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Avant propos

Mon travail de doctorat au cours des trois dernières années sous la direction du Pr. Alexandra
Fragola dans l’équipe "Synthèse et Imagerie des Sondes Inorganiques" (SI²) au Laboratoire de
Physique et d’Etude des Matériaux (LPEM) de l’ESPCI, et du Dr. Fabrice Harms (Imagine Optic),
s’est consacré à la mise en œuvre d’une nouvelle approche d’optique adaptative basée sur la
mesure de front d’onde en source étendue en microscopie à feuille de lumière pour l’imagerie à
haute résolution in vivo de larves de poisson-zèbre.

Avant le début de mon doctorat, Antoine Hubert, ancien doctorant à Imagine Optic et au LPEM,
avait conçu l’analyseur de Shack-Hartmann à source étendue et l’avait implémenté dans un mi-
croscope de fluorescence à feuille de lumière, pour l’imagerie fonctionnelle ex vivo des neurones
impliqués dans l’horloge circadienne de la Drosophila melanogaster. En étroite collaboration avec
l’IBENS et Imagine Optic, ce capteur a également été implémenté sur un microscope de fluo-
rescence à deux photons par Sophia Imperato, ancienne doctorante au LPEM, pour la neuro-
imagerie fonctionnelle in vivo chez la souris.

L’objectif de mon doctorat était de continuer les travaux d’Antoine Hubert et de développer un
nouveau microscope à feuille de lumière possédant une meilleure résolution axiale avec une
boucle d’optique adaptative utilisant un analyseur de Shack-Hartmann à source étendue. L’ob-
jectif avec ce microscope est de pouvoir observer des échantillons avec un marquage volumique
dense, jusqu’ici incompatibles avec le premier montage réalisé.
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Introduction

Morphogenèse

Depuis la découverte de la cellule en 1665 par Robert Hooke, la théorie cellulaire n’a cessé de
se développer, faisant de la cellule l’unité biologique structurelle, fonctionnelle et reproductrice
fondamentale du vivant. Les cellules peuvent s’organiser pour former des organismes multi-
cellulaires : les animaux, les mycètes, les algues et les plantes. Au sein de ces organismes, les
cellules se spécialisent pour assurer des fonctions physiologiques particulières. Chez les mam-
mifères, on trouve des cellules de la peau, des myocytes (cellules musculaires), des neurones
(cellules nerveuses), des cellules sanguines, des fibroblastes (cellules des tissus conjonctifs), ou
encore des cellules-souches.

Une des questions fondamentales de la biologie consiste à comprendre comment les cellules se
coordonnent et se structurent tout au long de la vie d’un organisme multicellulaire. La biologie
du développement tente de donner une réponse en étudiant différents processus :

— la différenciation cellulaire, processus permettant aux cellules de se spécialiser ;

— le contrôle génétique de la croissance cellulaire ;

— la morphogenèse, processus de développement des structures d’un organisme.

Pour étudier ces processus de manière approfondie, de nombreux organismes modèles sont uti-
lisés. Ces espèces sont sélectionnées car elles possèdent plusieurs caractéristiques intéressantes
du point vue génétique, expérimental et économique :

— un génome de faible taille bien caractérisé avec des outils de biologie moléculaire dispo-
nibles pour son séquençage et sa manipulation ;

— un temps de génération relativement faible et une descendance nombreuse ;

— facilité d’élevage ou de culture et un faible encombrement.

Plus un organisme est simple et plus il sera facile d’étudier ses mécanismes fondamentaux de
développement, qui pourront ensuite être retrouvés chez des animaux plus complexes. Parmi
ces organismes, on retrouve le poisson zèbre, la souris, la drosophile.

La morphogenèse est un processus difficile à étudier car il est nécessaire d’observer ce qui se
passe à l’intérieur d’un organisme lorsque celui-ci est en train de se développer, c’est-à-dire de
réaliser une observation en quatre dimensions (l’espace tridimensionnel et le temps), tout en
maintenant l’organisme en vie. Les cellules sont de taille variable selon les espèces, leur rôle,
mais mesurent en moyenne plusieurs micromètres. De plus, l’activité cellulaire se traduit par
des phénomènes rapides, de l’ordre de la milliseconde, à l’instar des variations de potentiel
caractéristiques de l’activité neuronale.

Ainsi, une résolution subcellulaire sur plusieurs centaines de micromètres, combinée à une haute
résolution temporelle, sur de longues durées, sont donc nécessaires à la compréhension des
mécanismes de la morphogénèse, tels que le déplacement des cellules au cours du temps. Le
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Nom Signal Résolution
spatiale

Champ
de vue

Résolution
temporelle

Profondeur
d’imagerie

Temps
d’imagerie

Imagerie par
résonance
magnétique

Magnétique mm m s dm heure

Radiographie Rayons X mm dm s dm min

Echographie Ultrason mm dm ms cm min

MF
confocale Visible & IR µm µm ms µm s

MF
2-Photon Visible & IR µm mm ms mm s

MF
à feuille
de lumière

Visible & IR µm cm ms µm s

TABLE 1 – MF : microscopie de fluorescence. Le signal fait référence au type d’excitation. La réso-
lution est approximative et se réfère à la résolution moyenne fournie par différents instruments. Le
champ de vue se réfère à la taille de l’échantillon qui peut être imagé. Le temps fait référence au
temps moyen nécessaire pour réaliser une pile d’image de l’échantillon qui se situe dans la plage

de taille de l’appareil d’imagerie. Extrait de [1]

tableau 1 présente les différentes techniques d’imagerie et leurs caractéristiques. Les techniques
de microscopie de fluorescence (MF) sont les plus adaptées à l’étude de la morphogenèse.

Fluorescence et microscopie de fluorescence

Dès le XVIIe siècle et l’observation des premières cellules, la microscopie optique s’est imposée
comme un outil de choix dans l’observation des phénomènes biologiques. Le développement
des microscopes a permis d’approfondir nos connaissances en biologie, mais c’est la découverte
du tandem aequorine/GFP en 1962 par Osumu Shimomura [2], suivie du clonage de la protéine
GFP en 1992 [3], qui ont constitué un tournant dans l’étude du vivant. Grâce à ces protéines, il
est alors possible de marquer dans des échantillons vivants des structures d’intérêt comme les
noyaux ou les membranes des cellules. Marquer les noyaux permet de réaliser une détection et
un suivi du déplacement des cellules, mais n’offre pas une information précise sur la forme des
cellules, alors que le marquage des membranes permet d’accéder à la morphologie des cellules.

On distingue deux principales classes de marquage. Le marquage vital où l’organisme est im-
mergé dans une solution colorée par des molécules fluorescentes synthétiques qui se fixent di-
rectement sur des composants contenus exclusivement dans la structure visée. Ce type de mar-
quage est limité par la pénétration des fluorophores dans l’organisme et le choix restreint des
longueurs d’onde. Il existe aussi le marquage génétique qui introduit dans l’organisme un gène
qui lui permettra de produire des protéines fluorescentes de manière endogène dans la struc-
ture désirée. Contrairement au marquage vital, un organisme marqué génétiquement peut être
observé à n’importe quel moment de son développement.

Avec l’apparition de ces marquages, les microscopes ont évolué. En microscopie optique clas-
sique, l’observation se fait par réflexion ou transmission de la lumière qui illumine l’échantillon.
Cette technique est limitée par l’épaisseur de l’échantillon observé, qui doit être faible, ou la pré-
sence d’objets parasites à proximité du plan focal. La microscopie par fluorescence lève ces res-
trictions et permet d’observer des organismes naturellement fluorescents ou rendus fluorescents
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FIGURE 1 – (A-D) Coupes multi-vues du cerveau d’une larve de poisson zèbre avec un marquage
des cytoplasmes (GCaMP) vivante et intacte 6 jours après fécondation obtenue par microscopie
à feuille de lumière. Les noyaux apparaissent en sombre et les cytoplasmes en clair. (E) Résultat
de l’algorithme de segmentation pour 3 sous-régions différentes montrées en (B) avec des carrés

rouges.Extrait de [8].

par un marqueur. En excitant les fluorophores présents dans l’échantillon avec de la lumière, ils
vont émettre de la lumière à leur tour, mais à une longueur d’onde différente. La microscopie de
fluorescence repose sur la formation d’une image par détection de cette lumière émise. Il existe
plusieurs techniques de microscopie à fluorescence : la microscopie confocale [4], multiphoto-
nique [5], à feuille de lumière [6]. La microscopie à feuille de lumière a rencontré un vif succès
pour l’étude de la morphogenèse car elle permet d’imager rapidement de grands volumes.

L’émergence et le développement de ces techniques d’imagerie augmentent la quantité d’images
acquises, permettant la cartographie dynamique tridimensionnelle de l’échantillon afin de dé-
crire sa relation structure-fonction. Face à l’augmentation de la quantité de données, les algo-
rithmes d’analyse d’images ont été améliorés [7].

Pour suivre le développement spatio-temporel de l’organisme, les techniques de segmentation
des cellules (noyaux seuls ou cellules entières) sont devenues indispensables pour exploiter les
données. Par exemple, les images de la figure 1 contiennent plus de 5 000 neurones, rendant le
comptage sur l’ensemble de l’image impossible par l’utilisateur. Il est donc nécessaire de rendre
la segmentation des cellules automatique avec un algorithme (Figure 1.E).

Segmentation
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La segmentation automatique des images biologiques, pour analyser les cellules, est générale-
ment un problème difficile à résoudre à cause de la variété des microscopes, des types de cel-
lules, du marquage, des densités de cellules et la complexité des données à analyser. L’approche
la plus basique est le seuillage, pour extraire le signal de fluorescence du fond [9]. En complé-
ment du seuillage d’intensité, il est possible d’ajouter des filtres adaptés aux tailles [10] ou aux
formes des objets [11, 12] à segmenter. D’autres méthodes utilisent des opérateurs de traitement
d’images tels que des filtres de Marr [13] ou le filtre de Canny, pour mettre en évidence les pixels
qui semblent appartenir à un contour.

L’identification des noyaux est rendue plus difficile lorsque les noyaux sont très proches les uns
des autres. Une solution proposée par [14] est d’utiliser un algorithme permettant de discerner
la frontière entre deux noyaux voisins, tel que l’algorithme de ligne de partage des eaux [15],
considérant une image en niveau de gris comme un relief topographique. Cette technique peut
aussi être utilisée pour les marquages membranaires [16]. Une autre méthode pour la segmen-
tation des membranes cellulaires se base sur des modèles déformables [17]. Les modèles défor-
mables peuvent être formulés explicitement, sous forme d’un contour actif paramétrique (2D)
ou de surface (3D), ou implicitement, comme le niveau zéro d’une fonction avec une dimension
(nD) supérieure à la dimension de l’image à segmenter. Les modèles déformables nécessitent
plusieurs itérations pour optimiser la détection des contours de l’image. Cette méthode trouve
tout son intérêt sur des séries d’images peu différentes les unes des autres. En effet, une fois
que les contours des régions ont été trouvés dans la première image, l’application du modèle
déformable à l’image suivante est plus efficace que de tout recalculer, si la différence entre les
images est peu importante.

La segmentation des cellules n’est pas qu’un problème statique. Il peut aussi être un problème
dynamique lorsqu’on souhaite suivre le déplacement et l’activité (mitose, fusion, ...) des cellules
au cours du développement de l’organisme [18]. Il convient alors de segmenter les cellules au
cours du temps, et d’utiliser des critères de distance et/ou de similarité pour la mise en corres-
pondance des cellules [11, 12].

Dernièrement, l’apprentissage automatique (ou apprentissage statistique) a permis des progrès
considérables sur la segmentation d’images. Cette méthode se divise en deux phases. La pre-
mière phase est la phase « d’apprentissage » ou « d’entraînement ». À partir d’un jeu de données,
un modèle est estimé pour résoudre un problème, par exemple détecter les noyaux des cellules
dans une image biologique. Pour ce genre de problème, l’utilisateur doit préparer un jeu de
données où la position des cellules est déjà indiquée (étiquetage) ; il s’agit d’un apprentissage
supervisé. La seconde phase (en ligne, dite de test) consiste à prédire l’étiquette d’un nouveau
jeu de données, avec le modèle préalablement appris. On parle d’apprentissage statistique car
l’apprentissage consiste à créer un modèle dont l’erreur statistique moyenne est la plus faible
possible entre le résultat du modèle et l’étiquetage manuel.

Parmi les outils informatiques de bio-imagerie utilisant l’apprentissage automatique pour la
segmentation d’images, Ilastik [19] et Cellpose [20] proposent tous les deux une interface gra-
phique qui permet aux utilisateurs de définir et de modifier des régions d’intérêt sur les images
de manière interactive. Ils intègrent des techniques d’apprentissage automatique pour créer des
modèles de segmentation personnalisés. Ces outils permettent donc de faciliter la segmentation
et l’analyse d’image, avec des résultats très proches de ceux de l’utilisateur.

Limitations
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Toutes ces techniques de segmentation dépendent cependant de la qualité de l’image, limitée
par plusieurs phénomènes en microscopie optique. La résolution spatiale d’un microscope est
limitée entre autres par la diffraction. Deux points sont résolus lorsqu’ils sont éloignés d’une
distance supérieure à la limite de diffraction d’après le critère de Rayleigh. L’image d’un point à
travers un système est appelée réponse impulsionnelle ou fonction d’étalement du point (Point
Spread Function ou PSF en anglais). L’image par le système optique est donc le résultat de la
convolution de l’objet par la PSF. Connaissant la PSF du système, il est alors possible d’obte-
nir une image plus nette et donc d’améliorer la résolution du système d’imagerie en déconvo-
luant l’image. Les techniques de microscopie de super-résolution peuvent aussi dépasser cette
limite de diffraction (microscopie à illumination structurée [21], microscopie STED (stimulated-
emission-depletion ou déplétion par émission stimulée) [22]).

Un des problèmes récurrents en imagerie est un rapport signal-sur-bruit (SNR) trop faible pour
identifier les cellules. Des pré-traitements peuvent être appliqués aux images afin d’améliorer
ce rapport. Dans un échantillon épais, le bruit correspond en majorité au bruit des photons du
signal de fluorescence issu des plans hors du plan de mise au point, appelé signal de fond. Les
techniques de sectionnement optique en microscopie de fluorescence permettent de s’affranchir
efficacement de ce fond et donc d’améliorer significativement le SNR.

La dernière limite concerne les échantillons volumiques, dont l’observation reste limitée en pro-
fondeur. En effet, la diffusion et les aberrations optiques, dues aux inhomogénéités de l’indice
de réfraction, limitent la résolution et détériorent progressivement l’intensité du signal. En ef-
fet, les aberrations rencontrées sur le trajet d’excitation détériorent le sectionnement optique,
excitant alors des fluorophores hors du plan de mise au point, augmentant le signal de fond.
Les aberrations sur le trajet de détection affectent aussi le SNR en augmentant l’étalement de
la PSF, diminuant la résolution de l’image. Dans la figure 1, le contraste est maximal dans la
région la plus dorsale du poisson (Fig.1.E.I), où les distances parcourues par l’excitation et le
signal de fluorescence sont toutes deux minimales. Le contraste diminue de façon continue avec
la profondeur d’observation (Fig.1.E.II et Fig.1.E.III).

Afin d’améliorer la qualité d’imagerie en profondeur, l’optique adaptative (OA), initialement
issue du domaine de l’astronomie, a été implémentée sur des microscopes optiques. Les straté-
gies actuelles en microscopie non multiphotonique souffrent toujours de leur sensibilité à une
forte diffusion (comme pour les méthodes de détection directe du front d’onde) ou de processus
itératifs chronophages (détection indirecte du front d’onde) qui sont plus difficiles à gérer avec
des signaux d’imagerie fonctionnelle.

Les travaux réalisés par notre équipe ont pour but la mise en œuvre d’une approche d’optique
adaptative originale basée sur la mesure de front d’onde en source étendue pour la microscopie
à feuille de lumière [23] et la microscopie multiphotonique [24], pour l’imagerie in vivo. Cette
approche utilise un analyseur de front d’onde de type Shack-Hartmann en source étendue (ESSH
ou ESWFS) permettant une correction rapide des aberrations grâce à une mesure directe du
front d’onde, issu non pas d’une étoile guide mais d’un plan guide crée par un microscope à
sectionnement optique. L’objectif de ma thèse était d’implémenter cet analyseur de front d’onde
en source étendue dans une boucle d’OA sur un microscope à feuille de lumière avec le meilleur
sectionnement optique possible, afin d’améliorer la correction des déformations du front d’onde.
Ce manuscrit présente la mise en place d’un tel microscope, sa caractérisation et les résultats
obtenus en imagerie 3D in vivo de larves de poisson-zèbre.

Plan de la thèse
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Ce manuscrit est organisé en quatre chapitres.

— Le Chapitre 1 introduit les limites de l’imagerie optique en profondeur. Je présente l’état
de l’art de l’optique adaptative pour la microscopie, et en particulier avec une mesure
de front d’onde en source étendue, puis l’état de l’art de la microscopie à sectionnement
optique, et en particulier la microscopie à feuille de lumière.

— Dans le Chapitre 2, je présente le microscope à feuille de lumière confocal à balayage axial
avec une boucle d’optique adaptative en source étendue que j’ai construit durant ma thèse.
La conception, le pilotage et l’alignement du microscope sont décrits.

— Dans le Chapitre 3, le microscope est caractérisé du point de vue du sectionnement optique
et de la précision de la mesure de front d’onde dans des échantillons volumiques calibrés.

— Dans le Chapitre 4, je démontre le gain apporté par notre approche d’optique adaptative
pour l’imagerie biologique 3D et présente des résultats obtenus en profondeur dans des
larves de poisson-zèbre vivantes.
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Chapitre 1

Optique adaptative et microscopie de
fluorescence.



10 Chapitre 1. Optique adaptative et microscopie de fluorescence.

Dans ce chapitre, j’introduis les limitations de la microscopie optique dans les échantillons bio-
logiques, et en particulier les aberrations optiques. Les solutions pour mesurer et corriger les
aberrations optiques dans ces échantillons sont présentées, et en particulier notre solution pour
mesurer les fronts d’onde à partir d’une source étendue. J’expliquerai la principale limite de
notre approche, comment la résoudre grâce à la microscopie de fluorescence à sectionnement
optique et en particulier la microscopie à feuille de lumière.

1.1 Propagation de la lumière dans les milieux biologiques

Les milieux biologiques sont composés d’un grand nombre de structures (cellules, membranes,
vaisseaux, ...) de formes, de tailles et de densités diverses qui empêchent la lumière de se propa-
ger librement. Celle-ci va interagir avec ces structures de deux manières différentes : l’absorption
et la diffusion.

1.1.1 Absorption

L’absorption de la lumière par une molécule dépend de la longueur d’onde λ et des caractéris-
tiques de la molécule. À une échelle moléculaire, si l’énergie d’un photon (E = h · c/λ ou h est
la constante de Planck et c la célérité de l’onde) est égale à la différence d’énergie entre l’état
fondamental d’énergie E0 et un état excité d’énergie E1 (E1 = E0 + E) de la molécule, le photon
est absorbé et la molécule passe dans l’état excité d’énergie E1. À une échelle macroscopique, le
faisceau est atténué durant sa propagation dans le milieu et son intensité diminue en suivant la
loi de Beer-Lambert :

I(z) = I0 · exp(−µaz) (1.1)

avec I l’intensité transmise en fonction de la distance z parcourue dans le milieu, I0 l’intensité
incidente et µa le coefficient d’absorption (cm−1). Dans un échantillon biologique principalement
composé d’eau et de sang, la lumière est absorbée dans l’ultraviolet et le visible à cause de
l’hémoglobine, et dans l’infrarouge à cause de l’eau. Dans la région rouge et proche infrarouge,
entre 700 et 1300 nm, l’absorption des tissus biologiques est minimale. Cette zone est appelée la
fenêtre thérapeutique, représentée en Figure 1.1.

Quand la lumière est absorbée par une molécule, il peut se produire plusieurs phénomènes :

— l’énergie est utilisée pour la photochimie, par exemple pour les cellules photoréceptrices
qui se trouvent sur la couche postérieure de la rétine ou la photosynthèse dans une molé-
cule de chlorophylle.

— l’énergie passe dans les modes de vibration de la molécule, c’est-à-dire qu’elle est trans-
formée en chaleur. Cela va chauffer localement l’échantillon et conduire à des dommages
photothermiques.

— l’énergie est réémise sous forme de lumière par fluorescence ou phosphorescence.

Fluorescence La lumière réémise par la molécule excitée peut être de même longueur d’onde
(fluorescence de résonance) ou de longueur d’onde plus grande, voire parfois plus petite (ab-
sorption à deux photons) que celle absorbée initialement. Les différents mécanismes et tempo-
ralités associées sont présentés en Figure 1.2. Comme les processus de relaxation vibrationnelle
sont bien plus rapides ( 10−12 s) que ceux d’émission photonique ( 10−10 s à 10 s), la molécule
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FIGURE 1.1 – Absorption dans les tissus biologiques. Adapté de [25]
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perd généralement un peu d’énergie sous forme de vibration avant l’émission radiative. D’après
la loi de Kasha, l’émission se fait depuis l’état excité de plus basse énergie. La longueur d’onde
émise est donc généralement plus grande que celle de l’excitation. Cette différence est appelée
déplacement de Stokes. Le processus de fluorescence est caractérisé par l’émission d’un photon
de manière très rapide ( 10−10 s à 10−7 s). L’émission par phosphorescence est quant à elle très
lente ( 10−6 s à 10 s) car il y a des transitions électroniques supplémentaires au cours du proces-
sus. Dans les deux cas, l’émission de la lumière est isotrope. En théorie, un fluorochrome peut
passer indéfiniment de l’état fondamental S0 à l’état excité singulet S1, mais il arrive qu’il soit
engagé dans une réaction photochimique qui va empêcher son retour à un état excitable, mettant
un terme définitif à son cycle de fluorescence : c’est le photoblanchiment. Le photoblanchiment
limite la durée de vie d’un fluorochrome à 10 000 à 40 000 cycles [26]. Deux fluorochromes
utilisés pour l’observation de nos échantillons sont mEGFP et mCherry. Pour le fluorochrome
mEGFP, le demi-temps de blanchiment est de 239 secondes à 60 µW et 46 secondes à 240 µW.
Pour le fluorochrome mCherry, 348 secondes à 60 µW et 49 secondes à 240 µW [27]. L’imagerie de
fluorescence est donc limitée temporellement par le photoblanchiement. Il faut donc bien maî-
triser l’illumination de l’échantillon, et optimiser la détection, afin de l’exposer au juste niveau
d’excitation pour avoir du signal.
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1.1.2 Diffusion

La diffusion survient lorsque la lumière rencontre une molécule ne pouvant absorber un pho-
ton incident pour passer à un état excité. Sous l’effet de l’onde électromagnétique incidente, le
nuage électronique de la molécule se met à osciller, transformant ainsi la molécule en un dipôle
oscillant. Dès qu’elle a été mise en oscillation, la molécule émet quasiment immédiatement un
photon de même énergie que le photon incident : la lumière est diffusée élastiquement.

Les différents régimes de diffusion On distingue trois régimes de diffusion en fonction de la
taille de la particule relativement à la longueur d’onde, illustrés en Figure 1.3. Pour des particules
dont la taille a est inférieure à λ/10, le régime de diffusion de Rayleigh s’applique. Dans ce
régime, la diffusion dépend fortement de la longueur d’onde de la lumière incidente (I(λ) ∝
1/λ4). Lorsque la taille de la particule est proche de la longueur d’onde, il est nécessaire d’utiliser
la diffusion de Mie. Dans le régime de Mie, la forme de la particule devient beaucoup plus
importante et la théorie ne s’applique bien qu’aux sphères et, avec quelques modifications, aux
sphéroïdes et aux ellipsoïdes. La diffusion a lieu préférentiellement vers l’avant à mesure que la
taille de la particule augmente. Lorsque le rapport entre la taille de la particule et la longueur
d’onde est supérieur à environ 10, les lois de l’optique géométrique suffisent généralement à
décrire l’interaction de la lumière avec la particule. C’est le régime « géométrique » [28].

Diffusion Rayleigh Diffusion de Mie 

a<λ/10 a~λ a>λ

FIGURE 1.3 – Diffusion de Raygleigh et de Mie pour des particules de taille a. L’onde incidente
arrive de la gauche. Adapté de Wikipedia.

Diffusion Mie

Diffusion Rayleigh

FIGURE 1.4 – Tailles caractéris-
tiques des constituants des échan-
tillons biologiques. Extrait de [29]

Les tissus biologiques sont constitués d’un grand nombre de
structures, de formes et de tailles diverses (cellules, mitocho-
dries, vésicules, membranes) qui vont générer de la diffusion
(Figure 1.4). La réémission a une forte probabilité d’être dans
la direction de l’onde incidente pour chaque événement de
diffusion, car la diffusion de Mie est prédominante. Cet ef-
fet est quantifié par le facteur d’anisotropie du milieu g, dé-
fini comme le cosinus moyen de l’angle de rediffusion, de
l’ordre de 0,8 à 0,98 [29]. Plusieurs événements de diffusion
conduisent à de multiples variations de la direction de pro-
pagation et finalement à une perte totale d’information sur
l’origine du signal. Ce phénomène est caractérisé par la dimi-
nution du rapport signal sur fond (SBR pour signal to back-
groud ratio) avec la profondeur, c’est-à-dire que la quantité
de photons balistiques (non diffusés) par rapport à la contribution du fond diminue. L’intensité
balistique diminue en suivant la loi de Beer-Lambert :

I(z) = I0 · exp(−z/ls) (1.2)
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ls étant la longueur de diffusion, c’est-à-dire la distance moyenne que parcourt un photon entre
deux événements de diffusion successifs. Dans les tissus biologiques, la longueur de diffusion
varie entre 20 et 100 µm dans la gamme de longueur du visible.

La variation de direction de diffusion s’explique par la variation du nombre de dipôles dans la
particule qui diffusent des ondes cohérentes (ondelettes) interférant entre elles (Figure 1.5). Plus
la particule est grande et plus le nombre de dipôles augmente. On retrouve alors un processus
similaire au principe d’Huygens-Fresnel. Les ondelettes diffusées interfèrent destructivement
perpendiculairement à la direction du faisceau incident, car elles arrivent avec des déphasages
aléatoires les unes par rapport aux autres. Dans la direction du faisceau incident, les ondelettes
interfèrent constructivement. Plus le milieu est dense, homogène et ordonné, plus l’interférence
destructive est complète, et plus l’onde diffusée se propage dans la direction de l’onde incidente.

Onde 
incidente

Onde 
Réfractée

Ondelettes

Front 
d'onde 
incident

Front 
d'onde 
réfractée

n1

n2

i1

i2

FIGURE 1.5 – Réfraction d’une onde

Indice de réfraction La diffusion n’est pas un processus ins-
tantané. Le temps nécessaire pour exciter une molécule avec
un photon est de l’ordre de 10−15 s. La propagation des ondes
est donc ralentie par le processus de diffusion. Finalement,
l’onde lumineuse se propage dans le milieu à une vitesse v
inférieure à la vitesse de propagation dans le vide c (même si
les photons se déplacent toujours à la vitesse c entre les mo-
lécules). Nous définissons alors l’indice de réfraction n :

n(λ) =
c

v(λ)
(1.3)

Le changement d’indice de réfraction n explique la variation de l’angle de propagation, comme
sur la figure 1.5. Les rayons qui arrivent « les premiers » sur la surface de séparation entre les
deux milieux vont changer de vitesse en ralentissant avant ceux qui arrivent « en dernier ». Ces
derniers vont donc « bénéficier » plus longtemps d’une vitesse supérieure et « rattraper » les
premiers rayons.

1.2 Aberrations optiques

Durant sa propagation dans un milieu biologique, les changements d’indices optiques vont mo-
difier la direction de propagation des rayons, et donc le front d’onde.

Front d’onde

Le front d’onde ou la surface d’onde est une surface d’équiphase du champ associé à une
onde, c’est-à-dire que ses points présentent le même temps de parcours depuis la source.
Géométriquement, cela correspond à l’ensemble des points perpendiculaires aux rayons
de propagation issus d’une source. Pour une source ponctuelle située à une distance finie,
le front d’onde est sphérique. Dans le cas d’une source à l’infini, le front d’onde est plan
dans un milieu homogène.

Les déformations du front d’onde par rapport à un front d’onde idéal sont les aberrations op-
tiques.
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Aberrations

Une aberration est un défaut qui altère la qualité de l’image (flou, irisation ou déforma-
tion) à travers un système optique. Les aberrations sont définies par rapport à l’optique
paraxiale et matérialisent le fait que certains rayons ne convergent pas vers l’image pré-
dite par l’optique géométrique.

Il existe deux types d’aberrations : les aberrations chromatiques et les aberrations géométriques.
Les aberrations chromatiques sont dues à la différence d’indice de réfraction en fonction de la
longueur d’onde. Les aberrations géométriques sont causées par l’inhomogénéité de l’indice
de réfraction dans l’échantillon ou bien les écarts par rapport à l’approximation paraxiale dans
le système optique (i.e. le microscope), par exemple lorsque les angles entre l’axe optique du
système et les rayons deviennent trop importants, ou lorsque les rayons se propagent trop loin
de l’axe optique du système.

1.2.1 Description des aberrations géométriques

Les aberrations géométriques peuvent être décrites par les polynômes de Zernike qui sont or-
thogonaux sur un disque unitaire. Ce disque correspond à la pupille circulaire dans le plan de
Fourier d’un système optique classique. Ces polynômes sont donnés par les relations suivantes
avec un formalisme provenant de [30], correspondant respectivement aux polynômes pairs et
impairs :

Zm
n (ρ, φ) = −

√
2(n + 1)R|m|

n (ρ) cos(mφ) if m ≤ 0 (1.4)

Zm
n (ρ, φ) =

√
2(n + 1)
1 + δm0

R|m|
n (ρ) sin(mφ) if m > 0 (1.5)

avec φ l’angle azimutal, ρ la distance radiale comprise entre 0 et 1, δm0 le symbole delta de
Kronecker (δij = 1 si i = j, δij = 0 si i ̸= j), m un entier, n un entier positif tel que m ≤ n , et
Rn

m(ρ) les polynômes radiaux donnés par :

Rn
m(ρ) =

n−m
2

∑
k=0

(−1)k(n − k)!
k!( n−m

2 − k)!( n+m
2 − k)!

ρn−2k (1.6)

Les polynômes de Zernike les plus utilisés sont énumérés dans le tableau 1.1, tandis que la re-
présentation habituelle du front d’onde associé, ordonnée de manière pyramidale, est présentée
dans la figure 1.6.

Le front d’onde global W peut alors être exprimé comme une somme des polynômes Zm
n :

W(ρ, φ) = ∑
(n,m)

cnmZm
n (ρ, φ) (1.7)

La déformation du front d’onde peut être quantifiée par l’amplitude quadratique moyenne
(RMS pour Root Mean Square en anglais), notée σW . Elle correspond à la déviation du front
d’onde par rapport à une surface de référence sans déformation. Lorsque le front d’onde est
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indice n indice m Zm
m(ρ, φ) Aberration correspondante

1 1 2ρ cos(φ) Tilt à 0°
1 -1 2ρ sin(φ) Tilt à 90°
2 0

√
3(2ρ2 − 1) Focus

2 2
√

6ρ2 cos(2φ) Astigmatisme à 0°
2 -2

√
6ρ2 sin(2φ) Astigmatisme à 45°

3 1
√

8(3ρ2 − 2)ρ cos(φ) Coma à 0°
3 -1

√
8(3ρ2 − 2)ρ sin(φ) Coma à 90°

4 0
√

5(6ρ4 − ρ2 + 1) Aberration sphérique du 3ème ordre

TABLE 1.1 – Polynômes de Zernike les plus courants, normalisés en fonction du RMS, et aberra-
tions correspondantes

décomposé sur la base de Zernike, une amplitude (cnm) est associée à chaque coefficient d’aber-
ration, exprimée en fraction de la longueur d’onde, ou en microns. Le RMS est alors obtenu par
la formule suivante :

σW =

√
(W − W)

2
=

√
∑

(n,m) ̸=(0,0)
c2

nm (1.8)

Dans ce qui suit, nous nous référerons principalement au RMS du front d’onde pour quantifier
les déformations du front d’onde. Pour quantifier la dégradation de l’image, c’est le rapport de
Strehl qui est généralement utilisé, défini comme le rapport entre le pic d’intensité d’une image
ponctuelle aberrée et l’image ponctuelle sans aberration limitée uniquement par la diffraction :

S ≈ 1 − 4π2

λ2 σ2
W (1.9)

En 1843, Rayleigh a établi pour la première fois un critère visuel pour l’aberration sphérique ; il a
remarqué qu’une déformation du front d’onde inférieure à λ/4 sur le bord de la pupille, indui-
sait une diminution de l’intensité sur l’image de moins de 20%, conduisant à une tache encore
visuellement limitée par la diffraction. Ce critère a ensuite été étendu aux autres aberrations par
Maréchal (1947) : considérant que le système était limité par la diffraction si la diminution de
l’intensité de l’image était inférieure à 20%, il a obtenu :

S > 0.8 ⇔ σW <

√
0.2λ

2π
≈ λ

14
(1.10)

Cette relation est aujourd’hui communément appelée critère de Maréchal. Afin de réduire les
déformations du front d’onde et de retrouver une qualité d’imagerie limitée uniquement par la
diffraction, les techniques d’Optique Adaptative (OA) permettant de corriger les aberrations ont
été développées et implémentées sur les systèmes optiques.
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Piston

(n,m)=(0,0)
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(2,0) (2,2)

(3,-3) (3,-1) (3,1) (3,3)
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Tétrafoil à 45°
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Aberration sphérique
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Tétrafoil à 0°

Fonction impaire Fonction paire

FIGURE 1.6 – Représentation des premiers polynômes de Zernike
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1.3 L’optique adaptative (OA)

L’OA est un ensemble de technologies capables de mesurer et de corriger activement les aber-
rations optiques [31]. Développée à l’origine pour l’imagerie astronomique pour corriger les
aberrations atmosphériques [32], l’OA est désormais largement appliquée en microscopie [33,
34] et en science de la vision [35]. La mise en œuvre de l’OA comporte deux parties essentielles :
la mesure des déformations du front d’onde et sa correction.

