chaque paramètre sur une image test extraite de la pile 

d’images (généralement, une image du milieu de la pile). Les paramètres ainsi obtenus sont 

ensuite appliqués à la pile d’images en cochant entire stack processing et en utilisant le mode 

volumetric. Plus précisément, les valeurs des paramètres a1 et a2 obtenues pour l’image test 

correspondent aux a1 et a3 appliquées à la pile d’images et le milieu entre les deux valeurs a1 

et a3 est choisi comme la valeur a2 appliquée en 3D. J’ai appliqué ce filtrage aux piles d’images 

du sphéroïde traité avec des NP-Ag enrobées de PVP et celui traité avec AgNO3. Les 

paramètres utilisés pour ces deux échantillons sont détaillés dans le Tableau 3. Les paramètres 

non mentionnés dans le tableau sont laissés à leurs valeurs par défaut dans Fiji.  

https://imagej.net/plugins/xlib
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Sphéroïde traité avec des NP-
Ag enrobées de PVP 

Sphéroïde traité avec 
AgNO3 

Nombre d’itérations 6 5 

Nombre de lissages par 
itération 

1 2 

Paramètre a1 0,3 0,3 

Paramètre a2 0,65 0,65 

Paramètre a3 1 1 

Valeur seuil de l’amplitude du 
contour 

10 10 

Tableau 3 : Paramètres de filtrage par diffusion anisotrope 

Les images obtenues pour ces deux piles d’images étaient plus bruitées que celles des autres 

échantillons, ce qui a nécessité l’application d’étapes de filtrage supplémentaires.  

Pour la pile d’images de l’échantillon traité avec les NP-Ag enrobées de PVP, une correction 

du contraste dans la direction z et un filtre VSNR sont appliqués.  

9.2.1.3. Correction du contraste en z  

Cette étape est réalisée par un programme Python qui extrait 10 zones de chaque slice, de 

dimensions 41 × 41 px2 chacune. Pour chaque image, il calcule et affiche la moyenne et la 

médiane des intensités des pixels pour chaque zone ainsi que la moyenne et la médiane de 

ces 10 zones (moyenne totale par image et médiane totale par image). Pour les images de 

l’échantillon traité avec des NP-Ag enrobées de PVP, la courbe de variations des valeurs de la 

moyenne totale par image est plus lisse (presque constante) que celle des variations de la 

médiane totale par image. Ainsi, la valeur moyenne est choisie comme référence, c’est-à-dire 

que le code Python permet d’égaliser les moyennes des images de toute la pile.  

9.2.1.4. Filtrage VSNR  

Après correction du contraste en z, des variations en forme de lignes verticales sont encore 

présentes sur la vue yz. Pour les corriger, la pile d’images est ré-échantillonnée pour avoir les 

données yz (Image ⟶ Stacks ⟶ Reslice) et la pile d’images résultante est filtrée en utilisant 

le plugin VSNR 2 (Plugins ⟶ Process ⟶ VSNR_V2 après son installation). Les filtres de VSNR 

permettent de lisser un bruit dit structuré et stationnaire. Le filtre Gabor est utilisé avec les 

paramètres suivants : sigma_x (épaisseur en pixels des stries) = 0.5 et sigma_y (longueur en 

pixels des stries) = 150, noise level (niveau du bruit) = 4, iteration_nber (nombre 

d’itérations) = 50. Le filtrage est réalisé en 2D (image par image). Le choix de ces valeurs est 

fait en testant différentes valeurs des paramètres sur une image extraite de la pile d’images 

et ensuite, les valeurs optimales sont appliquées à toute la pile. Pour accélérer le filtrage, la 

version GPU du plugin est utilisée.  

Paramètres de 

diffusion anisotrope 

Échantillon 
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En résumé, ces différentes étapes sont réalisées dans cet ordre pour l’échantillon traité avec 

les NP-Ag PVP : alignement de la pile d’images, binning des images, correction du contraste 

en z, filtrage par VSNR et diffusion anisotrope.  

9.2.1.5. Correction des positions z des images  

En raison des problèmes d’instabilité, la pile d’images de l’échantillon traité par AgNO3 

présente beaucoup de variations du contraste. Le suivi, par un programme Python, des 

mesures enregistrées par le microscope de l’épaisseur de la tranche abrasée en fonction de la 

avancement en z a permis de déduire une oscillation des épaisseurs autour de la valeur 

théorique de 6 nm avec une variance de 1,5 nm. Pour corriger cette variation et avoir une 

épaisseur constante égale à 6 nm entre toutes les images successives, un code Python est 

utilisé. Ce code permet de créer une grille avec les positions théoriques des images. Pour 

chaque position théorique, si une correspondance avec une position d’une image acquise 

existe, cette dernière est laissée à sa position. Sinon, l’image placée à la position théorique est 

calculée par une moyenne pondérée entre les deux images les plus proches en distance de 

cette position (l’image la plus proche a plus de poids dans le calcul). Cette étape est réalisée 

après l’alignement des images et avant leur binning. 

