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Résumé

Dû à l’échelle des structures et des comportements observés, les neurosciences et la microscopie
ont toujours été intimement liées. Que ce soit pour observer les différentes morphologies
cellulaires en lumière blanche transmise, ou pour suivre des dynamiques complexes grâce à des
sondes fluorescentes, la lumière est l’outil de choix pour étudier le cerveau et sa composition.
Plus particulièrement, la lumière possède la bonne résolution spatiale et temporelle pour sonder
autant localement que globalement toutes les échelles de l’activité neuronale. De plus, les
techniques de mesure utilisant la lumière sont généralement peu invasives.

Cette thèse de doctorat montre trois techniques d’imagerie de fluorescence, développées pour
des échelles d’organisation distinctes. Le but de la thèse est de fournir de nouveaux outils
technologiques visant à repousser les limites des questions biologiques aujourd’hui disponibles
aux neuroscientifiques. Afin de pouvoir sonder efficacement les mécanismes internes aux petites
structures comme les épines dendritiques et les dendrites, nous avons développé un protocole
de marquage unicellulaire du fluorophore sensible au potentiel ANNINE-6plus. La méthode
se base sur le chargement intracellulaire de la sonde fluorescente dans des échantillons autant
en cultures cellulaires dissociées, qu’en préparations de tranches aigues et organotypiques. Le
deuxième projet adresse les défis liés à l’imagerie rapide de l’activité de réseaux. Typiquement,
il y a un choix à faire entre la résolution temporelle et la surface d’imagerie. Ce choix vient du
fait que les techniques d’imagerie rapides sont habituellement à champs larges et ne fournissent
pas de sectionnement optique, ce qui rend leur utilisation dans des échantillons épais difficile.
En couplant une technique à champ large multiphotonique, la focalisation temporelle, avec
l’illumination structurée ainsi qu’un laser amplifié, nous avons développé un système à champ
large doté d’un sectionnement optique en-deçà de 10 µm. Le troisième chapitre décrit le
développement de deux logiciels distribués avec un produit commercialisé par Doric Lenses
Inc., soit un microscope miniature implantable pour l’imagerie de structures profondes du
cerveau pour des animaux se déplaçant librement. Les logiciels permettent le traitement
des images en temps réel et à posteriori. Ce produit offre finalement un lien entre l’activité
neuronale locale, et les comportements animaux observés.
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Abstract

Due to the scale of the observed structures and behaviours, neurosciences and microscopy
have always been intertwined. Whether it is to observe the different cell morphologies in
transmitted white light, or to follow complex dynamics using fluorescent probes, light is the
tool of choice to study the brain and its composition. Specifically, the light has the proper
spatial and temporal resolution to probe both locally and globally all levels of neuronal activity,
while remaining minimally invasive.

This thesis shows three techniques developed for different scales, in order to push the limits
of the currently addressable biological questions by neuroscientists. In order to effectively
probe the internal mechanisms for small structures like dendritic spines and dendrites, we
have created a single-cell labeling protocol of the voltage-sensitive fluorophore ANNINE-6plus.
The method is based on the intracellular loading of the fluorescent probe in samples both in
dissociated cell cultures, than in preparations of acute and organotypic slices. The second
project addresses the challenges of rapid imaging of the cellular network activity. Typically,
there is a choice between the temporal resolution and the imaging surface. This choice is that
the fast imaging techniques are usually widefield and do not provide optical sectioning, making
their use in thick samples difficult. By combining a widefield multiphoton technique, the
temporal focusing, with the structured illumination and an amplified laser, we have developed
a widefield system with an optical sectioning below 10 µm. The third chapter describes
the development of two software distributed with a product created by Doric Lenses Inc.,
an implantable miniature microscope for imaging of deep brain structures of freely moving
animals. This product finally provides a link between the local neuronal activity, and the
observed animal behaviours.
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Avant-propos

Cette thèse de doctorat contient un article en préparation, un article publié dans un journal
renommé et un produit commercial. Les travaux présentés dans les deux premiers chapitres
ont été réalisés dans le cadre de mon doctorat en biophotonique au Centre de Recherche de
l’Institut Universitaire en Santé Mentale de Québec (CRIUSMQ) sous la supervision des pro-
fesseurs Daniel Côté et Paul De Koninck. Le dernier chapitre a été complété dans l’entreprise
Doric Lenses Inc., dans le cadre d’un stage en entreprise supporté par une bourse MITACS.

Voici la liste des articles découlant de cette thèse :

D. Therrien, O., Salesse, C., Chamberland, S., Toth, K., Côté, D. C. and De Koninck
P. Single-cell voltage imaging of synaptic potentials in thick tissue with the voltage-
sensitive dye ANNINE-6plus. En préparation.

D. Therrien, O., Aubé, B., Pagès, S. De Koninck, P. and Côté, D. C. Wide-field multi-
photon imaging of cellular dynamics in thick tissue by temporal focusing and patterned
illumination. Biomedical optics express, 2(3) :696–704, 2011.

Ainsi que les logiciels commerciaux suivants : Doric Microscope Controller et Doric
Image Analyzer pour le produit Snap-in Fluorescence Microscope, de Doric Lenses Inc.

Tout d’abord, la publication présentée (chapitre 2) est un article démontrant la première
utilisation du fluorophore sensible au potentiel ANNINE-6plus comme marqueur unicellu-
laire dans des échantillons épais. En particulier, l’article démontre l’innocuité du fluorophore
lorsque chargé de façon intracellulaire, montre la caractérisation des réponses au potentiel
dans des échantillons épais, et fait la preuve de concept de la mesure d’évènements synap-
tiques électriques. En tant qu’auteur principal, j’ai déterminé les paramètres d’utilisation et
de chargement du fluorophore, ainsi que les paramètres d’imagerie et d’analyse des données. C.
Salesse a contribué substantiellement au projet en préparant les échantillons, et en effectuant
les expériences électrophysiologiques. S. Chamberland a contribué à l’article en produisant la
dernière figure ainsi, qu’en déterminant les paramètres d’imagerie multiphoton. Nous croyons
que cet article démocratisera l’utilisation du fluorophore sensible au potentiel ANNINE-6plus,
car il défait la principale critique du marqueur, soit son incompatibilité avec les préparations
de tranches de cerveau. Ce projet a été réalisé en majeure partie dans les laboratoires de Paul
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De Koninck et Katalin Toth. P. De Koninck et D. Côté ont supervisé le projet, et révisé le
manuscrit.

L’article suivant, présenté au chapitre 3, a été publié dans le journal Biomedical Optics Express
en 2011. Il décrit la première utilisation de deux techniques optiques avancées, soit la focali-
sation temporelle et l’illumination structurée, pour l’imagerie fonctionnelle rapide de réseaux
neuronaux. Dans ce projet, j’ai conçu le système de microscopie, élaboré le système d’acquisi-
tion et réalisé toutes les expériences menant à la publication de l’article. J’ai également rédigé
l’article en entier. B. Aubé a préparé les échantillons de tranches de cerveau, et S. Pagès a
collaboré surtout de façon conceptuelle par son expérience en microscopie. P. De Koninck et
D. Côté ont supervisés le projet, et révisés le manuscrit. En plus de l’imagerie, ces travaux
ouvrent la voie à l’utilisation d’opsines pour la stimulation unicellulaire dans des échantillons
épais et in vivo.

Finalement, le chapitre 4 présente les stratégies utilisées pour l’élaboration de deux logiciels
commerciaux distribués avec le microscope miniature développé par la compagnie Doric Lenses
Inc. J’ai créé et écris les deux logiciels en entier, en plus de tester le microscope en laboratoire
dans des animaux ayant la tête fixe. Chez Doric Lenses, Harold Dehez a conçu le microscope,
alors que Paul Brûlé-Bareil a développé l’électronique. Mon rôle dans l’équipe a été, et est
encore le développement logiciel pour faire le pont entre le produit et les utilisateurs. Véro-
nique Rioux a contribué au projet en préparant les animaux pour les expériences. Depuis le
lancement en novembre 2014, le microscope est devenu un produit vedette dans la compagnie.
Après seulement 6 mois, il a été acheté et utilisé par les plus grands laboratoires d’imagerie in
vivo, comme les laboratoires d’Edvard Moser (lauréat du prix Nobel de neuroscience en 2014),
Michael Häusser, et Tobias Bonhoffer pour ne nommer que ceux là. À la fin de mon stage,
Sead Doric, président et fondateur de Doric Lenses, m’a offert le premier poste d’architecte
logiciel de la compagnie, afin de diriger le développement d’un futur département logiciel. De
plus, le succès du microscope est tel qu’un nouveau département travaillant exclusivement sur
la microscopie verra le jour à l’automne 2015, moins d’un an après le lancement du produit.
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Chapitre 1

Comprendre le cerveau

Que ce soit pour comprendre le fonctionnement normal du cerveau, ou pour améliorer les
diagnostics et les traitements des maladies mentales et neuronales, la neuroscience demande
une collaboration entre toutes les disciplines scientifiques. Le cerveau est très complexe, autant
morphologiquement que fonctionnellement. On y compte plus de cent milliards de neurones,
et plusieurs fois ce nombre de cellules de soutien. De plus, la diversité cellulaire y est plus
importante que dans tous les autres organes (Mooney and Platt [2012]). À ces complexités
structurelles, il faut ajouter les différents comportements fonctionnels. Le cerveau est connecté
en réseaux très complexes, qui ne suivent pas de symétrie d’échelle. Il est globalement séparé en
unités fonctionnelles selon des tâches précises, comme le traitement de l’information visuelle ou
la mémoire. Chacune de ces unités est à son tour composée de cellules nerveuses fonctionnant
ensembles, et créant les ponts entre les autres unités. Au plus bas niveau, les neurones indi-
viduels intègrent les signaux qu’ils reçoivent de leurs afférences afin de moduler l’information
à propager. Pour comprendre le cerveau, il faut donc se pencher autant sur les structures et
fonctionnements microscopiques et locaux, que sur leur organisation macroscopique et globale.

Dans le cerveau, les cellules nerveuses ne fonctionnent jamais seules. L’activité d’un neurone
influence directement plusieurs autres cellules dans son réseau. Pour mieux comprendre com-
ment ces interactions contrôlent le fonctionnement du cerveau, les chercheurs explorent les
connexions entre les neurones et comment ces dernières changent en fonction du temps. Ces
études pourront mener les scientifiques à une meilleure compréhension du fonctionnement du
système nerveux, et de quelle façon les maladies perturbent la communication neuronale. Au-
jourd’hui, on y retrouve entre autres autant des techniques électrophysiologiques comme la
mesure directe des champs électriques des neurones par électrodes et l’enregistrement d’élec-
troencéphalogramme, que des techniques d’imagerie de résonance magnétique, qui permettent
la mesure non-invasive de l’activité neuronale. Par contre, un outil est omniprésent depuis
les débuts de l’étude des neurosciences : le microscope. Par exemple, en utilisant une combi-
naison d’un marquage développé par Camillo Golgi qui consiste à déposer des particules de
chromate d’argent sur une préparation neuronale, et un microscope à transmission, Santiago
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Ramon y Cajal a été en mesure de faire plusieurs contributions majeures à la neuroanatomie.
Le grossissement du microscope a permis l’observation de structures fines comme les axones
et les dendrites, et de démontrer que les neurones n’étaient pas des structures continues, mais
bien des cellules distinctes connectées les unes aux autres. En plus de fournir un grossissement
permettant de mieux distinguer les différentes morphologies des cellules nerveuses, l’optique
possède les résolutions spatiales et temporelles nécessaires à la mesure d’évènements se pro-
duisant à l’échelle cellulaire. En combinant la microscopie avec l’ingénierie génétique et l’in-
formatique, les scientifiques peuvent maintenant énoncer et répondre à de nouvelles questions
sur le fonctionnement du cerveau.