1.3.1 Correction du front d’onde

La correction est assurée par un élément adaptatif, par exemple un modulateur spatial de lu-
mière (SLM) ou un miroir déformable (MD). Cet élément actif est utilisé pour compenser les
aberrations du front d’onde et retrouver le signal et la résolution de l’image à la limite de dif-
fraction. Ces deux éléments sont schématisés dans la figure 1.7.

Le modulateur spatial de lumière est un dispositif composé d’un écran à cristaux liquides. La
figure 1.7.a schématise un SLM en réflexion, mais il existe aussi des SLM en transmission. Il
peut moduler l’amplitude, la polarisation ou la phase d’un faisceau incident. C’est la modula-
tion de la phase qui est la plus utilisée en microscopie. Les cristaux liquides sont coincés entre
une électrode transparente déposée sur un substrat en verre et un réseau d’électrodes. L’applica-
tion d’une tension sur une des électrodes du réseau génère une rotation locale de l’axe optique
des cristaux liquides. Les cristaux liquides possédant des propriétés biréfringentes, l’indice de
réfraction peut être réglé localement, ce qui entraîne des déphasages locaux. Ce dispositif a une
sensibilité et une résolution de déformation supérieures à celles offertes par le MD, mais néces-
site de polariser linéairement la lumière. Le signal de fluorescence n’étant pas polarisé, il n’est
pas intéressant d’utiliser un SLM pour corriger les aberrations de la voie de détection car trop de
signal serait perdu. Le SLM peut-être cependant utilisé à l’excitation pour corriger la diffusion
et les aberrations optiques [36].

Le miroir déformable est composé d’une membrane réfléchissante souple, ou d’un ensemble de
micro-miroirs, positionné sur des actionneurs qui peuvent être pilotés mécaniquement ou par
induction selon l’amplitude et la rapidité désirées [37]. La résolution des MD continus (mem-
branaires), est inférieure à la résolution des SLM ou des MD fragmentés mais ces premiers n’ont
pas d’effet de diffraction contrairement aux deux autres. Les MD ne sont pas sensibles à la po-
larisation et sont donc plus adaptés au signal de fluorescence que les SLM. De plus, les MD
à actionneurs électrodynamiques sont plus rapides que les SLM. Les SLM ont également des
gammes de longueurs d’onde plus limitées que les MD.

Il existe d’autres dispositifs correcteurs, comme les lentilles adaptatives [38], les modulateurs
acousto-optiques [39] et les matrices de micro-miroirs (DMD) [40], mais ils ne sont pas aussi
couramment utilisés que les SLM et les MD.

1.3.2 Mesure de front d’onde

La mesure des aberrations peut être classée en deux grandes catégories : les méthodes de mesure
directe et les méthodes de mesure indirecte du front d’onde [34]. La méthode directe mesure les
aberrations à l’aide d’un analyseur de front d’onde. La mesure indirecte du front d’onde utilise
l’image pour estimer les aberrations, sans utiliser d’analyseur.



18 Chapitre 1. Optique adaptative et microscopie de fluorescence.

FIGURE 1.7 – Correcteurs de front d’onde. (a) Schéma du SLM. (b) Schéma du MD extrait de
https ://www.alpao.com/products-and-services/deformable-mirrors/

a. Mesure indirecte

Diverses approches de mesure indirecte du front d’onde ont été mises au point. Les deux ap-
proches les plus utilisées sont la méthode zonale, où la pupille est segmentée, et la méthode
modale.

Approche zonale La méthode de segmentation de la pupille, ou approche zonale, a été intro-
duite pour la première fois par N. Ji et al. [41] et est utilisée en microscopie multiphotonique
pour l’imagerie dans le cortex d’une souris vivante à plus de 400 µm de profondeur [42, 43]. La
pupille arrière de l’objectif est segmentée en sous-pupilles, chacune correspondant à une zone
du correcteur de front d’onde (généralement un SLM). En traversant l’échantillon aberrant, les
rayons d’excitation provenant de ces segments sont déviés, entraînant des déplacements par
rapport à la position focale limitée par la diffraction. Cette méthode est uniquement compatible
avec des méthodes de microscopie balayant le faisceau d’excitation.

Comme illustré par la figure 1.8, plusieurs techniques sont possibles pour corriger le front d’onde
avec cette approche :

— Les rayons sont dirigés séquentiellement vers chaque sous-pupille pour mesurer le dépla-
cement des rayons par rapport à une position de référence sans aberration (Figure 1.8.a).
Le SLM permet de repositionner les rayons sur la position de référence. En répétant la
même procédure pour toutes les sous-pupilles, les valeurs locales du gradient de phase
sont obtenues sur l’ensemble du front d’onde.

— La totalité de la pupille est éclairée. Le foyer peut être considéré comme résultant de l’in-
terférence entre un faisceau "sondé" provenant d’une sous-pupille et le reste des faisceaux,
ces derniers formant un foyer de référence. En balayant le faisceau sondé avec le SLM, les
valeurs de gradient qui maximisent la fluorescence sont déterminées (Figure 1.8.b). Là en-
core, il faut effectuer la procédure pour chaque sous-pupille pour déterminer et corriger le
front d’onde.

— Pour accélérer le processus, le multiplexage des fréquences a été utilisé [44]. Les gradients
de phase de la moitié des faisceaux peuvent être étudiés simultanément en modulant leur
phase ou leur intensité à des fréquences distinctes (ω1, ω2, ..., ωn dans la figure 1.8.c), géné-
ralement de 100 à 1 000 Hz) avec un MDD tout en les balayant autour du foyer de référence
formé par le reste des faisceaux (Figure 1.8.c). Les valeurs de gradient qui conduisent à un
chevauchement maximal entre le faisceau et le foyer de référence sont déterminées comme
étant celles qui maximisent l’amplitude de la transformée de Fourier.

Approche modale L’approche modale se base sur l’optimisation d’un critère de l’image, par
exemple l’intensité ou le contraste, évalué par une métrique M, comme illustré sur la figure
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FIGURE 1.8 – Principe des approches indirectes de l’OA zonale. (a) Méthode AO de segmentation
de la pupille avec illumination d’un seul segment. (b) Méthode d’OA basée sur la segmentation de
la pupille avec illumination complète de la pupille. (c) Mesure multiplexée de l’aberration. Adapté

de [34]

1.9. Cette optimisation se fait de manière itérative, en introduisant des aberrations définies en
termes de modes (souvent des polynômes de Zernike) avec le correcteur, généralement un miroir
déformable. Pour chaque mode, il est nécessaire d’acquérir trois images : une sans aucun biais et
deux autres avec un biais d’une quantité -b ou +b du mode choisi. On utilise la relation suivante
pour calculer la correction à appliquer à chaque mode, une parabole étant extrapolée à partir
des trois points [45] :

a = − b(M+ − M−)

2M+ − 4MZ + 2M−
(1.11)

où a est l’amplitude de l’aberration et l’amplitude de correction à appliquer est c = −a , les
valeurs des métriques MZ, M+et M− sont respectivement obtenues pour un biais nul, pour un
biais +b, et pour un biais −b.

-a c
+b-b

M

Mz
M-

M+

1
2 3

Optimum

FIGURE 1.9 – Algorithme d’OA de
mesure indirecte modale

Il y a deux façons d’effectuer la mesure et la correction de
plusieurs modes. Soit tous les modes sont mesurés, puis la
correction est appliquée au correcteur à la fin, ce que l’on ap-
pelle l’algorithme 2N + 1 (deux mesures par mode : biais de
+b et -b et une mesure lorsqu’aucune aberration n’est intro-
duite). Soit la correction de chaque mode est appliquée sé-
quentiellement, toujours avec deux mesures par mode aux-
quelles s’ajoute une mesure lorsqu’aucune aberration n’est
introduite. Dans ce cas, une nouvelle mesure du "biais zéro"
est nécessaire après chaque correction, ce qui conduit à 3N
mesures. L’avantage de la correction 3N est de corriger sé-
quentiellement, améliorant la qualité de l’image pour chaque
mesure. Ainsi, dans le cas d’aberrations importantes, l’algo-
rithme 3N s’avère plus précis [46]. En pratique, dans les deux
cas, pour améliorer la robustesse dans des situations de faible
rapport signal à bruit, il faut souvent plus que le nombre minimum de 2N + 1 ou 3N mesures
(les méthodes 4N, 5N, etc. sont utilisées).

L’approche modale est, contrairement à l’approche zonale, utilisable avec la plupart des micro-
scopes de fluorescence. D’abord appliquée à un simple microscope à transmission incohérente
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couplé à l’optimisation des basses fréquences spatiales [47], elle a été rapidement couplée à
d’autres méthodes de microscopie : à la microscopie multiphotonique [48, 49] où elle a permis
la cartographie des aberrations en 3D dans les tissus épais diffusants [50], mais aussi à la mi-
croscopie à illumination structurée [51] , et HiLo pour l’imagerie à 50 µm de profondeur dans
le cerveau de la drosophile [52]. Plus récemment, cette méthode a été appliquée à la microsco-
pie à super-résolution (STED) pour l’imagerie dans les noyaux des cellules HeLa, ou l’imagerie
de l’actine dans les cellules COS7, montrant dans les deux cas une amélioration du signal d’un
facteur deux [53]. Elle a aussi été appliquée à la microscopie à feuille de lumière pour l’imagerie
d’échantillon épais [54].

Autres approches Il existe d’autres approches pour corriger le front d’onde. L’approche interfé-
rométrique [55] utilise un faisceau fixe et un faisceau de balayage pour mesurer le champ élec-
trique au niveau du plan focal, et déterminer la correction à l’aide d’une transformée de Fourier.
La correction est utilisée pour optimiser l’un des faisceaux, ce qui améliore itérativement la me-
sure. Récemment, l’apprentissage automatique a été utilisé pour estimer l’aberration du front
d’onde [56]. En outre, des méthodes d’OA conjuguées et multiconjuguées ont été développées
pour corriger les aberrations variant dans l’espace [57].

Résumé : Mesure indirecte du front d’onde

Avantages :

— Résistante à la diffusion, donc particulièrement adaptée à la microscopie multipho-
tonique.

— Facile à implémenter, ne nécessite pas d’analyseur de front d’onde.

Désavantages :

— Lente car nécessite plusieurs itérations.

— Peu compatible avec les aberrations qui varient dans le temps.

— Ne converge pas toujours vers l’optimum de correction, surtout si la quantité d’aber-
ration au départ est grande.

— Susceptible d’induire du photoblanchiment.

b. Mesure directe

f 
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FIGURE 1.10 – Une microlentille de
SH

La mesure directe du front d’onde quantifie les aberrations
à l’aide d’un analyseur de front d’onde et d’un point source
(étoile guide) placé dans l’échantillon. L’analyseur de front
d’onde le plus couramment utilisé est l’analyseur de type
Shack-Hartmann (SH), composé d’une matrice de microlen-
tilles et d’une caméra placée dans le plan focal de ces lentilles.

Lorsqu’il atteint l’analyseur SH, le faisceau est segmenté et
focalisé par le réseau de microlentilles, formant un réseau
de foyers (c’est-à-dire une image SH) sur la caméra. Pour
un front d’onde sans aberration, les foyers sont régulière-
ment espacés dans l’image SH (Figure 1.11(A)) ; pour un front
d’onde déformé, les foyers sont déplacés par rapport aux foyers obtenus sans aberration (Figure
1.11(B)). Les pentes locales du front d’onde peuvent être calculées à partir des déplacements
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FIGURE 1.11 – Principe de la mesure directe du front d’onde. Adapté de [34]

des centroïdes des foyers par rapport aux images prises sans aberrations (Figure 1.10), à partir
desquels le front d’onde peut être reconstruit par calcul en supposant un front d’onde continu.

Le principal avantage de la mesure directe du front d’onde réside dans sa rapidité d’exécution.
Par rapport aux mesures indirectes qui nécessitent une séquence d’images, la mesure directe du
front d’onde peut être réalisée avec une seule image. La mesure directe du front d’onde permet
une imagerie à haute résolution et à grande vitesse des embryons en développement [58] et sur
un champ de vision beaucoup plus large que la taille de la zone isoplanétique [59]. Son fonc-
tionnement rapide permet également de réduire la phototoxicité et le photoblanchiment tout
en garantissant la robustesse du système aux mouvements de l’échantillon. De plus, la mesure
directe ne se base pas sur des changements des caractéristiques de l’image, comme l’intensité et
peut être donc utilisée avec des signaux variables dans le temps.

Pour optimiser la sensibilité et garantir la précision de la détection directe du front d’onde, le
capteur SH et le dispositif correcteur doivent être soigneusement conçus et sélectionnés, ce qui
a été discuté en détail dans [31]. Notons que le signal est néanmoins partagé entre l’analyseur
de front d’onde et le détecteur, faisant de la mesure directe une méthode plus coûteuse en pho-
tons que la mesure indirecte. Il est cependant possible d’utiliser deux marquages de couleurs
différentes, un pour le détecteur et un pour l’analyseur. Cette séparation du faisceau peut intro-
duire des aberrations différentielles entre le chemin optique allant à l’analyseur et celui allant
au détecteur. Une simple calibration de l’instrument permet de mesurer ces aberrations diffé-
rentielles et d’en tenir compte lors de la mesure et de la correction des aberrations générées par
l’échantillon.
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La mesure directe reste cependant limitée par la diffusion de la lumière. Lors de mesures en
profondeur dans des tissus diffusants, le signal balistique utilisé pour la mesure du front d’onde
est diffusé, réduisant le SBR. Par conséquent, la détection directe du front d’onde est généra-
lement limitée aux échantillons transparents ou aux faibles profondeurs dans des échantillons
diffusants ou opaques.

L’autre limitation importante est le besoin d’une étoile guide pour la mesure. En astronomie, la
détection directe du front d’onde mesure les aberrations subies par la lumière provenant d’une
étoile naturelle ou artificielle (par exemple, générée par un laser). De même, en microscopie, une
source émettrice de lumière ou une "étoile guide" doit être introduite ou générée dans l’échan-
tillon. De plus, il est nécessaire d’avoir uniquement une seule source émettrice dans le champ
de vue (FOV) du SH. Générer une "étoile guide" dans l’échantillon avec un laser complexifie
le montage optique [59] dans le cas de la microscopie à feuille de lumière, car il est est néces-
saire d’ajouter un second bras d’excitation, et peut nuire à l’échantillon, notamment en ce qui
concerne l’échauffement.

Résumé : Mesure directe du front d’onde

Avantages :

— Précision de la mesure

— Rapidité

— Utilisation dans une configuration en boucle fermée pour atteindre l’optimum de la
correction

Désavantages :

— Basée sur l’image formée sur la caméra de l’analyseur de front d’onde donc limitée
par la diffusion

— Implémentation complexe

— Budget de photons plus important que les méthodes indirectes

1.3.3 Conclusion sur la mesure de front d’onde

Comme nous l’avons vu, plusieurs méthodes d’OA sont actuellement mises en œuvre en micro-
scopie, avec leurs avantages et leurs inconvénients. La mesure directe du front d’onde permet
une correction précise et rapide du front d’onde, mais est plus complexe à implémenter, né-
cessite une étoile guide et souffre de la diffusion en profondeur dans les tissus biologiques. La
mesure indirecte du front d’onde est plus simple à mettre en œuvre, mais est une méthode lente,
causant du photoblanchiment après la longue exposition des tissus nécessaire à l’évaluation et
à la correction des aberrations. Idéalement, une technique rapide et plus résistante à la diffu-
sion serait utile à l’imagerie biologique. C’est ce que propose le projet InovAO (ANR 2018) et
l’approche d’OA basée sur l’utilisation d’un analyseur de front d’onde en source étendue. Son
principe et ses résultats antérieurs sont présentés dans la section suivante.
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FIGURE 1.12 – Principe de la mesure de front d’onde en source étendue avec Shack-Hartmann

1.4 Mesure directe de front d’onde avec un analyseur en source éten-
due

La mesure de front d’onde sans étoile guide a été mise au point pour l’imagerie solaire et l’ima-
gerie terrestre à partir de satellites [60, 61]. Dans les deux cas, la largeur angulaire des objets
était trop importante pour les méthodes classiques de mesure directe de front d’onde. En micro-
scopie, le manque de ces types de capteurs a été mentionné pour la première fois par le groupe
de J.Mertz [62], mais ce n’est qu’en 2018 que l’adaptation d’un capteur de front d’onde à source
étendue pour la microscopie a été rapportée par Lawrence et al. [63]. Cependant, la première
mise en œuvre d’un capteur de front d’onde ESSH (Extended Source Shack Hartmann) dans
une boucle d’OA pour la microscopie de fluorescence et l’imagerie biologique a été réalisé par
le consortium constitué d’Imagine Optic, du groupe de François Rouyer et le nôtre en 2019 [64].
D’autres équipes ont ensuite développé leur version de la détection de front d’onde ESSH pour
la microscopie [65, 66].

1.4.1 Principe

La mesure du front d’onde en source étendue repose sur un analyseur de SH dédié. Chaque
microlentille forme sur la caméra une micro-image (ou "imagette") de l’ensemble des émetteurs
situés dans leur champ de vue. Ce champ de vue est en outre sélectionné par un diaphragme de
champ placé sur un plan image et empêche le chauvechement des imagettes (voir la figure 1.12).
Le contenu des imagettes est décalé latéralement les uns par rapport aux autres en fonction de
la pente locale du front d’onde. Les décalages sont mesurés en intercorrélant les micro-images
avec une micro-image de référence, généralement choisie au centre de la pupille. Les pics de
corrélation obtenus sont alors équivalents à l’image obtenue avec un Shack-Hartmann classique
pour une source ponctuelle, et leurs positions permettent d’obtenir les pentes locales du front
d’onde. Quelques étapes supplémentaires sont nécessaires pour mener à bien le processus, telles
qu’une étape de préfiltrage et une recherche de pic sub-pixelique (Figure 1.13).

1.4.2 Spécifications

La description du capteur de front d’onde et sa caractérisation sont traitées en détail dans [23].
Ses caractéristiques sont les suivantes :

— La précision de mesure du front d’onde est de λ/50.
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FIGURE 1.13 – Comparaison de la mesure du front d’onde basée sur une source ponctuelle avec
un Shack-Hartmann classique avec la mesure du front d’onde basée sur une source étendue avec

un ESSH.

— La dimension latérale de la microlentille carrée est d = 300 µm, et sa longueur focale est f ′

= 5,1 mm.

— La taille des pixels de la caméra est 6,9 µm.

— En face de chaque microlentille, une image de 35 x 35 pixels² est sélectionnée pour la cor-
rélation.

— Pour un diamètre de pupille correspondant à la dimension la plus petite du capteur, envi-
ron 220 microlentilles sont illuminées et contribuent à la mesure du front d’onde.

— À 500 nm, et compte tenu de l’ouverture au carré des microlentilles, la tache limite de
diffraction associée a un diamètre de 16,7 µm et est échantillonnée sur 2,4 pixels, ce qui
satisfait le critère de Shannon.

Le développement de ce capteur et ses spécifications techniques sont le résultat de plusieurs
compromis étroitement liés aux exigences de la microscopie, tels que l’échantillonnage du front
d’onde, la taille des objets marqués, la taille du champ de vue dans l’échantillon et la zone isopla-
nétique des échantillons considérés. La taille de la zone isoplanétique, définie comme la zone sur
laquelle les aberrations peuvent être considérées comme constantes, est d’une importance capi-
tale pour la conception. En effet, elle détermine le champ de vue maximal des microlentilles.
Son évaluation n’est pas très bien documentée et dépend fortement de l’échantillon considéré,
cependant, certaines études s’accordent sur une zone isoplanétique de l’ordre de 150 x 150 µm²
[58, 33, 67]. Si ce patch se révèle trop grand pour l’échantillon considéré, nous pouvons ajuster
l’ouverture du diaphragme de champ avant l’ESSH à une taille plus petite, ou réduire numéri-
quement la taille des imagettes.
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FIGURE 1.14 – Amélioration de l’imagerie fonctionnelle du cerveau de la drosophile ex vivo grâce
à la détection du front d’onde à source étendue couplée à la microscopie à feuille de lumière. (a)
et (b) neurones marqués au jGCaMP7b à une profondeur de 30 µm. Encadrés : zoom sur la zone
délimitée. Barres d’échelle : 10 µm (c) Profils d’intensité le long de la ligne délimitée par les flèches

blanches, représentée en (a). D’après [23]

Ce nouveau capteur ESSH a été implémenté sur deux types de microscopes : un microscope
à feuille de lumière (LSFM, voir section 1.5.1) et un microscope à 2 photons (M2P). Couplée à
LSFM, l’OA avec ESSH a permis d’améliorer le signal et la résolution d’un facteur deux pour
l’imagerie ex vivo de neurones de l’horloge circadienne dans un cerveau de drosophile [23]. Un
résultat typique est illustré sur la figure 1.14, avec des neurones marqués au jGCaMP7b à 30
µm de profondeur dans un cerveau ex vivo de drosophile adulte. Dans cette expérience de dé-
monstration de principe, le temps d’exposition a été fixé à 100 ms, ne permettant donc pas la
résolution des transitoires calciques. Le gain est évalué sur le signal moyenné dans le temps.

Couplée à un M2P, elle a permis d’améliorer le signal et la résolution en profondeur dans une
tranche de cerveau de souris fixé et de visualiser des petites structures comme les dendrites
dans une pile d’images de 300 µm d’épaisseur (marquage GADGFP) 1.15. Ici, la correction des
aberrations est effectuée à 50 µm de profondeur.

Si l’ESSH a été implémenté sur ces deux microscopes, c’est parce que ceux-ci fournissent un
sectionnement optique essentiel à la mesure de front d’onde en source étendue. En effet, une
des principales limites de l’ESSH pour l’observation d’échantillon 3D est l’effet plénoptique.

1.4.3 Effet plénoptique

Si l’effet plénoptique est une limitation dans notre cas, il est recherché et utilisé dans d’autres
situations afin d’avoir accès à des informations tridimensionnelles dans la scène [68, 69]. Avec un
appareil photographique plénoptique, il est possible de déterminer l’intensité lumineuse d’une
scène comme avec un appareil classique mais aussi la direction d’arrivée des rayons. Il est alors
possible de modifier par un post-traitement la mise au point de l’image du capteur et ainsi
reconstruire une image nette de tous les objets présents dans le champ de vue de l’appareil
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FIGURE 1.15 – OA pour l’amélioration de la résolution 3D en microscopie 2P. Projection maximale
d’une pile d’image de 300 µm obtenue à l’intérieur d’une tranche de cerveau de souris fixé, marqué
avec GADGFP. (a) Avant et (b) après correction. La correction a été effectué sur un seul plan (50

µm de profondeur). Encadrés : Rendu 3D des acquisitions.

plénoptique, quelque soit leur position d’origine. Cette reconstruction est possible grâce à la
grande profondeur de champ des microlentilles.

a. Profondeur de champ

La profondeur de champ est déterminée par la distance entre le plan de l’objet le plus proche
mis au point et le plan objet le plus éloigné également mis au point. La profondeur de champ
totale est donnée par la somme des profondeurs de champ ondulatoire et géométrique :

dtot =
λ · n
ON2 +

n
M · ON

e (1.12)

Où dtot représente la profondeur de champ, λ est la longueur d’onde, n est l’indice de réfraction
du milieu, et ON est égal à l’ouverture numérique. La variable e est la plus petite distance qui
peut être résolue par un détecteur placé dans le plan image de l’objectif du microscope, dont
le grandissement latéral est M. Comme le premier terme de l’équation est inversement propor-
tionnel au carré de l’ouverture numérique, ce terme est généralement beaucoup plus grand que
le second en microscopie (ON < 1,4 et M > 10). Dans la suite, le deuxième terme sera négligé.

L’ouverture numérique ON d’un système optique est donnée par :

ON = n · sin(α) (1.13)

avec α le demi-angle d’ouverture donné par :

α = tan
(

d
2 f

)
(1.14)
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Plan focal Shack Hartmann
FIGURE 1.16 – Effet plénoptique avec un analyseur front d’onde de type Shack-Hartmann

où est d est le diamètre et f la distance focale du système optique. Les objectifs de microscope
ont une ouverture numérique qui est donnée par le fabricant et qui varie entre 0,10 et 1,70.
Une matrice de microlentilles a une ouverture numérique beaucoup plus petite. Dans le cas du
ESSH, l’analyseur de front d’onde utilisé par notre équipe, les microlentilles ont une largeur de
300 µm et une distance focale de 5,1 mm. L’ouverture numérique des microlentilles est donc
égale à 0,03 pour n = 1. La profondeur de champ des microlentilles est donc égale à 555 µm (λ
= 0,5 µm) alors que celle des objectifs varie entre 50 µm et 0,25 µm. La profondeur de champ du
ESSH est donc 10 à 2000 fois plus grande que celle d’un objectif de microscope. Si nous prenons
en compte que la profondeur de champ, l’analyseur de front d’onde va donc mesurer un front
d’onde qui est la moyenne des fronts d’onde d’un volume bien plus grand que le volume observé
par le détecteur. Si le volume vu par l’ESSH a une épaisseur plus grande que la taille du patch
isoplanétisme, alors la correction des aberrations correspondante ne sera donc pas optimale et
le gain en qualité d’image sera modeste.

De plus, l’image caméra du ESSH produite par un volume objet épais est incompatible avec la
mesure de front d’onde en source étendue. En effet, il faut aussi prendre en compte l’effet plé-
noptique des microlentilles. Les positions dans les imagettes d’un objet par une matrice de mi-
crolentilles dépendent de la position axiale de cet objet dans le volume de l’échantillon, comme
indiqué sur la figure 1.16. Un objet placé sur le plan focal, ou de mise au point, (en rouge) sera
toujours imagé au même endroit dans les imagettes, s’il n’y a pas d’aberration. Par contre, un
objet placé hors du plan focal (en bleu ou orange) va se déplacer sur les imagettes car chaque
microlentille voit l’objet sous un angle différent. Ces déplacements induisent des déformations
de la scène observée d’une imagette à l’autre, indépendantes des aberrations. Finalement, les
différences entre les imagettes induisent des erreurs sur la mesure de front d’onde car celle-ci
est réalisée avec des corrélations entre les imagettes.

Pour remédier à ce problème, il est nécessaire d’avoir du signal provenant uniquement du vo-
lume de mise au point, défini par la profondeur de champ de l’objectif idéalement. Il faut donc
mettre en place une illumination qui va venir exciter uniquement les fluorophores de ce volume
de mise au point. Plutôt qu’une étoile guide, un analyseur de front d’onde en source étendue a
besoin d’un plan guide, qui peut être créé avec la microscopie de fluorescence à sectionnement
optique.
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1.5 Microscopie de fluorescence à sectionnement optique

A cause de l’effet plénoptique, l’utilisation d’un analyseur de front d’onde en source étendue
pour mesurer les aberrations dans un échantillon épais doit être couplée à un microscope à sec-
tionnement optique pour créer un plan guide. En microscopie de fluorescence, cela signifie qu’il
faut illuminer uniquement le volume de mise au point de l’objectif, afin d’avoir du signal prove-
nant uniquement des fluorophores situés dans ce volume. Des microscopes avec cette capacité
de sectionnement optique ont été développés à partir des années 1980 afin d’améliorer le rapport
signal à fond (SBR) et ainsi améliorer la qualité de l’image pour l’imagerie 3D. En effet, la micro-
scopie plein champ de fluorescence illumine l’ensemble de l’échantillon et acquiert des images
bidimensionnelles (2D). Par conséquent, lors de l’observation d’échantillon 3D, les images sont
la somme du plan de mise au point, dont la résolution est limitée par la diffraction, et des autres
plans hors focus « flous », où seules les basses fréquences sont détectées. En microscopie confo-
cale [4], le faisceau d’excitation est focalisé dans l’échantillon et un diaphragme dont la taille
approche la limite de diffraction, est placé sur un plan image du microscope, par exemple de-
vant compteur de photon, comme illustré sur la figure 1.17, afin d’éliminer le signal hors-focus.

Objectif
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Lentille Tube
Filtre

Séparateur de faisceau 
dichroïque

Système de balayage
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Diaphragme

FIGURE 1.17 – Principe de la mi-
croscopie confocale. La fluores-
cence en vert générée par le point
focal éclairé est recueillie par un
diaphragme sur le détecteur et
permet de rejeter la lumière hors

foyer.

Les rayons provenant du plan focal, en vert, vont être foca-
lisés au niveau du diaphragme et donc passer par l’ouver-
ture. Les rayons provenant d’un plan autre que le plan focal,
comme ceux en rouges sur la figure 1.17, vont être focalisés sur
un autre plan et vont donc être en partie bloqués par le dia-
phragme. Le SBR va donc augmenter car les rayons qui ne par-
ticipent pas à la formation de l’image du plan de mise au point
sont bloqués. Néanmoins, ce gain a un coût en cadence d’ac-
quisition car il est désormais nécessaire de balayer le faisceau
d’illumination sur le champ à observer pour obtenir une image
2D de l’échantillon. Afin d’augmenter la cadence d’acquisition,
le diaphragme peut-être remplacé par un disque rotatif troué
afin d’acquérir plusieurs points simultanément [70]. En dépla-
çant l’échantillon dans le volume focal, nous obtenons une pile
de coupes optiques, permettant de reconstruire une image en
3D. Cependant, comme l’échantillon est éclairé entièrement, il
est irradié plusieurs dizaines à quelques centaines de fois par
image 3D, ce qui entraîne un photoblanchiment et une photo-
toxicité importants. Si l’observation se fait en profondeur, il est
nécessaire d’augmenter la puissance de l’illumination afin de
compenser les phénomènes d’absorption et de diffusion, augmentant ainsi la phototoxicité. Afin
de réduire le photoblanchiment, des microscopes multiphotoniques ont été dévéloppés.

a. Microscopie de fluorescence multiphotonique

Depuis la fin du vingtième siècle, la microscopie à deux photons s’est imposée comme un outil
majeur car c’est la seule technique permettant de réaliser une imagerie cellulaire à des centaines
de microns de profondeur. Cette technique repose sur le phénomène de fluorescence excitée par
deux photons (2PEF) découvert par Maria Goeppert-Mayer en 1929 [71], puis observé 30 ans
plus tard par Kaiser et al.[72]. Dans ce processus non-linéaire, deux photons sont absorbés si-
multanément par le fluorophore. Le fluorophore va ensuite retourner dans son état fondamental
en émettant un photon d’énergie plus élevée que les deux photons d’excitation.
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FIGURE 1.18 – Focalisation spatiale (A) et focalisation temporelle (B) pour la microscopie multipho-
tonique. Localisation de l’excitation par 2PEF dans une solution de fluorescéine. (a) Fluorescence
excitée par un photon avec un laser continue focalisée à 488 nm, émission à partir du cône de
propagation du faisceau d’excitation. (b) 2PEF par laser femtoseconde focalisé à 960 nm, émission
limitée au volume focal. Comparaison de la distribution temporelle des photons entre un laser

continu (a) et un laser pulsé (b). D’après [73].