En résumé, ces différentes étapes sont réalisées dans cet ordre pour l’échantillon traité avec 

AgNO3 : alignement de la pile d’images, correction des positions z des images, binning des 

images et diffusion anisotrope.  

9.2.2. Segmentation  

Ilastik (versions 1.3.3 et 1.4b) est utilisé pour la segmentation des différents 

organites (mitochondries, noyaux, vésicules et NP-Ag) et de l’espace intercellulaire à partir des 

images FIB-SEM des sphéroïdes. Cependant, les noyaux de l’échantillon traité avec AgNO3 sont 

segmentés avec le logiciel commercial Imaris (Oxford Instruments). Ceci est fait manuellement 

en traçant leurs contours approximativement toutes les deux images et en réalisant une 

interpolation pour déduire les contours sur les autres images. Pour l’échantillon contrôle et 

les échantillons traités avec des NP-Ag, la même pile d’images est utilisée pour la 

segmentation des différentes structures d’intérêt et pour l’échantillon AgNO3, différents sous-

volumes sont extraits de la pile d’images initiales et utilisés chacun pour la segmentation d’une 

structure d’intérêt.  

En utilisant le plugin Ilastik de Fiji (https://www.ilastik.org/documentation/fiji_export/plugin), 

ces piles d’images sont d’abord converties au format HDF5 : Plugins ⟶ Ilastik ⟶ Export HDF5. 

Ensuite, elles sont importées dans Ilastik en tant que Raw Data (Add separate Image(s)).  

Les dimensions de ces piles d’images, le(s) méthode(s) de segmentation utilisée(s) ainsi que 

les paramètres ajustés pour chaque structure segmentée dans chaque échantillon sont 

détaillés dans le Tableau 4.  

 

https://www.ilastik.org/documentation/fiji_export/plugin
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Contrôle 

Traité avec des NP-Ag 
enrobées de Traité avec AgNO3 

citrate PVP 

Volume de segmentation (px3) 
774 × 560 × 

463 
760 × 

552 × 463 
600 × 680 × 480 

Noyaux 

Volume (px3) 1377 × 784 × 200 

Méthode Carving 

Manuelle (Imaris) 
Paramètres Step edge, σ = 1 

Dark lines, 
σ = 1,6 

Mitochondries 

Volume (px3) 1001 × 784 × 200* 

Méthode Carving 

Paramètres 
Step edge, 

σ = 1 

Step 
edge, 

σ = 1,6 
Step edge, σ = 1 

Vésicules 

Volume (px3) 406 × 576 × 248** 

Méthode Carving 

Paramètres 
Step edge, 

σ = 1 

Step 
edge, 

σ = 1,6 
Step edge, σ = 1 Step edge, σ = 1,6 

Particules dans 
des endo-

lysosomes ou 
des vacuoles  

Volume (px3) 406 × 576 × 248** 

Méthode Carving Pixel classification 

Paramètres 
Step 
edge, 

σ = 1,6 

Segmentation 
sur 200 images 

et batch 
processing sur 

toute la pile 

Masque binaire 
des vacuoles = 

prediction mask 
(voir remarque) 

Canalicule 
biliaire 

Volume (px3) 736 × 448 × 130 

Méthode Carving 

Paramètres 
Step edge, 

σ = 1 

Step 
edge, 

σ = 0,8 
Step edge, σ = 1 Step edge, σ = 0,8 

Tableau 4 : Paramètres de segmentation des différents organites et des régions de canalicules biliaires des 
sphéroïdes hépatiques. Pour la segmentation avec la méthode carving, les paramètres sont affichés dans cet 
ordre : type d’apparence des membranes (step edge, dark lines…) et sigma du filtre appliqué en prétraitement. 
*Le sous-volume utilisé pour la segmentation des mitochondries a été extrait de celui de segmentation des
noyaux. ** Pour l’échantillon traité avec AgNO3, seules les vacuoles ont été segmentées.

Remarques : 

• En raison de leur contraste prononcé sur les images FIB-SEM, les particules contenues

dans les vésicules (endolysosomes ou vacuoles) de l’échantillon traité avec AgNO3 et de

celui traité avec les NP-Ag enrobées de PVP sont segmentées avec la méthode pixel

classification. Pour l’échantillon traité avec AgNO3, la segmentation des vacuoles est

d’abord réalisée avec la méthode carving. Ensuite, dans un deuxième projet Ilastik de

segmentation des particules (méthode pixel classification), le sous-volume de

Paramètres de 

segmentation 

Échantillon 
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segmentation des vacuoles est utilisé comme Raw Data et le masque binaire de 

segmentation des vacuoles est utilisé comme Prediction Mask. Cela permet de n’afficher 

que la partie intérieure des vacuoles (pour les Raw Data) et de masquer toutes les autres 

structures sur les images, ce qui permet de faciliter la segmentation des particules.  