Dans cette thèse, nous allons adresser quelques uns des défis reliés à l’imagerie fonctionnelle de
l’activité neuronale. Les résultats sont séparés en trois chapitres, chacun représentant le déve-
loppement d’un nouvel outil visant une échelle d’organisation différente. Le chapitre 2 décrit
la première utilisation du marqueur sensible au potentiel ANNINE-6plus dans des tranches de
cerveau de rat. Ce développement permettra l’étude de la plasticité électrique au niveau des
connexions entre les neurones. Le troisième chapitre porte sur le développement d’un nouveau
type de microscopie multiphotonique à champ large avec sectionnement optique, couplant la
focalisation temporelle et l’illumination structurée, pour augmenter la résolution temporelle et
le rapport signal sur bruit dans le contexte de l’imagerie de réseaux neuronaux dans des échan-
tillons épais. Finalement, le dernier chapitre est le résultat d’une étroite collaboration avec la
compagnie Doric Lenses Inc. pour le développement d’un logiciel de contrôle et d’analyse
d’image pour un microscope miniature implantable conçu par la compagnie. Ce nouveau type
de microscope ouvre la voie à la mesure de l’activité neuronale dans des structures profondes
du cerveau simultanément à l’observation du comportement. Mais avant tout, il est essentiel
de comprendre les difficultés liées à l’imagerie de l’activité neuronale, et les limites des tech-
niques de mesure actuelles. Le chapitre un rassemble les notions utiles à la compréhension des
chapitres suivants.

1.1 Le neurone

Le neurone est la cellule à la base du fonctionnement du cerveau. Bien que les comportements
observés ou les maladies neuronales découlent d’une interaction globale entre les différentes
structures du cerveau, il est essentiel de premièrement comprendre les principes de base du
fonctionnement local de cette cellule. Les neurones sont des cellules spécialisées dans le trai-
tement et la propagation de signaux cellulaires. Comme ces signaux sont très différents d’un
endroit à l’autre du système nerveux, il y a une grande variation de taille, de forme et de
propriétés électrochimiques. Il est cependant possible de séparer l’anatomie d’un neurone en
trois parties : le corps cellulaire, aussi appelé soma, les dendrites, et l’axone. Un schéma de
neurone est montré à la figure 1.1. Le soma contient le noyau et est impliqué dans la synthèse
des protéines essentielles à son fonctionnement normal. Tout dépendant de la fonction et de
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l’emplacement du neurone, le corps cellulaire peut mesurer entre 4 µm et 100 µm (Bear et al.
[2007]). Les dendrites sont les antennes du neurone. Ce sont des prolongements qui font des
connexions avec les autres neurones, et qui servent principalement à recevoir les messages
électrochimiques des autres neurones. Bien qu’elles aient longtemps été perçues comme des
structures passives, il est maintenant accepté qu’elles aient leur rôle à jouer dans l’intégra-
tion de l’activité neuronale (Magee and Johnston [2005], Johnston et al. [1996]). Finalement
chaque neurone possède un prolongement différent des autres, appelé axone, à travers lequel
il transmet l’information. Bien que morphologiquement semblable aux dendrites, l’axone peut
être beaucoup plus long et mesurer jusqu’à un mètre. Les potentiels d’action sont initiés dans
le cône axonal à la base de l’axone et propagés par les canaux sodiques.

Figure 1.1 – Différentes parties du neurone. Le noyau et le soma sont le corps du neurone.
Chaque cellule possède beaucoup de dendrite pour recevoir l’information, mais un seul axone
pour la transmettre. Les potentiels d’action sont initiés dans le cône axonal. Adaptée de Moo-
ney and Platt [2012]
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1.2 Qu’est-ce que l’activité neuronale ?

Dans le cerveau, les neurones communiquent entre eux par des signaux électriques et chimiques.
Les cellules nerveuses reçoivent alors des milliers de messages qui doivent être décodés. En
intégrant ces signaux, les neurones déterminent si, et sous quelle forme l’information doit
être propagée. Plus précisément, les neurones transmettent l’information à leurs cibles en
relâchant des neurotransmetteurs aux sites de connexions spécialisés appelés synapses. Le
neurotransmetteur est capté par un récepteur du côté postsynaptique, ce qui se traduit en
changement de potentiel qui stimule ou inhibe le neurone cible, tout dépendant du type de
neurotransmetteur relâché. Bien que le type de connexion le plus courant soit la synapse
chimique, il existe également des jonctions dites électriques. Dans ce type de jonction, la
transmission électrique directe se produit. Ces connexions permettent le passage de potentiels
synaptiques, et même de potentiels d’action de cellules en cellules sans avoir recours à un
transmetteur chimique. Par contre, le terme synapse sera utilisé dans le texte en lien avec la
synapse chimique.

1.2.1 Les principes de base de l’activité électrique

Toutes les cellules nerveuses dérivent leurs propriétés électriques de leur membrane. La mem-
brane dérive à son tour ses propriétés électriques des lipides et des canaux ioniques qui la
compose. Au repos, il existe une différence de potentiel entre l’intérieur et l’extérieur de la
cellule. Comme la membrane est un bon isolant électrique, c’est à cet endroit que la différence
de potentiel est à son maximum. Pour les neurones, le potentiel de repos est principalement
dû à la différence de concentration des ions potassiques entre l’intérieur et l’extérieur de la
cellule. À cause de la relativement haute perméabilité de la membrane aux potassium, le po-
tentiel de repos est proche du potentiel de revers de cet ion. Quand il y a une ouverture des
canaux ioniques, il est possible également de mesurer un courant électrique, qui résulte du
mouvement des charges à travers la membrane. Alors que les différences de potentiel sont gé-
néralement entre 30 mV et 100 mV pour les cellules animales, les courants transmembranaires
sont de l’ordre des picoampères. La communication électrique se base principalement sur deux
ions, le sodium et le potassium. Les ions sodiques sont maintenus à une concentration environ
dix fois supérieur à l’extérieur du neurone qu’à l’intérieur. L’inverse est vrai pour les ions
potassiques (O’Shea [2005]). La balance de ces ions est assurée par des canaux sensibles au
potentiel. Pour contrôler le flux d’ions, ces canaux sont composés de parties mobiles appe-
lées valves. Le canal potassique possède une seule valve d’activation, qui s’ouvre pour laisser
sortir les ions K+. Le canal sodique est composé de deux valves, l’une d’activation et l’autre
d’inactivation. Les deux valves doivent être ouvertes pour activer le flux d’ions Na+.

Les signaux électriques sont divisés en deux grandes classes, soit les potentiels synaptiques et
les potentiels d’action. Les potentiels synaptiques sont induits par l’activation des récepteurs
aux synapses. Ces évènements sont généralement de basses amplitudes, et leur diffusion dépend
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des propriétés membranaires du neurone. Les potentiels d’action pour leur part sont initiés
au début de l’axone, dans la zone d’initiation, par la sommation des potentiels locaux. Ils se
propagent rapidement et sur de longues distances. Contrairement aux potentiels synaptiques,
les potentiels d’action sont généralement de durée et d’amplitude fixes, et sont régénérés
activement. Peu importe le type d’évènements, une caractéristique importante de l’activité
électrochimique est son universalité. Ces signaux sont pratiquement identiques partout dans le
système nerveux, et ils sont également très similaires entre les différentes espèces d’animaux.
D’ailleurs, il est généralement accepté que la complexité des tâches cérébrales est due à la
diversité des neurones et des connexions, plutôt qu’à la diversité des signaux (Nicholls and
Martin [2000]).

Le potentiel synaptique

Un premier type de signal électrique est initié à la synapse et associé avec la communica-
tion entre les neurones. Les stimuli électriques et chimiques causent l’ouverture de différents
canaux, créant des mouvements de sodium, calcium, chlore, et de potassium à l’intérieur de
la synapse, ce qui génère des potentiels synaptiques. Tout dépendant de l’ion en cause, ces
courants peuvent dépolariser la cellule en réduisant le potentiel de la membrane, qui devient
plus positif, ou l’hyperpolariser, en augmentant la différence de potentiel avec l’extérieur (de
plus en plus négatif). L’amplitude et la durée de ces évènements dépendent de l’ouverture des
canaux, et leur propagation est passive. Comme la structure des neurones n’est pas idéale-
ment conçue pour conduire l’électricité, ces évènements restent dans un environnement local
à la synapse et à la base de la dendrite. Le terminal présynaptique est séparé de la cellule
cible par la fente synaptique qui est remplie de fluide extracellulaire. Bien que de l’ordre de la
dizaine de nanomètre, cet espace est trop grand pour être traversé directement par le courant
électrique. Afin d’atteindre le côté postsynaptique, le terminal présynaptique relâche des neu-
rotransmetteurs approvisionnés dans des vésicules. Une fois relâchés, ces molécules diffusent
à travers la fente synaptique et interagissent avec les récepteurs membranaires de la cellule
cible. L’activation des récepteurs crée un potentiel local dans la cellule postsynaptique. L’am-
plitude de cet évènement est directement reliée au nombre de neurotransmetteurs relâchés par
le terminal présynaptique, ainsi qu’au nombre de récepteurs présents à la membrane du côté
postsynaptique. Une des utilités d’une étape intermédiaire comme le relâchement de neuro-
transmetteurs est qu’une même stimulation électrique du côté présynaptique peut induire soit
une excitation ou une inhibition du côté postsynaptique, tout dépendant du type de molécules
relâchées et des récepteurs présents du côté postsynaptique. Quand ils se produisent seuls
ou à basse fréquence, ces évènements sont habituellement amortis complètement après avoir
voyagés sur quelques microns. Par contre, si plusieurs potentiels synaptiques sont concentrés
dans un court laps de temps, leur sommation spatiale et temporelle peut induire le déclen-
chement d’un potentiel d’action. Pour cette raison, les potentiels synaptiques sont vus comme
une première étape d’intégration et de filtration de l’activité neuronale.
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Figure 1.2 – Induction d’un potentiel synaptique. 1) Les neurotransmetteurs sont contenus
dans des vésicules du côté présynaptique. 2) L’arrivée d’un potentiel d’action induit l’exo-
cytose des vésicules, et le relâchement des neurotransmetteurs dans la fente synaptique. 3)
Les neurotransmetteurs sont captés par les récepteurs du côté postsynaptique, qui laissent
pénétrer les ions à travers la membrane causant un changement de potentiel local. Adaptée
de Mooney and Platt [2012]

Le potentiel d’action

Les potentiels d’action sont des évènements binaires. Si la dépolarisation de la membrane
atteint un certain seuil, typiquement -45 mV par exemple pour les neurones excitateurs de
l’hippocampe, un potentiel d’action est déclenché dans le cône axonal. Ces signaux sont res-
ponsables de la transmission de l’information à longue distance autant pour le système nerveux
central que pour le système nerveux périphérique (for Neuroscience [2011]). Les potentiels d’ac-
tion sont caractérisés par un bref changement du potentiel transmembranaire, qui passe du
négatif au positif, une variation pouvant atteindre 100 mV, en l’espace d’une milliseconde. Une
caractéristique importante de ces signaux est qu’ils sont généralement tous de même ampli-
tude et de même durée. Pour cette raison, l’information est encodée dans leur fréquence, qui
peut être aussi élevée que 100 Hz. Le problème majeur de la communication électrique longue
distance est l’atténuation le long de l’axone. Les axones ne sont pas de bons conducteurs, et si
les potentiels d’action étaient des processus passifs, leur amplitude diminuerait en fonction de
la distance. Il serait alors impossible de communiquer efficacement avec les régions éloignées
du système nerveux. Pour compenser leur atténuation, ces derniers doivent pouvoir se régé-
nérer périodiquement. Pour comprendre comment ils se propagent, il faut comprendre leur
fonctionnement. La figure 1.3 décrit les quatre principales phases d’un potentiel d’action. Un
potentiel synaptique dépolarise premièrement l’axone. Cela a pour effet d’ouvrir les canaux so-
dique (Na+), ce qui cause un mouvement entrant d’ions Na+ et le déclenchement du potentiel
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Figure 1.3 – Différentes phases du potentiel d’action. La première étape est la dépolarisation
de la membrane jusqu’au potentiel d’équilibre du sodium. Il y a ensuite repolarisation dû
à un flux sortant d’ions potassiques, jusqu’à atteindre le potentiel d’équilibre du potassium.
Finalement, la membrane revient progressivement à son potentiel de repos.