En raison de la faible probabilité d’absorption simultanée de deux photons par une molécule,
c’est-à-dire que les deux photons se trouvent dans la section transversale d’absorption σ2P de la
molécule, la génération d’un signal 2PEF repose sur un double confinement de l’excitation pour
atteindre une densité de signal d’excitation suffisamment élevée pour obtenir la fluorescence :
un confinement spatial et un confinement temporel (voir la figure 1.18).

Pour obtenir un confinement spatial, des objectifs à haute ON sont utilisés pour focaliser les
photons dans un volume inférieur au µm3. Cette excitation confinée est ensuite balayée rapide-
ment sur le champ de vue pour obtenir des images 2D. Pour obtenir un confinement temporel,
les lasers à impulsions, comme des lasers Ti-Sa, doivent concentrer les photons sur des échelles
de temps τ de l’ordre de grandeur de la femtoseconde, avec le taux de répétition correspondant
1/T, de dizaines de MHz, T étant l’intervalle entre deux impulsions.

En choisissant une longueur d’onde d’excitation dans la fenêtre de transparence biologique (fi-
gure 1.1), la microscopie 2PEF limite considérablement l’absorption des molécules et les méca-
nismes phototoxiques linéaires associés, par rapport à la microscopie 1PEF (sauf si l’on consi-
dère les cellules pigmentées). Ainsi, la phototoxicité hors foyer est considérablement réduite,
de même que le photoblanchiment. La microscopie multiphotonique est aussi moins sensible à
la diffusion. La longueur de diffusion augmentant avec la longueur d’onde, l’excitation permet
d’aller plus en profondeur. De plus, grâce au sectionnement optique intrinsèque effectué lors
de l’excitation et maintenu même dans des conditions de forte diffusion, tous les photons de
fluorescence générés proviennent du foyer. La stratégie de détection consiste donc à maximiser
l’efficacité de collection avec un photodétecteur très sensible, car même les photons fortement
diffusés contribuent au signal.

Cependant, la microscopie à deux photons reste une technique de balayage, les utilisateurs sont
confrontés à d’importantes limitations de vitesse d’acquisition. L’imagerie consiste en un com-
promis permanent entre la vitesse d’acquisition, le champ de vue et la résolution volumétrique.
Pour accélérer la vitesse d’acquisition, il faudrait illuminer l’ensemble du plan focal. C’est ce que
permet la microscopie de fluorescence à feuille de lumière.



30 Chapitre 1. Optique adaptative et microscopie de fluorescence.

1.5.1 Microscopie à feuille de lumière

La microscopie de fluorescence à feuille de lumière (LSFM) illumine une fine tranche d’un
échantillon fluorescent et observe perpendiculairement l’émission provenant de ce plan [74].
Par conséquent, un LSFM n’excite pas les fluorophores et les molécules organiques en dehors
du volume focal de la détection. Les avantages de cette illumination sont la réduction du photo-
blanchiment et de la phototoxicité pour l’observation de distributions tridimensionnelles com-
plexes et/ou dynamiques de fluorophores dans des échantillons aussi grands que des embryons
entiers [8].

a. Configuration

La manière la plus simple d’illuminer le plan focal de l’objectif de détection est d’utiliser un
second objectif pour l’illumination, formant un angle de 90° avec l’objectif de détection, comme
sur la figure 1.19. A partir de cette configuration, il est possible de rajouter d’autres objectifs de
détection, pour observer l’échantillon sous plusieurs angles, ou d’illumination, pour éviter les
problèmes d’ombres [74]. Il existe aussi des microscopes à feuille de lumière qui utilisent un
seul objectif pour l’illumination et la détection comme les microscopes Oblique Plane (OPM)
ou soSPIM (pour Single Objective Selective Plane Illumination Microscopy). Ces configurations
avec un seul objectif facilitent la manipulation de l’échantillon. Mais la conception d’un système
OPM peut s’avérer difficile en raison de l’utilisation de la mise au point à distance avec deux ou
trois objectifs.

b. Créer l’illumination

Pour éclairer le plan focal de la détection, il est possible d’utiliser deux méthodes :

— En éclairant l’ensemble du plan avec un faisceau laser collimaté, comme sur la figure 1.19.a.
Dans ce cas, le faisceau est focalisé dans une seule direction (le long de l’axe z sur la fi-
gure1.19) en amont de l’objectif d’illumination, avec une lentille cylindrique par exemple,
formant une feuille de lumière statique qui éclaire l’ensemble du champ de vision (SPIM
Selective Plane Illumination Microscopy) [6]. En utilisant deux ouvertures rectangulaires
(non représentées) à des positions appropriées sur le chemin de l’illumination [75], l’ou-
verture numérique et la taille latérale (le long de l’axe y) de la nappe de lumière peuvent
être ajustés.

— En focalisant le faisceau laser en un point dans le plan focal arrière de l’objectif, ce qui va
générer une ligne parallèle à l’axe optique de l’objectif d’illumination dans l’échantillon.
Cette ligne est balayée à travers le volume focal pour former une feuille de lumière dyna-
mique comme illustré par la figure 1.19.b. Les fluorophores sont excités à chaque passage
de la ligne, durant un temps plus court que le temps d’acquisition d’une image. Le fais-
ceau est déplacé à l’aide de deux miroirs de balayage, d’où le nom « digital scanned laser
light-sheet fluorescence microscopy » en anglais (DSLM). Les propriétés de la feuille de
lumière peuvent être ajustées grâce à des diaphragmes et au balayage des miroirs galva-
nométriques. La méthode DSLM constitue la base de la plupart des approches qui tentent
d’améliorer la résolution par la mise en forme du faisceau, par exemple les faisceaux de
Bessel [76], les faisceaux d’Airy[77] et les feuilles basées sur des treillis (Lattice Light-Sheet)
[78].
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FIGURE 1.19 – Le faisceau d’illumination se propage le long de l’axe x. L’axe optique de détection
est orthogonal à l’axe z. Extrait de [74].

c. Types de faisceau

Il est possible d’utiliser plusieurs types de faisceau pour illuminer l’échantillon :

Faisceau Gaussien

La forme typique du rayonnement laser se propageant dans l’espace libre est le faisceau gaus-
sien, qui tire son nom de la forme de son profil d’intensité transverse (figure 1.20.a). Le faisceau
gaussien est le faisceau le plus simple à utiliser. Il est généré avec une lentille cylindrique (figure
1.20.a), ou bien en balayant un faisceau dans l’échantillon (figure 1.20.b). Le rayon du faisceau
ω(x), qui fixe l’épaisseur de la feuille d’illumination, augmente en fonction de la distance par
rapport au col du faisceau de rayon ω0 et peut être calculé pour tout point x le long de l’axe x
(voir Figure 1.21) :

ω(x) = ω0 ·

√
1 +

(
x
xr

)2

(1.15)
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transfert de modulation (MTF) respectives de l’axe z des faisceaux sont représentées au col (e) et
à x=25 µm (f). La fréquence spatiale (νz) est normalisée à la fréquence spatiale transmise la plus
élevée : 2ON/λ, où λ et ON sont la longueur d’onde d’illumination et l’ouverture numérique, res-

pectivement. Extrait de [77].

Où xr est la longueur de Rayleigh :

xr =
n · π · ω2

0
λexc

(1.16)

θ

ω(x)

FIGURE 1.21 – Paramètres du
faisceau gaussien.

et n l’indice de réfraction du milieu et λexc la longueur d’onde
d’excitation. La distance le long de l’axe x sur laquelle la feuille
de lumière conserve une épaisseur exploitable est xFOV et est
conventionnellement définie comme le double de sa longueur de
Rayleigh. Idéalement, cette zone doit avoir la même taille que le
champ de vue de la caméra. Pour avoir un grand champ de vue, il
est nécessaire d’augmenter l’épaisseur du faisceau. Comme nous
l’avons vu précédemment, la mesure de front d’onde en source
étendue nécessite un sectionnement optique de 1 µm, soit une
feuille de 1 µm d’épaisseur. Nous voulons ω0 = 0, 5µm, soit pour
n = 1 et λexc = 500nm, xFOV = 4µm. Un champ de vue de cette taille est incompatible avec
l’observation du développement d’un embryon.

De plus, la divergence du faisceau gaussien n’est pas son seul défaut. La présence d’une parti-
cule diffusante ou absorbante le long de l’axe de propagation du faisceau va bloquer l’illumi-
nation. Les particules fluorescentes placées derrière la particule bloquante ne peuvent pas être
excitées. Sur l’image, cela va s’observer par la présence d’une « ombre » (voir figure 1.22.A). Cet
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effet d’ombre peut être moyenné en illuminant l’échantillon avec deux faisceaux ayant des sens
de propagation opposés[79] ou bien avec une illumination multidirectionnelle [80].

Enfin, des trois faisceaux qui seront décrits, le faisceau gaussien est celui qui a le plus d’intensité
au niveau du foyer (figure 1.20.d). De plus, la fonction de transfert de modulation (MTF) du
faisceau gaussien au foyer (figure 1.20.e) est meilleure que pour les autres faisceaux. La MTF
du faisceau gaussien est cependant très faible en dehors du foyer (figure 1.20.e), à cause de la
divergence du faisceau.

Fonction de transfert de modulation (MTF)

La MTF est une fonction qui permet de caractériser la capacité du système optique à resti-
tuer du contraste en fonction de la taille de l’objet ; autrement dit, sa capacité à transmettre
les fréquences spatiales de l’objet. L’image est idéale lorsque la MTF = 1 pour toutes les
fréquences spatiales.

Faisceau de Bessel Présentant une plus grande distance de propagation que les faisceaux gaus-
siens, les faisceaux de Bessel sont générés en introduisant une ouverture annulaire avant la
lentille de focalisation, ou en utilisant une lentille conique appelée axicon (voir figure 1.22.B).
En modifiant la largeur de l’anneau, la distance de propagation et le rayon du lobe central sont
modifiés. Ceci est exprimé par le facteur β :

β =
w
R

(1.17)

R étant le rayon de l’ouverture arrière de l’objectif d’illumination et w la largeur de l’anneau
[77]. Un β plus petit implique un champ de vision plus large, mais le contraste de l’image
et sa résolution seront plus faibles. Contrairement aux faisceaux gaussiens, les faisceaux de
Bessel résultent de la superposition linéaire d’ondes planes (figure 1.22.B), ce qui donne lieu
à un profil d’intensité transversal sous la forme d’une fonction de Bessel (figure 1.20.b et d).

Onde plane

Particule fluorescence non-excitée

Particule fluorescence excitée Particule absorbante/diffusante

Axicon

Objectif

A

B

FIGURE 1.22 – Ombrage avec des faisceaux gaus-
siens et de Bessel. Adapté de [81]

Cette superposition leur confère une pro-
priété d’auto-reconstruction [82], car les parti-
cules diffusantes ou absorbantes ne projettent
qu’une ombre conique, après quoi le faisceau
se propage sans entrave (figure 1.22.B). De
plus, les faisceaux de Bessel ne divergent pas.

Cependant, une grande partie de la puissance
se trouve dans les lobes latéraux d’un faisceau
de Bessel (figure 1.20.d). Cela implique cer-
taines difficultés, car même si le lobe central
est plus étroit que la profondeur de champ
de l’objectif de détection, ce n’est pas le cas
avec les lobes latéraux. Une fluorescence hors
du plan focal est donc générée. Cette fluores-
cence peut être réduite en utilisant un faisceau
de Bessel à deux photons [83]. L’intensité de

l’illumination n’est suffisamment élevée qu’au cœur du faisceau de Bessel pour obtenir l’exci-
tation à deux photons, ce qui permet d’éliminer efficacement l’excitation hors foyer des lobes
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latéraux. Les faisceaux de Bessel peuvent être aussi combinés avec des méthodes de microsco-
pie à illumination structurée (SIM) [84], ce qui permet de discriminer et rejeter par calcul les
informations à basse fréquence spatiale provenant de structures fluorescentes hors focus.

En développant cette idée d’appliquer les faisceaux de Bessel à la LSFM, le groupe de Betzig a
développé une nouvelle forme de LSFM : la microscopie « lattice light-sheet » [78]. Ce système
d’illumination est basé sur la génération d’un faisceau de Bessel auquel est ajouté une figure
d’interférence pour réduire l’influence des lobes secondaires. Ce motif est créé à l’aide d’un mo-
dulateur spatial de lumière, placé avant le masque annulaire. L’invariance de propagation du
faisceau de Bessel est cependant préservée. Un motif carré optimise le confinement de l’excita-
tion dans le plan central. La taille de faisceau effectif est proche de 1 µm de diamètre. Mais cela
à un coût : une grande partie de la puissance du faisceau en sortie laser à été perdue.

Faisceau d’Airy Le troisième faisceau est le faisceau d’Airy. Les faisceaux d’Airy sont formés
en modulant un faisceau gaussien à l’aide d’un modulateur spatial de lumière, ce qui pro-
duit la structure transversale asymétrique caractéristique du faisceau d’Airy (figure 1.19.c). Sa
deuxième caractéristique est que le faisceau se « courbe » lors de sa propagation (figure 1.24.A).
Avec ses caractéristiques, le faisceau d’Airy peut ne pas sembler avantageux pour la microsco-
pie à feuille de lumière. Cependant, le faisceau d’Airy a une MTF qui change très peu lors de sa
propagation : la résolution axiale est conservée lors de la propagation. De plus, comme pour le
faisceau de Bessel, le faisceau d’Airy se reconstruit durant sa propagation.

d. Comparaison des faisceaux

Chaque faisceau a donc des caractéristiques qui lui sont propres. La figure 1.24 permet de com-
parer les trois types de faisceaux que nous venons de décrire.

Les faisceaux qui semblent à première vue convenir à l’utilisation de notre ESSH sont le faisceau
d’Airy et de Bessel avec une configuration en Lattice, car ce sont les deux faisceaux possèdant
une résolution axiale de moins de 1 µm sur l’ensemble du champ de vue de notre ESSH (150 x
150 µm²). Le « lattice light-sheet » semble donc être la meilleure solution en terme de résolution
axiale, mais au sacrifice de la puissance d’excitation. Pour le faisceau d’Airy, il est nécessaire
de déconvoluer l’image comme sur la figure 1.24.B. Connaissant le profil du faisceau d’illumina-
tion pour chaque position dans l’échantillon, la déconvolution permet d’éliminer la fluorescence
induite par les lobes extérieurs d’un faisceau d’Airy. La déconvolution a aussi permis d’amélio-
rer le contraste pour les faisceaux gaussiens[85]. Cette approche ne prend cependant pas en
compte les aberrations de la feuille, modifiant le profil du faisceau d’illumination par rapport
à un échantillon non aberrant. Il est cependant possible de combiner l’illumination avec des
systèmes optiques à la détection pour améliorer le sectionnement optique.

1.5.2 Techniques de détection

Le signal de fluorescence provenant d’objets hors focus peut être éliminé. Basé sur le principe
de la microscopie confocale, une fente est introduite dans le chemin de détection, conjuguée au
plan focal de l’objectif de détection. Cette fente peut être physique [86] ou numérique.

Avec une fente physique, orientée dans la même direction que le faisceau d’illumination balayé
dans l’échantillon, il est nécessaire d’introduire un système de balayage à la détection (figure
1.25.a). La feuille de lumière est créée en balayant le faisceau laser dans le plan focal de détection
à l’aide d’un miroir galvanométrique (GM1). Un second miroir galvanométrique (GM2) est placé
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FIGURE 1.23 – Microscopie « lattice light-sheet ». Les colonnes montrent (de gauche à droite) pour
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l’objectif d’excitation (barre d’échelle, 1,0 µm) ; l’intensité transversale de la feuille de lumière crée
par le balayage du motif focal le long de l’axe x (barre d’échelle, 1,0 µm) ; et la section transversale

xz de la PSF globale du microscope (barre d’échelle, 200 nm). Adapté de [78].
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tion du FOV . Les lignes en D et E sont les mêmes qu’en C. Adapté de [77].

après l’objectif afin de balayer le signal récolté au niveau d’une fente placé après la lentille de
tube, sur un plan image. Le balayage de GM2 va permettre de laisser passer à travers la fente
uniquement les photons balistiques provenant de la zone illuminée par le faisceau. Ensuite, la
fente est imagée sur la caméra CCD. Un troisième miroir galvanométrique (GM3) est utilisé pour
replacer le signal au bon endroit sur le détecteur et ainsi obtenir une image 2D. Les trois miroirs
galvanométriques sont donc synchronisés. La fente va donc filtrer la fluorescence provenant des
plans hors focus ainsi qu’une partie du signal diffusé par l’échantillon (les photons diffusés le
long de la fente peuvent encore atteindre le capteur). Cette technique a été développée pour
l’imagerie du cerveau la souris, un milieu très diffusant, qui produit un fond élevé sur l’image
LSFM standard. L’introduction d’une fente rejette efficacement ce fond et permet d’augmenter
le contraste significativement. Cette amélioration est réalisée pendant le processus d’acquisition
(figures 1.25.b et 1.25.c).

L’utilisation d’une fente numérique est beaucoup simple mais nécessite une caméra possédant
un mode « rolling shutter », que l’on peut traduire par « obturateur déroulant ».

En mode « rolling shutter », l’acquisition commence en haut du capteur, et déroule ligne par
ligne jusqu’en bas du capteur. Dans le cas de l’acquisition en mode « global shutter », l’ensemble
du capteur commence et termine l’exposition simultanément. Le mode « rolling shutter » permet
de créer une fente avec quelques lignes de pixels. En synchronisant ce mode avec le balayage
du faisceau d’illumination, cela revient à réaliser une détection confocale par fente, sans rajouter
d’élément à la partie détection.

Le problème soulevé est la détermination de la taille de la fente, qui doit être suffisamment fine
pour éliminer la fluorescence hors foyer, mais aussi suffisamment large pour laisser passer les
photons balistiques. Il convient de noter que ces méthodes ne sont pas efficaces en termes de
photoblanchiment ou de photodégâts, car la plupart du temps, la puissance d’entrée doit être
augmentée pour obtenir un signal significatif sur le détecteur.

Ces techniques de détection ont permis de développer un nouveau type de microscope : le mi-
croscope à feuille de lumière à balayage axial (ASLM pour « Axially Swept Light Sheet Micro-
scopy » en anglais).
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FIGURE 1.25 – Microscopie confocale à feuille de lumière (CLSM). (a) Schéma optique du CLSM.
GM : Miroir Galvanométrique ; SL : Lentille de Scan ; Obj : Objectif ; TL : Lentille de Tube ; L :
Lentille, FF : Filtre de fluorescence. (b & c) Cellules de Purkinje dans le cervelet d’une souris PND
15 L7-GFP, imagée avec LSM (b) et CLSM (c). Les images sont des projections d’intensité maximale

de 160 sections (pas z 1 µm). Barres d’échelle 100 µm. Extrait de [86].

1.5.3 « Axially Swept Light Sheet Microscopy »

Les microscopes à feuille de lumière à balayage axial ont été développés par l’équipe de Reto
Fiolka en 2015 [88]. Ils utilisent un faisceau gaussien à l’illumination. Comme nous avons vu
dans les sections précédentes, le faisceau gaussien a sûrement les meilleurs caractéristiques,
mais uniquement au niveau de son col. Il ne génère pas de lobes secondaires. Il n’y a donc
pas de besoin de déconvoluer l’image contrairement aux faisceaux d’Airy et de Bessel.

a. Principe de l’ASLM

L’ASLM utilise une feuille de lumière générée avec une lentille cylindrique et un objectif d’exci-
tation ayant une grande ouverture numérique afin d’avoir un faisceau gaussien le plus focalisé
possible dans une dimension dans l’échantillon. La lentille cylindrique est orientée afin d’avoir
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FIGURE 1.26 – Diagrammes temporels de l’acquisition en mode « rolling shutter » et en mode
« global shutter ». Extrait de [87].

le col du faisceau orthogonal au plan focal de détection, comme sur la figure1.27.A. L’idée de
l’ASLM est d’imager l’ensemble du champ de vue avec le col du faisceau. Pour réaliser cela, il
est nécessaire de balayer le col dans la direction de propagation du faisceau d’illumination dans
l’échantillon et de synchroniser ce balayage avec la caméra fonctionnant en mode « rolling shut-
ter » (voir figure 1.26). Ainsi, les pixels activés seront ceux qui collectent le signal provenant du
col du faisceau. Cela permet d’avoir la capacité de sectionnement optique du col du faisceau sur
l’ensemble de l’image caméra (Figure1.27.B).

La position axiale du faisceau, i.e. la position du col, peut être modulée rapidement et précisé-
ment grâce à un système de mise au point à distance, noté RF pour « remote focusing », qui ne
génère pas d’aberration [89, 90]. La figure 1.28.a est un schéma de ce système. La ligne crée par
la lentille cylindrique est focalisée par un objectif (noté objectif « remote focusing » ou objectif
RF dans ce manuscrit) sur un miroir monté sur un actionneur piézoélectrique. Le déplacement
axial de ce miroir entraîne une modification du front d’onde induisant à son tour le déplacement
suivant l’axe de propagation de la ligne focalisée formée par l’objectif dans l’échantillon. La dis-
tance de déplacement dans l’échantillon dépend du déplacement du miroir et des propriétés des
objectifs et des lentilles du système.

Il est possible de remplacer l’actionneur piézoélectrique par un miroir galvanométrique [91],
comme illustré par la figure 1.28.b. Dans ce cas, le miroir est incliné (figure 1.28.d) ou en escalier
(figure 1.28.c). À l’aide du miroir galvanométrique, le faisceau est balayé latéralement dans le
plan arrière de l’objectif RF. La ligne focalisée est balayée sur le miroir, ce qui change la distance
parcourue entre l’objectif et le miroir, et donc le front d’onde, et permet de déplacer la ligne
dans l’échantillon. Cette technique permet d’accélérer la vitesse d’acquisition, car la fréquence
des actionneurs piézoélectriques varie entre 10 et 100 Hz, contre plusieurs kHz pour les miroirs
galvanométriques. Mais le champ de vue est plus petit car il est limité par l’angle de balayage
des galvanomètres et la taille des optiques. Il est aussi possible d’utiliser une lentille à focale
variable [92]. Ce système est plus simple à mettre en place, mais ce type de lentille introduit de
l’aberration sphérique et des aberrations d’ordres supérieurs sur la feuille de lumière, ce qui va
l’épaissir et donc causer une perte en résolution axiale à la détection.
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faisceaux polarisés, QWP : Lame quart d’onde. Adapté de [88] et de [91].
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Comparaison des faisceaux pour la microscopie à feuille de lumière
Faisceaux Gaussien Bessel Airy Lattice

Spécificités SPIM
DSLM ASLM 1P 2P 1P 2P Carré Hexagonal

Génération
du faisceau

LC
LS

LC,
RS et RF

MP
Axicon

SLM

MP
LC[93]
SLM

MP
Axicon

SLM
Résolution axiale (µm) 7,4 1 1,8 1,2 0,9 1,2 1,2 1,8
Champ de vue (µm) 400 500 40 180 350 415 100 30
Irradiance (%) 100 23 22 <12
Déconvolution Non Non Oui Non Oui Non Non Oui

TABLE 1.2 – Tableau de comparaison des techniques de microscopie à feuille de lumière. LC :
Lentille Cylindrique, LS : Lentille de Scan, RS : rolling shutter, RF : remote focusing, MP : masque

de phase, 1P : 1 Photon, 2P : 2 Photons. Valeurs provenant de [88, 77, 94]

b. Comparaison du ASLM avec les autres faisceaux

Pour comparer l’ASLM avec les autres techniques de microscopie à feuille de lumière, les carac-
téristiques de ces techniques sont résumées dans le tableau 1.2. Il est possible de combiner ces
illuminations avec une détection confocale en ligne, mais comme indiqué par les auteurs [86], la
détection confocale en ligne bloque une partie des photons, améliorant le contraste de l’image,
mais pas la résolution axiale du microscope, sauf pour l’ASLM car il n’y a pas de signal hors-
focus au moment de la détection. Avec les autres techniques, notre ESSH va donc continuer de
voir les objets hors-focus, qui seront moins intenses. Les faisceaux d’Airy sont intéressants, car il
permettent d’imager sur des grands champs, mais il faut soit utiliser un laser femtoseconde pour
avoir une excitation 2 photons soit déconvoluer l’image. L’ASLM nous semble donc la meilleure
technique pour implémenter notre ESSH sur un LSFM.

1.6 Conclusion

Notre ESSH permet une mesure rapide et précise du front d’onde, en utilisant un plan guide au
lieu d’une étoile guide. Ce plan guide peut être créé grâce à un microscope de fluorescence à
sectionnement optique et ne nécessite donc pas un marquage spécifique de l’échantillon. C’est
pour cela que notre ESSH a été implémenté sur un microscope à feuille de lumière [23] et un
microscope multiphotonique [24] .

Cependant, dans l’approche choisie lors de la thèse d’Antoine Hubert, le microscope à feuille de
lumière utilise un faisceau gaussien balayé dans l’échantillon avec des miroirs galvanométriques
dans une direction orthogonale à l’axe de propagation. Le champ de vue de ce microscope étant
de 400 µm, la feuille de lumière a une épaisseur de 6,1 µm au niveau du col. Cette épaisseur varie
de moins de 10% sur l’ensemble du champ de vue du ESSH, mais est suffisante pour fausser la
mesure de front d’onde à cause des effets plénoptiques.

Afin d’améliorer le sectionnement optique pour l’imagerie 3D et la mesure des aberrations, nous
avons décidé de construire un nouveau microscope à feuille de lumière avec une feuille d’épais-
seur égale à la profondeur de champ de l’objectif, donc de l’ordre de 1 micromètre, tout en
conservant un champ de vue de plusieurs centaines de micromètres de côté, et de le coupler à
notre boucle d’OA basée sur la mesure de front d’onde en source étendue. La technique avec
la meilleure résolution axiale est l’ASLM, au prix d’une complexification du montage et d’un
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photo-blanchiment plus important de l’échantillon. Un développement dédié de la voie de me-
sure du front d’onde sera de plus nécessaire pour l’adapter au balayage axial du col du faisceau
d’excitation. La conception et la réalisation de ce nouveau microscope AO-ASLM sont décrites
dans le chapitre suivant.
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Chapitre 2

Conception et réalisation d’un
microscope à feuille de lumière confocal
avec de l’optique adaptative
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Dans ce chapitre, je décris la mise en œuvre pratique d’un microscope à feuille de lumière confo-
cal avec un balayage axial de l’excitation et une boucle fermée d’optique adaptative avec un
analyseur de front d’onde en source étendue (ESWFS). La partie conception de l’ensemble du
système est d’abord détaillée, ainsi que les contraintes imposées par l’OA et la microscopie à
feuille de lumière confocale à balayage axial. Une section est ensuite consacrée au pilotage et à
la synchronisation du microscope, et une autre au positionnement de la feuille de lumière par
rapport aux éléments de la détection.

2.1 Besoins et contraintes

La conception d’un microscope est dictée par plusieurs objectifs de performances et contraintes,
les premiers étant donnés par les biologistes. Pour étudier les interactions entre les cellules, les
biologistes ont besoin d’observer des champs de vue de 400 x 400 µm² typiquement. La résolu-
tion latérale doit être subcellulaire pour pouvoir séparer les cellules ou observer des éléments
plus petits, idéalement entre 0,2 et 0,5 µm. En imagerie fonctionnelle, la résolution temporelle
doit pouvoir atteindre la centaine de Hertz, par exemple pour suivre l’activité cardiaque d’un
organisme. De plus, une résolution axiale de 1 µm est nécessaire sur la caméra et l’ESWFS, afin
que la correction de front d’onde soit réalisée sur les objets du plan d’intérêt, et éviter des effets
plénoptiques (voir chapitre 1). De plus, ce sectionnement optique augmente le rapport signal
sur fond sur la caméra et permet une imagerie en 3D de l’échantillon.

La microscopie à feuille de lumière répond de manière adéquate à ces contraintes. D’après les
simulations numériques de la section précédente, l’ASLM est le système avec la meilleure réso-
lution axiale sur le plus grand champ de vue. Nous avons donc décidé de reproduire le système
d’ASLM développé par l’équipe de Reto Fiolka [88], en y implémentant une boucle d’optique
adaptative à la détection. Ce système, comme la plupart des microscopes de fluorescence, se
divise en deux parties distinctes : une partie excitation et une partie détection. Chaque partie
est un système optique dont les composants peuvent être communs aux deux parties ou spéci-
fiques à l’une ou l’autre. La partie excitation, ou illumination, a pour but d’exciter les molécules
fluorescentes pour générer des photons qui seront récoltés par la partie détection.

Le but d’un ASLM est de pourvoir une résolution axiale inférieure ou égale à la profondeur de
champ de l’objectif de détection (≈1 µm) sur l’ensemble du champ de vue de la caméra. Mais
nous avons surtout choisi ce microscope pour permettre une mesure correcte du front d’onde,
même dans des échantillons très densément marqués. Comme nous l’avons vu dans le chapitre
précédent 1.4.3, il faut éviter l’effet plénoptique causé par la grande profondeur de champ des
microlentilles (≈500 µm). Pour cela, la caméra et l’ESWFS doivent avoir la même résolution
axiale.

2.1.1 Configuration du microscope et choix des objectifs

Les indices optiques des milieux biologiques sont généralement proches de celui de l’eau. Pour
l’imagerie in vivo il convient d’utiliser des objectifs à immersion dans l’eau pour éviter et/ou
minimiser les changements d’indices entre l’échantillon et les objectifs, limitant l’introduction
d’aberrations à la fois à la détection et à l’illumination. Pour pouvoir immerger les deux objectifs,
nous avons opté pour une configuration des objectifs dite inversée [95]. Cette configuration, pro-
posée en 2011 [96] sous le nom de iSPIM (inverted SPIM), permet de plonger les deux objectifs
dans une cuve remplie d’eau, comme sur la figure 2.1.
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Emission Excitation

n=1.333
Echantillon

FIGURE 2.1 – Configuration des
objectifs

L’échantillon est déposé sur une lame de microscope ou un lit
d’agarose et est éclairé et observé par le haut. Cette configura-
tion permet d’immerger les deux objectifs sans avoir recours à
de porte-échantillon complexe. De plus, nous souhaitons utili-
ser des objectifs avec des distances de travail de plusieurs milli-
mètres pour faciliter la manipulation de l’échantillon, imposant
cependant que la cuve ait un volume suffisant pour y plon-
ger les deux objectifs. Enfin, pour pouvoir exciter avec deux
longueurs d’ondes différentes, ou bien observer plusieurs lon-
gueurs d’onde, les objectifs doivent être achromatiques. Ce dé-
tail est important dans le cas d’une imagerie bi-couleur avec

deux longueurs d’onde d’excitation pour éviter l’aberration chromatique, qui changerait les po-
sitions des plans images à la détection ou désynchroniserait l’illumination et la détection (le col
du faisceau ne serait pas sur les lignes de pixels actifs).

a. Objectif d’illumination

θ

ω(x)

FIGURE 2.2 – Paramètres du
faisceau gaussien.

La partie illumination doit générer une feuille de lumière ayant
une épaisseur maximale de 1 µm au niveau du col du faisceau
et la balayer dans sa direction de propagation. L’épaisseur de la
feuille dépend des caractéristiques de l’objectif d’excitation. En
repartant de l’équation du rayon du faisceau ω(x) vu au chapitre
précédent, à savoir :

ω(x) = ω0 ·

√
1 +

(
x
xr

)2

(2.1)

On définit la divergence du faisceau gaussien θ (voir figure 2.2) comme :

tan θ = lim
x→∞

(
ω(x)

x

)
=

ω0

xr
(2.2)

θ est aussi le demi-angle d’ouverture de l’objectif. Avec ONexc l’ouverture numérique de l’objectif
d’excitation et n est l’indice de réfraction de son milieu d’immersion :

θ = arcsin(ONexc/n) (2.3)

En utilisant la formule 1.16 et l’équation 2.3, nous obtenons :

ω0 =
λexc

n · π · tan(arcsin(ONexc/n))
(2.4)

λexc étant la longueur d’onde du laser d’excitation. Dans l’approximation paraxiale, l’équation
2.4 se simplifie pour devenir :

ω0 =
λexc

π · ONexc
(2.5)
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Pour avoir un sectionnement optique de 1 µm, il faut qu’à la distance de Rayleigh l’épaisseur du
faisceau soit inférieure à 1 µm, i.e. 2

√
2ω0 ≤ 1, donc ONexc ≥ 0.4. Cependant, il est nécessaire de

tenir compte de deux points :

— dans un échantillon biologique, la feuille de lumière a tendance à s’épaissir à cause de
l’inhomogénéité optique de l’échantillon et de la diffusion. Il vaut donc mieux utiliser un
objectif avec une plus grande ouverture numérique afin d’avoir la feuille la plus fine pos-
sible en théorie.