• La segmentation du canalicule biliaire de l’échantillon traité avec les NP-Ag enrobées de

PVP n’est pas possible en une seule étape avec la méthode carving : l’algorithme converge

avant de compléter la segmentation. Cette première segmentation du canalicule biliaire est

enregistrée en tant qu’objet 1. Un deuxième objet représentant les parties manquantes du

canalicule biliaire dans la première segmentation est créé dans le même projet carving.

Ensuite, les deux segmentations sont combinées et exportées en tant qu’une seule

segmentation (completed segments, unicolor). Pour pouvoir segmenter correctement le

canalicule biliaire, la valeur du paramètre superpixel regularity est changée de 0,5 (valeur

par défaut) à 0,1. Pour les autres organites segmentés avec la méthode carving, cette valeur

est laissée à sa valeur par défaut.

Le maillage 3D de la structure segmentée avec la méthode carving peut être visualisé en 

cochant l’option Show 3D dans la fenêtre en bas à droite de l’interface d’Ilastik. À la fin de 

l’étape de segmentation, le masque binaire et/ou le maillage 3D sont exportés :  

• Le masque binaire est exporté en cliquant sur l’onglet segmentation et en 
sélectionnant l’option Export

• Pour l’export du maillage 3D, ce dernier est d’abord enregistré en cliquant sur l’option 
save current object et ensuite il est exporté sous le format OBJ en cliquant sur Export 
all meshes. Plusieurs objets peuvent être segmentés dans un seul projet 
Ilastik (méthode carving) et les maillages correspondants peuvent également être 
générés et enregistrés dans le même projet.

9.2.3. Génération des maillages 3D 

Le masque binaire exporté d’Ilastik (format HDF5) est d’abord converti au format TIFF avec le 

plugin Ilastik de Fiji (Plugins ⟶ Ilastik ⟶ Import HDF5). Ensuite, il est importé avec la pile 

d’images initiales dans le logiciel MIB, version 2.81 (Belevich et al., 2016) pour correction 

manuelle de la segmentation (si nécessaire) avec l’outil pinceau. Il est à noter ici que le masque 

binaire doit être importé en tant que modèle (Models⟶ load model) dans MIB pour pouvoir 

le voir en superposition sur la pile d’images correspondante. Après correction de la 

segmentation, la pile d’images est enregistrée (File ⟶ Save image as) sous le format Amira 

mesh binary (propre à Amira/Avizo Fire, d’extension .am) et le masque binaire est enregistré 

en tant que modèle (Models ⟶ Save model as) sous le même format. L’enregistrement du 

masque binaire en tant que modèle est nécessaire pour pouvoir le lier à la pile d’images dans 

le logiciel Avizo Fire (voir l’étape suivante) et l’utilisation du format Amira mesh binary est 

nécessaire pour pouvoir ouvrir les deux fichiers dans Avizo Fire. Ces deux fichiers (en .am) sont 

ensuite importés dans Avizo Fire (version 7.0, Thermo Fisher Scientific). Le masque binaire est 

lié à la pile d’images correspondante (avec un clic droit sur le masque et sélection de l’option 

ImageData). Ensuite, le maillage 3D est généré avec les étapes suivantes : clic gauche sur le 
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masque, sélection de SurfaceGen et sélection du mode de lissage Uncontrained smoothing 

dans l’onglet Properties en bas. Le maillage s’affiche par défaut sous le format objet propre à 

Avizo, SURF. Pour le visualiser, il faut cliquer droit dessus et choisir l’option Surfaceview. Le 

maillage 3D est finalement enregistré sous le format OBJ. Ces différentes étapes sont 

détaillées dans cette vidéo : https://www.youtube.com/watch?v=4DkZE-HGNNU  

9.2.4. Visualisation des maillages 3D  

Les maillages 3D exportés d’Ilastik ou générés avec Avizo Fire sont importés dans 

Paraview (version 5.8) ou Dragonfly (licence non commerciale, ORS).  

9.2.5. Calcul de sphéricité des mitochondries  

Le calcul de sphéricité des mitochondries des 4 échantillons de sphéroïdes étudiés est réalisé 

sur les masques binaires exportés d’Ilastik. Après conversion de ces masques au format TIFF, 

le plugin 3D objects counter (https://imagej.net/plugins/3d-objects-counter) présenté dans 

l’article de Bolte et Cordelières, 2006 est utilisé pour séparer les différentes mitochondries qui 

forment le réseau mitochondrial : Analyze⟶ 3D Objects Counter. Pour ce faire, le plugin utilise 

la connectivité entre les voxels : le masque binaire est parcouru pixel par pixel et image par 

image. Pour une image donnée, chaque fois qu’un pixel appartenant à l’objet segmenté (ici, 

le réseau de mitochondries) est détecté, une étiquette lui est attribuée. L’étiquette est un 

numéro unique qui est porté par tous les voxels appartenant à un même objet détecté par ce 

processus. À chaque fois qu’un nouveau pixel appartenant au réseau de mitochondries est 

détecté, les étiquettes de ses 4 plus proches pixels voisins sur la même image ainsi que celles 

de ses 9 plus proches voisins sur l’image précédente dans la pile d’images sont vérifiées et la 

valeur minimale de ces étiquettes lui est attribuée. Si ses voisins n’appartiennent pas à des 

objets déjà détectés, une nouvelle étiquette d’un nouvel objet est attribuée à ce pixel. À la fin 

de ce processus, une carte des objets détectés est affichée en cochant Objects dans l’option 