d’action si la dépolarisation dépasse le seuil nécessaire. La deuxième phase est la repolarisation
de la membrane par la sortie d’ions potassiques (K+). L’étape suivante est caractérisée par
une repolarisation trop forte, ce qui cause une hyperpolarisation de la membrane. Finalement,
la membrane rétablie son potentiel de repos. Ces oscillations sont induites principalement par
la modulation de deux canaux ioniques, soit le canal sodique et le canal potassique. Ces quatre
phases sont décrites en termes d’ouverture et de fermeture de ces canaux à la figure 1.4. À
l’état de repos (fig 1.4A), la valve d’inactivation du canal sodique est ouverte, mais le flux
de sodium est bloqué parce que la valve d’activation est fermée. Le canal potassique est pour
sa part partiellement ouvert, ce qui permet aux ions K+ de fuir vers le milieu extracellulaire,
gardant l’intérieur du neurone négativement chargé. Le potentiel de repos est proche du po-
tentiel d’équilibre du potassium (-70 mV). La stimulation du neurone entraine une ouverture
progressive des canaux sodiques sensible au potentiel, ce qui contribue à atteindre le seuil de
déclenchement. Pour induire la dépolarisation, la valve d’activation du canal sodique s’ouvre,
laissant entrer le Na+ (fig 1.4B). Une fois le seuil atteint, un maximum de canaux sodiques
sont ouverts. La dépolarisation arrive à son maximum lorsque que la tension approche la valeur
d’équilibre du gradient Na+. Le retour au potentiel de repos nécessite l’inactivation des ca-
naux sodiques, et l’ouverture des canaux potassiques dépendants du potentiel (fig 1.4C). Pour
se rapprocher du potentiel d’équilibre du potassium, ces canaux laissent sortir les ions K+.
Finalement, comme trop de canaux potassiques sont ouverts et que les canaux sodiques sont
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Figure 1.4 – Action des canaux ioniques sur le potentiel d’action. A) Au repos, les canaux
sodiques sont bloqués. B) La montée est initiée par l’ouverture des canaux sodiques (Na+).
C) La dépolarisation s’arrête avec l’inactivation des canaux sodiques, proche de la valeur
d’équilibre électrochimique du Na+. D) L’ouverture des canaux potassiques (K+) dépendant
du potentiel laisse sortir le K+ intracellulaire et crée une repolarisation. Il y a ensuite une
hyperpolarisation jusqu’au potentiel d’équilibre du K+. Adaptée de O’Shea [2005].

inactivés, la membrane s’hyperpolarise jusqu’à atteindre le potentiel d’équilibre du potassium
(fig 1.4D). Le neurone revient alors progressivement à sont potentiel de repos. La fréquence
maximale de génération de potentiels d’action est limitée par les canaux sodiques. Bien qu’il
soit possible que la membrane subisse une autre dépolarisation, il faut environ une dizaine de
millisecondes pour que suffisamment de canaux sodiques se désinactivent. Ce temps minimum
est appelé période réfractaire.

Le courant généré par le potentiel d’action se propage alors passivement dans les régions
avoisinantes de la même façon que les potentiels synaptiques. Par contre, ce courant dans
l’axone dépolarise à son tour la membrane, ce qui induit encore une fois l’ouverture des canaux
sodiques. Cette nouvelle dépolarisation déclenche un autre potentiel d’action, et le processus
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se reproduit jusqu’à ce que le signal se retrouve au bout de l’axone.

1.2.2 Le calcium comme second messager

L’activité neuronale ne s’arrête pas qu’à la communication électrique. Par exemple, la varia-
tion de la concentration des ions calciques (Ca2+) génèrent des signaux intracellulaires qui
déterminent une très grande variété de fonctions, et ce dans pratiquement tous les types cel-
lulaires (Nowycky and Thomas [2002]). Ces fonctions vont du contrôle, par exemple, de la

Figure 1.5 – Différents éléments sont responsables de la régulation de la concentration de
calcium intracellulaire.

contraction des muscles cardiaques, à la régulation des aspects essentiels de la cellule, et ce
de la naissance à la mort. Dans le système nerveux central, les ions calciques sont tout aussi
polyvalents. Ils jouent un rôle dans les terminaux présynaptiques, où l’entrée de calcium pro-
voque l’exocytose des vésicules dans la fente synaptique, autant que dans les épines du côté
postsynaptique, où le niveau de calcium est important pour l’induction de plasticité synap-
tique (Grienberger and Konnerth [2012]). Dans le noyau, les signaux calciques régulent entre
autres la transcription de gènes. Contrairement à l’activité électrique, les variations de cal-
cium couvrent une plage de durée allant de la dizaine de millisecondes à la minute, et peuvent
être de grande amplitude. Comme pour les autres ions, la concentration de calcium est dé-
terminée par un équilibre entre les entrées et les sorties de l’ion Ca2+. Par contre, dans ce
cas, on retrouve également un échange avec les réserves intracellulaires comme le réticulum
endoplasmique (ER). Plus précisément, la figure 1.5 décrit les principaux éléments régulant
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l’ion calcium dans la cellule. Une source importante d’entrée de calcium dans le milieu intra-
cellulaire est le canal calcique sensible au potentiel (VGCC). Comme le nom le dit, ce sont
des canaux dont la perméabilité au calcium est contrôlée par la tension membranaire. Deux
autres canaux importants sont les récepteurs α-amino-3-hydroxy-5-méthylisoazol-4-propionate
(AMPA-R) perméables au calcium, et les récepteurs glutaminergiques N-méthyl-D-aspartique
(NMDA-R). D’autres canaux, comme le récepteur nicotinique acétylcholine (nAChR) et le
récepteur potentiel transitoire de type C (TRPC) sont également perméables à l’ion Ca2+. Du
côté intracellulaire, le relâchement du calcium par les réserves de la cellule est régulé par les
récepteurs inositol triphosphate (IP3R) et les récepteurs ryanodine (RyR). L’IP3 peut être gé-
néré par les récepteurs métabotropiques glutaminergiques (mGLuR). Pour sa part, l’extrusion
du calcium est modulée par l’ATPase calcique de la membrane plasmique (PMCA), l’échan-
geur sodium-calcium (NCX), et par l’ATPase calcique du réticulum sarco-/endoplasmique
(SERCA). Finalement, les mitochondries jouent également un rôle important pour l’extrac-
tion du calcium. Les prochaines sections décriront les différents rôles joués par ces mécanismes,
et comment ils sont reliés à la mesure de l’activité neuronale.

Canaux calciques sensibles au potentiels

Comme le nom le spécifie, cette catégorie est composée de canaux ayant une très forte sélecti-
vité pour le calcium, et différentes caractéristiques d’activation et d’inactivation qui dépendent
de la tension appliquée sur la membrane. Ils est possible de classer ces canaux selon leur seuil
d’activation, soit en activation à haut potentiel (HVA) et activation à bas potentiel (LVA) (Cat-
terall [2000]). Dans les dendrites et les épines dendritiques, ces canaux sont souvent activés
par la rétropropagation des potentiels d’action (Waters et al. [2005]) et par les dépolarisations
synaptiques (Bloodgood and Sabatini [2007]). La régulation du calcium dans le corps cellu-
laire, essentielle pour l’induction de la transcription de gènes, est principalement effectuée par
les VGCCs (Lyons and West [2011]).

Les récepteurs NMDA

Ces récepteurs sont de type ionotropique sensible au glutamate, et contrôlent la majeure partie
des entrées postsynaptiques du calcium dans les cellules pyramidales de l’hippocampe et du
cortex (Nevian and Sakmann [2006]). L’augmentation de la concentration de calcium dans les
épines dendritiques due à l’ouverture des canaux NMDA serait particulièrement importante
pour la modification à long terme de la force des connexions synaptiques. Ces récepteurs
jouent également un rôle de détecteur de coïncidence d’évènements électriques synaptiques,
car un modulateur critique de son efficacité est la présence ou non d’un ion magnésium dans
le canal. Cet ion, chargé négativement, nécessite une dépolarisation de la membrane pour être
délogé. La quantité de calcium pouvant entrer par le récepteur NMDA est donc fonction de la
dépolarisation de la membrane avoisinante ainsi que de la présence simultanée de glutamate.
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De plus, le retrait de l’ion magnésium n’est pas instantané et requiert une dépolarisation de
la membrane de plusieurs millisecondes.

Les récepteurs AMPA perméables au calcium

Comme les récepteurs NMDA, les récepteurs AMPA sont ionotropiques. Ils se retrouvent dans
plusieurs formes de neurones GABAergiques et sont caractérisés par un manque de la sous-
unité GluR2 (Jonas et al. [1994]). La composition des sous-unités varie de synapses en synapses,
ce qui permet à un neurone de moduler sa réponse à un stimulus synapse par synapse. De cette
façon, la perméabilité au calcium du récepteur AMPA est dynamique pour un neurone donné,
et contribue à la plasticité synaptique. Les caractéristiques principales de la modulation de
l’ion calcium par les récepteurs AMPA sont généralement une cinétique rapide de l’entrée du
Ca2+, une extraction également rapide par les échangeurs sodium-calcium, et le tamponnage
par les protéines de liaison calcique comme la parvalbumine (Goldberg et al. [2003]). Selon
les auteurs de ce dernier article, le récepteur AMPA perméable au calcium présent dans les
neurones inhibiteurs permettent la génération de micro-domaines de calcium, et pourraient
jouer un rôle similaire au récepteur NMDA des neurones excitateurs. Dans ce dernier type de
neurone, les récepteurs AMPA représentent également une autre voie d’entrée de l’ion calcium,
facilitant ainsi l’initiation de la plasticité synaptique.

Relâchement de réserves internes

Le mécanisme le plus courant d’augmentation de la concentration du calcium par le relâ-
chement de réserves internes implique le réticulum endoplasmique et les récepteurs IP3R et
RyR (Rizzuto and Pozzan [2006]). Ce type d’entrée est très courant, et est observé dans la
plupart des neurones à tous les stades de développement. L’action du récepteur IP3R est sur-
tout déclenchée par les neurotransmetteurs comme le glutamate, alors que le récepteur RyR
amplifie l’entrée de calcium lors de la génération de potentiels d’action dans le neurone. Dans
les deux cas, les récepteurs sont régulés par différents facteurs, mais dont le plus important
est le calcium lui-même, ce qui laisse croire qu’ils jouent un rôle de rétroaction positive.

Pour toutes ces raisons, les scientifiques ont beaucoup d’intérêt pour l’étude de cet ion. Par
contre, le calcium n’est pas seulement intéressant pour ses fonctions directes. En utilisant des
marqueurs calciques fluorescents, il est donc possible de se servir des variations de calcium
pour mesurer indirectement l’activité électrique sous-jacente. La mesure de l’activité calcique
possède des avantages par rapport à la mesure de l’activité électrique. Premièrement, les
variations sont très grandes. Dans une cellule au repos, la concentration intracellulaire de
calcium est entre 50-100 nM, alors que cette concentration peut augmenter d’un facteur 100
transitoirement avec la présence d’activité électrique. Cette forte augmentation offre donc un
bon rapport signal sur bruit pour les mesures de fluorescence. Un autre avantage majeur est la
vitesse plus lente des variations calciques. Bien que les variations transitoires dans les micro-
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domaines peuvent être du même ordre que les signaux électriques, les entrées de calcium sont
plutôt de l’ordre de la centaine de millisecondes pour les évènements à faible amplitude que
l’on retrouve dans les épines dendritiques et les dendrites, et de l’ordre de la seconde pour
les évènements se situant dans le soma. Cet échelle temporelle est idéale pour les systèmes
d’imagerie car elle permet l’intégration du signal sur une plus longue période, augmentant le
rapport signal sur bruit. Néanmoins, que ce soit au niveau électrique ou calcique, la mesure de
l’activité neuronale comporte de nombreux défis. Dans le prochain chapitre, nous allons exposer
quelques techniques, électriques et optiques, permettant la mesure de l’activité neuronale.