— plus l’objectif a une grande ouverture numérique, plus la divergence du faisceau est im-
portante. La taille du champ de vue du col du faisceau, xFOV (figure 2.2), sera donc réduite
ce qui a pour conséquence d’augmenter le temps d’acquisition d’une image (voir section
‘2.4.1).

L’objectif TL20X-MPL à immersion dans l’eau (Thorlabs) possède toutes ces caractéristiques.
Son ouverture numérique de 0,6 permet d’avoir un faisceau suffisamment focalisé sans trop
réduire la taille de la zone du col exploitable. De plus, avec une distance de travail de 5,5 mm,
un diamètre étroit (18 mm) et un angle d’approche de 58°, cet objectif offre un encombrement
minimal pour manipuler l’échantillon.

b. Objectif de détection

Pour l’objectif de détection, nous avons choisi un N40X-NIR (Nikon). Cet objectif est souvent
utilisé en microscopie à feuille de lumière [88, 97, 98, 91], il est à immersion dans l’eau et possède
un grandissement (x40) et une ouverture numérique (ON = 0.8) adaptés à notre application. Sa
distance focale est de 5 mm et sa distance de travail est de 3,5 mm.

c. Contrainte liée à la configuration iSPIM

La configuration iSPIM oblige à positionner des miroirs après les objectifs d’illumination et de
détection afin de travailler sur la table, à l’horizontale [96]. Cependant, cela oblige à former un
angle de 135° entre le faisceau incident et le faisceau réfléchi, ce qui nécessite l’utilisation de
montures non-conventionnelles. Il est aussi possible de réaliser un microscope sur une planche
optique à 90°, plus contraignant à aligner. Au lieu de cela, nous avons opté pour un compromis
en inclinant deux planches optiques, une pour la partie détection et une pour la partie illumi-
nation, à 45° de la table optique avec des équerres (Thorlabs, AP45) (voir annexe). Cette confi-
guration permet de travailler avec des miroirs à 45°, facilitant le montage avec des systèmes de
cage. Chaque partie est montée sur une planche optique qui mesure 45 cm par 60 cm, imposant
certaines distances focales pour les paires de lentilles et une optimisation de l’encombrement du
montage. Les deux parties sont indépendantes, mais la position de l’une par rapport à l’autre
doit être ajustée parfaitement afin de positionner la feuille de lumière dans le plan focal de
l’objectif de détection. Les deux parties sont donc alignées de façon à ce que le col du faisceau
d’illumination soit visible sur la caméra, préalablement conjuguée avec le plan focal de l’objectif
de détection. Cet alignement critique est détaillé dans la section 2.5.

2.1.2 Contraintes spectrales liées au marquage des échantillons

L’autre considération pour choisir les lentilles, les optiques et les lasers est la gamme de lon-
gueurs d’onde des marquages des échantillons que nous souhaitons observer. Deux protéines
fluorescentes très souvent utilisées en biologie sont la GFP et la mCherry. Leurs spectres d’ex-
citation et d’émission appartiennent au domaine du visible (figure 2.3). Toutes les lentilles du
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FIGURE 2.3 – Spectres d’excitation et d’émission des molécules mCherry et EGFP. EX : Excitation,
EM : Emission. Extrait de FPbase

.

microscope sont donc des doublets achromatiques conçus pour une gamme de longueur d’onde
allant de 400 nm à 700 nm afin de réduire les aberrations chromatiques et avoir une transmis-
sion maximale. Le maximum du spectre d’excitation de la GFP est de 485 nm et de 587 nm pour
mCherry. Nous utilisons deux lasers à continus (488 nm et 561 nm, Cobolt) combinés dans une
fibre optique pour exciter ces molécules.

2.1.3 Conclusion : cahier des charges

Pour résumer voici les besoins que le microscope doit satisfaire :

— Champ de vue : 400 x 400 µm²

— Résolution latérale : 0,2 à 0,5 µm

— Sectionnement optique : 1 µm

— Résolution temporelle : jusqu’à 100 Hz

— Imagerie in vivo : objectifs à immersion dans l’eau

— Manipulation de l’échantillon : objectifs avec une grande distance de travail

— Optiques conçues pour le visible

Enfin le choix des optiques est contraint aussi par le diamètre du MD et les dimensions de
l’ESWFS :

— La taille de la pupille du miroir déformable que nous utilisons, un Mirao-52e (Imagine
Optic), est de 15 mm.

— La caméra est une Orca Flash4.0 v3 (Hamamatsu) et possède 2048 par 2048 pixels. Chaque
pixel a une dimension de 6.5µm × 6.5µm. La taille totale du capteur est donc 13.312 mm ×
13.312 mm.

— La taille de la zone de mesure de l’analyseur de front d’onde HASO4 (Imagine Optic) est
5,1 mm x 6,9 mm, avec des microlentilles réparties dans une matrice 17 x 23 et une distance
focale de 5,1mm.

Le choix des lentilles sera détaillé par la suite. Mais il reste une dernière contrainte à aborder : la
conjugaison des pupilles.
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2.2 Conjugaison des pupilles

Une considération importante lors de l’alignement des optiques est la conjugaison des pupilles.
La pupille d’un système, également appelée diaphragme d’ouverture, est définie comme le dia-
phragme physique qui limite l’ouverture, c’est-à-dire l’angle des rayons qui peuvent se propager
à travers le système pour un point sur l’axe. La pupille d’entrée est l’image du diaphragme d’ou-
verture vue depuis le point sur l’axe de l’objet au travers des éléments optiques qui précèdent
le diaphragme, tandis que la pupille de sortie (également appelée pupille arrière) est l’image
du diaphragme d’ouverture vue depuis le point sur l’axe de l’image au travers des éléments
optiques qui suivent le diaphragme.

Pour la correction de front d’onde et les systèmes de balayage de l’image, il est nécessaire de
conjuguer correctement les miroirs de balayage, le MD et le capteur de front d’onde avec la
pupille de sortie de l’objectif. Pour toujours avoir le faisceau sur l’axe optique et conjuguer par-
faitement tous ces éléments, ces derniers sont montés sur des platines de translations et des
montures d’inclinaisons (voir annexe). Pour localiser la pupille arrière de l’objectif, la méthode
la plus simple consiste à éclairer un échantillon fortement diffusant dans le plan focal de l’objec-
tif, de sorte que la lumière diffusée remplisse l’angle de collection de l’objectif et ainsi s’assurer
que toute la pupille est éclairée. Pour positionner correctement l’ESWFS, la conjugaison est direc-
tement réalisée en utilisant l’image du capteur. Pour les miroirs galvanométriques, l’ajustement
de leurs positions se fait en minimisant la translation de la pupille sur l’ESWFS lors du balayage.

2.3 Le microscope

La figure 2.4 présente un schéma du microscope. Toutes les paires de lentilles forment des relais
afocaux, réalisés avec un interféromètre de Shearing. Les miroirs sont placés sur les plans focaux
des lentilles/objectifs placés devant eux (excepté M3, M4 et M5). Pour cela, l’utilisation d’une
lunette autocollimatrice placée de l’autre côté de la lentille/objectif est nécessaire pour les posi-
tionner. En éclairant le miroir avec une lumière blanche rasante, il est possible de voir les bords
ou les poussières déposées sur le miroir à travers la lunette. Le miroir est sur le plan focal de la
lentille lorsque que les bords ou les poussières sont nets.

2.3.1 Partie illumination

a. Description du système d’illumination

Après la sortie de la fibre du laser, le faisceau est agrandi puis tronqué à l’aide d’un diaphragme
circulaire. Ce diaphragme permet de n’utiliser que la partie centrale du faisceau afin d’obtenir
une illumination quasi uniforme, mais aussi pour modifier l’épaisseur de la feuille en ne rem-
plissant pas entièrement la pupille arrière de l’objectif d’illumination si besoin. Après avoir été
polarisé linéairement, le faisceau est focalisé dans une seule direction avec une lentille cylin-
drique LC (f = 50 mm, LJ1567RM-A, Thorlabs) puis réfléchi par le miroir M1, positionné dans le
plan focal de la lentille cylindrique. Il passe ensuite à travers un relais de lentille (L1 = 60 mm
et L2 = 150 mm). La polarisation du faisceau est orientée pour qu’il soit est transmis par la lame
séparatrice polarisante (PBS) et envoyé sur une lame quart d’onde puis sur l’objectif de « remote
focusing » (RF). L’objectif RF (LUCPlanFL 20x 0.45NA Olympus) permet d’obtenir le faisceau
focalisé sur une ligne sur un miroir monté sur un actionneur piézoélectrique. Le faisceau est
réfléchi par le miroir et collecté par le même objectif. Il traverse une seconde fois la lame quart
d’onde. Comme la polarisation du faisceau est ainsi tournée de 90 degrés, le faisceau est réfléchi
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FIGURE 2.4 – Schéma du microscope. L : Lentille, LC : Lentille Cylindrique, M : Miroir, PBS :
Séparateur de faisceau polarisé, QWP : Lame-quart d’onde, MG : Miroir galvanométrique, WFS :

Analyseur de front d’onde.

par le PBS. Le faisceau passe par le relais de lentille L3-L4 (L3 = 150 mm et L4 = 225 mm) et at-
teint l’objectif d’excitation. Cette paire de lentilles et les deux objectifs (excitation et RF) forment
un système permettant de déplacer le col du faisceau dans l’échantillon. La conception de ce
système doit répondre à plusieurs contraintes décrites ci-dessous.

b. Système « remote focusing »

La balayage du faisceau est assuré par un système « remote focusing », illustré par la figure
2.5.A. Ce système, inventé par Botcherby et son équipe [99], a d’abord été utilisé en microscopie
multiphotonique pour accélérer l’imagerie en 3 dimensions [90]. Il est composé de deux objectifs
et de deux lentilles. Un des objectifs observe l’échantillon et l’autre reconstruit l’échantillon sans
distorsion dans un espace dit « remote focusing ».

Pour notre microscope, ce système permet de modifier la position axiale du point de focalisation
de l’objectif d’illumination en modifiant le focus du faisceau d’illumination en amont de cet ob-
jectif, sans introduire d’autres aberrations. Ce dernier point est valable uniquement si le système
est capable de former une image stigmatique de n’importe quel point d’un domaine tridimen-
sionnel ou, de manière équivalente, de forcer tous les rayons émanant d’un point unique dans
un des espaces à converger de nouveau en un point unique dans l’autre espace. Cette condition
est importante pour déplacer le col du faisceau sans le déformer et ainsi assurer un section-
nement constant sur l’ensemble du champ de vue. Cette exigence impose une contrainte sur la
conception de ce système : le grandissement doit être le même dans toutes les directions (latérale
et axiale) et valoir :
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FIGURE 2.5 – Principe du « remote focusing ». a. Formation d’une image avec un système « remote
focusing », composé de deux microscopes (objectif et lentille tube) mis dos à dos. Si le grandisse-
ment global des deux microscopes est choisi correctement et vaut le rapport des indices optiques
des milieux d’immersion des objectifs, l’image sera ni aberrante ni déformée. b. Vue zoomée des ob-
jectifs d’excitation et de « remote focusing », de la cellule (à gauche) et de son image 3D (à droite).
La ligne noire marque un rayon d’imagerie provenant de l’échantillon. Les angles θ1 et θ2 sont

égaux si le grandissement vaut le rapport des indices optiques. Adapté de [100]

.

M =
n1

n2
(2.6)

Cette condition implique que les rayons doivent se propager avec le même angle par rapport à
l’axe optique dans les deux espaces (figure 2.5.B). Il faut donc que l’angle d’ouverture de l’ob-
jectif RF θ1 soit égal ou supérieur à l’angle d’ouverture de l’objectif d’illumination θ2 [100] :

θ1 ≥ θ2 ⇐⇒ ONRF/nRF ≥ ONexc/neau (2.7)

car :

sin(θ) = ON/n (2.8)

L’objectif RF est choisi à air (nRF = 1) pour faciliter l’introduction de défocus avec un miroir
monté sur un actionneur piézoélectrique. Avec ONexc = 0,6 et neau = 1,333, l’ouverture numé-
rique de l’objectif RF doit être supérieure ou égale à 0,45. Nous avons décidé d’utiliser un LUC-
PlanFLN 20x(Olympus), qui a une ouverture numérique de 0,45.

Après avoir sélectionné les objectifs du système, les lentilles de relais doivent être choisies de
manière à ce que le grandissement global respecte la condition 2.6. Les grandissements latéral et
axial doivent être égaux à 1/1,333 = 0,75. Le grandissement latéral (ou transversal) Ml est décrit
par l’équation :
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Ml =
f1

fRF
· fexc

f2
(2.9)

et le grandissement axial (ou longitudinal) Ma par :

Ma = M2
l ·

n2

n1
(2.10)

Pour calculer le grandissement latéral, il convient d’abord de déterminer la distance focale ef-
fective de chaque objectif, qui peut être calculée en divisant la longueur focale de la lentille de
tube par le grandissement de l’objectif. La longueur focale de la lentille de tube dépend du fa-
bricant : 200 mm pour l’objectif d’excitation et 180 mm pour l’objectif RF. Les deux objectifs ont
un grandissement qui vaut 20. Les longueurs focales sont donc fexc = 10 mm et fRF = 9 mm pour
l’objectif d’excitation et l’objectif RF, respectivement. En choisissant f2 = 225 mm et f1 = 150 mm,
le grandissement latéral de l’espace de l’échantillon à l’espace de l’image vaut 0,74 et le grandis-
sement axial est de 0,73, ce qui est suffisamment proche de 0,75. Il existe d’autres combinaisons,
comme f2 = 150 mm et f1 = 100 mm , mais la première est la plus compatible avec les contraintes
d’encombrement du microscope.

Enfin, le faisceau qui arrive au niveau de l’objectif d’excitation doit remplir la pupille arrière de
ce dernier. Pour cela, il faut déjà déterminer la taille de la pupille de l’objectif. Le diamètre d de
la pupille arrière d’un objectif dépend de sa distance focale f et de son ouverture numérique
ON :

d = 2 · f · ON (2.11)

Le diamètre de la pupille arrière de l’objectif d’illumination dexc est donc de 12 mm ( fexc = 10
mm et ONexc = 0,6) et celui de l’objectif RF dRF vaut 8 mm ( fRF = 9 mm et ONRF = 0,45). Il est
donc nécessaire que les lentilles de relais et les diamètres de pupille des objectifs satisfassent :

dRF ·
f2

f1
= dexc (2.12)

donc :

f2

f1
= 1, 5 (2.13)

Ce ratio peut être obtenu avec la même combinaison de lentilles, f1 = 150 mm et f2 = 225 mm.
Les conditions sur les grandissements sont quasiment respectées, les rayons se propagent avec
le même angle par rapport à l’axe optique dans les deux espaces et la totalité de la pupille de
l’objectif d’illumination est utilisée afin d’avoir la feuille de lumière la plus focalisée possible. Il
faut cependant veiller en construisant ce système à ce que les lentilles et les objectifs forment un
système d’imagerie « 4f ». Dans un système « 4f », un faisceau collimaté qui entre dans la paire
de lentilles reste collimaté lorsqu’il sort de la paire de lentilles. Ce système permet de conjuguer
les pupilles arrières des deux objectifs, et ainsi assurer le bon fonctionnement du système RF.
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2.3.2 Partie détection

a. Configuration de la partie détection

La partie détection correspond à une configuration en boucle fermée avec un miroir déformable
(DM) (Mirao52e, Imagine Eyes), un analyseur de Shack-Hartmann ESWFS et une caméra sC-
MOS (Hamamatsu ORCA-Flash 4.0 V3). La principale différence entre un système en boucle
fermée et un système en boucle ouverte réside dans la disposition des composants de la boucle
d’OA les uns par rapport aux autres. Dans un système en boucle fermée, la lumière provenant
de l’échantillon passe par le MD avant d’atteindre le WFS. Ainsi, l’analyseur voit l’effet du MD
sur le front d’onde et la forme du MD est optimisée jusqu’à mesurer un front d’onde plan avec
le WFS. Dans un système en boucle ouverte, il est impossible de savoir si la correction est op-
timale, car le WFS est placé avant le MD. La boucle fermée est donc plus intéressante que la
boucle ouverte dans le cas d’une mesure bruitée. Cependant, ce système en boucle ouverte pré-
sente l’avantage de rapprocher le WFS de l’échantillon, réduisant le nombre d’éléments optiques
sur le chemin, ce qui limite la perte de signal. Dans cette thèse, une configuration en boucle fer-
mée a été choisie pour réaliser la meilleure correction possible et évaluer quantitativement la
qualité de la correction.

b. Description du système de détection entre l’objectif et la caméra

Pour utiliser totalement la capacité de correction du miroir déformable, il est nécessaire de rem-
plir sa pupille. L’objectif de détection a un grandissement égal à 40 et est conçu pour travailler
avec une lentille de tube de focale 200 mm. Sa distance focale effective est donc de 5 mm ( fobj

= 200/40). La pupille arrière de l’objectif de détection a donc pour diamètre d = 2 · ON · fobj =

2 · 0.8 · 5 = 8 mm. Il faut donc un grandissement du faisceau en sortie d’objectif d’un facteur
15/8 pour que celui-ci remplisse le MD. Un relais afocal avec une lentille tube L5 de 125 mm
après l’objectif et une lentille L6 de focale 225 mm devant le miroir déformable permet d’avoir
un faisceau de 14,4 mm de diamètre sur le miroir déformable.

L’angle du faisceau incident sur le miroir par rapport à la normale doit être minimisé pour
exploiter au maximum la capacité de déformation du miroir. Les lentilles placées avant et après
le miroir déformable doivent donc, pour des contraintes d’encombrement, avoir de grandes
distances focales, d’où le choix d’une lentille L7 de distance focale 250 mm, qui permet de réaliser
l’image sur la caméra Orca. Devant la caméra, une lame séparatrice transmet une partie du
signal à la caméra et l’autre partie au ESWFS. Cette lame est soit une lame 50 :50 s’il n’y a qu’un
seul type de fluorophore dans l’échantillon, soit une lame dichroïque qui réfléchit les longueurs
d’onde supérieures à une valeur déterminée et qui transmet les autres longueurs d’onde dans le
cas d’un échantillon bi-couleur. Cette valeur doit être choisie entre les deux pics d’émission des
fluorophores.

Après la lame séparatrice, sur le chemin optique allant au ESWFS, un diaphragme de champ ré-
glable, de forme carrée, est conjugué avec le plan de mise au point de l’échantillon, afin d’éviter
le recouvrement des imagettes formées par des microlentilles adjacentes. Le faisceau est ensuite
envoyé dans le système de balayage pour réaliser une détection confocale comme le mode « rol-
ling shutter » de la caméra et ainsi filtrer le signal hors-focus sur l’ESWFS.
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c. Filtrage du signal sur l’ESWFS

Pour filtrer sur la caméra le signal ne provenant pas du col du faisceau, et donc hors-focus,
nous utilisons le mode « rolling shutter » de celle-ci, qui est analogue à une détection confocale
en ligne. La caméra de l’ESWFS ne possède pas de mode « rolling shutter », et même si elle
en avait un, celui-ci devrait être compatible avec la matrice de microlentilles placée devant la
caméra : il faudrait que le glissement de l’activation des lignes de pixels se fasse au niveau de
chaque imagette produite par les microlentilles et non sur la globalité du capteur, d’où le besoin
d’introduire un système de balayage [86], encadré en noir sur la figure 2.4.

Le fonctionnement de ce système est illustré par la figure 2.6. Sur cette figure, le col du faisceau
est représenté à différents temps. Le premier système optique regroupe tous les éléments de
l’objectif jusqu’à la lentille L9 incluse et le second tous les éléments entre L10 et L12 inclus. Un
premier miroir galvanométrique (GM1) conjugué avec la pupille arrière de l’objectif de détection
grâce à la lentille L8, est synchronisé avec le balayage du faisceau d’illumination afin de laisser
passer à travers une fente placée sur un plan image, former avec la lentille L9, uniquement le
signal provenant des objets illuminés par le col du faisceau. La taille de la fente de balayage
est la taille de champ de vue du col (xFOV , figure 2.2) multiplié par le grandissement jusqu’à la
fente. Un deuxième GM (GM2), aussi conjugué avec la pupille arrière de l’objectif de détection,
avec la lentille L10, et synchronisé avec le déplacement du col, va balayer la ligne conjuguée
avec la fente à l’entrée du ESWFS et ainsi reconstruire les imagettes filtrées sur le capteur. Le
temps d’exposition minimal du capteur est donc le temps nécessaire pour que le col parcourt
l’ensemble du champ de vue de l’ESWFS.

Les lentilles 8 à 11 permettent de conjuguer les GM et l’EWFS avec la pupille arrière de l’objectif
de détection. Les lentilles 8 à 11 ont une distance focale de 75 mm. La lentille L12 de focale 80 mm
permet aussi d’ajuster la taille du faisceau à la taille de la matrice de microlentilles de l’ESWFS
en divisant la taille du faisceau d’un facteur 3.

2.3.3 Choix de l’actionneur piézoélectrique de la voie d’excitation

Avec ces choix de lentilles à la détection, le grandissement du microscope entre l’échantillon et
la caméra est donc de :

Mmicroscope =
L5
fobj

· L7
L6

= 27.78 (2.14)

Le champ de vue du microscope est donc de 480 µm x 480 µm (taille du capteur divisé par le
grandissement Mmicroscope). Pour déterminer l’actionneur piézoélectrique dont nous avons be-
soin dans le système RF, il faut déterminer la distance que doit parcourir le miroir pour déplacer
le col du faisceau dans tout le champ de vue. Si le miroir RF est déplacé d’une distance d, le col
du faisceau est déplacé d’une distance d′ telle que :

d′ = 2 · d · Ma (2.15)

avec Ma le grandissement axial du système RF, défini par l’équation 2.10 et valant 0,73. Le fac-
teur 2 dans cette équation 2.15 provient de la géométrie en réflexion : pour tout déplacement du
miroir, le trajet optique entre l’objectif RF et le miroir est augmenté ou diminué de deux fois ce
déplacement. Pour couvrir une distance de 480 µm, le miroir doit se déplacer d’une distance de
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FIGURE 2.6 – Microscopie confocale à feuille de lumière avec un ESWFS. Le signal de fluorescence
est émis sur l’ensemble du trajet dui faisceau d’excitation, à la fois au foyer de la caméra (lignes
continues bleues et rouges) et hors du foyer (lignes continues jaunes) : seuls les photons balistiques
provenant du col de l’excitation sont correctement focalisés dans l’ouverture du filtre spatial (fente)
par le premier système de balayage optique. Le second système de balayage optique image les

photons balistiques sur l’ESWFS.

.



2.4. Pilotage des instruments 55

330 µm. Nous avons donc choisi l’actionneur P-603.5S2 (Physik Instrumente) qui a une capacité
de déformation de 500 µm. Ce choix est justifié par le fait que la plupart des actionneurs piézo-
électriques commerciaux ont une capacité de 500 µm ou 300 µm, 300 µm étant insuffisants, 500
µm laissant une marge de manœuvre. De plus, cet actionneur a déjà fait ses preuves dans un
système ASLM [88].

2.3.4 Porte échantillon

FIGURE 2.7 – Porte échantillon. Une gra-
duation correspond à 1 cm.

L’échantillon est déposé dans un cuve réalisée à l’im-
primante 3D (figure 2.7). Son volume de 15 mL permet
d’y plonger les deux objectifs. Il est possible de dépo-
ser une lamelle au fond ou de l’agarose pour mainte-
nir l’échantillon. L’échantillon est déplacé grâce à trois
platines motorisées (PT3-Z8, Thorlabs). A cause de l’in-
clinaison à 45°, il est nécessaire d’utiliser deux platines
simultanément pour déplacer l’échantillon dans les di-
rections des axes des objectifs. Le pas minimum de ces
platines est de 0,05 µm, ce qui est largement suffisant
pour réaliser des piles d’images avec un bon échantillo-
nage axial. Cependant, lorsqu’une platine est déplacée

à une position puis ramenée à sa position initiale, la position finale n’est pas exactement la po-
sition initiale à cause du phénomène d’hystérésis. Il peut y avoir un décalage allant jusqu’à 8
µm entre les deux positions, ce qui peut être un problème pour comparer des piles d’images du
même échantillon acquis avec des paramètres différents. Pour compenser ce problème, la platine
doit revenir un peu plus loin que la position initiale, puis y revenir avec le sens de déplacement
correspondant à la précédente acquisition.

2.4 Pilotage des instruments

Notre système est composé d’éléments actifs qui doivent interagir entre eux et être contrôlés
par l’utilisateur (voir figure 2.8). Les positions de l’actionneur piézoélectrique (miroir RF) et des
miroirs galvanométriques dépendent des tensions à leurs bornes. Les tensions sont contrôlées
avec une carte DAQ. Les caméras échangent avec le DAQ des signaux pour synchroniser les
différents éléments de l’acquisition d’image. Les images sont envoyées à l’ordinateur et affichées
par une interface graphique qui permet aussi de contrôler les différents éléments. Le pilotage
des instruments passe donc par la mise en place de la synchronisation des éléments actifs et le
développement d’une interface graphique

2.4.1 Synchronisation

Un des points critiques d’un microscope ASLM est la synchronisation des différents éléments
actifs. S’ils ne sont pas parfaitement synchronisés, les capteurs détecteront le signal provenant
d’une zone illuminée par une région plus épaisse que le col du faisceau d’illumination. Le sec-
tionnement optique dépend donc de cette synchronisation. La figure 2.9 est un chronogramme
du système. Comme nous pouvons le voir sur le chronogramme, l’actionneur doit commencer
à se déplacer avant le début de l’acquisition. Ce délai permet d’éviter des effets d’inertie sur les
premières lignes de pixels. Durant le temps de lecture de la caméra, l’actionneur retourne à sa
position d’origine. Comme l’analyseur de front d’onde a un champ de vue (135 x 135 µm²) plus
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FIGURE 2.9 – Chronogramme du système d’acquisition

.

petit que celui de la caméra (480 x 480 µm²), son acquisition doit commencer après celle de la ca-
méra, et le déplacement des galvanomètres aussi. Afin de compenser un potentiel effet d’inertie
des galvanomètres ou de l’actionneur piézoélectrique, leurs déplacements commencent avant le
début de l’acquisition ( temps représenté par la case « Délai » sur le chronogramme 2.9).

La carte DAQ doit délivrer un ensemble de signaux aux différents instruments à des instants
précis, un signal étant une liste de valeurs de tension. La méthode la plus rudimentaire de syn-
chroniser est de déclencher le démarrage des tâches en même temps. Avec uniquement un pro-
gramme, les tâches vont démarrer les unes après les autres, avec un retard qui dépend du temps
d’exécution du code. Pour éviter ce retard, il est possible de configurer les tâches pour qu’elles
démarrent sur un déclenchement matériel plutôt qu’en appelant une fonction logicielle. Ce dé-
clenchement peut soit provenir d’une tâche maîtresse, qui va envoyer un signal aux autres tâches
esclaves, qui commenceront leur acquisition ou génération à la réception du signal. Ce signal de
déclenchement peut aussi provenir d’une horloge externe, comme la caméra Orca Flash qui peut
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FIGURE 2.10 – Synchronisation du système par cadencement

.

envoyer différents types de signaux programmables au cours de l’acquisition. Cette méthode de
synchronisation est la plus simple à mettre en place, mais elle possède deux défauts. Le premier
est qu’il faut s’assurer que la cadence (nombre de points du signal envoyé par seconde) est iden-
tique pour les différentes tâches. Si ce n’est pas le cas, le système finira par se désynchroniser. Il
est possible d’indiquer la même cadence aux tâches du DAQ, mais il se peut que cette cadence ne
soit pas la même que celle de la caméra (qui est le nombre de ligne de pixels exposé par seconde)
ou bien que les cadencements des tâches dérivent les uns des autres. Le deuxième problème est
le besoin de remettre en place le déclenchement pour démarrer l’acquisition de l’image suivante.
Cette étape peut prendre plusieurs centaines de millisecondes, et réduire drastiquement la vi-
tesse d’acquisition du système.

Une deuxième méthode de synchronisation plus robuste est la synchronisation par horloge
d’échantillonnage. Il est possible d’indiquer à chaque tâche une source de cadencement. À chaque
signal envoyé par cette source, les taches vont acquérir ou générer une valeur. Les DAQ peuvent
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suivre une cadence de plusieurs millions de points par seconde, ce qui est largement suffisant
pour notre système. La source de cadencement peut être le signal Hsync (Horizontal Synchroni-
sation) de la caméra Orca (voir figure 2.10). La caméra émettra une impulsion après un certain
délai à partir de la fin de la lecture pour chaque ligne. À chaque impulsion reçue, le DAQ va
émettre la valeur suivante de la liste de tensions du signal. Cadencer le DAQ avec ce signal
permet d’assurer la synchronisation avec la caméra. De plus, ce mode de synchronisation est
plus rapide, car il n’y a pas besoin de le remettre en place entre chaque image. Ici, le DAQ va
émettre des signaux tant qu’il reçoit les signaux de la caméra. S’il arrive à la fin de la liste qu’il
devait émettre, il va recommencer l’émission depuis le début de la liste. Pour éviter une désyn-
chronisation, il faut donc s’assurer que les signaux sont des listes dont la taille sont le nombre
d’impulsions Hsync émises durant l’acquisition d’une image, à savoir :

nHsync = nPre−Hsync + nLigneFOV + nLigneCol (2.16)

où nPre−Hsync est le nombre d’impulsions envoyées par la caméra avant le début de l’acquisition.
Ce nombre est choisi par l’utilisateur. Il permet d’augmenter le temps de retour des instruments
pour éviter de les endommager en revenant trop brusquement à la position de départ. nLigneFOV

est le nombre de lignes de pixels dans le champ de vue de la caméra. nLigneCol est le nombre de
lignes nécessaires pour imager le col du faisceau d’excitation. Ce nombre est aussi le rapport
entre le temps d’exposition et l’intervalle entre deux lignes. Après avoir réceptionné les nHsync

impulsions, le DAQ va vérifier s’il doit s’arrêter ou changer les valeurs des tensions envoyées
aux instruments, puis envoyer à nouveau nHsync valeurs à chaque tâche.

Avec cette méthode de synchronisation, les lignes de pixels de la caméra sont utilisées comme
repère, au lieu d’utiliser un repère temporel. Il est plus simple de déterminer la position et la
taille du champ de vue de l’analyseur du front d’onde par rapport à celui de la caméra que de
déterminer le temps entre le début de l’acquisition de la caméra et celui de l’analyseur. Il est
aussi plus simple de déterminer nLigneCol , le temps d’exposition ou d’acquisition que l’intervalle
de temps entre chaque ligne, qui est le cadencement. Le cadencement des impulsions Hsync va
donc être déterminé par les paramètres entrés par l’utilisateur. La cadence d’écriture du DAQ
suivra celle de la caméra, ce qui simplifie l’utilisation : il n’y aura plus besoin de redéfinir la
cadence du DAQ à chaque changement des paramètres d’acquisition.