Maps to show dans la fenêtre qui correspond au plugin. Sur la pile d’images obtenue, les voxels 

d’un même objet ont la même intensité : celle de leur étiquette. Ces étiquettes peuvent être 

affichées en cochant Show numbers dans la fenêtre des paramètres du plugin : Analyze ⟶ 3D 

OC options. Dans notre cas, cette option est décochée pour que les pixels formant les 

étiquettes ne soient pas pris en compte dans le calcul de sphéricité. La carte des objets ainsi 

générée est enregistrée et utilisée par un deuxième plugin de Fiji, 

MorphoLibJ (https://imagej.net/plugins/morpholibj) qui est présenté dans l’article de Legland 

et al., 2016. Avec ce plugin, la sphéricité de chaque mitochondrie détectée est calculée en 

utilisant la commande : Plugins ⟶ MorpholibJ ⟶ Analyze ⟶ Analyze Regions 3D. Dans la 

fenêtre qui s’affiche, vérifier que le volume, la surface et la sphéricité sont cochés (Volume, 

Surface Area, Sphericity). La méthode de calcul de surface choisie (Surface area method) est 

Crofton (13 dirs.) et la connectivité C26 est choisie pour Euler Connectivity pour prendre en 

compte tous les 26 plus proches voisins de chaque voxel dans le calcul de sphéricité. La 

formule utilisée par MorpholibJ pour le calcul de ce paramètre est la suivante : 
36𝜋𝑉2

𝑆3  où V est 

le volume de l’objet et S est sa surface.  

https://www.youtube.com/watch?v=4DkZE-HGNNU
https://imagej.net/plugins/3d-objects-counter
https://imagej.net/plugins/morpholibj
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Les mesures obtenues avec ce plugin sont enregistrées (format .csv) et mises en forme dans 

Excel. Bien que les valeurs théoriques de la sphéricité doivent être entre 0 et 1, les erreurs 

éventuelles du calcul peuvent produire des valeurs supérieures à 1. Ces valeurs sont seuillées 

à 1 dans Excel. La distribution des valeurs de sphéricité (classes entre 0 et 1 par pas de 0,1) est 

normalisée par le nombre total de mitochondries détectées dans chaque échantillon (par le 

plugin 3D objects counter.   

9.3. Analyse des images FIB-SEM des LSEC 

Comme détaillé dans le chapitre 3, les images FIB-SEM des LSEC ne sont pas filtrées afin de 

préserver la netteté des fenêtres.  

9.3.1. Segmentation des LSEC à 4 nm et à 8 nm de résolutions isotropes 

Les premières segmentations des LSEC réalisées dans le but de déterminer la résolution 

nécessaire pour une segmentation correcte de leurs fenêtres sont faites sur un sous-volume 

extrait d’une pile d’images d’un sinusoïde dans un bloc de foie de souris préparé avec le 

protocole 4 (voir section 6 de ce chapitre). Les dimensions de ce sous-volume qui présente 

une partie d’une cellule LSEC sont 1196 × 816 × 100 px3 (taille de voxel = 4 × 4 × 4 nm3).  Ce 

sous-volume est désigné par pile d’images initiales dans les deux sous-sections suivantes, 

9.3.1.1 et 9.3.1.2.  

9.3.1.1. Première étape de segmentation, « segmentation grossière » 

La taille du sous-volume est d’abord réduite par binning avec Fiji en appliquant un facteur de 

binning de 4 dans chaque direction spatiale. Ceci permet d’obtenir une pile d’images de 

dimensions 299 × 352 × 25 px3 avec une taille de voxel de 16 × 16 × 16 nm3. Cette pile d’images 

binnée est ensuite utilisée comme données initiales (Raw Data) d’un projet Ilastik (méthode 

carving). Les paramètres suivants sont utilisés : Dark lines pour le type d’apparence des 

membranes sur les images, Filter scale = 1 et superpixel regularity = 0,1 

Le masque binaire de cette première segmentation est exporté d’Ilastik et est ré-échantillonné 

avec Fiji en utilisant la commande : Image ⟶  Scale et en utilisant une interpolation bicubique. 

Cette commande permet de redimensionner les images suivant un facteur d’échelle inférieur 

ou supérieur à 1. Dans notre cas, le facteur est 4 dans les 3 directions x, y et z (mettre 4 dans 

X Scale, Y Scale et Z Scale en cochant Process entire stack). Ceci permet de déduire les 

intensités des voxels par interpolation pour remplir une grille 4 fois plus grande en largeur, en 

hauteur et en profondeur. La pile d’images qui en résulte a les dimensions de la pile d’images 

initiales (1196 × 816 × 100 px3) à quelques pixels près (erreurs d’interpolation). Ensuite, la pile 

d’images initiales et ce masque rééchantillonné sont combinés pour former une pile d’images 

à 2 canaux avec la commande suivante : Image ⟶  Color ⟶  Merge Channels.  