1.3 Mesure directe de l’activité électrique : l’électrophysiologie

1.3.1 Le patch clamp

Les neurones emploient différents types de signaux électriques pour encoder et transférer l’in-
formation. La méthode la plus précise pour mesurer ces signaux est l’enregistrement direct de
la différence de potentiel de la membrane à l’aide de microélectrodes intracellulaires en mode
patch clamp. Ces microélectrodes sont généralement des tubes de verres chauffés et tirés pour
obtenir un embout d’environ 5 µm de diamètre. Le tube est ensuite rempli d’une solution
conductrice, habituellement une solution saline mimant le milieu intracellulaire. Une électrode
de métal est également insérée dans le tube, et connectée à un amplificateur et à un oscilloscope
(ou un ordinateur) pour mesurer le potentiel transmembranaire. Depuis son développement
à la fin des années 70 par Erwin Neher et Bert Sakmann, le patch clamp est la technique
de référence pour mesurer les propriétés électrophysiologiques des neurones. Son succès est
dû à son extrême sensibilité, qui permet la mesure de courant de l’ordre du picoampère, et
des différences de potentiel dans les dizaines de microvolts. De plus, la résolution temporelle
est limitée par l’électronique, ce qui permet d’obtenir des taux d’acquisition dans les dizaines
de kilohertz, ce qui est nettement suffisant pour mesurer précisément même les variations de
potentiel et de courant les plus rapides. Un autre avantage est le contrôle précis du potentiel
membranaire à travers la clamp. En changeant les propriétés électriques de la membrane, il
est possible de mesurer les propriétés des canaux la composant. Les expériences peuvent être
conduites soit en courant imposé (current clamp) ou en potentiel imposé (voltage clamp). Le
premier mode d’enregistrement nécessite d’injecter un courant dans la membrane, et de mesu-
rer les changements du potentiel en réponse au courant appliqué. Ce type d’expérience imite
les courants produits par les entrées synaptiques. Dans une expérience de potentiel imposé,
l’expérimentateur contrôle le potentiel membranaire, et mesure le courant transmembranaire
nécessaire au maintien de la tension appliquée. Malgré le fait que ce mode d’enregistrement
ne peut mimer les réponses neuronales, elle permet la mesure de propriétés d’ouverture et de
fermeture des canaux ioniques. Cela vient du fait que le courant qui traverse la membrane est
proportionnel seulement à la conductance membranaire qui elle, dépend du nombre de canaux
ouverts à un temps donné.
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Figure 1.6 – Patch clamp en configuration cellule entière d’un neurone d’hippocampe en
culture. La trace superposée représente la mesure de courants postsynaptiques miniatures.

Par contre, bien que le patch clamp soit encore la technique la plus utilisée pour la mesure de
l’activité électrique des neurones, elle souffre de limitations majeures. Premièrement, comme
l’utilisation de la technique demande de faire un sceau étanche (gigaseal) entre le neurone et
la pipette de verre, et de briser ensuite la membrane, elle reste très invasive. Il se produit du
même coup un échange très rapide entre le milieu intracellulaire et la solution à l’intérieur
de la pipette, ce qui peut créer une dialyse (wash-out) des protéines endogènes. Comme le
diamètre de l’embout est de l’ordre du micron, il est très difficile d’utiliser la méthode pour
des structures fines comme les axones, les dendrites et les épines. Comme les mesures sont
faites principalement au soma, l’information enregistrée est globale, et déjà intégrée par les
autres structures neuronales. Finalement, l’électrophysiologie n’est sensible qu’aux propriétés
électriques des cellules, et laisse de côté une grande partie de la communication neuronale, soit
la communication chimique.

1.3.2 L’enregistrement extracellulaire

Bien que le patch clamp possède la bonne sensibilité et la bonne résolution temporelle pour
mesurer les propriétés électriques d’un ou de quelques neurones, l’analyse des réseaux demande
l’enregistrement simultané d’un grand nombre de cellules. De plus, les expériences utilisant
des animaux se déplaçant librement requièrent des méthodes d’enregistrements moins sensibles
aux mouvements que le patch clamping. Dans ces cas, il est possible d’utiliser l’enregistrement
extracellulaire. De nos jours, il est possible à l’aide de matrices d’électrodes et d’algorithmes de
classification d’évènements de mesurer l’activité de centaines de cellules simultanément en une
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seule expérience. L’introduction de n’importe quel type d’électrode assez sensible dans un cer-
veau d’animal vivant résultera en la mesure de champs électriques. Les courants membranaires
générés par les neurones traversent l’espace extracellulaire.

Typiquement, ce genre d’expérience est utilisée seulement pour déterminer la présence de
potentiel d’action, avec l’hypothèse que la forme de l’onde enregistrée ne fournie pas d’in-
formations. Cette limitation est due au fait que la mesure électrique est très dépendante du
positionnement de l’électrode. Il a précédemment été démontré que l’espace extracellulaire (le
neuropile) est bien modélisé par un volume conducteur isotrope dans lequel les effets capacitifs
peuvent être ignorés dans la gamme de fréquences de l’activité électrique (1-3000 Hz). D’après
ces hypothèses, le potentiel électrique dans l’espace extracellulaire est décrit par l’équation de
Laplace

∇2Φ = 0 (1.1)

où Φ est le potentiel extracellulaire. À la frontière (1/ρ) Φ = Jm, avec Jm étant la densité du
courant transmembranaire et ρ la résistivité extracellulaire. Pour un point source d’amplitude
I dans un volume conducteur isotrope, la solution est

Φ =
ρI

4πr
(1.2)

avec I représentant un point source de courant, et r la distance entre le point source et le point
de mesure. Plusieurs sources de courant peuvent se combiner linéairement selon le principe de
superposition (Gold et al. [2006]).

Si l’électrode de mesure possède une ouverture de l’ordre du micron et qu’elle est positionnée
proche du corps cellulaire, il est possible de mesurer les changements de potentiel provenant
d’un seul neurone. Dans ces enregistrements dits unitaires (single-unit recordings), il est pos-
sible de mesurer des potentiels d’action comme avec les techniques de patch clamping, quoique
de plus faible amplitude. De plus, la forme du potentiel d’action mesuré par une électrode ex-
tracellulaire sera la dérivée du signal mesuré de façon intracellulaire.

Il est également possible de combiner plusieurs électrodes afin de mesurer efficacement les
variations du champ électrique provenant de réseaux neuronaux. Chaque électrode est indé-
pendante, et fournit une certaine indication du potentiel local selon sa position. Par contre,
comme pour les autres méthodes électrophysiologiques, il est très difficile de pouvoir relier un
évènement électrique à un neurone, et les données enregistrées représentent une intégration de
l’activité électrique dans la région de l’électrode (Penttonen et al. [1998]).
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1.4 Enregistrement optique grâce aux sondes fluorescentes

Grâce à leur sensibilité, leur spécificité et à leur compatibilité avec les spécimens biologiques,
les sondes fluorescentes sont l’un des moyens de contraste les plus utilisés pour l’imagerie de
l’activité neuronale (Pawley [2010]). Leur utilisation demande néanmoins un marquage exo-
gène, car la grande majorité des molécules endogènes ne sont pas fluorescentes, et celles qui le
sont émettent généralement dans les mêmes longueurs d’onde. L’introduction de nouvelles mo-
lécules contourne ces problèmes, mais au détriment d’en créer d’autres. Par exemple, la sonde
doit être placée dans la région d’intérêt, et y rester assez longtemps pour faire l’expérience
voulue. Évidemment, la sonde doit être la plus passive possible, et ne pas induire de perturba-
tions significatives aux structures ou fonctions observées. Finalement, l’imagerie même de la
sonde peut également induire des problèmes comme le photoblanchiment et la phototoxicité
suivant son interaction avec la lumière. Les principales caractéristiques d’un fluorophore sont :
les longueurs d’onde d’absorption et d’émission maximales (en nm), le coefficient d’extinction
(en M−1 cm−1), qui lie la quantité de lumière absorbée à la concentration de fluorophore en
solution, le rendement quantique, qui représente l’efficacité du transfert entre les photons ab-
sorbés et les photons émis, le temps de vie de fluorescence (en s), qui correspond à la durée
moyenne de l’état excité du fluorophore avant son retour au niveau fondamental, et finalement
le déplacement Stokes (en nm), qui mesure la différence entre la longueur d’onde d’absorption
et d’émission maximales.

Le nombre de molécules excitées est proportionnel à la décroissance de l’intensité lumineuse
(l’absorption) dans l’échantillon fluorescent. Ce changement d’intensité I peut être calculé à
partir de la loi de Beer-Lambert :

I = I0e−ln(10)ελcl (1.3)

où I0 représente l’intensité de la source d’excitation, ελ est le coefficient d’extinction de la
molécule fluorescente à la longueur d’onde utilisée, c est la concentration de la molécule, et
l représente la longueur parcourue par la lumière dans l’échantillon. Dans les cas généraux
d’absorbance légère, l’équation peut être simplifiée à :

I = I0[1− ln(10)ελcl] (1.4)

L’intensité d’émission F , pour une molécule à une longueur d’onde donnée est fonction du
rendement quantique ΦF , la fraction d’émission la longueur d’onde fλ, et la fraction de lumière
captée par le détecteur j, selon la relation suivante :

Fλ = IελclΦF fλj (1.5)

Lorsque utilisés en conjonction avec des spécimens biologiques, il n’est typiquement pas pos-
sible d’utiliser des valeurs arbitrairement élevées pour l’intensité d’illumination I0 ou la concen-
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tration c. Une sonde fluorescente adéquate doit donc être optimisée selon ses valeurs de rende-
ment quantique et de coefficient d’extinction. De plus, il est possible de modifier le paramètre
j en optimisant le montage expérimental.

La fluorescence en soit est une propriété de la matière, mais son utilité pour les neurosciences
provient de son utilisation comme sonde moléculaire spécifique. Certaines molécules fluores-
centes contiennent des groupements réactifs pouvant se lier aux molécules biologiques. Ces
molécules émettent de la fluorescence principalement grâce aux électrons délocalisés qui sont
en mesure de passer aux niveaux d’énergie supérieurs et de stabiliser l’énergie absorbée, avant
de la réémettre préférentiellement de façon radiative. Ces molécules doivent être composées
d’un groupe fonctionnel afin de pouvoir lier les composés biologiques. Par exemple, les groupes
thiol ou amine des analytes peuvent former un lien covalent avec le marqueur fluorescent. De
plus, les fluorophores doivent être hydrophiles afin d’éviter l’agrégation et les liaisons non-
spécifiques dans les solvants aqueux.

D’autre marqueurs sont des protéines et doivent être introduites dans le génome et produites
par la cellule. L’avantage majeur des sondes encodées génétiquement est leur spécificité. Le
ciblage génétique permet l’enregistrement de l’activité neuronale directement à partir de classes
de cellules prédéterminées, et de faire le lien entre les propriétés moléculaires et fonctionnelles
des cellules.

1.4.1 Les défis de l’imagerie de sondes sensibles au potentiel

Les phénomènes à mesurer sont des changements dans le potentiel membranaire des neurones,
causés par la redistribution des charges ioniques à travers la membrane plasmique. Bien que les
variations de potentiel résultantes de ces mouvements soient de grandes amplitudes (∼100 mV),
plusieurs difficultés doivent être considérées lorsque les mesures s’effectuent dans un système
biologique complexe.

La première contrainte fondamentale provient du fait que la membrane plasmique est très
mince, généralement 20 nm (Kandel et al. [2000]), et qu’elle est entourée de molécules chargée
qui agissent comme un écran diélectrique et qui dissipent rapidement le champ électrique
avec l’augmentation de la distance. Cela signifie que la sonde doit être soit à l’intérieur de la
membrane, soit directement en contact physique avec cette dernière. Donc, contrairement aux
marqueurs calciques par exemple, où la localisation des molécules fluorescentes n’est pas un
facteur essentiel, l’imagerie sensible au potentiel est excessivement dépendante de la position
de la sonde.

Une deuxième difficulté découle également de la taille de la membrane. Contrairement au
grand volume du cytoplasme, la mince surface de la membrane limite la quantité de molécules
fluorescentes qui peuvent s’y insérer. Même lors d’une situation idéale dans laquelle où la
membrane est saturée en fluorophores, la détection optique des variations de potentiel dépend
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d’une quantité de photons très limitée. L’imagerie de sondes sensibles au potentiel requiert
donc des fluorophores très efficaces, des sources optiques puissantes, et la moyenne de plusieurs
expériences afin de discriminer le signal du bruit de fond. Malheureusement, la membrane
plasmique est également sensible à une illumination excessive, ce qui limite l’utilisation de
sources optiques puissantes.