Pour finir sur la synchronisation des instruments, la figure 2.10 montre la limite de l’ASLM.
L’ASLM est une technique qui mélange microscopie à feuille de lumière et microscopie confocale
et donc hérite des avantages (bloque le signal hors-focus) et des inconvénients de ces techniques.
Un des inconvénients est le temps d’acquisition plus important que les autres techniques d’ima-
gerie plein champ, dû au balayage. En effet, plus le champ de vision, i.e. nLigneFOV , est grand
pour un nombre nLigneCol donné, plus le temps d’acquisition est long. L’allongement du temps
d’acquisition peut se compenser par un temps d’exposition des pixels plus court au prix d’un
signal détecté plus faible. À titre d’exemple, pour une feuille de lumière dont le col du faisceau
fait 5 µm de long, pour imager un champ de 400 µm avec un temps d’exposition de 5 ms par
ligne de pixels, le temps d’acquisition sera de 400 ms. Ceci est un des inconvénients de la micro-
scopie confocale. Ainsi, pour l’imagerie de cellules vivantes, il faut soit travailler avec un champ
de vue plus petit, soit réduire le temps d’exposition, soit réduire la résolution axiale en rédui-
sant l’ouverture numérique d’excitation, avec une fente réglable devant la lentille cylindrique.
L’utilisateur devra donc ajuster ces paramètres en fonction de ses besoins, ce qu’il pourra faire
via le logiciel.
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2.4.2 Logiciel - Interface graphique

Lors de l’utilisation du microscope, l’utilisateur a besoin de pouvoir voir les images, modifier
les paramètres d’acquisition, lancer des taches particulières, par exemple déplacer l’échantillon,
enregistrer les images, ou bien les deux en même temps pour faire une pile 3D de l’échantillon.
Les instruments ont chacun leur logiciel de pilotage. Dans le cas de notre microscope, il faut au
moins 5 logiciels pour le piloter : un pour la caméra, un pour le DAQ, un pour les platines de
l’échantillon, un pour l’analyse du front d’onde et un autre pour la correction. Il faudrait donc
utiliser simultanément ces 5 logiciels pour contrôler le microscope, ce qui est impossible lorsque
l’on veut faire une pile d’une centaine d’images par exemple. Pour que le contrôle du microscope
soit plus ergonomique, nous avons décidé de regrouper tous les logiciels dans un seul logiciel

Il existe plusieurs logiciels de contrôle de microscope en libre accès, chacun ayant ses propres
avantages et inconvénients : µManager[101], Python Microscope[102], PYthon Microscopy En-
vironment[103], Pycro-Manager[104] ou bien le logiciel des inventeurs du ASLM [100]. Il existe
aussi des options commerciales viables telles qu’Inscoper, LabView et MATLAB. Mais il est trop
complexe d’intégrer tous les outils d’OA d’Imagine Optic à ces logiciels déjà existants. De plus,
la plupart des logiciels en libre accès ont une architecture multithreading qui les rend assez lents
quand le nombre de tâches augmente (voir section b.). Nous avons donc décidé de créer notre
propre logiciel développé sous Python, nommé Pikao.

Python est un langage de programmation qui peut s’utiliser dans de nombreux contextes et
s’adapter à tout type d’utilisation grâce à des bibliothèques spécialisées. Il est cependant particu-
lièrement utilisé comme langage de script pour automatiser des tâches simples mais fastidieuses
ou par la communauté scientifique qui utilise les nombreuses bibliothèques optimisées destinées
au calcul numérique. Tous les instruments du microscope ont des bibliothèques Python pour les
piloter. Il existe également des bibliothèques destinées au calcul (numpy, scipy, ...) et à l’analyse
des images. Python est le langage qui semble le plus approprié pour piloter notre microscope.
De plus, nous voulons utiliser ce logiciel pour tous nos microscopes, comme le 2 photons ou le
premier microscope à feuille de lumière développé, pour faciliter leurs utilisations et avoir un
logiciel commun à tous les systèmes d’OA de l’équipe.

a. Besoins de notre logiciel

Pour développer ce logiciel nous avons donc besoin de déterminer ce qu’il doit effectuer. Il y a
trois tâches qui sont essentielles à nos 3 microscopes : l’acquisition, la mesure de front d’onde
(et sa correction) et la mise en place d’une interface graphique pour contrôler le microscope et
afficher les images et les résultats. L’acquisition est propre à chaque microscope : elle dépend des
détecteurs et des autres instruments (actionneur piézoélectrique, galvanomètres, ...) et de com-
ment sont synchronisés ses instruments. La mesure de front d’onde est la même pour tous les
microscopes. La partie interface graphique permet de changer les valeurs de tous les paramètres
et aussi d’afficher des images ou des valeurs. L’interface a été réalisée avec les bibliothèques Py-
QtGraph pour l’affichage d’image et PyQt/PySide pour le reste (fenêtres, boutons, entrées, ...).
Elle est la même pour tous les microscopes, sauf ce qui est dédié au contrôle de l’acquisition.

Le logiciel doit au démarrage charger le script de l’acquisition et le panneau de contrôle de
l’acquisition. Comme Python est un langage orienté objet, il est facile de substituer un objet
acquisition par un autre, tant qu’ils ont les mêmes fonctions. Le logiciel doit aussi se connecter
à tous les instruments puis afficher l’interface. Les scripts et les panneaux pour la mesure et
la correction du front d’onde sont les mêmes pour tous les microscopes. Cependant, chaque
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microscope peut effectuer des tâches supplémentaires qui lui sont propres, comme effectuer des
piles d’images, changer la puissance d’un laser d’excitation, mesurer une valeur particulière.
L’interface va donc rajouter ses modules lors du démarrage.

Lors de l’utilisation, il faut d’abord récupérer les images de la caméra et de l’analyseur de front
d’onde, mesurer le front d’onde, effectuer une autre tâche si nécessaire, puis afficher les images
et les résultats. Le problème est que si les tâches sont effectuées les unes après les autres, comme
représentées la figure 2.11, le temps entre chaque image affichée est bien plus long que le temps
d’acquisition. L’acquisition est un processus qui dure 10 ms à 1 seconde. La mesure de front
d’onde en source étendue prend une centaine de millisecondes. Si d’autres tâches sont rajoutées
à cela, comme mesurer et tracer le contraste des lignes de la caméra, ce qui sera utile pour la sec-
tion 2.5, la fréquence de rafraîchissement diminue, le temps de réponse augmente, et le logiciel
finit par s’arrêter. De plus, il est compliqué d’observer et d’analyser une évolution si le temps
entre deux images est trop long. Cette évolution peut être l’impact de l’angle d’un miroir sur le
système, de la correction du front d’onde, ou bien le déplacement de l’échantillon.

Acquisition
(10ms à 1s)

Mesure du 
front d'onde

(100ms)
Autre tâche

Actualisation 
de l'interface
(10 à 30ms)

Acquisition

FIGURE 2.11 – Synchronisation du système par cadencement

.

Afin d’améliorer les performances du logiciel, il est nécessaire de paralléliser les tâches, comme
sur la figure 2.12. Avec une telle architecture, l’acquisition, par exemple, fournira des images
en boucle, sans attendre la fin des autres tâches. La fréquence de rafraîchissement de l’inter-
face augmentera, ce qui facilitera l’analyse, et le temps de réponse diminuera, ce qui évite les
ralentissements/arrêts du logiciel.

Il existe plusieurs manières de traiter en parallèle les taches avec Python : soit avec plusieurs
threads, soit avec plusieurs processus.

Acquisition

Mesure du 
front d'onde

Autre tâche

Actualisation 
de l'interface

Autre tâche

Acquisition Acquisition

Actualisation 
de l'interface

Actualisation 
de l'interface

Actualisation 
de l'interface

FIGURE 2.12 – Parallélisation des tâches

.
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Thread et processus

Un programme est un fichier exécutable qui consiste en un ensemble d’instructions per-
mettant d’effectuer une certaine tâche et qui est généralement stocké sur le disque de
l’ordinateur. Un processus est un programme qui a été chargé dans la mémoire avec
toutes les ressources dont il a besoin pour fonctionner. Il dispose de son propre espace
mémoire. Un thread est l’unité d’exécution d’un processus. Un processus peut comporter
plusieurs threads, chaque thread utilisant l’espace mémoire du processus et le partageant
avec d’autres threads.

b. Multithreading

Le mulithreading consiste à créer plusieurs threads au sein d’un même processus, qui est le
processus créé au démarrage de l’application. Cette architecture est représentée dans la figure
2.13. Ces threads partagent un espace mémoire, qui est propre au processus où sont stockées les
valeurs des paramètres, les images ou d’autres résultats par exemple. Les threads viennent donc
chercher et modifier des valeurs dans cette mémoire. Via l’interface, l’utilisateur peut modifier
des valeurs, celle des paramètres principalement, ou bien récupérer les images pour les afficher.
Les threads communiquent entre eux en envoyant des signaux. L’utilisateur peut aussi envoyer
des signaux aux threads, pour les démarrer ou les arrêter par exemple. Cette architecture est
simple à mettre en place, mais les threads ne s’exécutent pas vraiment en parallèle. Il y a un
verrou sur l’interpréteur Python, le « Global Interpreter Lock » (GIL). L’interpréteur est un outil
dont la tâche est d’analyser, de traduire et d’exécuter les programmes écrits en Python. Avec
ce verrou, un seul thread peut être interprété à la fois. Cela signifie qu’un seul thread peut se
trouver dans un état d’exécution à un moment donné, comme montré sur la figure 2.13. D’un
point de vue utilisateur, nous avons l’impression que le logiciel est plus rapide, car l’interface
est un peu plus souvent mise à jour, mais en réalité le logiciel n’est pas plus rapide, voir même
plus lent, car l’interpréteur n’arrête pas de passer d’un thread à un autre.

c. Multiprocessing

L’autre solution pour paralléliser les taches consiste à créer plusieurs processus. Le processus
0, créé au démarrage, va créer un processus enfant pour chaque tache lourde : l’acquisition ou
la mesure de front d’onde par exemple (voir figure 2.14). La principale difficulté avec cette ar-
chitecture est le partage de données entre les processus. En effet, chaque processus possède
sa propre mémoire. Une variable dans le processus 0 est donc inaccessible au processus 1 par
exemple. Pour échanger des données, il faut créer des espaces mémoires partagés avec la biblio-
thèque « multiprocessing ». Deux processus pourront ainsi partager des données. La contrainte
des mémoires partagées est qu’il faut déclarer les variables (type et taille ou valeur), ce qui est
inhabituel en Python. Chaque processus enfant partage les variables avec le processus 0, qui
sert de relais entre les processus enfants. Le processus 0 s’occupe aussi de l’interface (Thread 0)
et d’échanger les signaux entre l’interface et les threads (Thread 1). Les signaux sont envoyés à
travers des « pipes ». Entre chaque tache, le processus va envoyer des signaux (tâche terminée,
...) et lire les signaux qui sont arrivés pendant qu’il effectuait sa tâche (arrêter la tâche, changer
une valeur, ...).
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T

Temps

Processus - Application

Mémoire

Interface

Thread 0 - Mise à jour de l'interface

Thread 2 - Mesure du front d'onde

Thread 1 - Acquisition

Thread 3 - Autre tâche

FIGURE 2.13 – Chronogramme du logiciel avec une architecture multithreads. Les flèches pleines
sont des échanges de valeur, celles en pointillées des échanges de signaux.

d. Comparaison des deux architectures

L’architecture multiprocessus est plus difficile à mettre en place que l’architecture multithrea-
ding. Mais le gain est important : le logiciel affiche 2 à 5 fois plus d’images par seconde avec
une architecture multiprocessus (lignes FPS du tableau 2.1). Une image caméra a une résolution
de 2048 x 2048, codée sur 16 bits, une image WFS est une image 1032 x 778 codée sur 8 bits,
et l’image du front d’onde mesure 23 x 17 en 8 bits aussi. Ces différences de tailles expliquent
les différences de fréquences d’affichage entre les 3, pour les deux architectures. Dans l’archi-
tecture mulithreading, c’est le nombre de tâches en concurrence qui va ralentir l’interface, alors
que dans l’architecture multiprocessus, c’est le nombre de signaux à traiter par le processus 0
qui augmente avec le nombre de tâches. De plus, dans l’architecture multithreading, lorsqu’une
nouvelle tâche est lancée alors que le nombre de tâches est déjà conséquent, le logiciel se bloque
et ne répond plus. Dans l’architecture multiprocessus, les processus étant indépendants les uns
des autres, ils ne sont pas affectés par le nombre de processus en cours, tant que la machine peut
le supporter. Ainsi, la vitesse de mesure de front d’onde est quasiment constante avec ce type
d’architecture, là où elle diminue drastiquement dans le cas multithreading (lignes WF du ta-
bleau 2.1). L’acquisition n’est pas affectée par le nombre de tâches en cours. Pour une acquisition
à 10 Hz, le logiciel va bien récupérer les 10 images. L’acquisition logicielle étant une tâche qui
ne fait qu’attendre les images des caméras et les mettre dans la mémoire, l’ordinateur n’a pas
besoin de leur allouer beaucoup de temps. Nous n’avons pas essayé de mesurer à des vitesses
d’acquisition plus rapide, car nous dépassons rarement les 10 Hz.
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T

Temps

Processus 0 - Application

Mémoire

Interface

Thread 0 - Mise à jour de l'interface

Thread 1 - Gestion des signaux

Thread
Mémoire
partagée

Processus 1 - Acquisition

Thread
Mémoire
partagée

Processus 2 - Mesure du front d'onde

ThreadMémoire
partagée

Processus 3 - Autre tâche

FIGURE 2.14 – Chronogramme du logiciel en multiprocesssus

.

Multithread Multiprocessus
Nombre de tâches 0 1 2 0 1 2

FPS
Caméra 9 7 5 22 22 18

WFS 25 24 20 75 75 58
WF 30 28 25 157 150 120

Acquisition 10 10 10 10 10 10
WF 10 5 3 18 17 17

TABLE 2.1 – Comparaison multithreading et multiprocessing
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e. Conclusion

L’architecture multithreading étant trop lente et limitée pour notre microscope par rapport à l’ar-
chitecture multiprocessus, la première architecture a été abandonnée au profit de la deuxième.
La suite du projet Pikao est de continuer à développer le logiciel pour y ajouter des outils d’ana-
lyse des images ou du front d’onde. Nous souhaitons aussi y ajouter des algorithmes pour au-
tomatiser l’alignement de la feuille de lumière et la synchronisation du système.

2.5 Alignement et synchronisation de la feuille

Une fois que les systèmes d’illumination et de détection ont été alignés indépendamment et
que les éléments actifs sont contrôlables et synchronisables, il faut désormais positionner le plan
d’excitation sur le plan de mise au point de l’objectif de détection et synchroniser physiquement
le système. Ce processus comporte plusieurs étapes :

— Positionner grossièrement la feuille sur le plan focal de l’objectif de détection

— Vérifier que la caméra et l’ESWFS sont correctement positionnés axialement

— Aligner et synchroniser le balayage du col du faisceau par rapport à la caméra.

— Synchroniser l’ESWFS avec la caméra

2.5.1 Positionnement de la feuille de lumière dans le plan focal de l’objectif de dé-
tection

Pour cela, la partie détection est fixée et un échantillon fluorescent est placé sous l’objectif de dé-
tection. Cet échantillon peut être des billes fluorescentes de quelques centaines de nanomètres
figées dans de l’agarose, ou une solution fluorescente comme de l’eau ou de l’agarose liquide
dans laquelle la pointe d’un surligneur fluorescent a été plongée afin qu’il libère des particules
fluorescentes dans le liquide. Puis la partie illumination est déplacée manuellement, d’un seul
bloc, jusqu’à observer du signal de fluorescence sur la caméra de la partie détection. Pour facili-
ter le positionnement, il vaut mieux ne pas utiliser le balayage du faisceau. Les deux parties sont
bien positionnées l’une par rapport à l’autre quand le col du faisceau est visible sur la caméra,
comme sur la figure 2.15. Le col du faisceau correspond aux lignes de pixels avec un contraste
bien supérieur au reste de l’image, car le signal de fond, provenant des particules hors focus,
n’existe pas au niveau du col.

Contraste

Le contraste est la façon dont le noir peut être distingué du blanc à une résolution donnée.
Le contraste peut être calculé selon l’équation suivante :

Contraste =
Imax − Imin

Imax + Imin
(2.17)

où Imax est l’intensité maximale (généralement en valeurs de niveaux de gris des pixels)
et Imin est l’intensité minimale. Un contraste maximal est égal à 1.

Pour se baser sur un critère pas uniquement visuel, le contraste des lignes de l’image est calculé
et affiché par l’interface graphique. Une fois que les deux blocs d’illumination et de détection
sont alignés, il est désormais possible d’observer des objets fluorescents sue la caméra. Avant de
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Moyenne locale
Valeurs brutes Col du faisceau

100 µm

Col du faisceau

FIGURE 2.15 – Alignement de l’illumination par rapport à la détection. Image caméra d’une so-
lution fluorescente (eau mélangée à de la fluorescéine). Image du col du faisceau (à gauche) et

contraste par ligne (à droite). Taille du champ de vue (480 µm x 480 µm)

continuer l’alignement de la feuille, il est préférable de vérifier que la caméra et l’ESWFS sont
tous les deux conjugués avec le même plan, le plan focal de l’objectif de détection.

2.5.2 Vérification de la conjugaison de la caméra et du ESWFS avec l’objectif de
détection

Pour cela, il est nécessaire de s’assurer que l’analyseur et la caméra imagent le plan focal de l’ob-
jectif de détection, en utilisant des billes fluorescentes de 2 µm de diamètre immobilisées dans
un gel d’agarose. La concentration de billes doit être suffisamment faible pour n’avoir qu’une
seule bille dans le champ de vue de l’analyseur de front d’onde. L’aberration de focus mesurée
par l’ESWFS peut être minimisée en déplaçant la bille axialement, en ajustant la feuille afin de
toujours éclairer le plan de la bille. Le déplacement de la feuille s’effectue en ajustant l’angle
d’inclinaison du miroir M1, car ce miroir est conjugué avec la pupille de l’objectif d’illumina-
tion (figure2.4). Ensuite, il faut ajuster la conjugaison avec la caméra montée sur une platine de
translation. Le grandissement axial du microscope entre l’objectif et la caméra étant égal à 580,
la translation permet de suivre un déplacement axial de la bille de 20 µm au maximum. S’il est
impossible de corriger le focus sur la caméra grâce à la translation, il est nécessaire de vérifier
l’alignement global du système de détection. Une fois la caméra et l’ESWFS conjugués, un ali-
gnement précis du plan d’illumination par rapport au plan de détection réalisé, en alignant la
feuille de lumière avec la caméra.

2.5.3 Alignement de la feuille de lumière avec la caméra

Pour effectuer cet alignement, il faut reprendre la même solution fluorescente que celle utilisée
pour l’alignement de la section 2.5.1. Avant de balayer le faisceau, la position du col faisceau est
ajusté avec le miroir M1 (figure2.4) pour qu’il soit sur le plan focal de l’objectif de détection. Le
but est ici d’optimiser le contraste sur la ligne, en éclairant uniquement les billes situées sur le
plan focal de la détection.
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Moyenne locale
Valeurs brutes100 µm

FIGURE 2.16 – Synchronisation de l’illumination par rapport à la détection. Image caméra d’une so-
lution fluorescente (eau mélangée à de la fluorescéine) Image avec balayage du faisceau (à gauche)

et contraste par ligne (à droite). Taille du champ de vue (480 µm x 480 µm)

a. Synchronisation physique

Une fois la position du faisceau ajustée en Z, il faut synchroniser le balayage du col avec l’acti-
vation des lignes de pixels. Cet alignement peut-être effectué en modifiant la position moyenne
d’oscillation de l’actionneur piézoélectrique, ce qui peut être réalisé de deux manières diffé-
rentes : soit en changeant les tensions envoyées par le DAQ avec le logiciel, soit en déplaçant
l’actionneur physiquement. Pour réaliser la deuxième option, l’actionneur a été positionné sur
une platine de translation. Cette solution était plus simple à utiliser dans un premier temps,
lorsque le logiciel n’était pas encore opérationnel. Le logiciel pourra ensuite être utilisé pour
régler la position de la feuille automatiquement. L’alignement du balayage doit être optimisé
jusqu’à obtenir un contraste homogène sur l’ensemble de l’image, comme sur la figure 2.16.
La position en Z de la feuille peut-être retouchée pour optimiser le contraste sur l’ensemble de
l’image. Le contraste vaut en moyenne 0,55, ce qui correspond au maximum de contraste mesuré
sans balayage (voir figure 2.15 ). Cela signifie que le balayage et l’activation des lignes de pixels
sont correctement synchronisés. Cependant, l’homogénéité du contraste dans l’image dépend
aussi d’alignements plus fins que la synchronisation et la position de la feuille.

b. Alignements fins

Pour finaliser l’alignement de la feuille, il faut analyser l’image caméra. Sur la figure 2.18.c, le
contraste est maximal sur le bas de l’image. Cette inhomogénéité du contraste peut provenir :

— de la feuille de lumière qui n’est pas parallèle au plan focal de l’objectif de détection.

— du mouvement de l’actionneur piézoélectrique qui n’est pas linéaire.

Pour déterminer de quel problème il s’agit, il faut arrêter le balayage du faisceau, et changer
la position du miroir de « remote focusing ». Si les lignes éclairées par le col du faisceau sont
toujours au focus, c’est que l’actionneur piézoélectrique ne se déplace pas correctement (sinon,
c’est que la feuille est inclinée).

Inclinaison de la feuille Pour corriger l’inclinaison de la feuille, il faut déplacer le faisceau
d’illumination dans la pupille de l’objectif d’illumination : soit déplaçant l’objectif avec la vis
micrométrique de sa monture associé à sa position en Z, soit en changeant l’inclinaison du miroir
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(A) Hystérésis de l’actionneur piézoélectrique
(B) Réponse non linéaire de l’actionneur piézo-

électrique

FIGURE 2.17 – Sources d’erreurs sur le déplacement de l’actionneur

M2 (figure2.4) placé sur un plan focal de l’objectif. La deuxième option est plus simple et plus
précise pour corriger l’inclinaison de la feuille, le déplacement de l’objectif pouvant dérégler
l’intégralité de l’alignement de la feuille. Durant cet alignement, il est nécessaire d’ajuster en
même temps la position de la feuille de lumière avec M1 pour que les objets restent au point.

Mouvement de l’actionneur piézoélectrique Il y a deux sources d’erreurs sur le déplacement
de l’actionneur : l’hystérésis et l’inertie (voir Figure 2.17).

— À cause de l’hystérésis, la position de l’actionneur dépend de l’évolution et de la valeur
de la tension. La position finale de l’actionneur ne sera pas la même si la tension passe
de 2 V à 5 V ou de 8 V à 5 V. Les tensions extrêmes pour positionner le col du faisceau
aux extrémités du champ de vue sont déterminées en passant d’une tension à une autre.
En mode balayage, avec une variation cyclique de la tension, ces tensions extrêmes seront
fausses, et l’actionneur ne sera pas aux positions attendues.

— L’inertie de l’actionneur rend le déplacement du col non-linéaire lors du balayage du mi-
roir. Pour résoudre ce problème, il faut modifier le signal envoyé à l’actionneur. En modi-
fiant le signal pour le rendre non linéaire, le déplacement du miroir peut devenir linéaire.
La réponse de l’actionneur change en fonction de la période du signal, ce qui nécessite
d’adapter cette correction à chaque cadence d’acquisition.

Pour compenser ces deux phénomènes, il faut activer le balayage du faisceau, faire varier les
tensions maximales et ajuster la position moyenne d’oscillation pour optimiser le signal en haut
et en bas de l’image. Ensuite, il faut ajuster le signal envoyé à l’actionneur piézoélectrique afin
d’optimiser le contraste sur le centre du champ de vue, tout en conservant la résolution sur les
bords du champ de vue.

Rotation de la feuille de lumière La figure 2.18.d montre une feuille de lumière légèrement
tournée le long de sa direction de propagation. En conséquence, les billes sont floues sur les
bords de l’image, dans la dimension latérale X du champ de vision. Pour corriger ce problème, il
faut tourner la lentille cylindrique avec sa monture afin d’uniformiser le contraste sur l’ensemble
de la ligne. (représentée schématiquement à la figure 2.18.b).
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FIGURE 2.18 – Alignements fins de la feuille de lumière. Les cercles montrent la distribution du
laser d’excitation dans le plan de la pupille de l’objectif d’illumination. L’intersection des lignes
pointillées rouges au-dessus indique le centroïde du plan de la pupille et les lignes pointillées
noires en dessous indiquent le plan focal de l’objectif de détection. a. Inclinaison de la feuille en
fonction de la position du faisceau sur la pupille de l’objectif. b. La feuille de lumière est légèrement
tournée dans le plan X-Z et n’est donc pas alignée sur le plan focal de l’objectif de détection. Dans
cette illustration, la feuille de lumière se propage vers l’observateur de face. c-e, images de billes
fluorescentes de 100 nm dans de l’agarose, illustrant différents problèmes d’alignement pouvant
survenir lors de la mise en place de l’ASLM : en c, la feuille de lumière ne se propage pas le long
du plan focal de l’objectif de détection, et les billes sont floues le long de l’axe Y ; en d, la feuille
de lumière est légèrement tournée par rapport au plan focal, et par conséquent, les billes sont
floues le long de l’axe X ; en e, une direction de propagation mal alignée de la feuille de lumière
est combinée à un désalignement de rotation de la feuille, et par conséquent, seules les billes d’une

bande diagonale sont au point. Barre d’échelle, 100 µm. Extrait de [100]

.
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Rotation de la caméra Une autre source de non-uniformité dans la direction X est que les
lignes de pixels ne sont pas alignées avec l’image du col du faisceau (et sa direction de ba-
layage), comme sur la figure 2.19.a. Par conséquent, l’activation des lignes de pixels n’est pas
synchronisée avec le balayage du faisceau sur l’ensemble de la caméra. Pour vérifier si le pro-
blème provient bien de ce désalignement, il suffit de désynchroniser légèrement le système. Si
les régions nettes du champ de vision changent dans la direction X, cela indique une inclinai-
son de la caméra. Pour le corriger, il faut effectuer une rotation de la caméra et resynchroniser
le balayage. La caméra a donc été fixée à une monture rotative pour corriger cet alignement.

FIGURE 2.19 – Désalignement rotationnel entre la
taille du faisceau et la caméra. a. L’image du col du
faisceau, en bleu, est légèrement tournée dans le plan
X-Y par rapport à la caméra (gris, en bas). b. Après
une légère rotation de la caméra, le col du faisceau
est correctement aligné sur la grille de pixels de la

caméra. Extrait de [100]

Complexité de l’alignement Les problèmes
d’alignement décrits ci-dessus peuvent se
produire ensemble comme montré sur la fi-
gure 2.18.e, ce qui complique énormément
l’interprétation de l’alignement de la feuille
avec l’image de la caméra. Il est donc né-
cessaire de répéter les différents alignements
pour converger vers un positionnement par-
fait. Ce processus itératif est incompatible
avec l’imagerie de fluorescence, car l’échan-
tillon peut avoir photoblanchi le temps de cor-
riger la feuille. De plus, l’alignement dans un
échantillon biologique complexe avec un mar-
quage non homogène spatialement ou en in-
tensité rend la tâche beaucoup plus complexe.

Pour avoir un alignement optimal à chaque nouvel échantillon, il était nécessaire d’améliorer la
stabilité du microscope et la reproductibilité du montage de l’échantillon. Une source d’insta-
bilité sont les objectifs, qui peuvent bouger en déplaçant l’échantillon ou lorsqu’on les nettoie.
Pour stabiliser les objectifs, ils sont maintenus par une monture en forme d’équerre (voir Annexe
A). L’objectif d’illumination peut encore se déplacer latéralement, afin d’effectuer des réglages
si nécessaire, mais pas l’objectif de détection. Les deux peuvent se déplacer axialement pour
ajuster le focus si besoin.

De plus, comme nous le verrons dans le chapitre 4, nous avons amélioré la reproductibilité de
la préparation de l’échantillon, en utilisant des carottes d’agarose de 1 mm de diamètre. Grâce
à ces améliorations, il suffit d’ajuster la synchronisation et la position de la feuille entre chaque
échantillon, qui sont perturbés par les aberrations de l’échantillon.

2.5.4 Alignement de l’analyseur de front d’onde

Pour synchroniser l’analyseur de front d’onde avec la feuille de lumière, il est difficile d’utili-
ser des petits objets comme pour la caméra. En effet, l’échantillonnage sur l’analyseur de front
d’onde est de 4 µm par pixel, contre 235 nm pour la caméra. Il est donc nécessaire d’utiliser des
objets qui font au moins 1 ou 2 microns pour aligner l’analyseur de front d’onde. Il est possible
de synchroniser l’analyseur comme la caméra, en optimisant le contraste.

Pour aligner l’analyseur avec la feuille, nous allons l’aligner par rapport à la caméra, qui est
déjà alignée et synchronisée avec le feuille. Le champ de vue du ESWFS est trois fois plus petit
et centré sur le champ de vue de la caméra. Pour déterminer la position du champ de vue de
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l’analyseur dans celui de la caméra, une bille est déplacée en haut et en bas du champ de vue de
l’analyseur. Les lignes de la caméra où la bille disparaît du champ de vue l’ESWFS délimitent
approximativement la position de ce dernier par rapport à la caméra. Le nombre d’impulsions
envoyées par la caméra avant le début de l’acquisition de ESWFS est le nombre de lignes entre le
bord de la caméra et la première ligne de délimitation vue par l’analyseur. La distance entre les
deux lignes de délimitation donne le nombre d’impulsions qui doivent être émises par la caméra
durant l’acquisition du ESWFS, et donc la durée de cette acquisition.

Enfin, pour assurer un effet confocal, la taille de la fente de balayage placée entre les deux miroirs
galvanométriques doit correspondre à la taille de champ de vue du col (xFOV=4,2 µm, figure 2.2)
multiplié par le grandissement jusqu’à la fente (x 27,8), soit 116 µm. La taille et la position de la
fente seront détaillées dans le chapitre suivant.

Ensuite, il convient d’utiliser un échantillon avec une concentration en billes plus importante.
Idéalement, il doit y avoir plusieurs billes dans le champ de vue de l’analyseur, séparées pour
pouvoir être distinguées. En démarrant l’acquisition du microscope avec le balayage du faisceau
et des miroirs galvanométriques, il est possible d’identifier les billes sur la caméra et sur l’ana-
lyseur qui sont sur le plan focal de l’objectif de détection. Les mêmes objets doivent être visibles
sur les deux images, comme sur la figure 2.20. Si ce n’est pas le cas, il faut vérifier que le focus
mesuré par l’analyseur n’a pas changé par rapport à la première mesure. Ensuite, il est néces-
saire d’ajuster le nombre d’impulsions avant et pendant l’acquisition, dans un premier temps
pour identifier les mêmes objets sur les deux capteurs, puis enlever les objets qui apparaissent
sur l’analyseur, mais pas la caméra, comme sur la figure 2.20, et enfin optimiser l’intensité du
signal sur l’analyseur.

FIGURE 2.20 – Synchronisation du balayage avec l’analyseur de front d’onde de type Shack-
Hartmann. Des billes fluorescentes de 2 µm de diamètre sont imagées par l’analyseur (a et b)
et la caméra (c). Le carré bleu délimite le champ de vue de l’analyseur (taille du champ de
vue :140µmx140µm). a. Image lorsque l’analyseur n’est pas synchronisé avec la caméra et le ba-
layage du faisceau. b. Image lorsque l’analyseur est synchronisé avec la caméra et le balayage du

faisceau

.

2.6 Conclusion

Dans ce chapitre, nous avons décrit la conception et la fabrication d’un microscope à feuille de
lumière confocal à balayage axial du faisceau d’excitation, combiné à la détection à une boucle
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d’optique adaptative basée sur la mesure du front d’onde en source étendue. Le chapitre pré-
sente la dernière version du microscope. Il y a eu plusieurs versions avec différentes configura-
tions pour pouvoir placer toutes les optiques sur les planches à 45° avec les objectifs à la même
hauteur, le miroir déformable orienté vers le bas pour éviter le dépôt de poussières . Les com-
binaisons de lentilles ont été ajustées pour fournir la meilleure illumination, des miroirs ont été
ajoutés pour corriger la position de la feuille et son inclinaison.

L’alignement, la synchronisation et le pilotage via le logiciel ont nécessité plusieurs mois de
mise au point, et furent critiques pour le bon fonctionnement du microscope. L’alignement et
la synchronisation, qui sont étroitement liés, ont été difficiles à comprendre et à optimiser tant
les causes de dérèglements sont possibles et enchevêtrées. La mise en place du logiciel a aussi
nécessité beaucoup de temps, car je partais d’un logiciel inadapté pour la microscopie et de
connaissances basiques en Python. Son développement a permis d’obtenir des résultats promet-
teurs sur la correction d’aberrations en 3D dans des échantillons biologiques vivants, comme
nous le verrons dans le dernier chapitre. Avant cela, la caractérisation du microscope, en par-
ticulier le sectionnement optique et la mesure de front d’onde sur des échantillons calibrés, est
présentée.
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Dans ce chapitre, je présente les travaux réalisés pour caractériser le montage et quantifier ses
performances. Dans un premier temps, les caractéristiques de l’illumination seront présentées :
le balayage, la taille et la puissance de la feuille de lumière au niveau de l’échantillon. Dans un
second temps, nous nous intéresserons à la partie optique adaptative. Nous regarderons d’abord
les conséquences de la taille de la fente sur la mesure de front d’onde, puis sur la correction.