9.3.1.2. Deuxième étape de segmentation, « segmentation fine » 

La pile d’images à 2 canaux ainsi obtenue est utilisée comme Raw Data d’un deuxième projet 

Ilastik (méthode Pixel classification). Toutes les caractéristiques de voxels (features) 
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proposées par Ilastik sont sélectionnées, sauf celles qui correspondent à sigma =10 (la plus 

grande valeur proposée par Ilastik). Cette valeur est exclue du calcul des caractéristiques de 

voxels, car l’objectif de cette étape est de corriger la segmentation des régions fines des LSEC 

et de s’intéresser donc au voisinage local des voxels appartenant aux LSEC plutôt qu’aux 

voisinages plus étendus. En outre, ce choix permet d’accélérer le calcul.  

Pour la segmentation à 8 nm de résolution isotrope, la pile d’images initiales est d’abord 

binnée avec un facteur 2 dans chaque direction spatiale. La pile d’images obtenue a les 

dimensions suivantes : 598 × 408 × 50 px3 (taille de voxel = 8 × 8 × 8 nm3). Dans ce cas, le 

masque binaire exporté à la fin de la première étape de segmentation qui a une résolution 

isotrope de 16 nm est ré-échantillonné avec un facteur d’échelle 2 dans les 3 directions 

spatiales (X Scale, Y Scale et Z Scale). Ensuite, le masque binaire ré-échantillonné et la pile 

d’images initiales binnée (taille de voxel = 8 × 8 × 8 nm3) sont combinés pour former une pile 

d’images à 2 canaux comme expliqué précédemment. Cette dernière est utilisée comme 

Raw Data d’un un autre projet Ilastik (méthode pixel classification) en utilisant les même 

features que celles utilisées pour la segmentation des images à 4 nm de résolution isotrope.  

À la fin de cette deuxième étape de segmentation, le masque binaire est exporté (pour les 

deux résolutions) : dans l’onglet Prediction Export, sous Export Settings, choisir Simple 

Segmentation dans Source et cliquer sur Export.  

Comme expliqué dans la sous-section 9.2.3, les masques binaires sont corrigés manuellement 

dans MIB et les maillages 3D correspondants sont générés dans Avizo Fire. Dragonfly est utilisé 

pour le rendu 3D.  

9.3.2. Segmentation des LSEC d’un sinusoïde hépatique 

Le sous-volume utilisé pour la segmentation des LSEC formant le bord d’un sinusoïde a les 

dimensions 3696 × 4280 × 392 px3 avec une taille de voxel de 4 × 4 × 4 nm3. Ce sous-volume 

est désigné par pile d’images initiales dans les sous-sections suivantes.  

9.3.2.1. Étape 1 : définition de la bande de localisation des fenêtres des LSEC 

La pile d’images initiales est d’abord binnée avec Fiji (méthode Average et facteur de binning 

16 dans chaque direction spatiale). La pile d’images obtenue a les dimensions suivantes : 

231 × 268 × 25 px3 avec une taille de voxel de 64 × 64 × 64 nm3. Ensuite, cette pile d’images 

binnée est utilisée comme Raw Data d’un projet Ilastik (méthode carving) pour la 

segmentation de la lumière du sinusoïde. Les paramètres suivants sont utilisés : dark lines, 

filter scale = 1,6. Le masque de segmentation exporté d’Ilastik (masque du sinusoïde) est ré-

échantillonné avec Fiji avec une interpolation bicubique et un facteur d’échelle 16 dans les 3 

directions spatiales pour revenir à la résolution isotrope initiale de 4 nm.  

Les étapes de post-traitement de ce masque ré-échantillonné sont ensuite réalisées dans 

IPSDK (https://www.reactivip.com/fr/traitement-dimages) qui est une bibliothèque d’analyse 

d’images écrite dans le langage Python et commercialisée par l’entreprise Reactiv’IP. Dans 

l’ordre, ces étapes sont : 

https://www.reactivip.com/fr/traitement-dimages
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• Binarisation du masque (étape nécessaire, même si le masque de segmentation est 

initialement binaire) : Binarization ⟶ Simple Threshold ; 

• Application du filtre outline (Basic Morphology⟶ Boundary 3D) pour extraire le 

contour du sinusoïde. La connectivité des 6 plus proches voisins d’un voxel (connexity 

6) est choisie dans Neighborhood ; 

• Application d’une dilatation en 3D (Basic Morphology⟶ Dilatation 3D) avec un 

élément structurant sphérique de rayon 30. 

Enfin, un filtre gaussien de variance (sigma) 30 dans les 3 directions spatiales est appliqué avec 

Fiji : Process ⟶ Filters ⟶ Gaussian Blur 3D. Ainsi, la bande des fenêtres est créée.  