Un autre défi d’imagerie provient des membranes internes des cellules. Le champ électrique est
limité à la membrane entre le milieu intracellulaire et extracellulaire, et toutes les molécules
fluorescentes qui se trouvent à l’intérieur du neurone contribueront au bruit de fond, ce qui
réduira encore l’efficacité des mesures optiques. Une bonne sonde sensible au potentiel doit
donc marquer préférentiellement la membrane externe du neurone.

De plus, pareillement à toutes les autres sondes optiques, l’introduction de nouvelles molécules
ayant différentes propriétés électriques dans la membrane peuvent l’altérer sérieusement. Cela
provient du fait que la plupart des sondes fluorescentes sensibles au potentiel sont soit chargées,
soit composées d’un dipôle. Par exemple, l’ajout de charges fixes dans la membrane augmente
sa capacitance, au point qu’un marquage avec une trop grande concentration peut réduire la
vitesse de propagation des potentiels d’action (Blunck et al. [2005]).

En plus de modifier les propriétés membranaires, plusieurs indicateurs de potentiel sont po-
tentiellement toxiques et induisent différents effets pharmacologiques. Malheureusement, ces
effets ne sont pas généralisables, et une caractérisation de la toxicité est essentielle pour chaque
nouvelle préparation.

Finalement, la vitesse des réponses électriques neuronales demande une résolution temporelle
de l’ordre de la milliseconde. En pratique, il faut s’assurer d’avoir un système optique assez
sensible et assez rapide pour mesurer efficacement la fluorescence. De plus, les sondes les plus
rapides sont typiquement les moins sensibles.

1.4.2 Les principales stratégies pour la mesure optique de l’activité
neuronale

Bien qu’il existe une panoplie de mécanismes pouvant mesurer des variations de potentiel
d’une centaine de millivolts, les principes les plus utilisés peuvent être séparés en trois grandes
catégories, soit les propriétés électro-optiques intrinsèques, les mouvements moléculaires, et
l’électrochromisme (figure 1.7) (Peterka et al. [2011]). Les propriétés électro-optiques com-
prennent la génération de seconde harmonique et les signaux intrinsèques, alors que les mou-
vements moléculaires sont composés de la répartition des molécules, la réorientation, et les
changements de conformation. L’électrochromisme comprend l’effet Stark moléculaire. Afin
de mesurer ces différents phénomènes, plusieurs stratégies d’observation sont utilisées. De ces
stratégies, trois ont particulièrement faite leurs preuves, soit la génération de seconde harmo-
nique, le marquage, les sondes encodées génétiquement, et les fluorophores organiques.
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A) B) C)

Figure 1.7 – Principaux mécanismes de sensibilité au potentiel, avec leur signature spectrale
typique. A) Réorientation des molécules fluorescentes. Le champ électrique de la membrane
induit une force sur le dipôle des molécules, ce qui crée un mouvement ou un torque. B)
Génération de seconde harmonique. Les changements de potentiel altèrent le χ(2), ce qui
module le signal de génération de seconde harmonique. C) Électrochromisme (effet Stark).
Le champ électrique modifie la différence relative entre l’état de base et les états excités du
fluorophore, ce qui change les spectres d’absorption et d’émission. Adaptée de Peterka et al.
[2011].

Génération de seconde harmonique

La génération de seconde harmonique (SHG) est un phénomène de diffusion cohérente par
lequel la lumière laser incidente sur la membrane induit une polarisation non-linéaire du
deuxième ordre dans le média, résultant en une émission d’un photon à exactement le double
de la fréquence (la moitié de la longueur d’onde) du photon incident selon l’équation (Cam-
pagnola et al. [1999]) :

E(2ω) ∼ P (2)(2ω) = χ(2)E(ω)2 (1.6)

où E(2ω) est le champ électrique généré au double de la fréquence incidente, P (2)(2ω) repré-
sente le dipôle de deuxième ordre, χ(2) est le tenseur de susceptibilité de deuxième ordre, et
finalement E(ω) correspond au champ électrique incident.

Ce phénomène requiert une interaction entre le champ électrique des photons incidents et des
molécules alignées. Comme il n’est pas possible de produire de la SGH à partir de molécules
distribuées de façon isotrope, le signal est généré à la membrane de façon intrinsèque, car
cette dernier possède une structure moléculaire non centrosymétrique. De plus, en première
approximation, les changements du potentiel électrique à la membrane modifient de façon
linéaire le χ(2), ce qui signifie une lecture directe du potentiel. Finalement, la SHG est un
phénomène cohérent de diffusion et ne dépend pas d’un transfert énergétique entre les photons
et les molécules, ce qui réduit le photodommage.
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D’un autre côté, cette méthode est très peu efficace et demande une très grande densité de
photons. Pour augmenter la quantité de photons émis, il est possible d’utiliser des fluorophores
montrant des grandes variations de leur dipôle en présence d’un champ électrique externe.
Malheureusement, la plupart de ces fluorophores se sont avérés toxiques pour les cellules
vivantes, et bien que quelques groupes de recherche ont su utiliser la SHG pour faire l’imagerie
de potentiel membranaire (Bouevitch et al. [1993], Campagnola et al. [1999]), cette difficulté
a freiné son adoption.

Sondes fluorescentes encodées génétiquement

Depuis la découverte de la protéine fluorescente verte (GFP), l’utilisation des sondes fluores-
centes encodées génétiquement a connue une fulgurante augmentation (Tsien [1998]). Com-
binées avec le bon promoteur génétique, il est possible d’exprimer ces protéines de façon
spécifique selon les types cellulaires ciblés. Pour créer une sonde sensible au potentiel, la plu-
part des stratégies se basent sur l’expression de canaux ioniques. Ces canaux sont formés de
protéines qui sont exprimées à la membrane plasmique, et qui contiennent naturellement un
domaine sensible au potentiel. Ces senseurs peuvent émettre de la fluorescence directement, ou
bien se baser sur l’ouverture du canal afin de créer des changements de conformation (Ataka
and Pieribone [2002]). Ces changements peuvent également induire des phénomènes supplé-
mentaires comme le transfert résonnant d’énergie de Förster (FRET) ou de l’extinction col-
lisionnelle (Akemann et al. [2010]). Bien que le ciblage du type cellulaire observable est un
très grand avantage, les marqueurs encodés génétiquement présentement développés souffrent
d’une faible sensibilité (<5 % / 100 mV). De plus, comme leur sensibilité au potentiel est basée
sur un déplacement de structures, leur réponse aux changements de potentiel est généralement
plus lente que les autres types de marqueurs, ce qui peut être une limitation. Néanmoins, cette
avenue est très prometteuse, et de nouveaux marqueurs de plus en plus rapides et efficaces
voient le jour (St-Pierre et al. [2014]).

Fluorophores organiques sensibles au potentiel

La majeure partie de la recherche effectuée à l’aide de marqueurs sensibles au potentiel utilise
les fluorophores organiques liés à la membrane cellulaire. Bien qu’il existe une panoplie de
senseurs organiques, qui utilisent l’ensemble des stratégies discutées précédemment, l’approche
la plus intéressante est celle de l’électrochromisme. Ce phénomène provient de l’effet Stark,
qui est une modulation directe des niveaux électroniques de la molécule en présence d’un
champ électrique, ce qui se traduit par une modification des spectres d’excitation et d’émission.
Pour qu’une molécule exprime de l’électrochromisme, elle doit avoir une grande différence de
dipôle entre son état de repos et son état excité. De plus, la molécule doit être polaire et
lipophile pour être efficace. Les marqueurs sensibles au potentiel découlent généralement de
groupements styryles ou hémicyanides (Fromherz and Lambacher [1991]). Cet effet est très
rapide car il implique seulement un mouvement de charges électroniques. Afin de mesurer les
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différences de potentiel, il suffit de sélectionner efficacement les longueurs d’onde d’excitation
et d’émission utilisées. Ces marqueurs offrent la plus grande sensibilité aux changements de
potentiel, mais peuvent être difficiles à utiliser dans des préparations de tissus épais. La nature
lipophile permet un marquage spécifique aux membranes, mais sans discrimination entre la
cellule visée et celles qui l’entourent. Une fuite accidentelle du fluorophore autour de la cellule
aura donc pour effet d’augmenter l’intensité du bruit de fond.

Bien que toutes ces méthodes possèdent des difficultés, plusieurs groupes de recherche les
utilisent ou les ont utilisées pour décrire des comportements de l’activité électrique neuronale
impossible à mesurer autrement. L’imagerie sensible au potentiel a donc bien sa place au
sein des outils technologiques pour avancer la compréhension des mécanismes d’intégration de
l’activité neuronale.

1.4.3 Ratio signal sur bruit pour la mesure de fluorescence

Peu importe l’expérience de microscopie, la quantification de la lumière doit être faite à partir
de signaux électriques. Cette conversion est effectuée à l’aide de photodétecteurs, c’est-à-dire
d’appareils permettant de générer un signal électrique proportionnel à la quantité de photons
incidents sur sa surface. Il existe plusieurs types de photodétecteurs. Certains ont une seule
surface active, comme les photodiodes ou les tubes photomultiplicateurs, alors que d’autres
sont formés d’une matrice de pixels comme les dispositifs à transfert de charges, (Charge
Coupled Device, ou CCD) et les CMOS (Complementary Metal Oxide Semiconductor). Dans
tous les cas, cette conversion lumière/électrons n’est pas parfaite, et pose une limite sur la
quantité de lumière qu’il est possible de mesurer. Il est possible de voir les photodétecteurs
comme étant des appareils produisant un courant électrique aléatoire, qui oscille autour d’une
valeur proportionnelle à la quantité de lumière incidente. Ce sont ces variations que nous
appelons bruit, et qui sont caractérisées par la déviation standard du signal électrique. On
peut séparer les différents bruits en quatre types principaux : le bruit de photon, le bruit de
conversion, le bruit de gain, et le bruit de lecture (Teich and Saleh [1991]). Lors d’une mesure,
la quantité de bruit en soit n’est pas nécessairement une indication importante de la qualité
d’un signal. Afin de quantifier la qualité d’une mesure, il faut comprendre comment le signal
varie par rapport au bruit. Cette quantité est appelée ratio signal sur bruit (SNR), et est
habituellement décrite comme étant la valeur moyenne au carré du signal mesuré, divisée par
sa variance, soit :

SNR =
n̄2

σ2
n

(1.7)

où n̄2 est le carré de la valeur moyenne du signal (le nombre de photons incidents), et σ2
n

représente la variance (l’écart-type au carré) du signal mesuré.
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Le bruit de photon

Ce type de bruit est le plus fondamental. Il est associé avec l’arrivée des photons et est décrit
par la distribution de Poisson. Pour une source de photon parfaite, la valeur moyenne du
nombre de photon est égale à l’écart-type (σ) au carré de la distribution. L’amplitude du
bruit est donc égale à la racine carré du nombre de photons incidents (Φ). Par exemple, si
aucune autre source de bruit était présente dans le système, les variations associées avec une
mesure de 100 photons causerait une variation de 10 photons (

√
100). Il serait donc possible

de mesurer n’importe quelle valeur entre 90 et 110 comptes. Comme pour la distribution de
Poisson σ2

n = n̄, nous pouvons déterminer en remplaçant cette valeur dans l’équation 1.7 que
le ratio signal sur bruit sera :

SNR = n̄ (1.8)

Le bruit de conversion

En plus de l’incertitude sur l’arrivée des photons, les photodétecteurs ne sont pas parfaits,
et ne génèrent pas nécessairement d’électron pour chaque photon incident. Le nombre de
photoélectrons générés (m̄) sera une fraction (η) du flux de photons incident moyen (n̄) selon
la relation m̄ = ηn̄. Comme le processus de libération d’électron en fonction de l’arrivée
d’un photon est aléatoire, le bruit de conversion est également décrit par une distribution de
Poisson. Comme cette valeur est directement dépendante de la valeur de photons incidents
qui a été mesurée, les deux effets (bruit de photon et bruit de conversion) ne s’additionnent
pas. Le ratio signal sur bruit pour une mesure effectuée à l’aide d’un photodétecteur est donc
décrit par :

SNR = m̄ = ηn̄ (1.9)

Le bruit de lecture

Un flux de photon incident sur un photodétecteur génèrera à son tour un flux d’impulsion
électriques qui s’additionneront pour se transformer en courant électrique variant dans le
temps (i(t)). La nature aléatoire des types de bruit précédents aura pour effet de faire varier
le courant électrique généré. Dans ce cas, le courant généré est donné par :

ī = eηΦ (1.10)

et la variance est donnée par :
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σ2
i = 2ēiB (1.11)

avec σ2
i représentant la variance du signal électrique i, e la charge générée par chaque impulsion

électrique, ī la valeur moyenne du courant mesuré et finalement B, la bande-passante du
détecteur. À partir de l’équation 1.11, nous déterminer l’expression du ratio signal sur bruit
suivant :

SNR =
ī

2eB
(1.12)

De cette équation, nous pouvons déduire que le ratio signal sur bruit est inversement propor-
tionnel à la bande-passante du circuit.