3.1 Caractérisation de la feuille de lumière

Pour la caractérisation de la feuille de lumière, les paramètres suivants doivent être mesurés :

— le déplacement du col du faisceau : il doit varier linéairement avec celui du miroir de RF
et le champ de vue doit être entièrement couvert par le balayage du col ;

— l’épaisseur de la feuille, pour déterminer expérimentalement le sectionnement optique du
microscope et ajuster les réglages de la détection ;

— la puissance du faisceau d’illumination au niveau de l’échantillon, pour évaluer les pertes
de puissance intrinsèques au système d’excitation.

3.1.1 Déplacement du col

Pour le système ASLM, comme nous l’avons vu dans le chapitre 2, le déplacement du col du
faisceau doit être synchronisé avec les pixels actifs de la caméra. Ce déplacement dépend de la
position du miroir RF monté sur l’actionneur piézoélectrique. Pour vérifier que le col se déplace
correctement par rapport au miroir, le faisceau a été tourné de 90° grâce à la monture rotative
de la lentille cylindrique. Le col du faisceau est ainsi bien visible sur l’image caméra lorsque les
deux objectifs sont plongés dans l’eau (en retirant les filtres de fluorescence), car nous pouvons
observer directement la lumière diffusée. La position du maximum d’intensité de l’image peut
être associée à la position du col du faisceau la densité de puissance est la plus élevée. La figure
3.1 montre le déplacement du col du faisceau en fonction de la position du miroir. Le balayage est
continu et dure 1 seconde. La caméra réalise une séquence d’images avec des temps d’acquisition
de 10 ms pour chaque image.

On observe que le déplacement du col est linéaire avec le déplacement du miroir. Le coefficient
directeur de cette droite vaut 1,37. Pour rappel, la valeur théorique du déplacement est donnée
par l’équation 2.15 et vaut 1,46. La différence entre ces deux valeurs provient sûrement de l’incer-
titude sur le déplacement du miroir, qui dépend de la tension aux bornes de l’actionneur. Cette
configuration nous permet donc bien de balayer linéairement le col du faisceau sur l’ensemble
du champ de vue de la caméra, sans utiliser la totalité de la portée de déplacement de l’action-
neur (350 µm de course sur les 500 µm disponibles). Il est cependant à noter que la linéarité de
l’actionneur dépend de la vitesse de balayage imposée. Lors du balayage continu du champ de
vue à une fréquence pouvant atteindre 10 Hz, la réponse de l’actionneur piézoélectrique devient
non linéaire : j’ai compensé cela en modifiant la consigne de déplacement envoyée à l’actionneur
pour son déplacement devienne linéaire.

3.1.2 Sectionnement optique

Le microscope a été conçu pour générer une feuille de lumière très focalisée en utilisant un
objectif d’illumination ayant une ouverture numérique de 0,6. Théoriquement, la feuille a une
épaisseur de 530 nm au niveau du col. Pour vérifier expérimentalement l’épaisseur de la feuille,
nous avons conçu et employé plusieurs méthodes.
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FIGURE 3.1 – Déplacement du col du faisceau en fonction de la position du miroir de « remote
focusing ». Barre d’échelle : 100 µm

.
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Taille du faisceau en entrée du
système « remote focusing » (en mm)

2ω0 théorique
(en µm)

2ω0 expérimental
(en µm)

Divergence θ
(en degrés)

2ω0(θ)
(en µm)

1 5.37 12.06 1.39± 0.03 11.1± 12.0
2 2.69 17.07 5.31± 0.02 2.9± 0.6
3 1.79 24.11 9.01± 0.02 1.7± 0.2
4 1.34 30.52 12.49± 0.03 1.2± 0.1
5 1.07 37.64 15.17± 0.03 1.0± 0.1
6 0.89 44.75 18.05± 0.04 0.9± 0.1
7 0.77 44.77 18.23± 0.04 0.8± 0.1
8 0.67 58.69 19.67± 0.04 0.8± 0.1

TABLE 3.1 – Comparaison des résultats expérimentaux de mesure d’épaisseur de feuille avec les
valeurs théoriques en fonction de la taille du faisceau en entrée de l’objectif de RF.

a. Mesure de la divergence du faisceau

La première méthode déployée consiste à orienter la lentille cylindrique à 90° de sa position
initiale et à illuminer un échantillon uniformément fluorescent. Ainsi, en l’absence de balayage
du faisceau, la propagation du faisceau gaussien dans l’échantillon est imagée sur la caméra
scientifique, comme représenté en Figure 3.1. En relevant la largeur à mi-hauteur du faisceau le
long de la direction de propagation, nous pouvons déterminer l’épaisseur du faisceau au niveau
de son col. Le diamètre du faisceau ω(z), à toute position z le long de la direction de propagation
du faisceau, est lié à la largeur à mi-hauteur (FWHM(z)) de la distribution d’intensité [105] selon :

2ω(z) =
√

2FWHM(z)√
ln 2

(3.1)

Il est alors possible de déterminer l’épaisseur du faisceau directement au niveau du col égale
à 2ω(0), notée par la suite ω0. En utilisant un diaphragme, il est possible de modifier la taille
du faisceau en entrée du système de RF, et donc de changer l’épaisseur de la feuille de lumière.
Le diamètre du faisceau d’illumination est cependant limité par la pupille de l’objectif de RF,
qui a un diamètre de 8 mm. En configuration nominale, la totalité de la pupille de l’objectif est
illuminée. Les résultats de cette mesure sont présentés dans la troisième colonne tableau 3.1. Ils
sont 2 à 100 fois plus grands que les valeurs théoriques, et ces valeurs mesurées augmentent
lorsque que la focalisation du faisceau est plus forte, ce qui est contraire à l’attendu (deuxième
colonne tableau 3.1). Une observation directe du col du faisceau sur la caméra laisse supposer
une épaisseur de feuille de l’ordre du micron, et non de la dizaine de microns. Une explication
possible est que la rotation de la feuille de lumière de 90° illumine un volume de 500 µm de
profondeur. La fluorescence de l’ensemble de ce volume contribue fortement au signal dans
l’image et rend la mesure impossible. Cet effet est d’autant plus important que le faisceau est
focalisé dans l’échantillon.

Pour mesurer l’épaisseur du faisceau, une autre solution est envisageable, et réalisable dans la
même configuration expérimentale que précédemment. Il est possible de mesurer la largeur du
faisceau à grande distance du col, sur les bords du champ de vue, pour déterminer la divergence
du faisceau θ. L’épaisseur du faisceau au niveau du col en fonction de la divergence du faisceau
est donnée par :
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Elargissement 
de la feuille
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dans un échantillon 
biologique

Dans de l'agarose

FIGURE 3.2 – Profils d’intensité axiaux d’une bille de diamètre 1 µm dans de l’agarose et d’une
bille après que la feuille se soit propagée dans un échantillon biologique.

ω0 =
λexc

π · n · θ
(3.2)

Les résultats, présentés dans le tableau 3.1, sont cohérents avec les valeurs théoriques. Lorsque le
diamètre du faisceau en entrée d’objectif est très petit, l’épaisseur de la feuille varie rapidement.
L’incertitude sur la taille du diaphragme et la détermination de la position du foyer rend la
mesure très imprécise pour des faisceaux de petits diamètres (<2 mm en entrée d’objectif).

b. Mesure de l’épaisseur de la feuille avec des billes

L’épaisseur de la feuille de lumière est mesurable à partir de l’intensité maximale des objets
de diamètre connu en fonction de la distance par rapport au plan focal de détection (voir fi-
gure 3.2). L’intérêt de cette mesure est de pouvoir mesurer le sectionnement optique dans des
échantillons plus complexes, maintenus dans de l’agarose à 1,5%. Pour cela, l’échantillon est dé-
placé axialement par rapport à la détection, par pas de 0.3 µm. Puis nous mesurons la largeur
à mi-hauteur du profil d’intensité en z. Comme cette mesure correspond à la convolution de la
feuille de lumière par l’objet, il faut déconvoluer la largeur à mi-hauteur mesurée par la taille de
l’objet. J’ai réalisé cette mesure pour une dizaine de billes de 1 µm dans le champ observé. En
moyenne, j’ai mesuré une feuille de 1,1±0.3 µm d’épaisseur. La feuille est plus épaisse que la va-
leur théorique et que les valeurs mesurées avec la divergence du faisceau, car nous ne mesurons
pas l’épaisseur minimale du faisceau d’illumination mais l’épaisseur du faisceau effectivement
utilisé pour illuminer l’échantillon (qui s’étend sur la longueur de Rayleigh, égale à 4 µm dans
notre montage).

c. Sectionnement optique dans un échantillon biologique

Ces premières méthodes nous ont permis d’évaluer expérimentalement la qualité du sectionne-
ment optique du microscope au sein d’échantillons simples, uniquement composés d’agarose, et
donc peu aberrants. Ces échantillons ne représentent donc pas la complexité de ceux que nous
souhaitons imager, tels que le poisson-zèbre. Les aberrations induites par ces échantillons dété-
riorent la qualité de l’image à la détection, mais aussi la qualité de la feuille à l’excitation. Nous
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nous attendons donc à ce que la feuille soit plus épaisse dans les milieux biologiques, comme
illustré sur la figure 3.2.

Pour mesurer cet élargissement, nous avons utilisé à nouveau des billes fluorescentes de dia-
mètre connu pour obtenir des profils d’intensité, car les dimensions des éléments fluorescents
dans la larve sont mal connus et variables. La larve est placée dans une solution d’agarose à
1,5% contenant des billes fluorescentes de 1 µm de diamètre. En observant la queue de la larve,
il est possible de comparer l’épaisseur de sectionnement avant et après que la feuille traverse
la queue. La taille de la queue est mesurée à partir de l’image caméra ; elle fait environ 150 µm.
Avant la queue, l’épaisseur de la feuille est de 1,1±0.3 µm contre 1,8±0.5 µm après propagation
à travers la queue. Nous pouvons donc nous attendre à une feuille deux fois plus épaisse dans
les échantillons biologiques similaires à la queue de la larve à une profondeur de 150 µm.

3.1.3 Puissance du laser dans l’échantillon

La dernière caractérisation de l’illumination est la puissance du faisceau du laser au niveau de
l’échantillon. Le système ASLM utilise à l’illumination des diaphragmes et des optiques de po-
larisation de la lumière (voir figure 2), qui engendrent des pertes de puissance. Quantifier ces
pertes permet de connaître la puissance réelle du laser au niveau de l’échantillon, et où ont lieu
les pertes. Pour une puissance de 100 mW indiquée par le logiciel de contrôle du laser, la puis-
sance en sortie de fibre est de 77 mW. Avant la lentille cylindrique, la puissance du faisceau est
de 27,3 mW. Le faisceau étant déjà polarisé en sortie de fibre, c’est principalement le diaphragme
qui bloque le faisceau. Au niveau du miroir de balayage du faisceau, la puissance est 15 mW. Au
niveau de l’entrée de l’objectif d’illumination, la puissance de 8 mW. Au niveau de l’échantillon,
il est impossible de positionner la tête du puissancemètre au niveau du col du faisceau d’illu-
mination à cause de l’objectif de détection, que nous ne pouvons retirer sans dérégler tout le
système. La transmission de l’objectif d’illumination étant de 80% pour les longueurs d’onde du
laser, nous pouvons estimer que la puissance du laser au niveau du col est de 6 mW. Seulement
6% de la puissance est transmise à travers le système d’illumination. Il est possible d’augmen-
ter la transmission en enlevant le diaphragme placé devant la lentille cylindrique, mais dans ce
cas l’illumination de l’échantillon n’est plus homogène. Nous avons donc décidé de garder une
illumination homogène, au détriment de la puissance. Si cette puissance est insuffisante pour les
échantillons biologiques, il est possible de faire le compromis inverse.

3.2 Impact du système confocal sur la mesure de front d’onde

La taille de la fente est un paramètre important du système. Dans un premier temps, l’ouverture
de la fente était de 120 µm, ce qui correspond à la taille de la zone de Rayleigh de l’illumination
au niveau de la fente pour une feuille de lumière de 1 µm d’épaisseur. Cette taille permet d’avoir
le même sectionnement sur la caméra et l’ESWFS. Mais pour la mesure de front d’onde, il est
nécessaire de vérifier l’impact de la taille de la fente sur le signal de l’ESWFS.

3.2.1 Pertes de signal induits par le système confocal

Le signal de fluorescence traverse plus d’optiques pour atteindre l’ESWFS que la caméra (2 mi-
roirs galvanométriques, 5 lentilles et la matrice de microlentilles). D’après les données des fa-
bricants, la transmission totale des optiques entre le séparateur du faisceau entre l’ESWFS et la
caméra et l’ESWFS est de 80%. Ce signal est ensuite divisé entre environ 200 microlentilles. Le
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FIGURE 3.3 – a.Intensité du signal sur l’ESWFS en fonction de la taille de la fente. b.Intensité de
l’objet en fonction du balayage du faisceau. Le maximum d’intensité correspond à l’intensité d’un

objet illuminé par le col du faisceau.

champ de vue d’un pixel de l’ESWFS est de 4 x 4 µm², contre 235 x 235 nm² pour un pixel de
la caméra ORCA. Le champ de vue d’un pixel de l’ESWFS correpond au champ de vue de 290
pixels sur la caméra. Après division par la matrice de microlentilles, 1 pixel de l’ESWFS récolte
donc un signal équivalant à 1,45 pixel de la caméra.

Les pixels de la caméra de l’ESWFS sont beaucoup moins sensibles que ceux de la caméra scien-
tifique ORCA Flash. La sensibilité photoélectrique d’un détecteur est définie comme la relation
entre le signal issu du détecteur et la puissance lumineuse incidente. La sensibilité photoélec-
trique est aussi fonction d’une grandeur appelée « rendement quantique » ou « efficacité quan-
tique ». L’efficacité quantique QE (Quantum Efficiency en anglais) est le rapport entre le nombre
de charges électroniques collectées et le nombre de photons incidents sur une surface photo-
réactive. L’efficacité quantique de la caméra ORCA est de 82% à 560 nm, contre 69% pour le
détecteur de l’ESWFS. Le signal en fonction de la densité lumineuse est déterminé à l’aide de la
formule suivante :

Signal = Luminance · (TaillePixel)2 · QE. (3.3)

Compte tenu de la transmission, du partage du signal entre les pixels, de la taille des pixels et
l’efficacité quantique de chaque caméra, le signal est quasiment identique sur les deux caméras ;
pour Luminance = 1, Signal ≈ 0, 8 pour les deux capteurs. Cette similarité du signal sur les
deux capteurs permet de s’assurer que les deux capteurs sont bien synchronisés. Comme pour la
caméra, réduire la taille de la fente revient à réduire le temps d’exposition des pixels du ESWFS.
Le temps d’exposition est le temps durant lequel un pixel est illuminé par le signal passant à
travers la fente, et donc le temps durant lequel un objet est vu par le détecteur.

Pour mesurer la perte de signal causée par la réduction de la taille de la fente, nous avons me-
suré l’intensité du signal sur l’ESWFS pour une bille au milieu du champ de vue pour un temps
d’acquisition de 100 ms et puissance laser de 20 mW sur le contrôleur. Puis nous avons progres-
sivement réduit la taille de la fente. La figure 3.3 montre comme attendu la baisse du signal sur
l’ESWFS avec la réduction de l’ouverture de la fente. Avec une ouverture de 100 µm, le temps
d’exposition est réduit d’un facteur 40 par rapport à une fente de 4000 µm. L’intensité est quand
à elle réduite d’un facteur 25.
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Pour expliquer cette différence, il faut prendre en compte un deuxième paramètre sur les me-
sures d’intensité : la focalisation du faisceau. En effet, un objet illuminé par le col du faisceau va
émettre plus de signal qu’un objet hors du col, comme illustré par la figure 3.3.b. Pour une feuille
d’épaisseur constante sur l’ensemble du champ de vue, l’intensité est homogène sur l’ensemble
du champ de vue. Pour une feuille focalisée, l’intensité des objets au niveau du col croit avec la
focalisation du faisceau et diminue hors du col. Ainsi, même si le temps d’exposition est réduit,
la fenêtre de détection, définie par la taille de la fente, est centrée sur le pic d’intensité. Le signal
de fluorescence est récolté quand l’objet est le plus intense au cours du balayage du faisceau,
expliquant pourquoi l’intensité ne diminue pas autant que le temps d’exposition lorsque qu’on
diminue la largeur de la fente.

Le gain en résolution axiale permis par la réduction de la taille de la fente est obtenu au prix
d’une baisse de signal et/ou d’une augmentation du temps d’acquisition, comme en microsco-
pie confocale. Si le signal est trop faible pour la mesure de front d’onde et l’imagerie, il est
possible d’augmenter la puissance du laser pour générer plus de signal ou de réduire la vitesse
d’acquisition.

3.2.2 Impact de la largeur de la fente sur la mesure des aberrations

Outre l’impact de la taille de la fente sur le signal de l’ESWFS, nous pouvons aussi nous de-
mander si elle n’a pas un impact sur la mesure du front d’onde. En effet, la fente est positionnée
sur un plan image, donc un plan de Fourier pour les aberrations. La fente va donc se comporter
comme un filtre 1D pour les aberrations. Dans un premier temps, nous comparons la largeur de
la fente à la dimension de la PSF au niveau de celle-ci, dans un second temps, nous étudions son
impact sur la formation du signal sur l’analyseur ESWFS en présence d’aberrations.

a. Fonction d’étalement du point

d

FIGURE 3.4 – Tâche
d’Airy simulée numé-
riquement. Extrait de

Wikipédia.

La fonction d’étalement du point (PSF pour point spread function
en anglais), ou réponse impulsionnelle spatiale, est une fonction ma-
thématique qui décrit la réponse d’un système d’imagerie à une
source ponctuelle. Les défauts du système optique (composants, ali-
gnements, taille et angle des faisceaux) ont pour effet, pour un point
objet, un « étalement » de la PSF. Pour un système optique sans aberra-
tion, seule la diffraction intervient et la PSF est une tache d’Airy pour
une pupille circulaire.

En microscopie confocale, il convient de ne laisser passer que le centre
de la tache d’Airy à travers le diaphragme. La diamètre d du disque
d’Airy dans un plan image intermédiaire dépend de la longueur
d’onde λ, de l’ouverture numérique ON et de l’indice optique n du
milieu d’immersion de l’objectif et du grandissement du microscope
M :

d ≃ 1, 22nλ

ON
M (3.4)

Si le diamètre du diaphragme est plus petit que le disque d’Airy, l’efficacité de la détection
est considérablement réduite et le rapport signal à bruit des images est très faible. Dans le cas
contraire, de plus en plus de contributions extrafocales atteignent le capteur [106]. L’intensité
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FIGURE 3.5 – PSF pour différentes aberrations. 100 nm RMS d’aberration ont été introduits. Le
cercle représente 84% de l’énergie de la PSF.

.

globale augmente donc et le rapport signal à bruit semble s’améliorer. Mais l’augmentation est
due à la collecte d’un signal indésirable provenant de plans situés en dehors du plan focal.

Dans notre cas, nous voulons nous assurer que la fente du système de balayage est plus grande
que la limite de diffraction. Pour notre microscope, le diamètre de la tache d’Airy de l’objectif de
détection est de 34 µm au niveau de la fente (n=1,33, λ=0,6 µm, ON=0,8, M=27,8). Mais comme
dit précédemment, la tache d’Airy est la PSF d’un système sans aberration optique. En présence
d’aberration, la PSF est élargie.

Les PSF de la figure 3.5 sont issues de simulations où 100 nm RMS d’une aberration (focus,
astigmatisme à 0° et aberration sphérique) ont été introduits. Le cercle de chaque PSF de la figure
3.5 représente 84% de l’énergie de la PSF, ce qui correspond à l’énergie du pic central de la tache
d’Airy. Plus la quantité d’aberration augmente, plus ce cercle s’élargit. Et les aberrations peuvent
se cumuler. Par exemple, si les trois aberrations sont ajoutées en même temps, le diamètre de la
PSF est de 160 µm, ce qui est plus grand que l’ouverture de la fente (120 µm). Dans ce cas,
certains rayons vont être bloqués par la fente.

b. Influence de la taille de la fente sur la pupille vue par l’ESWFS

En présence d’aberrations, la fente bloque des rayons, comme illustré par les schémas b et c de la
figure 3.6 : la pupille sur l’analyseur ESWFS peut alors être déformée. Pour comprendre l’origine
de la déformation de la pupille, un point source est généré par une diode laser (λ = 600 nm) dans
un plan objet, en amont du miroir déformable. Le front d’onde est ensuite déformé par le miroir
déformable de façon contrôlée. Le faisceau traverse alors le système de balayage avec une fente
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da

b

c

e

f g

FIGURE 3.6 – Blocage des rayons par la fente. a.Tracé de rayons sans aberration. b.Tracé de rayon
avec du défocus ou de l’astigmatisme. c. Tracé de rayon avec de l’aberration sphérique. d. Pupille
sur l’ESWFS sans aberration. e. Pupille sur l’ESWFS avec 3 µm de défocus. f.Pupille sur l’ESWFS

avec 1 µm d’astigmatisme à 0°. g.Pupille sur l’ESWFS avec 400 nm d’aberration sphérique.

.

de 100 µm avant d’atteindre l’analyseur ESWFS. Le miroir déformable permet d’introduire une
quantité connue d’aberration. Sans ou avec très peu d’aberrations introduites (<200 nm RMS),
la pupille reste circulaire (figure 3.6.d). Mais à partir de 500 nm de focus introduit, les bords
supérieur et inférieur de la pupille présentent une baisse significative d’intensité. Par exemple,
si 3 µm de defocus sont introduits (figure 3.6.e), seuls les rayons au centre du faisceau passent à
travers la fente. Comme la fente n’a pas une symétrie circulaire, les bords gauche et droite de la
pupille ne sont pas bloqués. Les imagettes en haut et en bas de la pupille ne sont alors plus prises
en compte dans le calcul du front d’onde. En effet, si l’intensité maximale au sein d’une imagette
est inférieure à 10% de l’intensité maximale sur l’ensemble du capteur, qui correspond à la valeur
seuil dans l’algorithme de calcul de front d’onde, l’imagette est "éliminée" : cela permet d’éviter
la prise en compte des signaux parasites. J’ai également introduit d’autres aberrations, comme 1
µm d’astigmatisme à 0° ou 400 nm d’aberration sphérique. Les déformations des pupilles sont
visibles sur les figures 3.6.f et 3.6.g respectivement.

Pour quantifier la diminution de la pupille, j’ai compté le nombre d’imagettes utilisées pour le
calcul du front d’onde, en utilisant le critère d’intensité de l’algorithme décrit précédemment,
en fonction de la taille de la fente et de la quantité d’aberration sphérique introduite (voir figure
3.7). Ce nombre d’imagettes a été normalisé par rapport à une pupille de référence, avec une
fente ouverte à 4,3 mm et sans aucune aberration. Comme attendu, plus la taille de la fente est
petite, plus la taille de la pupille diminue rapidement. De plus, nous remarquons que pour une
fente de 100 µm, même en l’absence d’aberration, la pupille a un diamètre inférieur, car nous
perdons une partie du signal au niveau de la fente.

Les imagettes de bords sont cruciales pour la mesure des aberrations, notamment celles à sy-
métrie circulaire, comme l’aberration sphérique, dont l’impact sur les imagettes augmentent
rapidement sur les bords de pupille. Ainsi, l’ESWFS mesure 300 nm d’aberration sphérique au
lieu de 400 nm pour une fente de 200 µm. La mesure des autres aberrations est aussi perturbée :
le RMS du front d’onde a varié de 50 nm sans prendre en compte l’aberration sphérique dans le
calcul du front d’onde. Les rayons les plus éloignés de centre de la PSF, correspondant aux aber-
rations les plus fortes, sont coupés par la fente dans une direction. La fente se comporte comme
un filtre 1D passe-bas pour les aberrations. Néanmoins, le balayage angulaire du premier miroir
galvanométrique, qui permet de "descanner" le balayage du col du faisceau dans l’échantillon
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FIGURE 3.7 – Nombre d’imagettes utilisées dans le calcul de front d’onde en fonction de la taille
de la fente pour différentes amplitudes d’aberration sphérique introduites.

pour en faire l’image sur la fente fixe, déplace les rayons au niveau de la fente. Un rayon qui
était bloqué passera peut être par la fente au cours du balayage du miroir galvanométrique.

c. Influence du balayage des miroirs galvanométriques sur la pupille vue par l’ESWFS

Dans cette section, nous voulons déterminer si le balayage des miroirs galvanométriques permet
de retrouver les rayons qui ont été bloqués par la fente en présence d’une quantité importante
d’aberrations. Pour cela, j’ai mesuré l’amplitude de balayage des galvanomètres nécessaire pour
remplir la pupille en fonction de la taille de la fente et de la quantité d’aberrations. Les résultats
obtenus sont présentés sur la figure 3.8. La taille de la pupille, qui est le nombre d’imagettes
utilisées pour le calcul du front d’onde, est normalisée par rapport à une pupille réalisée avec
une fente ouverte à 4,3 mm et sans aberration introduite.

Plus la quantité d’aberration sphérique introduite est importante, plus il est nécessaire d’aug-
menter l’amplitude de balayage des galvanomètres. L’effet est d’autant plus important que le
ratio amplitude d’aberration introduite / taille de la fente est important. Or, pour balayer en-
tièrement le champ de vue de l’analyseur ESWFS, l’amplitude crête à crête du balayage des
galvanomètres est de 1,5 V. Cette valeur est supérieure à l’amplitude nécessaire pour retrouver
une pupille complète dans le cas d’une fente de largeur 100 µm et d’un front d’onde aberrant
de 400 nm RMS, qui correspond à l’ordre de grandeur des aberrations mesurées en profondeur
dans des larves de poisson-zèbre.

Cependant, les mesures ci-dessus ont été réalisées avec un point source issu d’une diode laser,
dont le signal est constant au cours du balayage des miroirs galvanométriques. Or, dans le cas
d’une image réalisée avec le système ASLM complet, le col du faisceau est balayé dans l’échan-
tillon de façon synchrone avec le balayage des miroirs galvanométriques. Un objet n’est donc
pas illuminé avec la même densité de puissance tout au long de l’acquisition d’une image. Les
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FIGURE 3.8 – Nombre d’imagettes utilisées dans le calcul de front d’onde en fonction de l’am-
plitude de balayage des miroirs galvanométriques pour différentes amplitudes d’aberration sphé-

rique introduites. Une amplitude de 1 V correspond à un angle de 2°.

rayons "récupérés" grâce au balayage des miroirs galvanométriques présenteront donc une in-
tensité lumineuse plus faible : leur contribution au calcul des aberrations sera amoindrie, voire
filtrée par les seuils d’intensité de l’algorithme.

3.2.3 Comparaison de la mesure de front d’onde avec et sans balayage

Pour vérifier que le système de détection confocale en amont du ESWFS n’empêche pas une me-
sure correcte du front d’onde ou n’introduit pas d’aberration supplémentaire, il faut comparer
la mesure avec balayage du col du faisceau et des miroirs galvanométriques et sans balayage,
sur un même objet. Pour que cette comparaison ne soit pas perturbée par les effets 3D j’ai utilisé
comme échantillon une bille fluorescente unique dans le champ de vue du ESWFS. Lorsque le
balayage est activé, l’ouverture de la fente est de 120 µm afin de ne laisser passer que la fluores-
cence provenant du col de l’illumination, et d’avoir une profondeur de champ sur l’analyseur
égale à celle de la caméra scientifique. En l’absence de balayage, la fente a une ouverture de
4,3 mm, afin d’empêcher le recouvrement des imagettes sur l’ESWFS, et qui correspond à une
mesure de front d’onde classique sans système confocal.

Les tensions des actionneurs du miroir déformable sont nulles, ce qui génère environ 400 nm
RMS d’aberrations. Les fronts d’onde avec et sans le balayage des galvanomètres ont été mesurés
sur une bille de 1 µm de diamètre émettant dans le rouge (λ = 605 nm). L’expérience a été réalisée
pour 10 billes différentes dans l’échantillon. Le tableau 3.2 présente la moyenne et l’écart type
des différences de RMS entre les deux fronts d’onde pour plusieurs méthodes de calculs et de
reconstruction.

La reconstruction zonale s’adapte à toutes les formes de pupille, conservant toutes les informa-
tions des imagettes de bord et des hautes fréquences spatiales. Dans ce cas la différence moyenne
entre la mesure avec et sans balayage est de 50 nm en barycentrique et 42 nm en source étendue,
ce qui est supérieur à la précision du capteur égale λ/50≈12 nm. En reconstruction modale, le
front d’onde peut être approché grâce à une décomposition polynomiale (Zernike, Legendre)
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Reconstruction Zonale Modale PPPC
Barycentrique 50± 31 nm 6± 3 nm

Source étendue 42± 20 nm 6± 3 nm

TABLE 3.2 – Différence de RMS entre les mesures avec et sans balayage, en barycentrique et en
source étendue, selon la reconstruction. PPPC : Plus Petite Pupille Commune

sur une pupille adaptée. Avec cette reconstruction, il est alors possible d’appliquer une pupille
particulière au calcul du front d’onde. En utilisant la plus petite pupille commune (PPPC) pour
comparer les deux mesures du front d’onde provenant de la même bille, la différence entre les
deux valeurs est de 6±3 nm en barycentrique et en source étendue, ce qui est inférieur à la
précision du capteur. Pour chaque mesure, la PPPC correspond à la pupille de la mesure avec
balayage. Comme attendu, les imagettes du bord de la pupille ne sont pas prises en compte
dans le calcul du front d’onde, car elles sont moins intenses que celles du centre. Ce nombre de
microlentilles varie entre 0 et 50.

Le balayage du col du faisceau induit donc une diminution du signal qui empêche le calcul du
front d’onde sur les imagettes au bord de la pupille. Cependant, le système n’introduit pas de
déformation des autres imagettes, qui pourrait fausser encore plus la mesure de front d’onde.
Une possibilité pour retrouver les informations contenues dans les imagettes de bord est d’aug-
menter la puissance du laser ou le temps d’acquisition, ou d’ajuster les seuils de sélection des
imagettes, jusqu’à une certaine limite car des microlentilles avec un SNR trop faible pourraient
être prises en compte et induire un biais sur la mesure de front d’onde. Néanmoins, la mesure
avec balayage mesure une partie des aberrations. Nous pouvons faire l’hypothèse que la correc-
tion du front d’onde en boucle fermée avec cette mesure va progressivement remettre en place
les rayons à leur place, et donc converger vers un optimum de correction.

3.3 Correction du front d’onde

3.3.1 Brève description des paramètres de la boucle OA

a. Processus d’étalonnage

Pour utiliser le MD dans une boucle fermée d’OA, une première étape d’étalonnage doit être
réalisée [107]. La procédure d’étalonnage commence par la détermination de la matrice d’in-
teraction I. Tous les actionneurs sont d’abord mis à zéro ; ensuite, pour chaque actionneur, une
valeur de tension positive et une valeur de tension négative sont appliquées séquentiellement.
La surface du miroir est déformée localement en fonction de la tension appliquée (voir figure
3.9a). Au cours du processus, les pentes sont calculées et stockées sous forme de colonne dans
la matrice d’interaction. Les valeurs de ses éléments sont données par :

Il,act =
S+C

lx − S−C
lx

2C
et Inl+l,act =

S+C
ly − S−C

ly

2C
(3.5)

avec l l’indice de la microlentille, nl le nombre total de microlentilles, act est l’indice de l’ac-
tionneur, et S+C

lx et S−C
lx les pentes dans la direction x pour la microlentille l correspondant res-

pectivement à une tension positive +C et à une tension négative −C, par rapport à la position
médiane 0 (idem pour la direction y).
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FIGURE 3.9 – Étapes de l’étalonnage de l’OA. (a) Pour chaque actionneur, les tensions +C et -C
sont appliquées l’une après l’autre et la variation correspondante des pentes par unité de tension
est calculée. Pour chaque actionneur, ces mesures sont stockées dans une colonne de la matrice
d’interaction I. (b) La matrice I est décomposée en trois matrices par SVD. Chaque ligne de VT

correspond aux signaux de commande nécessaires pour générer un mode de miroir . La multipli-
cation des valeurs singulières correspondantes (dans S) avec leurs colonnes correspondantes dans

U donne chaque mode de miroir tel qu’il est vu par le capteur de front d’onde. Adapté de [108].