9.3.2.2. Étape 2 : segmentation des régions fenêtrées des LSEC  

La pile d’images initiales et la bande des fenêtres (de l’étape 1) sont combinées avec Fiji pour 

former une pile d’images à 2 canaux. Deux sous-volumes de dimensions 354 x 393 x 392 px3 

sont extraits de cette pile d’images et convertis au format HDF5 avec Fiji avant d’être importés 

comme Raw Data dans un projet Ilastik (méthode pixel classification). Toutes les features 

proposées par Ilastik sont sélectionnées. Après segmentation de ces deux sous-volumes, la 

segmentation est généralisée à toute la pile d’images (à 2 canaux) : dans l’onglet Batch 

Processing du projet Ilastik, cliquer sur Select Raw Data Files, importer la pile d’images à 

segmenter (à 2 canaux) et cliquer enfin sur Process all files. Pour exporter le masque binaire 

de segmentation et pas la carte des probabilités, choisir Simple Segmentation dans l’onglet 

Prediction Export (comme expliqué en haut). 

Après le batch processing, le masque binaire généré (masque de segmentation 1) est post-

traité en appliquant les étapes suivantes :  

• Inversion de la bande des fenêtres suivie d’une dilatation en 3D avec un élément 

structurant sphérique de rayon 50. Puisque IPSDK est plus rapide que Fiji pour analyser 

les images, il est utilisé dans cette étape. Le rayon est choisi après des étapes d’essai-

erreur. Le masque résultant est appelé masque de soustraction ; 

• Soustraction du masque de soustraction du masque de segmentation 1 avec Fiji : 

Process ⟶ Image Calculator, mettre le masque de segmentation 1 dans Image1, le 

masque de soustraction dans Image2 et Substract dans Operation. Les deux piles 

d’images doivent être ouvertes dans Fiji avant de faire la soustraction.  

Le résultat final de cette étape est le masque de segmentation des régions fenêtrées des LSEC. 

9.3.2.3. Étape 3 : segmentation des régions nucléaires des LSEC 

- Prétraitement des données initiales 

Détermination du bord extérieur du sinusoïde  

Dans IPSDK, le masque du sinusoïde à 4 nm de résolution isotrope (voir étape 1) est dilaté en 

3D avec un élément structurant sphérique de rayon 285. Ensuite, le masque non dilaté est 
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soustrait du masque ainsi dilaté (Arithmetic ⟶ Substraction Image). Le résultat définit le bord 

extérieur du sinusoïde.    

Détermination du bord intérieur du sinusoïde  

Les étapes suivantes sont réalisées dans IPSDK :  

• Dilatation en 3D du masque du sinusoïde à 4 nm de résolution isotrope avec un 

élément structurant sphérique de rayon 85 ;  

• Soustraction du masque non dilaté du masque ainsi dilaté. Le résultat est appelé 

masque intermédiaire ; 

• Dilatation en 3D du contour du sinusoïde (voir étape 1) avec un élément structurant 

sphérique de rayon 85 ; 

• Soustraction du masque intermédiaire du masque du contour dilaté. Le résultat définit 

le bord intérieur du sinusoïde.    

Définition de la bande de localisation des LSEC 

Les deux bords intérieur et extérieur sont additionnés avec Fiji : Process ⟶ Image 

Calculator, choisir Add dans Operation et mettre les deux piles d’images représentant les 

deux bords du sinusoïde dans Image1 et Image2. Les deux piles d’images doivent être 

ouvertes dans Fiji avant de faire l’addition.  

Application de la bande de localisation des LSEC aux images initiales 

Les étapes suivantes sont réalisées avec Fiji : 

• Soustraction : bande de localisation des LSEC - pile d’images initiales ; 

• Inversion du contraste du résultat de soustraction. 

La pile d’images obtenue est la pile d’images initiales prétraitées.  

- Segmentation des régions nucléaires des LSEC 

Les images initiales prétraitées sont binnées avec Fiji avec la méthode Average et avec un 

facteur de binning de 8 dans les 3 directions spatiales. La pile d’images obtenue a les 

dimensions suivantes : 462 × 535 × 49 px3 avec une taille de voxel de 32 × 32 × 32 nm3. Elle est 

ensuite utilisée comme Raw Data d’un projet Ilastik (méthode carving). Les paramètres 

suivants sont utilisés : dark lines, filter scale = 1,6. Le masque de segmentation est exporté 

d’Ilastik et est ré-échantillonné avec Fiji en utilisant une interpolation bicubique pour revenir 

à la résolution de 4 nm. Ce masque est le masque des régions nucléaires des LSEC.  

9.3.2.4. Étape 4 : segmentation finale des LSEC 

Les images initiales prétraitées, le masque des régions fenêtrées des LSEC et le masque des 

régions nucléaires des LSEC sont combinés avec Fiji pour former une pile d’images à 3 canaux : 

Image ⟶ Color ⟶ Merge Channels. Au total, 6 sous-volumes sont extraits de cette pile 
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d’images et convertis au format HDF5 avec Fiji avant d’être importés comme Raw Data dans 

un projet Ilastik (méthode pixel classification). 