Le bruit de gain

Comme son nom l’indique, ce type de bruit est présent pour les détecteurs permettant l’am-
plification du nombre d’électrons traversant son système. Dans ces détecteurs, chaque photo-
électron est multiplié par le facteur de gain G. Il faut donc remplacer e dans l’équation 1.12
par Ge :

SNR =
ī

2GeB
=
ηΦ

2B
(1.13)

Comme l’équation 1.13 le montre, le ratio signal sur bruit est indépendant du gain car le
courant et sa variance sont affectés de la même façon. Par contre, dans un cas réel ou un gain
est appliqué, sa valeur varie également de façon aléatoire autour de la valeur moyenne. Le gain
appliqué sur la valeur de courant est donc différent de celui appliqué sur la variance, ce qui
résulte en une dégradation du signal. Pour prendre en compte cette variation aléatoire, il faut
ajouter un facteur F = 1 + σ2

G/Ḡ
2, où F correspond au facteur d’excès de bruit (excess noise

factor) et σG la variance sur la valeur moyenne du gain Ḡ. L’équation 1.13 devient donc :

SNR =
ī

2GeBF
=
ηΦ/2B

F
(1.14)

Dans une mesure de fluorescence effectuée à l’aide d’un photodétecteur, tous ces types de bruit
s’additionnent. Le signal incident sur le détecteur possède un bruit de photon intrinsèque.
L’effet photoélectrique converti les photons en photoélectrons. Dans ce processus, la moyenne
du signal décroit par le facteur η. Le bruit décroit également mais par une plus petite valeur.
Le ratio signal sur bruit de la mesure des photons est donc diminué. Si un gain est appliqué
par le détecteur, le signal et le bruit seront amplifiés par des valeurs légèrement différentes, ce
qui ajoute encore une composante de bruit et réduit le ratio signal sur bruit. Finalement, le
bruit de lecture ajoute aussi un bruit proportionnel à la bande-passante du circuit de lecture.
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1.5 Avancées en microscopie optique pour l’imagerie de
l’activité neuronale

1.5.1 La microscopie à balayage

L’ancêtre de tous les montages à balayage est la microscopie confocale développée par Minsky
[1961]. Elle est devenue sans aucun doute l’outil le plus utilisé pour l’analyse optique de
tranches épaisses vivantes ou fixées. L’instrumentation utilisée est assez simple et il est main-
tenant possible de construire des microscopes utilisant plusieurs longueurs d’onde. À l’aide
de composantes comme les filtres acousto-optiques, ces appareils peuvent couvrir complète-
ment le spectre visible et ce, à très haute vitesse et à intensité voulue (Claxton and Fellers
[2005]). L’utilisation d’un montage confocal peut augmenter le rapport signal sur bruit de fond
d’un facteur 100 pour des échantillons d’une épaisseur au-delà de 50 µm (Sandison and Webb
[1994]). Par contre, bien que la fluorescence des champs hors focus est efficacement rejetée,
cet effet se produit au détecteur seulement. Cela implique que bien qu’invisible à la détec-
tion, la lumière illumine toujours tout le tissus, ce qui peut induire des effets phototoxiques
indésirables.

La génération de fluorescence par excitation multiphoton a su palier les principaux inconvé-
nients de la microscopie confocale. L’absorption de deux photons simultanément par une mo-
lécule est un processus très peu efficace et nécessite une très haute densité de photons (Denk
et al. [1990]). Comme l’intensité dépend de l’inverse de la surface du faisceau, ce n’est qu’au
point focal que l’irradiance est suffisante. Cette méthode possède donc une résolution axiale
intrinsèque en dessous de 5 µm sans l’utilisation de sténopés (Brakenhoff et al. [1996]). Dans
la gamme de molécules fluorescentes disponibles pour l’imagerie de l’activité neuronale, la
microscopie multiphoton utilise typiquement des longueurs d’ondes entre 750 nm et 1000 nm.
Le fait d’utiliser des photons d’énergie moindre est aussi un important avantage pour l’analyse
de tissus biologiques car cela permet une plus grande pénétration à l’intérieur de l’échantillon
ainsi qu’une réduction de la phototoxicité. Par contre, comme cette méthode nécessite un fais-
ceau fortement focalisé, et donc balayé, l’information recueillie est toujours séquentielle, ce qui
limite la résolution temporelle.

Il existe également plusieurs types de montage pouvant augmenter la vitesse de balayage
comme l’utilisation d’un miroir polygonal (Veilleux [2008]), de miroirs résonants (Fan et al.
[1999]) ou de modulateurs acousto-optiques (Zeng et al. [2007]). Ces derniers sont utilisés pour
augmenter la résolution temporelle en minimisant le temps d’acquisition inutile. En imageant
un neurone à l’aide d’un balayage rectangulaire et uniforme, la majorité des pixels mesurés ne
contient aucune information. La microscopie par accès aléatoire, par exemple, permet de cibler
à l’aide d’une image de référence seulement la structure du neurone à analyser. De cette façon,
des résolutions spatiale de 2 µm et temporelle au-delà de 0,5 µs peuvent être atteintes (Bullen
et al. [1997]). Comme chaque cible peut être choisie indépendamment, cette technique est
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intéressante à considérer pour la libération de plusieurs sites de glutamate rapidement (Shoham
et al. [2005]). Par contre, bien que très rapide (Otsu et al. [2008]), la libération n’est toujours
pas simultanée. Mais le plus grand désavantage de ce type de microscopie est l’absence d’image.
Le résultat de la mesure est encore une seule trace d’intensité de fluorescence en fonction du
temps mesuré à un seul point.

1.5.2 La microscopie à champ de vue large

Ce type de microscopie consiste à illuminer une grande partie de l’échantillon à l’aide d’une
lampe à filament de tungstène, d’une lampe au mercure ou à xénon. La fluorescence est alors
collectée en transmission ou en épifluorescence et mesurée par un réseau de photodétecteurs ou
une caméra (Grinvald et al. [1981]). Le principal avantage de cette technique est que la mesure
de tous les points se fait simultanément. Par contre, il n’est pas trivial de se débarrasser de la
fluorescence émise hors foyer, ce qui rend son utilisation dans des tranches de cellules épaisses
ou in vivo limitée par le bruit de fond (Conchello and Lichtman [2005]). Ceci est un inconvé-
nient majeur car bien que certains phénomènes soient intéressants à analyser en cultures, les
neurones sont habituellement coupés de leur microenvironnement local et les informations de
réseaux sont perdues. Afin de pouvoir se libérer du bruit causé par la fluorescence hors focus,
plusieurs astuces ont été développées.

La plupart de ces techniques utilisent le fait que dans l’espace de Fourier, le sténopé de
la microscopie confocale agit comme filtre de fréquences spatiales. La capacité du système
à imager des tranches optiques minces provient du fait que toutes les fréquences spatiales
sauf la fréquence zéro, à l’intérieur de la fonction de transfert, s’atténuent en fonction de la
distance par rapport au plan focal. En envoyant un patron connu sur un échantillon inconnu,
et en filtrant par la suite les images obtenues à l’aide d’un ordinateur, il est possible d’obtenir
un système à champ de vue large possédant une résolution axiale comparable à celle de la
microscopie confocale. Le patron peut être une grille comme dans le cas de la microscopie
par illumination structurée (Neil et al. [1997]) ou bien directement les chatoiements (speckles)
du laser (Ventalon and Mertz [2005]), l’idée étant de mesurer les variations de contrastes
locales pour rejeter la lumière hors focus. Par contre, bien que l’illumination structurée ou
de chatoiements ne nécessite aucun système de balayage, la résolution temporelle est limitée
par le temps de traitement de l’ordinateur. Comme il faut plusieurs images du même plan
pour pouvoir soutirer efficacement l’information recherchée, il est impossible d’analyser des
processus aussi rapide que l’activité neuronale par ces méthodes.

1.5.3 La focalisation temporelle

L’idée de cette technique est l’équivalent de la focalisation spatiale habituelle, mais dans le
domaine temporel. En microscopie multiphoton standard, il faut augmenter la densité de pho-
tons en focalisant le faisceau laser spatialement. De cette façon, la fluorescence hors focus est
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Figure 1.8 – Principe de la focalisation temporelle. (Haut) Pour la microscopie multiphoton
standard, l’objectif du microscope focalise le faisceau incident en un point. L’intensité autour
du point focal est insuffisante pour induire efficacement de l’absorption multiphoton. (Bas)
Dans le cas de la focalisation temporelle, l’impulsion laser est étirée, et retrouve sa durée
initiale seulement au plan focal. Adaptée de Oron et al. [2005]

pratiquement inexistante. Dans le contexte de la focalisation temporelle, plutôt que de concen-
trer les photons spatialement, il faut les disperser avant et après le plan focal pour réduire
la fluorescence hors focus. La dispersion des photons se fait en étirant les impulsions laser
femtosecondes dans le temps à l’aide d’un réseau diffractif (séparation spatiale des longueurs
d’onde). Il faut ensuite imager le réseau directement sur l’échantillon à l’aide d’un télescope
formé d’une lentille et d’un objectif de microscope. D’après le principe de Fermat, les chemins
optiques sont équivalents seulement au plan focal. Comme les photons parcourent différents
trajets à tous autres points, ce n’est qu’au plan focal que la durée initiale de l’impulsion est
rétablit (Durst et al. [2008]). La dispersion temporelle des impulsions aura pour effet de ré-
duire la concentration de photons autour du plan focal, éliminant ainsi la fluorescence des
plans hors-focus.

Un traitement mathématique rigoureux a été effectué par Zhu et al. [2005] en considérant le
faisceau incident à l’arrière de l’objectif comme étant une superposition de faisceaux gaussiens
monochromatiques linéairement déplacés de la longueur d’onde centrale en fonction de leur
longueur d’onde propre. Ces derniers en sont arrivés à la relation suivante pour la durée
d’impulsion τ en fonction de la distance z par rapport à la sortie de l’objectif :

τ(z) =
1√
<[1/m]

· 2
√

2 ln 2

Ω
(1.15)
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Avec
√

2 ln 2Ω représentant la pleine largeur à mi-hauteur du faisceau incident et m est une
expression complexe de la forme 1+x(z−f)2−i·y(z−f). Le terme réel étant un carré et x étant
toujours positif, <(m) ≥ 1. D’après l’équation (1.15), on constate que la plus petite valeur
de τ(z) est pour m = 1 et donc pour z = f . Physiquement, cela signifie que l’impulsion sera
temporellement à son plus court seulement au plan focal de l’objectif, et plus longue partout
ailleurs.

1.5.4 L’illumination structurée

Le principe de l’illumination structurée est d’utiliser un modulateur de lumière pouvant modi-
fier le patron d’intensité d’un faisceau laser. Ces appareils peuvent être des masques de phase
statiques, des matrices de micro-miroirs, ou des modulateurs spatial de lumière (spatial light
modulator, ou SLM)Nikolenko et al. [2008]. L’idée est de placer le modulateur exactement
à une longueur focale devant une lentille, ce qui créera la transformée de Fourier de l’objet
à une longueur focale derrière la lentille. Ce phénomène est appelé transformée de Fourier
optique. Donc, si le champ électrique incident à la distance focaledevant est représenté par
l’amplitude complexe Ek, le champ à la distance focalederrière est Fk, où Ek et Fk sont reliés
par la transformée de Fourier. Dans notre cas, le modulateur choisi est un SLM modifiant la
phase seulement. Une fois modifié par le SLM, le champ électrique est Ek = A0 exp(iΦk), où
A0 est l’amplitude originale, et Φk correspond à la phase ajouté par le SLM. La phase Φk est
calculée pour que patron d’intensité voulu soit produit au plan de l’échantillon (plan lointain).