Une fois la matrice d’interaction obtenue, le front d’onde est corrigé en envoyant les signaux de
commande C au miroir. Les commandes C sont déterminées à partir de la matrice de commande
R, qui est l’inverse généralisée de la matrice d’interaction I, et du vecteur des pentes mesurées
S via :

C = RS (3.6)

La matrice de commande R est obtenue par décomposition en valeurs singulières (SVD) ; la
capacité de correction du miroir est considérée comme la somme des modes indépendants du
miroir. Le nombre de modes est égal au nombre d’actionneurs. La décomposition SVD de I est
représentée dans la figure 3.9b, donnant :

I = USVT (3.7)

Les lignes de VT donnent les signaux de contrôle qui doivent être appliqués à chaque actionneur
pour générer une forme de surface donnée : ce sont les modes du miroir. Les colonnes de U sont
les modes tels que le capteur de front d’onde les voit, ici un vecteur colonne de pentes.

La matrice I est ensuite inversée pour obtenir la matrice de commande R

R = VS−1UT (3.8)
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où S−1 est la matrice des gains de mode. L’analyseur est peu sensible à certains modes, générant
des gains de mode élevés. Pour produire les modes miroir correspondants à ceux avec des gains
élevés, des signaux de commande importants sont nécessaires, parfois supérieurs aux capacités
de l’actionneur. Pour éviter une saturation de l’actionneur, ces modes doivent être éliminés du
calcul final de la matrice de contrôle ; les gains de mode correspondants sont mis à zéro. Le
nombre de modes corrigés est ainsi défini.

b. Paramètres réglables de la boucle OA

Une fois l’étape d’étalonnage réalisée, la correction des aberrations dans le système en boucle
fermée peut être effectuée. Les signaux de commande sont donc pilotés par :

CNew = CCurrent + gRSMeas (3.9)

où CNew sont les nouveaux signaux de commande, CCurrent sont les signaux de commande ac-
tuels, g est le gain (une valeur entre zéro et un pour limiter les oscillations de la surface du
miroir), R est la matrice de commande, et SMeas sont les pentes mesurées.

Gain Le gain définit l’amplitude de la correction. La matrice effectivement utilisée dans la
boucle de contrôle est donc la matrice de contrôle R multipliée par le gain g. Si le gain est très
proche de 1, les tensions appliquées aux actionneurs tentent de corriger toute la déformation du
front d’onde en une seule fois. Cependant, dans ce cas, le système de contrôle peut être instable
en cas de bruit important ou d’erreurs dans la mesure du front d’onde. Un gain plus faible
permet d’augmenter la robustesse de la boucle d’OA, au prix d’une augmentation du temps
nécessaire à la convergence optimale. Dans nos expériences, le gain varie généralement entre 0,5
et 0,8. Si ce gain est trop faible, la boucle ne converge jamais vers un optimum.

Nombre de modes corrigés Comme décrit dans la section 3.3.1a., le nombre de modes de mi-
roir corrigés peut également être fixé, et une limite maximale est nécessaire afin d’éviter la di-
vergence de la boucle. Dans notre configuration, le MD possède 52 actionneurs, ce qui fixe le
nombre maximal possible de modes de miroirs à 52. Le gain sur l’image croit avec le nombre de
modes corrigés car dans les échantillons biologiques génèrent des aberrations de hauts ordres
[109]. Cependant, dans notre configuration, nous notons que les tensions de certains actuateurs
du miroir pour les modes 48 à 52 sont trop importants : ces modes ne seront pas utilisés pour
la correction du front d’onde car ils sont trop sensibles au bruit dans la mesure de front d’onde
et sont susceptibles de faire diverger la boucle et saturer le miroir. Pour 42 modes corrigés dans
des conditions idéales de signal à bruit sur l’ESWFS, nous atteignons des valeurs RMS de front
d’onde de 20 nm en moyenne sur des billes fluorescentes. L’augmentation du nombre de modes
corrigés ne permet plus d’améliorer la correction, mais seulement d’augmenter l’amplitude du
miroir utilisé pour la correction. Ainsi, le nombre de modes corrigés est fixé à 42 dans la plupart
de nos expériences, sur la base de cette dernière évaluation empirique.

3.3.2 Correction

Maintenant que le fonctionnement et les paramètres de la boucle d’OA ont été décrits, nous
allons pouvoir comparer les corrections avec et sans le système de balayage. A nouveau, nous
avons effectué une série de mesure de front d’onde en ayant toujours une seule bille dans le
champ de vue du ESWFS. Mais cette fois-ci nous avons corrigé les déformations du front d’onde
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Nombre de tours de boucle RMS final
Sans balayage 4 ± 1 23 ± 3 nm
Avec balayage 5 ± 2 25 ± 5 nm

TABLE 3.3 – Comparaison de la correction avec un gain égal à 0,8 entre les mesures avec et sans
balayage.

de cette bille, avec un gain de 0,8 et nombre de modes de 42. Nous partons d’un miroir où toutes
les tensions sont à 0, ce qui génère environ 400 nm RMS d’aberration. La mesure est en source
étendue, et nous utilisons la reconstruction zonale. Le tableau 3.3 présente le nombre de tours
de boucle nécessaires pour corriger le front d’onde, ainsi que le RMS du front d’onde corrigé.

On observe qu’il faut en moyenne plus de tours de boucle pour corriger le front d’onde avec le
balayage, mais la correction converge vers la même forme de miroir dans les deux cas, avec un
front d’onde dont le RMS est inférieure à la précision du capteur. Pour expliquer la différence
de nombre de tours de boucle, nous pouvons supposer que ce nombre varie en fonction de
la quantité d’aberration au départ de la boucle et du gain. Si cette quantité est importante, la
mesure avec balayage indiquera une quantité qui sera inférieure à la quantité réelle. Lors du
premier tour de boucle, le miroir va être déformé pour corriger la quantité d’aberration mesurée.
Cette correction va permettre de refaire passer au niveau de la fente une partie des rayons qui
étaient bloqués auparavant (figure 3.6). L’ESWFS va donc mesurer une quantité d’aberration non
nulle, qui n’a pas été corrigé lors du premier tour. Le deuxième tour de boucle va donc pouvoir
corriger ces aberrations, permettant de replacer les rayons au niveau de la fente, etc. Plus la
quantité d’aberration au départ est importante, plus il faudra de tours de boucle. Finalement, la
boucle finit par converger, mais plus lentement que la correction sans balayage.

a. Évaluation de la PSF expérimentalement

Afin de s’assurer du bon fonctionnement de la boucle d’OA et de mesurer la qualité de la cor-
rection, nous utilisons des billes de deux tailles calibrées, 200 nm et 1 µm. Les billes de 1 µm sont
utilisées pour la correction de front d’onde et les billes de 200 nm pour évaluer la PSF de notre
microscope.

Les billes de 1 µm permettent d’évaluer la qualité de la correction sur la caméra et évaluer les
aberrations différentielles induites par les chemins optiques différents entre le séparateur de
faisceau et l’analyseur de front d’onde et le séparateur de faisceau et la caméra. A partir de
la correction des aberrations différentielles, nous pouvons définir un front d’onde cible, que la
boucle de correction va reproduire pour optimiser la qualité de l’image sur la caméra.

Les résultats pour une bille de 200 nm et une bille de 1 µm sont présentés dans la figure 3.10.
La largeur a mi-hauteur du profil d’intensité latéral de la bille de 200 nm est de 520 nm. Sur les
profils d’intensité de la figure 3.10, des lobes sont visibles à gauche et à droite du pic central.
Ces lobes proviennent de la diffraction par le miroir déformable et sont visibles uniquement
sur la caméra. La taille théoriques de la tâche d’Airy à mi-hauteur de notre objectif est de 510
nm. Après correction du front d’onde, nous retrouvons bien la limite de diffraction, validant
l’efficacité de la boucle d’OA.
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FIGURE 3.10 – PSF du microscope. a.Image d’une bille de 200 nm de diamètre. b.Image d’une bille
de 1 µm de diamètre. c. Image b avec une échelle logarithme. d.Profil d’intensité le long du trait de

l’image a. e.Profil d’intensité le long du trait de l’image b.

.

3.3.3 Évaluation de la zone isoplanétique

La zone isoplanétique définit la zone sur laquelle les aberrations sont similaires, et donc sur
laquelle la correction appliquée reste valable. Les grands angles de balayage génèrent des aber-
rations de champ importantes qui doivent être prises en compte. Une bille est placée au centre
du FOV, dans un gel d’agarose à 1,5%. Les aberrations sont corrigées et la bille est ensuite dépla-
cée dans le champ de vue des microlentilles. Pour chaque position, je mesure la distance entre la
position de la bille et le centre du champ et le RMS du front d’onde correspondant. Ces mesures
sont présentées sur la figure 3.11.

La zone pour laquelle la valeur de RMS mesurée est inférieure au critère de Maréchal (λ/14 =
40nm RMS) représente 32% du champ de vision du ESWFS (140 x 140 µm²), soit une zone de 80
x 80 µm². Les variations de RMS entre deux points situés à la même distance du centre peuvent
être attribuées à plusieurs facteurs :

— Au cours de la procédure d’alignement, le système n’a pas été parfaitement centré autour
de l’axe optique de l’objectif, ce qui a provoqué une asymétrie qui s’est ensuite propagée
dans l’ensemble de l’installation.

— Le centrage du diaphragme de champ n’est pas bien ajusté.

— Le découpage numérique des sous-images ne correspond pas correctement à la zone éclai-
rée.

— Le centre du champ visuel est légèrement décalé par rapport à l’axe optique car les galva-
nomètres n’oscillent pas autour de la bonne position.
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FIGURE 3.11 – Valeur du RMS dans le champ de vue du ESWFS. L’axe des abscisses est distance
par rapport au centre du champ de vue.

Cette zone est petite par rapport au champ de vue de notre capteur. Pour agrandir la zone d’iso-
planétisme, les doublets optiques entre l’objectif de détection et la caméra peuvent être rem-
placés par des paires de doublets ou des lentilles tubes. Pour choisir ces lentilles, des calculs
optiques, réalisés avec Zemax par exemple, sont nécessaires.

3.4 Mesure de front d’onde dans des échantillons volumiques

Les résultats des sections précédentes ont été obtenus sur une seule bille. L’échantillon était donc
un échantillon 2D. Or, le but de ce microscope est d’observer des échantillons volumiques (3D).
Comme nous l’avons vu dans le chapitre 1, la mesure du front d’onde sur ce genre d’échan-
tillon est limitée par l’effet plénoptique. Dans cette section, je présente des simulations et des
expériences pour quantifier l’impact de l’effet plénoptique sur la mesure des aberrations.

3.4.1 Estimation de l’impact de l’effet plénoptique sur la mesure de front d’onde par
simultations

a. Impact sur les déplacements dans les imagettes

Pour déterminer l’impact de l’effet plénoptique sur la mesure de front d’onde, il est nécessaire
de déterminer l’effet d’un déplacement axial de l’objet sur les cartes de corrélation calculées à
partir des imagettes de l’analyseur. Pour déterminer le déplacement de l’image d’un point dans
les imagettes en fonction de sa position axiale dans l’échantillon, j’ai utilisé l’optique matricielle
pour un système composé d’une lentille et de l’ESWFS, schématisé sur la figure 3.12. L’équation
3.10 donne la distance ys entre l’axe optique de la microlentille et l’image du point réalisé par
cette microlentille en fonction de la distance δ entre le point source et le plan focal de la lentille :

ys =
−h

f
(y + δθ) (3.10)
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FIGURE 3.12 – Effet plénoptique : déplacement de l’image en fonction de la position axiale du point
source

avec h (= 5,1 mm) la distance focale des microlentilles, f (= 80 mm) la distance focale de la
lentille placée devant l’ESWFS, y la distance par rapport à l’axe optique et l’angle d’inclinaison
θ (orienté dans le sens trigonométrique) du rayon par rapport à l’axe optique.

La position du point source dans l’espace objet de la lentille dépend des grandissements entre
l’échantillon et la caméra :

— le grandissement transversal γt vaut 27,7.

— le grandissement angulaire γa= neau
γt

=0,05.

— le grandissement longitudinal γl=
γt
γa

=554.

Ainsi, un déplacement axial de 1 µm dans l’échantillon correspond à un déplacement axial δ de
554 µm par rapport au plan focal de la lentille.

L’ouverture numérique de l’objectif de détection étant de 0,8, l’angle maximal de détection est
de 37°, et donc θmax = 1.85° = 0.032 rad. Pour un point placé sur l’axe (y=0), ys(δ = 554) = −1, 13
µm. Pour un déplacement axial de 1 µm dans l’échantillon, l’image de la bille se déplace de 1,13
µm sur les imagettes de bord de l’ESWFS. Expérimentalement, nous avons vérifié ce déplace-
ment sur l’ESWFS en déplaçant axialement une bille de 1 µm. Pour un déplacement de 10 µm,
l’image de la bille s’est déplacée de 10 µm. A titre de comparaison, 200 nm d’aberration sphé-
rique entraîne un déplacement de 1 pixel sur les imagettes de bord, soit 7 µm. Le déplacement
causé par l’effet plénoptique, qui n’est dans le cas d’un seul objet que du défocus, est du même
ordre de grandeur que les déplacements causés par les autres aberrations. Ici, nous avons pris
en compte le déplacement d’un seul objet, nous allons par la suite augmenter le nombre d’objets
dans le champ de vue du ESWFS.

b. Impact sur les cartes de corrélation

Maintenant que l’influence de la position axiale du point source sur les imagettes est connu, il
est possible de connaître l’impact sur les corrélations. Pour cela, j’ai simulé des paires d’images
avec n objets à des positions aléatoires. À chaque objet est attribuée une position axiale ; entre
les deux images d’une paire, chaque objet s’est donc déplacé latéralement sur l’image d’une
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FIGURE 3.13 – Déplacement du pic de corrélation en fonction de l’épaisseur de la feuille de lumière.

distance qui dépend de la position axiale de l’objet (voir équation 3.10). L’amplitude maximale
de ces déplacements correspond donc au sectionnement optique (épaisseur de la feuille de lu-
mière). Les deux images d’une paire sont corrélées, et de déplacement subpixellique du pic de
corrélation par rapport à une position de référence est mesuré. Cette position de référence est
la position du pic de l’autocorrélation d’une des deux images de la paire. Les déplacements des
pics en fonction de l’amplitude maximale des déplacements des objets de 500 paires d’images
sont présentés dans la figure 3.13. Les points avec un déplacement de 0 pixel sont pour des
images où il n’y a pas d’objet dans les images.

Le déplacement du pic de corrélation croit linéairement avec le sectionnement optique : ce sont
les déplacements des objets, assimilables à du défocus, qui causent ce déplacement du pic de
corrélation. L’étalement des points augmente aussi avec l’épaisseur de la feuille. Cet étalement
signifie que la mesure perd en précision sur les positions des pics de corrélation et donc sur la
mesure du front d’onde. Comme attendu, il faut minimiser l’épaisseur de la feuille de lumière
pour mesurer précisément le front d’onde avec notre capteur en source étendue. Par la suite,
nous avons voulu vérifier ce résultat expérimentalement pour la mesure de front d’onde.

3.4.2 Estimation expérimentale de l’impact de l’effet plénoptique sur la mesure de
front d’onde

Nous avons également estimé expérimentalement la précision de la mesure de front d’onde en
fonction de la qualité du sectionnement optique. Pour modifier le sectionnement optique, il y a
deux possibilités :

— La taille du col du faisceau est augmentée en réduisant la taille du diaphragme en sortie
de fibre laser, et l’ouverture de la fente du système confocal est agrandie en conséquence.
Comme indiqué dans le tableau 3.1, la taille maximale du col du faisceau est de 5,37 µm.
La taille de col du faisceau est de 7 µm pour des champs de vue de 400 µm pour des micro-
scopes à feuille de lumière sans balayage axial de l’illumination. De plus nous savons que
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l’épaisseur de la feuille était de de 15 à 20 µm dans les échantillons biologiques diffusants
[23]. Nous voulons avoir des feuilles de cette épaisseur pour voir l’impact sur la mesure.

— Comme nous connaissons la divergence du faisceau, le système peut être désynchronisé
pour que les capteurs détectent le signal d’une zone d’épaisseur connue, plus large que
le col du faisceau. Cette méthode permet d’avoir un sectionnement optique de plusieurs
dizaines de microns. C’est cette méthode que nous allons utiliser pour cette expérience.

L’échantillon est constitué de billes fluorescentes de 1 µm de diamètre (ThermoFischer, émission
centrée à λ = 605 nm) suspendues dans de l’agarose (concentration de 2%). La concentration de
billes est suffisamment importante pour avoir plusieurs billes dans le champ de vue du ESWFS,
mais aussi dans la profondeur de champ du ESWFS. Ainsi, nous nous assurons qu’avec l’aug-
mentation l’épaisseur de la feuille, d’autres objets vont apparaître sur les imagettes, créant un
effet plénoptique.

Pour mesurer la précision de la mesure de front d’onde, le miroir déformable est utilisé pour
générer des aberrations basées sur les modes de Zernike d’amplitudes connues. La différence
entre la valeur introduite et la valeur mesurée permet d’effectuer la mesure. Les aberrations sta-
tiques du système optique et de l’échantillon sont d’abord mesurées et corrigées avant d’ajouter
les aberrations connues. La figure 3.14 montre la différence entre la valeur mesurée et la valeur
introduite (100 nm) pour les aberrations de troisième ordre en fonction du sectionnement op-
tique. λ/50 est la précision du capteur, caractérisée dans [23]. Ces résultats démontrent que la
précision de notre ESWFS dépend de la qualité du sectionnement optique. Comme prévu, un
bon sectionnement optique améliore la précision de la mesure du front d’onde dans un milieu
dense en objets. Pour atteindre la précision optimale du capteur, il est nécessaire d’avoir un
sectionnement optique de 2 µm et ainsi s’affranchir de l’effet plénoptique.
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FIGURE 3.14 – Précision de la mesure de front d’onde en fonction du sectionnement optique

.

3.5 Conclusion

Dans ce chapitre, nous avons caractérisé le microscope sur des objets simples, comme des billes.
Le sectionnement optique de notre microscope est de 1 µm, mais les échantillons biologiques
vont déformer la feuille, ce qui a pour conséquence de l’élargir, réduisant notre sectionnement
optique. Notre système de balayage confocal n’empêche pas la correction du front d’onde, mais
peu la ralentir si les déformations du front d’onde sont importantes, car dans ce cas, la mesure
du front d’onde est imprécise à cause de la fente. La vitesse de correction dépend de la taille de la
fente et du gain de la boucle. Comme la feuille est plus épaisse dans les échantillons biologiques,
et que la mesure sur les échantillons volumiques est compatible avec un sectionnement optique
de 2 µm, nous pouvons agrandir la fente à 200 µm pour augmenter le signal sur l’ESWFS.

Enfin, la mesure de front avec notre microscope est plus précise pour les échantillons volu-
miques, car nous réduisons l’effet plénoptique sur l’ESWFS. Mais cette mesure dépend beau-
coup de l’échantillon en lui-même; si les objets s’organisent en structure, ou que certains objets
sont plus intenses que les autres, les corrélations vont être influencé par ces objets. Mais amélio-
rer le sectionnement optique nous assure que la mesure de front d’onde est correcte, et que la
correction s’effectue sur le volume vu par l’image caméra, tout en améliorant le SNR.

Mais le but de ce microscope est de réaliser de l’imagerie in vivo sur des échantillons biologiques.
C’est le sujet du prochain chapitre.
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Chapitre 4

Applications de l’AO-ASLM à
l’imagerie de la larve de poisson-zèbre
vivante
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Dans les chapitres précédents, le principe et le fonctionnement du microscope AO-ASLM ont
été expliqués. Le microscope a été caractérisé et ses aberrations ont été corrigées. Nous pouvons
désormais utiliser la boucle d’OA pour corriger les aberrations induites par les échantillons bio-
logiques. L’application choisie dans le cadre de ce projet de thèse est l’imagerie 3D de neurones
de larves de poisson zèbre vivantes, dont les noyaux sont fluorescents.

4.1 Présentation de l’échantillon

Le poisson-zèbre (ou Zebrafish, Danio rerio) est un petit poisson d’eau douce utilisé comme or-
ganisme modèle dans la recherche biomédicale. Il est utilisé dans différents domaines tels que
l’immunologie, la cancérologie, la toxicologie ou les neurosciences. Dans ce dernier domaine, le
poisson-zèbre est utilisé pour l’étude du développement du système nerveux, de la rétine, de
la perception sensorielle, mais aussi pour l’étude d’un certain nombre de troubles du système
nerveux (autisme, schizophrénie, déficit de l’attention, lésions cérébrales, maladies neurodégé-
nératives. . .), et il est particulièrement employé pour l’étude de la régénération neuronale suite
à des lésions de la moelle épinière, puisque ce poisson présente d’étonnantes capacités de régé-
nération [110]. Les nombreuses forces de ce poisson en tant qu’animal modèle sont son génome
entièrement séquencé, facile à manipuler et présentant un haut degré de conservation avec celui

FIGURE 4.1 – Stades de développement du poisson-zèbre. Le temps indiqué est le temps écoulé
depuis la fécondation. Source : Wikipédia, Zebrafish Developmental Stages



4.1. Présentation de l’échantillon 97

des humains (70% des gènes présents chez l’Homme trouvent un homologue chez le poisson-
zèbre [111]), sa petite taille et son entretien simple et peu onéreux. De plus, la transparence et
le développement rapide des embryons, visibles sur la figure 4.1, autorisent l’observation des
processus de développement. Sa capacité à se reproduire au bout de 3 mois et de pondre une
centaine d’œufs en font également un modèle adapté pour les études à grande vitesse.

Dans le cadre de cette thèse, nous avons observé des larves de poissons trois à cinq jours après
fécondation.

4.1.1 Premières images de larves de poisson-zèbre avec l’OA-ASLM

Les premiers échantillons que nous avons observés étaient des larves de poisson-zèbre dont
les neurones cholinergiques présentaient un double marquage, fournis par l’équipe de Claire
Wyart de l’Institut du Cerveau. Les membranes sont marquées par de la GCaMP et imagées
par la caméra scientifique. Les noyaux sont marqués avec du mCherry et imagés par l’ESWFS
pour la mesure du front d’onde. La figure 4.2 montre des images brutes des corps cellulaires du
groupe neuronal dans le locus cœruleus à une profondeur d’environ 50 µm sans et avec OA.
La figure 4.2.(1) montre une amélioration de la résolution avec l’OA; le marquage membranaire
des neurones est visible après correction. La figure 4.2.(2) montre une amélioration du rapport
signal/bruit avec l’OA. Les projections neuronales apparaissent après la correction, qui se carac-
térise par des pics dans le profil d’intensité.

Ce sont les premières images d’échantillon biologique sur lesquelles nous avons observé du
gain apporté par la correction des aberrations. Cependant, nous avions rencontré beaucoup de
difficultés pour réaliser ces images car il était nécessaire de réajuster l’alignement et la synchro-
nisation de la feuille de lumière pour chaque larve. L’ajustement de la feuille de lumière était
limité par :

— le manque d’éléments optiques pour aligner correctement la feuille de lumière dans la
larve de poisson-zèbre.

— le marquage membranaire, localisé dans l’échantillon et peu dense, et donc très différent
des échantillons de billes sur lequel nous alignions la feuille de lumière jusqu’ici.

Le premier point nous a poussés à améliorer notre protocole d’alignement de la feuille (voir
chapitre 2). Le deuxième point à changer d’échantillon, avec tous les noyaux des cellules sont
marqués. Ce marquage, plus dense, permet d’avoir des points brillants, comme des billes, à la
fois sur la caméra et sur l’ESWFS, permettant d’appliquer les procédures d’alignement et de
synchronisation de la feuille utilisés jusqu’ici. Enfin, nous avons mis en place un protocole de
montage des larves plus robuste pour être dans des conditions relativement identiques pour
chaque échantillon.
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FIGURE 4.2 – Neurones de larves de poisson zèbre à environ 50 µm de profondeur sans (en haut)
et avec (en bas) OA. (1)-(2) Profils d’intensité des corps cellulaires le long des lignes 1 et 2 montrant
l’amélioration du RSB et de la résolution avec l’OA. (3) Zoom sur la ligne 3 avant et après correc-

tion.
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4.1.2 Préparation des larves

La préparation de l’échantillon doit répondre à ces critères :

— maintenir l’échantillon vivant sous les objectifs.

— permettre le déplacement de l’échantillon.

— être compatible avec l’imagerie en trois dimensions.

— être reproductible, afin d’avoir l’échantillon toujours dans la même position.

— minimiser la distance de parcours de la lumière d’illumination et de détection à travers les
tissus.

La configuration du microscope permet d’éviter d’utiliser des chambres pour l’échantillon, qui
sont généralement conçues pour les objectifs du microscope pour l’observation d’un échantillon
en particulier [74]. Elles sont plus compliquées à mettre en place car elles sont généralement her-
métiques. Cependant, la chambre permet d’avoir directement l’échantillon placé dans le champ
de vue du microscope.

Le poisson zèbre, ainsi que la plupart des organismes modèles d’insectes utilisés en biologie du
développement sont ovipares et, par conséquent, leurs embryons sont recouverts de couches
protectrices et n’ont pas besoin d’un apport nutritif externe. Ce dernier point permet de les
observer plusieurs jours [112]. Pour l’imagerie in vivo, les embryons sont incorporés ou fixés
avec de l’agarose à faible concentration, ce qui permet le positionnement et la translation de
l’échantillon sans compromettre la qualité de l’image ou interférer avec le développement de
l’échantillon. Dans l’approche la plus ancienne, les embryons sont incorporés dans des tubes
d’agarose dépassant de capillaires en verre [74]. C’est l’approche que nous avons mise en place
pour l’observation avec notre microscope. La préparation des larves est détaillée dans la figure
4.3.

La larve étant moins large que le diamètre du capillaire en verre, nous ne contrôlons pas sa
position dans la carotte d’agarose ; la larve ne sera donc pas forcément au centre du cylindre
et alignée avec l’axe de la carotte. Mais ces variations sont suffisamment faibles pour avoir des
conditions d’observation quasiment identiques d’un échantillon à l’autre.
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FIGURE 4.3 – Préparation d’une larve de poisson zèbre.

1. La larve est anesthésiée avec une solution contenant 0,2% de tricaïne.

2. La larve est extraite de la solution et plongée dans une solution liquide contenant 1,5% d’aga-
rose à basse température de gélification (1,5g d’agar en poudre pour 100 mL d’eau).

3. La larve est aspirée avec l’agarose dans un capillaire en verre de 1 mm de diamètre interne.

4. Une fois l’agarose gélifié, la carotte d’agarose est éjectée du capillaire et placée sur un lit
d’agarose au centre de la cuve du microscope. L’axe dorso-ventral de la larve doit être iden-
tique à l’axe de la détection.

5. La carotte est fixée au fond avec quelques gouttes d’agarose, la cuve est remplie d’eau et
placée sous le microscope.

4.2 Images de larves de poisson-zèbre dans une carotte d’agarose

4.2.1 Gain apporté par l’OA-ASLM pour l’imagerie en profondeur

Par la suite, nous avons observé des larves de poisson-zèbre in vivo avec un marquage structurel
des noyaux des cellules, pour nous aider à corriger la position de la feuille. Ces larves ont été
fournies par Willy Supatto du Laboratoire Optique et Biosciences (LOB) à l’IPP. Elles sont géné-
ralement utilisées pour l’étude du développement (voir Introduction). Ces études sont limitées
en profondeur dans les larves ayant plusieurs jours.

Les cellules ont été imagées à une profondeur approximative de 100 µm. Les temps d’exposi-
tion étaient de 680 ms pour la caméra d’imagerie et de 200 ms pour le capteur de front d’onde
ESWFS. Pour chaque structure d’intérêt de la figure 4.4, les images avant (a) et après (b) correc-
tion des aberrations montrent un fort gain en qualité d’image. La correction a été réalisée après
un maximum de 6 itérations, un gain égal à 0,8 et 36 modes de miroir. Les sous-images montrent
les fronts d’onde mesurés correspondants, qui passent de RMS=165 nm à RMS=27 nm, soit une
correction à λ/22 RMS, au-delà du critère de Maréchal.

Afin de quantifier le gain apporté par l’OA, j’ai mesuré la PSF dans chaque image : le rapport
Strehl est nettement amélioré après correction, jusqu’à une valeur égale à 0,9. Cette amélioration
est confirmée quantitativement par les profils de la figure 4.4(c) correspondant aux flèches jaunes
et grises des figures 4.4(a) et 4.4(b). Les profils montrent une amélioration du contraste d’un
facteur supérieur à 2, permettant de séparer les cellules.

Suite à ces résultats, nous nous sommes posés trois questions :
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FIGURE 4.4 – Images de cerveau d’une larve de poisson-zèbre, cellules exprimant de la mCherry,
à une profondeur approximative de 100 µm avec les fronts d’onde mesurés associés, exprimés en
nm, et les fonctions d’étalement du point avant et après correction de l’OA. (a) Image scientifique
avant correction. (b) Image scientifique après correction. (c) Profils correspondant à la ligne entre

les flèches jaunes et grises avant et après la correction de l’OA.
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— Quelle est l’origine des aberrations?

— Quelle est la contribution de la carotte aux déformations du front d’onde?

— Quel gain apporte l’amélioration du contraste et de la résolution de l’image à des algo-
rithmes de segmentation?

4.2.2 Influence de la carotte d’agarose sur les déformations du front d’onde

Pour savoir si les aberrations proviennent de la larve de poisson-zèbre ou de la carotte, nous
avons monté une larve dans une carotte d’agarose avec des billes fluorescentes de 1 µm de
diamètre, comme sur la figure 4.5.a. La queue de la larve est le meilleur endroit à observer car le
tube neural et les billes sont tous les deux visibles sur la caméra. Il est important de noter que les
deux objets sont sur le même plan par rapport à l’objectif de collection, mais qu’il est nécessaire
de translater l’échantillon pour observer la bille ou le tube neural sur l’ESWFS. La figure 4.5.b
présente l’image du tube neural, de la bille et le RMS du front d’onde provenant de la bille sans
correction, avec correction sur la bille et avec correction sur le tube neural.

Bille sur 
le coté

RMS du front d'onde
provenant de la bille

60 nm

20nm

180nm

Sans 
correction

Correction 
sur les billes

Correction 
sur la larve

Tube neural

a

b

Larve de 
poisson zèbre Agarose 1,5%

Bille fluorescente

FIGURE 4.5 – Influence de la carotte d’agarose sur les déformations du front d’onde. a.Montage
de l’échantillon pour l’expérience. b.Images du tube neural et d’une bille à côté de la queue de la
larve pour différentes formes de miroir corrigeant ; les aberrations introduites par le système, les
déformations du front d’onde provenant des billes ou les déformations du front d’onde provenant
de la larve. Les RMS provenant d’une bille sont indiqués pour les trois formes de miroir. Taille la

bille : 1 µm. Champ de vue sur la larve : 60 x 25 µm².

Après correction, le RMS de la bille passe de 60 nm à 20 nm. Cette différence de front d’onde
provient de la différence de position de la bille dans la carotte entre cette mesure et la mesure
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servant de référence. La carotte génère donc des aberrations, mais leur correction n’améliore pas
l’image du tube neural. Par contre, comme nous le voyons sur la troisième ligne de la figure
4.5.b, après correction du front d’onde mesuré sur le tube neural, des neurones apparaissent
grâce au gain en signal et en résolution apporté par l’OA. Le RMS du front d’onde de la bille est
de 180 nm après correction sur le tube neural. Cela montre que le poisson induit des aberrations
supplémentaires non négligeables par rapport à la carotte. Ces aberrations induites par la larve
varient avec la profondeur, et d’une larve à l’autre, ce qui justifie l’utilisation d’une boucle d’OA
pour l’imagerie 3D de cet échantillon, comme nous le verrons plus en détail dans la suite (voir
section 4.4).

4.3 Segmentation

Comme nous le voyons sur la figure 4.4.c, après correction des aberrations, les cellules sont
mieux résolues. Cette augmentation de la résolution permet de mieux les séparer. Nous nous
sommes alors demandés quels serait l’impact de ce gain en résolution sur l’efficacité des algo-
rithmes de segmentation. Nous avons testé plusieurs logiciels : ImageJ et Napari, qui sont des
outils couramment utilisés pour l’analyse d’images, et Cellpose [20] qui est spécifiquement dé-
dié à la segmentation cellulaire.