Toutes les features proposées par Ilastik sont sélectionnées. Après apprentissage du classifieur 

sur les sous-volumes, la segmentation est généralisée à toute la pile d’images (à 3 canaux). 

Les dimensions des sous-volumes utilisés pour l’apprentissage du classifieur sont détaillées 

dans le Tableau 5 

Numéro du 
sous-volume 

1 2 3 4 5 6 

Dimensions 
(px3) 

160 × 242  
× 392 

171 × 474 
 × 392 

216 × 216  
× 392 

231 × 188  
× 392 

262 × 292  
× 392 

286 × 321  
× 392 

Tableau 5 : Dimensions des sous-volumes utilisés pour l’apprentissage du classifieur de la méthode pixel 
classification dans l’étape 4 de segmentation des LSEC. 

9.3.2.5. Génération et post-traitement du maillage 3D   

Après apprentissage sur les 4 sous-volumes numérotés de 1 à 4 dans le Tableau 5 et sur les 6 

sous-volumes numérotés de 1 à 6 dans le Tableau 5 et après généralisation de la segmentation 

à toute la pile d’images, les masques binaires obtenus pour ces deux apprentissages sont 

exportés d’Ilastik. Ensuite, après conversion au format TIFF, ils sont post-traités avec Fiji en 

appliquant l’opération arithmétique OR : Process ⟶ Image Calculator, mettre les deux 

masques en tant qu’Image1 et Image2 et choisir OR dans Operation. Comme mentionné en 

haut, les deux piles d’images doivent être ouvertes dans Fiji avant de faire cette opération. Le 

masque ainsi obtenu est importé dans IPSDK. Pour réduire les erreurs de segmentation, une 

analyse en composantes connexes (connected components analysis) est initialement 

appliquée au masque pour séparer ses composantes connexes (groupes de voxels 

connectés) : Advanced Morphology ⟶ Connected Component 3D en choisissant une 

connectivité des 6 plus proches voisins d’un voxel (connexity 6 dans Neighborhood). Un filtrage 

de taille est ensuite réalisé sur les composantes (ou les objets) détectées pour ne laisser que 

la plus grande composante : Advanced Morphology ⟶ Keep big shape 3D. Le maillage 3D 

correspondant à cette composante est créé : Shape Segmentation ⟶ Label Shape Extraction 

3D, dans Label Image, mettre le résultat obtenu après l’opération Keep big shape 3D. Le 

maillage 3D généré est sauvegardé dans le menu Values⟶ Shapes (en haut à gauche). Il est 

enregistré au format STL et converti au format OBJ dans Paraview. Ensuite, il est simplifié dans 

MeshLab (version v2020) : Filters ⟶ Remeshing, Simplification and Reconstruction ⟶ Quality 

Edge Collapse Decimation. Le paramètre Quality threshold choisi est 0,3 pour diminuer le 

nombre de surfaces du maillage de 30 %, l’option Optimal position of simplified vertices est 

cochée et les autres paramètres sont laissés à leurs valeurs par défaut. Le maillage simplifié 

est finalement lissé avec un filtrage de type Taubin : Filters ⟶ Smoothing, Fairing and 

Deformation ⟶ Taubin Smooth avec les paramètres suivants : λ = 0,6, μ = - 0,53 et 100 

itérations. Paraview est utilisé pour le rendu volumique final. 
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Résumé 