Le masque de phase peut être calculé à partir d’un algorithme itératif standard Wyrowski and
Bryngdahl [1988] montré à la figure 1.9. L’algorithme est initialisé avec la distribution connue
de l’intensité laser sur le modulateur spatial de lumière, à laquelle on additionne une phase
aléatoire pour accélérer la convergence. Cette étape génère Ek = A0 exp(iΦk). L’algorithme
calcule ensuite la transformée de Fourier (FFT), Fk = B0 exp(iΘk). Le patron d’intensité
obtenu est comparé avec le patron voulu, et si la différence entre les deux patrons est plus
grande qu’un certain seuil ε, l’amplitude seulement est remplacée par celle de l’image désirée.
La transformée inverse est calculée et un nouveau cycle est effectué. Le code utilisé pour
calculer le masque de phase est décrit à l’Annexe B.

1.5.5 Imagerie in vivo de cerveaux de rongeurs éveillés

Plusieurs études démontrent que l’anesthésie altère énormément les activités neuronale et
gliale (Greenberg et al. [2008], Rinberg et al. [2006]). Il est donc essentiel de pouvoir faire
de l’imagerie de l’activité neuronale d’animaux éveillés et se comportant librement. Depuis
quelques années, deux approches complémentaires ont été développées pour visualiser l’activité
neuronale avec une résolution cellulaire dans ce type de paradigme expérimental. La première
approche est basée sur des animaux éveillés mais ayant la tête fixe. L’imagerie peut donc se faire
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Figure 1.9 – Algorithme de calcul du masque de phase à appliquer sur le SLM. La procédure
est décrite en détail à la section 1.5.4.

à l’aide d’un microscope conventionnel. La deuxième approche utilise une fibre optique pour
amener et récolter la lumière au cerveau de l’animal, et est compatible avec des animaux se
déplaçant librement. Les deux méthodes sont compatibles avec les souris, ce qui est important
vu la grande quantité de sondes fluorescentes encodées génétiquement disponibles pour ce
modèle animal.

Animaux éveillés, tête fixe

Même si l’imagerie de signaux intrinsèques se pratique depuis plusieurs années dans la plu-
part des animaux de laboratoire, les techniques ayant une résolution cellulaire commencent
seulement à faire leur apparition. En habituant une souris à des périodes de tête fixe sous un
microscope multiphoton conventionnel, il est possible de visualiser les dynamiques calciques
d’un grand nombre de neurones simultanément, alors que la souris est libre de marcher sur
une boule d’exercice stationnaire (Dombeck et al. [2007]). Le problème technique majeur pour
ce type d’imagerie concerne les artefacts de mouvement provenant du déplacement du cer-
veau pendant les enregistrements. Par contre, avec assez de soins et du post-traitement, il est
possible de réduire au maximum ces artefacts. Les données recueillies par cette approche sont
d’assez bonne qualité pour fournir des informations sur les cellules présentes, autant neuro-
nales qu’astrocitaires, et ce même dans des réseaux denses et durant un comportement actif.
En comparaison, les matrices d’électrodes électrophysiologiques échantillonnent seulement les
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Figure 1.10 – Schéma des différentes stratégies utilisées pour l’imagerie neuronale pendant
le comportement. A) Un microscope multiphoton est utilisé pour imager à travers une fenêtre
crânienne les neurones d’une souris éveillée se déplaçant sur une balle de styromousse flottant
sur un coussin d’air. Une souris d’ordinateur est utilisée pour mesurer les mouvements de la
souris. Adaptée de Dombeck et al. [2007] B) Microscope miniature à champ large développé
par Schnitzer et al. C) Microscope miniature à champ large développé par Doric Lenses Inc.
photographié à côté d’une punaise.

neurones, et sont habituellement espacées de plus de 100 µm. Néanmoins, ces études sont li-
mitées quant aux types de comportement à étudier. Il est possible pour la souris, par exemple,
de marcher sur place, de faire des manipulations avec la langue, les moustaches, la queue ou
les pattes, mais sans plus. Récemment, ce type d’expérience a été couplé à un système de
réalité virtuelle afin d’étudier les circuits neuronaux responsables de la navigation (Harvey
et al. [2009]).

Animaux se déplaçant librement

L’imagerie fonctionnelle d’animaux se déplaçant librement s’inspire de l’enregistrement par
réseaux d’électrodes, et veut relier l’activité neuronale aux comportements autodéterminés,
mais avec l’avantage majeur de fournir une résolution cellulaire. Par contre, cette approche
requiert la fabrication d’un microscope assez petit pour être fixé sur la tête d’un rongeur,
sans toutefois nuire à ses mouvements. Pour être utilisable, le microscope doit permettre
une imagerie stable, avec une résolution spatiale et temporelle suffisante pour détecter les
évènements d’une population neuronale avec une résolution cellulaire. Plusieurs configurations
sont possibles pour ce genre d’appareil. Une première conception provient de la miniaturisation
d’un microscope 2-photon. Elle consiste en une tête de microscope amovible contenant un
objectif et un système de balayage, le tout fixé sur le crâne du rongeur. Le faisceau d’excitation
est modifié pour compenser la dispersion présente dans la fibre optique, et la fluorescence est
récoltée soit par un tube photomultiplicateur (Helmchen et al. [2001]), soit par une deuxième
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fibre optique (Engelbrecht et al. [2008]). Bien que ce type de microscope soit avantageux du
point de vue du sectionnement optique, leur taille et leur poids reste prohibitif pour la souris,
car ils sont adaptés pour des animaux de plus de 70 g (Sawinski et al. [2009]).

Plus récemment, un microscope intégré à absorption 1-photon d’environ 2 g a été présenté
par Ghosh et al. [2011]. Afin d’obtenir cette taille, le microscope est conçu à partir de pièces
fabriquées en série telles des sources à diodes électroluminescentes (DEL) et des détecteurs
CMOS. Le microscope en épifluorescence possède une résolution temporelle plus grande, ne
nécessite aucun mouvement de pièces mécaniques, et offre un champ de vue et une profondeur
de champ plus grands. Tous ces avantages aident à réduire les artefacts de mouvements.
Par contre, comme la DEL est fixée sur le microscope, cette approche ne peut être utilisée
pour l’imagerie de plusieurs fluorophores simultanément. Le nouveau microscope miniature
développé par Doric Lenses utilise une fibre optique pour acheminer la lumière, ce qui permet
le couplage de plusieurs longueurs d’onde, en plus de réduire la taille de l’appareil (figure 1.11.
Pour transmettre efficacement les signaux optiques et électriques, la compagnie a également
développé un joint rotatif opto-électrique assisté d’un moteur pour aider à la rotation. Le
microscope s’attache à une canule préalablement implantée dans le cerveau de l’animal. Cette
canule guide la base du microscope, qui est auto-aligné grâce à un système de pinces.

Fibre optique

Microscope

Canule

1cm

Figure 1.11 – Schémas d’un microscope miniature développé chez Doric Lenses, Inc. La lu-
mière est acheminée au microscope par une fibre optique. Le microscope offre un grossissement
de 6x, mesure 9 mm X 14 mm X 15 mm, et pèse 2.2 g.
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Analyse de signaux pour l’imagerie de réseau à grande échelle

Dans les deux cas précédents, les images obtenues représentent souvent des centaines de cel-
lules. L’analyse de ces données requiert donc l’extraction robuste de traces de fluorescence
en fonction du temps pour un grand ensemble de données. Les problèmes sont nombreux :
correction des artefacts de mouvement, identification des cellules, augmentation du rapport
signal sur bruit, et traitement des réponses neuronales.

Pour le mouvement latéral, la solution dépend de la vitesse d’acquisition du microscope. Si
l’acquisition est plus rapide que les artefacts de mouvement typiques (>70 Hz), le déplacement
latéral peut être compensé en réalignant le film image par image (Flusberg et al. [2008]).
Dans le cas des systèmes à balayage, qui sont typiquement plus lents, il est possible que les
déplacements surviennent à l’intérieur d’une seule image. Dans ce cas, une méthode efficace
est l’alignement ligne par ligne (Dombeck et al. [2007]). Pour les systèmes plus lents mais
qui ne sont pas à balayage, il est également possible de considérer un alignement avec une
déformation à l’intérieur des images (Greenberg and Kerr [2009]).

En plus de la correction de mouvement, il est essentiel de pouvoir identifier automatiquement
les cellules à travers les données d’imagerie. Bien qu’il soit toujours possible de sélectionner
les régions d’intérêt à la main, cette opération devient de plus en plus difficile et lente avec
l’augmentation du nombre de cellules présentes dans le champ de vue. L’approche la plus
simple est l’approche morphologique. Si une expérience s’intéresse aux somas, alors il est
possible par exemple de rechercher les cellules en se basant sur des caractéristiques comme
l’intensité, la taille et la forme (Ohki et al. [2006]). Par contre, ces techniques sont souvent
dépendantes des signaux mesurés, et peu généralisables. Néanmoins, les images acquises par le
microscope miniature sont assez semblables les unes aux autres pour déterminer un algorithme
de détection robuste.

1.6 Différentes échelles, différents défis

1.6.1 Les neurones

L’analyse de l’activité neuronale est nécessaire pour la compréhension du fonctionnement du
cerveau. Alors que l’activité électrique sert de moyen de communication direct entre les neu-
rones, l’activité calcique pour sa part sert de signal encodeur. L’unité de fonctionnement du
cerveau est le neurone. Son arbre dendritique a longtemps été considéré comme une antenne
passive, mais il est clair maintenant que ce dernier joue un rôle d’intégrateur dynamique plutôt
que de simple câble électrique. Des entrées synaptiques asynchrones produisent des dépolari-
sations qui s’additionnent linéairement, et évoquent des petites variations de la concentration
de calcium dans la cellule. À l’opposé, les évènements synaptiques synchronisés peuvent in-
duire des changements supralinéaires de potentiel ou de concentration calcique. Les conditions
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exactes pendant lesquelles ces évènements postsynaptiques supralinéaires se produisent sont
encore hypothétiques, et aucun outil n’est à ce jour parfaitement adapté pour comprendre ces
phénomènes. De plus, les synapses ne sont pas statiques, mais bien plastiques. Une connexion
peut se modifier en fonction des patrons d’activité qu’elle reçoit. Des phénomènes de poten-
tialisation ou de dépression synaptique sont possibles, et il est essentiel de pouvoir mesurer
les propriétés physiologiques directement dans les épines et les dendrites, où ces phénomènes
se produisent.

Les scientifiques ont longtemps pensé que les potentiels d’action étaient transmis seulement
par l’axone. Cependant, depuis environ quinze ans, il est devenu clair que ces derniers sont
rétropropagés dans les dendrites (Stuart et al. [1997]), mais les rôles de cette rétropropagation
sont encore méconnus (Williams et al. [2007]). Dans les neurones pyramidaux de l’hippocampe,
par exemple, le calcium entre dans les dendrites en majeure partie grâce aux canaux calciques
sensibles au potentiel. La coïncidence temporelle et spatiale d’un potentiel d’action rétro-
propagé avec une stimulation synaptique peut induire une montée calcique plus grande que
l’addition des deux signaux (Yuste and Denk [1995]). Une hypothèse quant à ce phénomène
est la régulation de la potentialisation et dépression à long terme. L’addition supralinéaire des
signaux correspondrait à la potentialisation à long terme alors que l’addition sublinéaire serait
en faveur de la dépression à long terme des synapses (Rozsa [2004]). Néanmoins, les dendrites
sont maintenant passées de simples câbles électriques à amplificateurs dynamiques (Häusser
[2000]). D’autres composantes essentielles mais dont leurs rôles dans la transmission de l’in-
formation ne sont pas parfaitement compris sont les épines dendritiques. Les techniques de
mesure actuelles montrent une plasticité des épines en fonction de l’activité neuronale (Zhang
and Linden [2003]). Par contre, les descriptions des mécanismes précis de l’intégration des po-
tentiels d’action par l’épine et le transfert de l’information électrique en signal calcique ainsi
que la dynamique des signaux calciques transitoires sont encore incomplètes. En plus de servir
de compartiments biochimiques, les premières études semblaient montrer que la force de la
connexion synaptique était modulée par la résistance électrique du cou de l’épine (Araya et al.
[2006]). Cependant, d’autres résultats plus récents semblent contredire cette hypothèse (Pal-
mer and Stuart [2009]). L’analyse de l’activité calcique et électrique est donc toujours d’un
grand intérêt pour l’avancement des neurosciences.