Cellpose se base sur un apprentissage automatique pour segmenter les cellules. Le logiciel pro-
pose des modèles de base pour la segmentation, mais il est aussi possible de créer des modèles
de segmentation personnalisés. Ces modèles sont créés à partir d’un modèle de base, que l’on
va entraîner à notre application. Cet entraînement utilise des images sur lesquelles l’utilisateur
va entourer les cellules. Les images utilisées affichent en moyenne une quarantaine de cellules
(4.6.C et 4.6.D). Ce nombre permet d’avoir suffisamment de cellules pour que l’entraînement
soit rapide, mais n’est pas trop élevé pour que l’utilisateur puisse repérer les cellules que l’al-
gorithme n’a pas détectées. L’utilisateur corrige les résultats de la segmentation de l’algorithme
jusqu’à ce que le taux d’erreur stagne. Nous avons atteint un taux d’erreur de 10% après l’entraî-
nement. Parmi les images utilisées, certaines sont le résultat d’une correction d’OA et d’autres
non, afin de ne pas favoriser l’un ou l’autre.

Une fois le modèle entraîné, nous avons appliqué la segmentation à des images avec et sans
correction des aberrations. Cellpose va entourer toutes les cellules qu’il segmente (voir figure
4.6.E et 4.6.F) et indiqué le nombre de cellules sur les images. Encore une fois, nous utilisons
des images avec un nombre de cellules variant entre 30 et 40, pou avoir un nombre significatif
de cellules, et pouvoir comparer les résultats entre les deux images. Nous avons réalisé cette
opération sur une vingtaine de paires d’images.

En moyenne, Cellpose compte 5 cellules de plus sur les images avec correction (41,4 cellules en
moyenne) que sur les images sans correction (36,4 cellules en moyenne). L’écart-type de l’écart
entre les deux segmentations est de 3,3. Nous avons donc une augmentation du nombre de
cellules comptées. En moyenne, Cellpose compte 3 cellules de plus par image, avec ou sans
correction que nous. Cette différence provient de cellules peu intenses en dehors du plan focal,
que nous ne voyons que si l’intensité de l’image est saturée. Cependant, Cellpose est capable
de détecter ces cellules, expliquant la différence. Pour mieux évaluer le gain de l’OA sur ces
algorithmes, il faut les tester sur des échantillons volumiques.
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FIGURE 4.6 – Segmentation cellulaire. Images du haut : avant correction, Images du bas : après
correction. (A-B)Image de la caméra, barre d’échelle 100 µm. (C-D) Zoom sur la zone délimité par
le carrée rouge dans les images A et B respectivement. (E-F) Résultats de la segmentation avec

Cellpose sur les images C et D respectivement.

4.4 Correction des aberrations pour l’imagerie 3D de larves de poisson-
zèbre vivantes

4.4.1 Gain apporté par l’OA-ASLM pour l’imagerie 3D

Dans cette section, je présente les résultats obtenus pour l’imagerie 3D in vivo. La figure 4.7
montre une acquisition d’un volume de 480 µm x 480 µm x 150 µm dans une larve de poisson-
zèbre, avant (en haut) et après correction des aberrations (en bas). L’acquisition a été effectuée
entre 100 et 250 µm de profondeur. Entre chaque image, l’échantillon est déplacé de 0,3 µm.
L’acquisition sans correction du front d’onde a été effectuée après celle avec correction, réalisée
avec un gain égal à 0,6 et 36 modes de miroir. L’échantillon a déjà commencé à blanchir entre les
deux mesures. L’intensité n’est pas donc une valeur exploitable pour la comparaison des images
avant et après correction. La boucle d’OA tournait "en continu" lors de l’acquisition de la pile
d’images.

Comme en imagerie 2D, un gain en résolution spatiale est visible latéralement, mais cette ac-
quisition 3D révèle aussi un gain axial (figure 4.8). Les fronts d’onde mesurés avec puis sans
correction pour des plans au centre du volume passent de 50 nm RMS à 180 nm RMS. Pour
quantifier l’augmentation de résolution apporté par l’AO, la transformée de Fourier radiale est
calculée en moyennant les valeurs de la transformée de Fourier sur des couronnes de pixels de
rayon variable. A partir de cette transformée de Fourier radiale, le rayon moyen de l’étendue
du spectre est calculé pour toutes les images de la pile, avec et sans correction. Le rayon dimi-
nue avec la profondeur, mais la correction permet d’élargir le domaine fréquentiel de 25% sur
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FIGURE 4.7 – Reconstruction 3D d’une partie du cerveau de larve de poisson-zèbre entre 100 et
250 µm de profondeur (orientée selon l’axe z) sans (haut) et avec (bas) correction des aberrations.

1 division représente 100 µm.
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FIGURE 4.8 – Image d’un plan situé au milieu du volume de la figure 4.7 avant et après correction
avec les fronts d’onde et les transformées de Fourier associés. Les deux images du bas sont des

images dans un plan (zx) reconstruites à partir de la pile d’image.
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l’ensemble de la pile d’images ce qui confirme le gain en résolution.

À nouveau, la correction permet de mieux séparer les cellules de façon automatiser grâce à la
correction des aberrations de la pile d’image. Avec notre modèle de segmentation précédem-
ment entraîné, 4 028 cellules ont été comptées après correction, contre 3 376 cellules avant. Nous
n’avons pas effectué suffisamment de segmentation sur de grands volumes pour avoir des ré-
sultats significatifs, par manque de puissance de calcul et de temps, mais ce premier résultat est
encourageant.

4.4.2 Isoplanétisme de l’échantillon

Pour la pile d’images corrigées des aberrations, la boucle d’OA tourne en même temps que
l’acquisition et le déplacement de l’échantillon. La vitesse d’acquisition est de 3 Hz, et rythme la
correction du front d’onde et le déplacement de l’échantillon. Après l’acquisition d’une image
par la caméra scientifique, la mesure et la correction du front d’onde ainsi que le déplacement
de l’échantillon sont effectués. Il y a donc un décalage axial entre la correction des aberrations
et l’acquisition de l’image caméra : le miroir corrige le plan précédent. De plus, comme nous
l’avons vu précédemment, 6 tours de boucles d’OA sont nécessaires pour obtenir une correction
optimale des aberrations en profondeur dans les larves de ZF étudiées ici. Ainsi, les premières
images de la pile ne bénéficient pas de la meilleure correction puisqu’un seul tour de boucle est
réalisé par plan.

La figure 4.7 montre néanmoins clairement un gain en signal et en résolution apporté par la
correction des aberrations. Au delà des premiers plans de la pile d’images, la mesure des aber-
rations résiduelles est de l’ordre de la précision de mesure de l’analyseur donc le miroir a bien
une forme optimale à chaque position axiale. Ceci s’explique par la forme du front d’onde qui
varie très peu d’un plan à l’autre dans cette acquisition (le RMS varie en moyenne de 5 nm d’un
plan à l’autre). Donc si le pas en Z est petit (ici 300 nm) et inférieur à la taille du patch isopla-
nétique suivant Z, la correction du front d’onde d’un plan est valable au plan suivant. Dans le
cas de la larve de poisson zèbre, l’image 3D corrigée des aberrations de la figure 4.7 révèle que
l’épaisseur de la zone isoplanétique est supérieure à 300 nm.

4.4.3 Évolution des aberrations avec la profondeur

Dans les piles d’images sans correction, nous avons mesuré le front d’onde à chaque plan et étu-
dié l’évolution des aberrations avec la profondeur dans l’échantillon. Le tableau 4.1 présente les
aberrations qui varient de façon significative avec la profondeur, c’est-à-dire dont les variations
sont plus grandes que la précision de l’analyseur. Ces mesures sont réalisées dans des larves de
poisson-zèbre montées dans des carottes d’agarose, mais également dans des carottes d’agarose
contenant seulement des billes fluorescentes. Les écarts entre les valeurs des aberrations induites
par une larve dans une carotte d’agarose et celles d’une carotte seule montrent à nouveau que
les aberrations proviennent en majorité de l’échantillon biologique.

Parmi ces évolutions, une a attiré notre attention : celle de l’aberration de focus. Sur toutes les
piles d’images, le focus varie linéairement avec la profondeur. Par exemple, la figure 4.9.a montre
une croissance linéaire du focus sur 120 µm, pour une augmentation globale de 300 nm.

Si le focus change, cela signifie que la feuille de lumière ne reste pas sur le plan focal de l’ob-
jectif de détection et change de plan au cours de la pile d’images, qui est réalisée en déplaçant
l’échantillon. Ce déplacement est causé par la réfraction de la feuille de lumière aux interfaces



108 Chapitre 4. Applications de l’AO-ASLM à l’imagerie de la larve de poisson-zèbre vivante

Focus Astigmatisme 0° Astigmatisme 45°
Larve 316 ± 30 nm 118 ± 14 nm 46 ± 6 nm

Carotte 44 ± 40 nm 33 ± 20 nm 10 ± 6 nm

TABLE 4.1 – Variations moyennes des aberrations sur une échelle de 100 µm dans une carotte
d’agarose et dans une larve de poisson-zèbre.

Larve

Agarose Eau

a b

FIGURE 4.9 – Évolution de l’aberration de focus (normalisation RMS) avec la profondeur d’image-
rie pour la pile d’image de la figure 4.7.b. b. Réfraction de la feuille de lumière par l’échantillon.

de l’échantillon (figure 4.9.b), modifiant la position et l’inclinaison de la feuille. Comme le gain
en résolution spatiale est visible sur l’ensemble de l’image caméra lorsque le focus est corrigé,
nous pouvons supposer que l’inclinaison de la feuille de lumière par rapport au plan de mise au
point est faible, et que la mesure de focus indique la position de la feuille de lumière par rapport
à ce plan.

Pour quantifier le déplacement de la feuille en micromètres dans l’échantillon, il faut relier la
mesure de focus à la position axiale de l’objet. Pour cela, une bille de 1 µm a été déplacée le long
de l’axe de détection, tout en replaçant la feuille sur la bille pour chaque mesure afin de garder
un signal constant. Pour un déplacement de 1 µm de l’échantillon, le focus varie de 70±5 nm.
Sur le volume 3D de la figure 4.7, la feuille s’est donc déplacée de 4,2 µm dans la direction axiale
de l’objectif de détection.

Cette distance de 4,2 µm est plus grande que la profondeur de champ de l’objectif (1 µm). Une
feuille de lumière qui n’est pas dans le plan de mise au point dégrade la qualité de l’image
car la caméra n’est plus correctement conjuguée avec le plan illulminé et l’objectif n’est plus
utilisé en conjugaison infini-foyer pour lequel il est corrigé. Pour l’image 3D avec correction
des aberrations, le défocus est corrigé par la boucle d’OA qui compense donc le déplacement
de la feuille de lumière et ainsi améliore la qualité des images en profondeur dans les tissus
biologiques.

4.5 Limitations

Lors des acquisitions d’images et des corrections d’aberrations dans les larves de poisson-zèbre,
nous avons observé deux problèmes. Le premier est le photoblanchiment de l’échantillon dans
un volume cent fois plus épais que le volume observé. Le deuxième concerne la mesure de front
d’onde.
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FIGURE 4.10 – Photoblanchiment de l’échantillon. a.Projection du maximum d’intensité sur un
volume de 300 µm de l’échantillon photoblanchi. b.Projection latéral du volume a sur la zone pho-
toblanchie. c.Maximum d’intensité à chaque plan du volume a. d.Maximum d’intensité à chaque

plan du volume b.
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4.5.1 Photoblanchiment

Lors d’une mesure d’une quinzaine de minutes à une profondeur donnée dans une larve de
poisson-zèbre, le marquage a photoblanchi. Les conséquences de ce photoblanchiment sont vi-
sibles sur la figure 4.10. La figure 4.10.b est une vue de coté d’une pile d’images d’une queue
de larve. Le graphique 4.10.c représente le maximum d’intensité en fonction de la profondeur.
Nous observons une bande d’une quinzaine de micromètres, indiquée par les lignes rouges sur
les figures 4.10.b et d, où le signal est très faible. Le graphique 4.10.d est un zoom sur la zone
où l’intensité est plus faible que sur le reste de l’échantillon. Sur une épaisseur de 160 µm, le
signal est plus faible que dans le reste de l’échantillon, alors que nous n’avons imagé qu’un
volume de 2 µm d’épaisseur. L’échantillon a donc photoblanchi sur une épaisseur 80 fois plus
grande que celle observée. Ce photoblanchiment sur une zone aussi épaisse est la principale li-
mite de l’ASLM pour les observations longues par rapport au microscope à feuille de lumière
conventionnel : le faisceau d’excitation est très focalisé au niveau du col mais sur une longueur
de Rayleigh peu étendue. Lors du balayage axial, il illumine donc l’échantillon sur un large
volume qui sera photoblanchi.

4.5.2 Limitation sur la mesure de front d’onde

Dans certains cas, la boucle d’OA ne parvient pas à converger vers une solution. Nous observons
cela quand le contraste de certaines imagettes d’une zone de la pupille est très faible par rapport
au reste de la pupille. Par exemple, dans la figure 4.11, une perte de contraste est visible sur une
bande d’imagettes de l’ESWFS. Le poisson est dans cette expérience sur le dos. Le tube neural
est imagé à travers la notochorde. Cette configuration permet de montrer la perte de contraste
dans un cas simple (pour observer le tube neural, le poisson est normalement positionné sur le
ventre). La notochorde absorbe et/ou diffuse les rayons qui passent à travers (figure 4.11.a), ex-
pliquant la chute de contraste sur les imagettes qui sont alignées avec la notochorde sur l’image
4.11.b. Les rayons qui passent à côté de la notochorde atteignent le haut ou le bas de la pupille
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FIGURE 4.11 – Perte de contraste sur certaines imagettes du ESWFS. a.Schéma pour illustrer l’ori-
gine de la perte de contraste. b.imagettes du ESWFS correspondant à la configuration a.

.

avec beaucoup moins de perturbation. Les rayons récoltés par l’ESWFS ont donc des parcours
différents dans l’échantillon. Ces différences de parcours font que les photons ont été plus ab-
sorbés ou diffusés dans certaines régions de la pupille que dans d’autres. Ces régions dépendent
de la symétrie de l’échantillon ou de la présence de certaines structures entre le plan observé et
l’objectif. Je n’ai pas eu le temps d’analyser en détail les conséquences de ce phénomène sur les
corrélations des imagettes, et donc sur la mesure de front d’onde, pour proposer et tester des
solutions basées sur des seuillages ou des filtrages numériques des imagettes.

4.6 Conclusion

Dans ce chapitre, nous avons montré les premiers résultats de gain en imagerie en profondeur
grâce à la correction du front d’onde dans des échantillons biologiques vivants , avec un mi-
croscope à feuille de lumière confocal à balayage axial couplé à une boucle d’OA. Un gain si-
ginificatif en signal et en résolution spatiale permet d’améliorer les résultats d’un algorithme
de segmentation de 20% sur des volumes d’imagerie de plusieurs centaines de micromètres de
côté.

De plus, la correction du front d’onde étant plus rapide que la vitesse d’acquisition actuelle,
nous avons pu effectuer une correction des aberrations à chaque plan de l’acquisition d’une pile
d’images. Cette correction a permis d’obtenir un gain en résolution spatiale sur l’ensemble du
volume observé en profondeur dans des larves de poisson zèbre vivantes. La correction du front
d’onde permet de corriger les aberrations introduites par l’échantillon à la détection, en corri-
geant principalement de l’astigmatisme, mais aussi en compensant les aberrations à l’illumina-
tion, grâce à la compensation du déplacement de la feuille de lumière causée par la géométrie
de l’échantillon. Cette correction du defocus induit par le déplacement de la feuille est à notre
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connaissance la plus rapide réalisée, et laisse présager de belles perspectives sur la correction de
la feuille de lumière.
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Conclusion et perspectives

Conclusion

Au cours de ces trois années, j’ai eu l’opportunité de développer un montage complet, depuis sa
conception, sa réalisation et sa caractérisation, jusqu’à son utilisation pour l’imagerie 3D à haute
résolution d’échantillons biologiques vivants. A notre connaissance, cet instrument qui combine
une boucle d’optique adaptative originale, utilisant une méthode de mesure de front d’onde en
source étendue, à un microscope à feuille de lumière confocal à balayage axial de l’excitation,
n’a jamais été réalisé auparavant et est encore unique aujourd’hui.

La première partie de mon travail a été consacrée à la conception et à la construction du micro-
scope à feuille de lumière confocal. Grâce à la technique de balayage axial d’un faisceau gaussien
généré avec une lentille cylindrique et un objectif à forte ouverture numérique, l’échantillon est
illuminé par une feuille fine de lumière de 1 µm d’épaisseur sur un grand champ de vue de
480µm de côté, permettant l’observation simultanée d’un grand nombre de cellules. Cette tech-
nique, très exigente en termes de synchronisation des éléments actifs et d’alignement de la feuille
de lumière avec la détection, a permis de s’affranchir de l’effet plénoptique sur l’analyseur de
front d’onde en source étendue et ainsi de réaliser une correction précise et rapide des aber-
rations induites par l’échantillon biologique. À cela, s’ajoute le développement complet d’un
logiciel de pilotage dédié du microscope. Comprendre et résoudre les problèmes générés par
une mauvaise synchronisation, des erreurs de pilotage, une feuille mal alignée ou la géométrie
de l’échantillon a été le challenge de mes trois années de thèse.

La seconde partie a été consacrée à l’observation de larves de poissons-zèbres in vivo, pour l’ob-
servation et la quantification automatique de cellules nerveuses dans des grands volumes et en
profondeur. Les résultats obtenus montrent un gain significatif en signal et en résolution spatiale,
notamment en profondeur dans les tissus, qui permet d’améliorer les résultats d’algorithme de
segmentation.

Tous ces résultats font l’objet d’un article en cours de rédaction, qui décrit le développement
et la caractérisation du microscope, et démontre son efficacité et son apport avec des premiers
résultats prometteurs obtenus en imagerie 3D in vivo de larves de poisson-zèbre.

Perspectives

Imagerie 3D à hautes résolutions spatiale et temporelle de larves de poissons zèbres :
application à l’imagerie cardiaque

Notre microscope AO-ASLM a démontré qu’il permet d’augmenter à la fois le signal et la résolu-
tion spatiale pour l’imagerie 3D en profondeur dans une larve de ZF vivante, tout en préservant
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un large champ d’observation de l’ordre de 350 micromètres de côté. Notre montage est cepen-
dant limité en cadence d’acquisition par le balayage axial du col du faisceau à l’excitation dans
l’échantillon.

W.Supatto (Laboratoire Optique et Biosciences à l’IPP) s’intéresse à l’imagerie in vivo du cœur de
larves de poisson-zèbre, qui nécessite une vitesse d’acquisition de plusieurs centaines de Hertz.
Pour cela, la méthode de balayage axial du faisceau doit être changée, car l’actionneur piézoélec-
trique utilisé pour l’instant ne permet d’atteindre qu’une vitesse d’acquisition maximale de 10
Hz. Une possibilité consiste à remplacer l’actionneur par un miroir galvanométrique. Le champ
de vue sera néanmoins plus petit que celui que nous avons actuellement, de l’ordre de 100 à 200
micromètres de côté, ce qui reste compatible avec l’imagerie du cœur.

Afin d’optimiser la vitesse de correction des aberrations, une mesure précise de la taille de la
zone isoplanétique dans les larves de poissons zèbre sera également nécessaire, en particulier
dans la direction axiale à la détection. Cela permettra de minimiser le nombre de plans à corriger
(et éventuellement le nombre de modes de miroir) lors de l’acquisition d’une pile d’images, et
ainsi accélérer la cadence d’acquisition sur la caméra.

Correction de la position de la feuille de lumière

L’ESWFS est capable de déterminer la position axiale de la feuille de lumière à partir de la me-
sure de focus dans un échantillon biologique. Nous pouvons donc repositionner la feuille à
partir de cette mesure du focus. La correction de la position de la feuille de lumière a déjà fait
l’objet de travaux [113, 114]. Cependant, cette correction se base sur une itération pour améliorer
un facteur de mérite qui traduit la qualité de l’image. Dans le but d’accélérer cette correction,
nous avons installé une vis micrométrique motorisée sur le miroir permettant de corriger la po-
sition de la feuille. Je n’ai cependant pas eu le temps de finir l’intégration du pilotage de la vis
au logiciel pour corriger automatiquement la position axiale de la feuille à partir de la mesure
de focus sur l’analyseur.

Une autre solution pour corriger la position de la feuille de lumière est de remplacer le mi-
roir avec la vis motorisée par un miroir galvanométrique, plus rapide. Il serait ainsi possible
d’accélérer l’imagerie volumétrique en synchronisant le déplacement de la feuille avec le miroir
déformable. En enregistrant les formes du miroir qui corrigent les aberrations de chaque plan,
la feuille pourrait être déplacée dans l’échantillon et les aberrations corrigées en chargeant de
façon synchrone la forme du miroir déformable adaptée à chaque position.

Ce repositionnement de la feuille de lumière n’est néanmoins possible que si la mesure de fo-
cus est correcte. Si la feuille est épaissie dans l’échantillon (aberrations autres que tilt et focus,
diffusion), la mesure de focus sera fausse.

Correction des aberrations à l’excitation

Au fil des différents chapitres, nous avons vu que l’épaisseur de la feuille de lumière était un
paramètre critique pour la mesure de front d’onde, comme pour la résolution axiale sur la voie
d’imagerie. Lors de sa propagation dans les tissus biologiques, dont l’indice est inhomogène, la
feuille de lumière peut être inclinée ou épaissie par les aberrations et/ou la diffusion induites
par l’échantillon. Dans le cas particulier du ASLM, une feuille de lumière plus épaisse peut éga-
lement provenir d’un défocus du faisceau d’excitation, qui conduit à une mauvaise synchronisa-
tion avec le mode "rolling shutter" de la caméra et le module confocal devant l’analyseur, comme
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nous l’avons vu précédemment. Pour corriger ce problème de synchronisation, nous pouvons
ajuster la position de l’actionneur piézoélectrique devant l’objectif RF et ainsi repositionner cor-
rectement le col du faisceau dans le champ. Pour corriger cela, nous envisageons d’implémenter
un modulateur spatial de lumière sur le chemin d’excitation. Comme il est utilisé avec une len-
tille cylindrique :

— le SLM doit être positionné en amont de la lentille cylindrique (voir figure 4.12) ;

— la correction ne peut être appliquée que dans une direction.

Laser Source
λ=488nm
λ=561nm

PBS

L1 L2

Objectif
d'excitation

L3

L4

M1

M2

M3

LC

Polariseur

QWP

Objectif de 
«remote
 focusing»

z

x

Miroir
piezo-x

L5

L6

SLM

FIGURE 4.12 – Schéma de la partie illumination avec un SLM. L : Lentille, LC : Lentille Cylindrique,
M : Miroir, PBS : Séparateur de faisceau polarisé, QWP : Lame-quart d’onde.

.

Lorsqu’il est placé dans un plan de Fourier, le SLM permet de moduler la phase de la feuille de
lumière du microscope. Le faisceau étant focalisé avec une lentille cylindrique, la modulation
n’est effectuée que dans une direction. Dans l’autre direction, la feuille de lumière sera l’image
du SLM. Les aberrations que l’on peut corriger avec le SLM peuvent donc être décrites par les
polynômes de Legendre Ln qui sont orthogonaux :

Ln(x) =
1
2n

n

∑
k=0

(
n
k

)2

(x − 1)n−k(x + 1)k (4.1)

avec : (
n
k

)
=

n!
(n − k)!k!

(4.2)
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Les ordres 1 et 2 permettent de modifier la position de la feuille et de déplacer le col du faisceau
respectivement. Les ordres supérieurs ont pour conséquence d’élargir la feuille.

Avec un SLM modulateur de phase uniquement, nous avons essayé de voir l’impact de ces aber-
rations sur l’image caméra. Nous observons une variation de l’intensité, laissant la possibilité
d’améliorer le sectionnement optique avec un processus itératif. Cependant, les premières me-
sures effectuées dans une larve de poisson-zèbre lors d’un prêt test d’un SLM n’ont pas permis
d’aboutir à une correction pertinente pour ce type d’échantillon.D’autres tests pour corriger les
aberrations, voire la diffusion, seront nécessaire, également dans d’autres types d’échantillons.

Structuration de l’illumination pour la mesure de front d’onde

Un SLM permet aussi de mettre en œuvre des techniques d’imagerie telles que l’illumination
structurée [114]. Notre équipe ayant déjà travaillé sur la microscopie à illumination structurée
[115], implémenter cette technique sur notre microscope à feuille de lumière permettrait non
seulement de structurer l’illumination pour rendre les corrélations des imagettes plus précises
et résistantes au bruit et, après correction des aberrations à l’émission, d’augmenter la résolution
spatiale des images caméra au delà de la limite de diffraction.
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Annexe A

Le microscope

FIGURE A.1 – L’Arcadia : Microscope AO-ASLM



118 Annexe A. Le microscope

FIGURE A.2 – Montures des objectifs du microscopes

(A) Miroir déformable (B) Miroir galvanométrique (C) ESWFS

FIGURE A.3 – Montures pour conjuguer les pupilles
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Annexe B

Communications

Publications

— Sophia Imperato, Fabrice Harms, Antoine Hubert, Mathias Mercier, Laurent Bourdieu,
et Alexandra Fragola. Single-shot quantitative aberration and scattering length measure-
ments in mouse brain tissues using an extended-source Shack-Hartmann wavefront sen-
sor. Optics Express 30, 15250 (2022).

— Antoine Hubert, Georges Farkouh, Fabrice Harms, Cynthia Veilly, Sophia Imperato, Ma-
thias Mercier, Vincent Loriette, François Rouyer et Alexandra Fragola. Calcium imaging
of the live Drosophila melanogaster brain using closed-loop adaptive optics light-sheet
fluorescence microscopy without guide star. Journal of Biomedical Optics 28, 66501 (2023).

— Mathias Mercier, Fabrice Harms, Cynthia Veilly, Antoine Hubert, Sophia Imperato, Alice
Guillaume-Manca, Willy Supatto et Alexandra Fragola. Line-Confocal direct wavefront
sensing for fast adaptive optics light-sheet microscopy of biological samples (En prépara-
tion).

Présentations orales

— Sophia Imperato, Fabrice Harms, Antoine Hubert, Mathias Mercier, Laurent Bourdieu, et
Alexandra Fragola, Focus on Microscopy, April 2021, ’Single-shot characterization of op-
tical aberrations and scattering properties of the mouse cortex using an Extended Source
Shack Hartmann Wavefront Sensor’

— Mathias Mercier, Sophia Imperato, Fabrice Harms, et Alexandra Fragola, Focus on Micro-
scopy, April 2022, ’Axially-swept adaptive optics light sheet fluorescence microscopy for
high resolution neuroimaging in the drosophila brain’

— Sophia Imperato, Fabrice Harms, Mathias Mercier, Laurent Bourdieu, et Alexandra Fra-
gola, SPIE Photonics Europe, April 2022, ’A direct wavefront sensing device resilient to
scattering for use in adaptive optics two-photon microscopy in the mouse brain.’

— Mathias Mercier, Sophia Imperato, Fabrice Harms, et Alexandra Fragola, SPIE Photonics
Europe, April 2022, ’Axially-swept adaptive optics light sheet fluorescence microscopy for
high resolution neuroimaging in the drosophila brain’

— Sophia Imperato, Fabrice Harms, Mathias Mercier, Laurent Bourdieu, et Alexandra Fra-
gola, Optique Nice, July 2022, ’Optique Adaptative en source étendue pour la microscopie
à deux photons et la neuroimagerie’

— Mathias Mercier, Fabrice Harms, Antoine Hubert, Sophia Imperato, Alice Guillaume-
Manca, Willy Supatto et Alexandra Fragola, Focus on Microscopy, April 2023, ’Adaptive
Optics Light Sheet Fluorescence Microscopy for High Resolution In Vivo Imaging in Ze-
brafish’
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Autres

— Poster Optique Nice, Juillet 2022, ’Axially-swept adaptive optics light sheet fluorescence
microscopy for high resolution neuroimaging’

— Mathias Mercier, Sophia Imperato, et Alexandra Fragola, Atelier MiFoBio, Novembre 2021,
’Adaptive optics for Light-Sheet microscopy’

— Mathias Mercier, Alice Guillaume-Manca, et Fabrice Harms, Atelier MiFoBio, Novembre
2023, ’Adaptive optics for Two-Photon Fluorescence microscopy’
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Résumé

L’utilisation de la microscopie de fluorescence à feuille de lumière (LSFM) est une technique de choix pour

l’imagerie 3D à hautes résolutions spatiales et temporelle d’échantillons vivants. Néanmoins, en profondeur dans
les échantillons biologiques, les aberrations optiques induites par l’inhomogénéité de l’indice de réfraction des
tissus entrâınent une perte significative de contraste et de résolution spatiale. Pour compenser ces aberrations
et ainsi retrouver une image limitée uniquement par la diffraction, nous avons combiné un microscope LSFM
avec de l’optique adaptative (OA) basée sur la mesure directe du front d’onde avec un analyseur de front d’onde
Shack-Hartmann en source étendue (ESSH). Cette approche originale conduit à une correction efficace et rapide
du front d’onde puisqu’elle ne nécessite pas d’algorithmes itératifs utilisés dans les configurations d’OA sans
capteur, et à une mise en œuvre plus facile et compatible avec l’étude d’échantillons vivants, car elle ne requiert
pas l’insertion invasive de billes fluorescentes ni l’utilisation complexe et coûteuse d’un laser impulsionnel pour
générer une étoile guide.

Cependant, les performances dans un tel instrument sont assujetties à la géométrie de l’excitation : le capteur
ESSH réalise une mesure de front d’onde moyenne sur le volume fluorescent imagé par les microlentilles qui le
composent et fixé par l’épaisseur de la feuille de lumière. Afin d’optimiser la mesure et la correction du front
d’onde, et par conséquent le gain apporté par l’OA, il est nécessaire de minimiser l’épaisseur de la feuille de lumière
à l’illumination sur tout le champ de vision du capteur ESSH, idéalement de la rendre égale à la profondeur de
champ de l’objectif de collection. Ceci est possible grâce à une configuration de LSFM développée récemment, la
microscopie à feuille de lumière balayée axialement, qui permet d’obtenir une feuille de lumière d’une épaisseur
inférieure à 1 micromètre tout en conservant un champ de vue de 500 x 500 µm².

Je présente la mise en œuvre de ce microscope à feuille de lumière à haute résolution spatiale, combiné à une
boucle d’optique adaptative basée sur une mesure de front d’onde en source étendue, sa caractérisation et ses
performances, ainsi que des résultats d’imagerie en profondeur sur des larves de poissons-zèbres vivantes.

Mots clés

Optique Adaptative, Analyseur de front d’onde Shack-Hartmann en Source Etendue, Fluorescence, Microscopie

à feuille de lumière, Poisson-zèbre

Abstract

The use of light-sheet fluorescence microscopy (LSFM) is a technique of choice for high spatial and temporal

resolution 3D imaging of living samples. However, at depth in biological samples, optical aberrations induced by
tissue refractive index inhomogeneity result in a significant loss of contrast and spatial resolution. To compensate
for these aberrations and thus recover an image limited only by diffraction, we have combined an LSFMmicroscope
with adaptive optics (AO) based on direct wavefront measurement with an extended-source Shack-Hartmann
wavefront sensor (ESSH). This original approach leads to efficient and rapid wavefront correction, as it does not
require the iterative algorithms used in sensorless AO configurations, and to easier implementation compatible
with the study of living samples, as it does not require the invasive insertion of fluorescent beads or the complex
and costly use of a pulsed laser to generate a guide star.

However, performance in such an instrument is subject to the geometry of the excitation: the ESSH sensor
performs a wavefront measurement averaged over the fluorescent volume imaged by the microlenses of which it
is composed, and fixed by the thickness of the light-sheet. To optimize wavefront measurement and correction,
and consequently the gain provided by the AO, it is necessary to minimize the thickness of the light sheet at
illumination over the entire field of view of the ESSH sensor, ideally to make it equal to the depth of field of the
collection objective. This is made possible by a recently developed LSFM configuration, axially swept light-sheet
microscopy, which achieves a light-sheet thickness of less than 1 micrometer while maintaining a field of view of
500 x 500 µm².

I present the implementation of this high-spatial-resolution light-sheet microscope, combined with an adaptive
optics loop based on extended-source wavefront measurement, its characterization and performance, as well as
in-depth imaging results on live zebrafish larvae.

Keywords

Adaptive Optics, Light-Sheet Fluorescence Microscopy, Extended-Source Shack-Hartmann wavefront sensor, Ze-

brafish
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