Le développement des techniques de microscopie électronique volumique a révolutionné l’imagerie cellulaire et tissulaire. 
En particulier, la technique FIB-SEM (pour focused ion beam-scanning electron microscopy) permet d’élucider l’ultrastructure 
tridimensionnelle de structures biologiques à une échelle nanométrique. Dans le cadre de ma thèse, deux études 
indépendantes ont été réalisées en utilisant l’approche FIB-SEM. Dans une première étude, j’ai travaillé sur les nanoparticules 
d’argent (NP-Ag) qui sont utilisées, pour leur activité biocide, dans des produits du quotidien (emballages alimentaires, 
vêtements anti-odeur…) ainsi que dans des dispositifs médicaux (pansements, cathéters...). Les ions Ag(I) relargués de ces NP 
sont responsables de l’effet biocide, mais sont également toxiques pour les cellules mammifères. Afin de mimer le devenir 
des NP-Ag dans l’organisme avec un focus sur leurs transformations et l’excrétion d’espèces d’argent du foie, nous avons 
utilisé un modèle 3D de sphéroïde d’hépatocytes qui mime le foie et qui permet d’étudier l’excrétion biliaire. Ces sphéroïdes 
ont été exposés à un sel d’Ag et à deux types de NP-Ag pour mimer, respectivement, le cas d’exposition orale et parentérale 
qui sont les deux principales voies d’exposition humaine à ces NP. La combinaison de la technique FIB-SEM avec d’autres 
techniques d’imagerie élémentaire, d’analyse chimique et de spéciation nous a permis d’étudier les transformations des 
différentes espèces d’Ag, de visualiser leurs distributions à une échelle subcellulaire, de mettre en évidence le stockage de 
l’excès d’argent dans des vacuoles et l’excrétion biliaire d’ions Ag(I) et d’analyser l’impact des espèces d’argent sur 
l’ultrastructure des hépatocytes, en particulier sur le réseau mitochondrial. Ces résultats soulignent la pertinence de notre 
modèle hépatique pour étudier les transformations de nanomatériaux dans le foie au-delà des NP-Ag. Dans une deuxième 
étude, j’ai travaillé sur les cellules endothéliales sinusoïdales (LSEC) qui tapissent la paroi des capillaires hépatiques ou 
sinusoïdes. Les LSEC sont des cellules endothéliales hautement spécialisées qui présentent des fenêtres permettant des 
échanges bidirectionnels entre le sang sinusoïdal et les hépatocytes. Les études décrivant la structure des LSEC sont 
majoritairement des études en 2D qui ne permettent d’étudier que partiellement l’architecture in vivo de ces cellules et 
l’organisation spatiale de leurs fenêtres. La technique FIB-SEM a été utilisée pour imager des échantillons de foie de souris 
en se focalisant sur la porosité des sinusoïdes. Un protocole de préparation des échantillons de foie qui préserve bien 
l’ultrastructure des sinusoïdes a été mis au point. Ensuite, j’ai développé une méthode de segmentation qui a permis de 
reconstruire en 3D et à haute résolution les LSEC. L’étude de l’architecture 3D des LSEC et la détermination des diamètres de 
leurs fenêtres ouvrent de nouvelles perspectives pour approfondir la compréhension de la corrélation entre la fonction et la 
structure de ces cellules dans des conditions physiologiques et pathologiques. Notre approche pourrait également aider à 
modéliser le transport des différentes substances ou médicaments entre le sang et les hépatocytes et pourrait être utilisée 
pour vérifier la porosité des sinusoïdes de patients dans le cadre d’applications en médecine personnalisée. 

Mots clés : microscopie électronique volumique, FIB-SEM, foie, culture cellulaire 3D, nanoparticules d’argent, LSEC, fenêtres. 

Abstract 

The development of volume electron microscopy techniques has revolutionized cell and tissue imaging. In particular, FIB-
SEM (focused ion beam-scanning electron microscopy) imaging allows to elucidate the three-dimensional ultrastructure of 
biological structures at a nanometric scale. In the framework of my PhD project, two independent studies were performed 
using the FIB-SEM approach. In a first study, I worked on silver nanoparticles (AgNP) which are used, for their biocidal activity, 
in everyday products (food packaging, anti-odor clothes...) as well as in medical devices (wound dressings, catheters...). These 
NP release Ag(I) ions that are responsible for the biocidal effect but are also toxic for mammalian cells. In order to mimic the 
fate of AgNP in the organism with a focus on their transformations and the excretion of silver species from the liver, we used 
a 3D model of hepatocyte spheroid which mimics the liver and allows to study biliary excretion. These spheroids were exposed 
to a silver salt and to two types of AgNP to mimic, respectively, oral and parenteral exposure which are the two main routes 
of human exposure to these NP. The combination of FIB-SEM technique with other elemental imaging, chemical analysis and 
speciation techniques allowed us to study the transformations of the different silver species, to visualize their distributions 
at a subcellular scale, to highlight the storage of silver excess into vacuoles and the biliary excretion of Ag(I) ions and to 
analyze the impact of silver species on the ultrastructure of hepatocytes, in particular on the mitochondrial network. These 
results highlight the relevance of our hepatic model to study the transformations of nanomaterials in the liver beyond AgNP. 
In a second study, I worked on liver sinusoidal endothelial cells (LSEC) that line the wall of hepatic capillaries or sinusoids. 
LSEC are highly specialized endothelial cells that have fenestrations or fenestrae allowing for bidirectional exchange between 
sinusoidal blood and hepatocytes. Studies describing the structure of LSEC are mostly 2D studies that do not allow to fully 
elucidate the in vivo architecture of these cells and the spatial organization of their fenestrations. The FIB-SEM technique was 
used to image mouse liver samples focusing on the porosity of sinusoids. A preparation protocol of liver samples that properly 
preserves the ultrastructure of sinusoids was established. Then, I developed a segmentation method that allowed 3D 
reconstruction of LSEC at high resolution. The study of the 3D architecture of LSEC and the determination of their fenestrae 
diameters open new perspectives to further understand the correlation between the function and the structure of these cells 
under physiological and pathological conditions. Our approach could also help to model the transport of different substances 
or drugs between blood and hepatocytes and could be used to study the sinusoidal porosity of patients for personalized 
medicine applications. 

Keywords: volume electron microscopy, FIB-SEM, liver, 3D cell culture, silver nanoparticles, LSEC, fenestrations. 
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