Les mesures fonctionnelles dans les neurones comprennent deux difficultés majeures, soit la
petite taille des structures observées, et la vitesse des évènements qui s’y produisent. Les
épines, les dendrites et l’axone sont de l’ordre du micromètre, et sont très fragiles. Il est donc
difficile d’utiliser les techniques de mesure électrophysiologiques classiques pour étudier ces
structures. L’optique est un bon outil pour ce genre de problème car il est possible d’obtenir
une résolution spatiale en-dessous du micron, et la lumière est peu invasive comparativement
aux électrodes. Par contre, même en utilisant des microscopes performants, relativement peu
de lumière peut être captée en l’espace d’une milliseconde, et le rapport signal sur bruit de ce
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type de mesure est souvent très bas.

1.6.2 Les réseaux

L’activité de réseau est nécessaire au traitement de l’information. Les neurones composant
le réseau peuvent se synchroniser (Uhlhaas et al. [2010]), montrer certains patrons d’activités
comme des oscillations à différents rythmes (Buzsáki [2006]), des activations séquentielles (Ike-
gaya et al. [2004]), ou des vagues d’activité (Delaney et al. [1994]). Évidemment, pour étudier
cette activité de réseau, il faut observer un ensemble de cellules, et non les cellules de manière
individuelle.

Pour étudier ces structures, il faut utiliser des échantillons les plus complets possibles, soit les
tranches de cerveau et les mesures in vivo. Peu importe la configuration choisie, l’étude des
circuits neuronaux exige des méthodes pouvant mesurer l’activité de plusieurs neurones simul-
tanément (Knöpfel [2012]). Comme les réseaux comptent plusieurs éléments étendus sur une
grande surface, il y a toujours un compromis à faire entre la résolution spatiale, et la résolution
temporelle. L’imagerie de population en sacrifiant la résolution cellulaire peut augmenter de
beaucoup le nombre de neurones sondés, mais ce type de signal ne fait typiquement pas la
différence entre les types cellulaires. Cela peut s’avérer un problème car les circuits neuronaux
sont souvent constitués de plusieurs classes de neurones, chacune ayant leur rôle propre.

Une bonne technique de mesure couplera donc le sectionnement optique, la rapidité et la
résolution spatiale. Malheureusement, les techniques actuelles ne permettent pas de rencontrer
tous ces critères. La microscopie à balayage est trop lente pour mesurer l’activité neuronale
dans plusieurs cellules, alors que la microscopie à champ large n’a pas le sectionnement optique
nécessaire à l’obtention d’images adéquates.

1.6.3 Comportement et activité neuronale

Un but fondamental des neurosciences est la compréhension des opérations de base du cerveau,
et comment celles-ci sont affectées par les changements comportementaux. Plus précisément,
de quelles façons l’activité neuronale est-elle liée aux processus cognitifs et comportemen-
taux ? L’enregistrement de l’activité neuronale d’animaux se déplaçant librement ouvre la
voie à l’étude de comportements autodéterminés et sociaux, ce qui est incompatible avec les
techniques d’imagerie actuelles.

Jusqu’à maintenant, la majeure partie de la recherche s’effectue à l’aide de technologies bien
établies comme l’enregistrement électrophysiologique. Ces techniques ont une approche géné-
ralement réductionniste, en mesurant les propriétés de quelques éléments à la fois, et dans
un contexte de tâches très restreint. Malgré un progrès considérable, la variabilité observée
durant les enregistrements, qui représentent potentiellement l’apprentissage, la motivation ou
des différences de structure des tâches, présente des défis pour comprendre comment ces pro-
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cessus se manifestent dans le cerveau. À cause de ce problème, il y a plus en plus d’intérêt
pour la mesure à grande échelle de l’activité de population de neurones (Kandel et al. [2013]).
Bien que l’enregistrement par réseau d’électrodes est un pas dans la bonne direction (Buzsáki
[2004], Lin et al. [2006]), il n’est pas encore facile de lier les populations neuronales à des
comportements spécifiques de l’animal, et ce d’une expérience à l’autre (Chen et al. [2013]).

1.7 Objectifs spécifiques et projets de recherches

1.7.1 Imagerie de l’ANNINE-6plus en tranches

L’imagerie de l’activité neuronale avec une résolution cellulaire permet de relier les signaux
neuronaux avec les compartiments intracellulaires. Deux méthodes complémentaires sont ha-
bituellement utilisées pour sonder l’activité neuronale optiquement : l’imagerie des ions Ca2+

et l’imagerie de potentiel. Historiquement, les premiers enregistrements optiques ont été fait
avec les fluorophores sensibles au potentiel (Salzberg et al. [1973]). Par contre, leurs limi-
tations en ce qui a trait au faible ratio signal sur bruit et à la faible biocompatibilité ont
poussé les chercheurs à se tourner vers l’imagerie calcique. Selon plusieurs études, les signaux
transitoires de Ca2+ sont une bonne indication indirecte pour mesurer l’activité électrique
sous-jacente (Mao et al. [2001], Yasuda et al. [2004]). Les marqueurs calciques ont l’avantage
d’avoir des réponses d’une plus grande plage dynamique que les marqueurs sensibles au poten-
tiel. De plus, les corps cellulaires remplis de fluorophore sensible au calcium sont facilement
identifiables. Par contre, la dynamique plus lente des oscillations calciques limite la résolution
temporelle avec laquelle il est possible de mesurer l’activité. Aussi, ce n’est pas tous les types
ou compartiments cellulaires qui produisent des variations de calcium en fonction de l’activité
électrique. L’axone entre autres montre très peu de variation de calcium lors de changements
de potentiel. Les marqueurs sensibles au calcium agissent également comme un tampon, ce
qui affecte directement les concentrations de l’ion. Finalement, les indicateurs calciques n’ont
pas la possibilité de mesurer des évènements hyperpolarisants (Knöpfel et al. [2006]).

Pour ces raisons, il est important de continuer le développement des sondes sensibles au po-
tentiel. Une sonde très prometteuse est l’ANNINE-6plus. D’après Fromherz et al. [2007], elle
est la plus sensible des toutes les sondes de type hémicyanides pour plusieurs raisons. Premiè-
rement, elle possède une bonne solubilité dans l’eau, ce qui réduit beaucoup la toxicité induite
par le marquage. De plus, elle démontre une forte fixation aux membranes cellulaires, ce qui
est essentiel pour la mesure efficace du potentiel. Finalement, la sensibilité au potentiel pro-
vient d’un déplacement des spectres d’excitation et d’émission causé par l’effet Stark. Ce type
de phénomène est très rapide par rapport à la cinétique des évènements électriques dans une
cellule, ce qui assure une résolution temporelle suffisante. Ce fluorophore est surtout utilisé en
culture de cellules cardiaques, mais son adoption dans les neurosciences souffre de l’incapacité
à marquer une seule cellule dans des préparations de tranches de cerveau. Le premier chapitre
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décrit la méthode développée pour marquer les cellules de façon intracellulaire par une pipette
de patch clamp, et caractérise l’utilisation de la sonde comme marqueur intracellulaire dans
les tranches aigües et organotypiques.

1.7.2 Microscopie par focalisation temporelle et illumination structurée

La mesure de l’activité neuronale est une problématique très particulière de par son échelle
de temps très courte et sa géométrie irrégulière. Bien que les technologies utilisées actuelle-
ment aient su lever le voile sur un grand nombre de processus biologiques inconnus, aucune de
ces techniques n’est encore parfaitement adaptée à cette problématique. Afin de comprendre
les mécanismes d’intégrations de l’activité électrique en signaux calciques, plusieurs caractéris-
tiques sont essentielles. La technique idéale devra produire des images, afin de pouvoir analyser
le contexte dans lequel la mesure est effectuée. Deuxièmement, elle devra être multiphotonique
et posséder la capacité de rejeter la lumière hors focus, afin de pouvoir analyser des échan-
tillons épais et in vivo tout en minimisant la phototoxicité. Finalement, cette technique doit
avoir une très haute résolution temporelle car les phénomènes à étudier sont de l’ordre de la
milliseconde. Une fois implémentée, il sera possible d’analyser optiquement l’activité calcique
transitoire et l’activité électrique servant de moyen de communication entre les neurones.

Afin de satisfaire ces exigences, nous proposons l’utilisation d’une technique récente, la focali-
sation temporelle, qui permet un sectionnement optique à partir d’un microscope à champ de
vue large sans traitement à postériori (Oron and Silberberg [2005a]). Couplée à un système
d’amplification laser, cette technique peut être utilisée pour l’obtention d’images en fluores-
cence multiphoton de grandes tailles en très peu de temps (Therrien et al. [2011]). De plus, il
est possible de coupler, sans modifier la géométrie, un modulateur de lumière pour redistribuer
temporairement la lumière (Oron and Silberberg [2005b]) sur l’échantillon et rendre possible
ainsi l’utilisation de glutamate encagé comme processus de stimulation (Papagiakoumou et al.
[2008]).

1.7.3 Contrôle du microscope miniature Doric Lenses Inc.

Depuis son développement, la microscopie optique a toujours été un instrument de choix pour
étudier les propriétés cellulaires du cerveau. Couplée aux nombreuses sondes fluorescentes
disponibles, elle permet d’élucider les questions relatives aux neurosciences, tant au niveau
structurel que fonctionnel (Wilt et al. [2009]). Ces résultats sont obtenus en majorité à l’aide
de tranches de cerveau. Cependant, même si ces dernières permettent d’étudier des réseaux
neuronaux locaux partiellement intacts, elles ne donnent aucune information sur les connexions
globales. De plus, malgré les avancées récentes qui permettent l’imagerie in vivo d’animaux
ayant la tête fixe, l’anesthésie nécessaire à l’expérience peut altérer les fonctions corticales, et
modifier les patrons d’activité neuronale (Dombeck et al. [2007]). Finalement, ces expériences
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requièrent habituellement un équipement encombrant, coûteux et souvent incompatible avec
l’observation voulue du comportement animal.

Pour pallier ces inconvénients, Doric Lenses, Inc. propose le développement d’un micro-endoscope
à fluorescence de dimensions inférieures à 2 cm3 et implantable sur la tête d’un animal pour
étudier l’activité neuronale dans son cerveau sans nuire à sa liberté de mouvement. Plusieurs
paramètres doivent être considérés pour la création d’un microscope miniature. Par exemple,
il faut s’assurer que le champ de vue, la résolution spatiale, la résolution temporelle, la taille
de la sonde optique, et la sensibilité soient compatibles avec les échantillons observés. Afin
d’obtenir la meilleure résolution temporelle possible, tout en diminuant la taille de la sonde,
l’entreprise a décidé d’utiliser une lentille à gradient d’indice pour éclairer les régions situées
dans les couches profondes du cerveau. Cette même lentille permet ensuite d’imager ces régions
sur une caméra. La résolution spatiale du microscope est alors limitée par la diffraction de la
lumière au centre du champ de vue.

Bien que Doric Lenses, Inc. possède une très grande expertise en ce qui a trait aux composantes
optiques, l’imagerie in vivo d’animaux se déplaçant librement impose d’importantes contraintes
sur la qualité et l’utilité des images obtenues (Helmchen et al. [2001]). Ce type de système
miniature est particulièrement exposé aux mouvements de l’animal, ce qui est en partie contrôlé
par l’utilisation de l’imagerie haute vitesse. Cependant, l’imagerie à haute vitesse produit des
images ayant un haut niveau de bruit dû à la faible quantité de lumière acquise. Il est donc
essentiel de développer parallèlement au dispositif physique, des outils de traitement d’image
en temps réel pour obtenir des images nettes et sans artefact.

Finalement, il faut pouvoir analyser et comprendre les informations contenues dans les images.
Ces informations sont par exemple le nombre et la taille des différents types cellulaires, la va-
riation de fluorescence en fonction du temps, le déplacement moyen de cellules en migration,
etc. Bien que plusieurs logiciels d’analyse d’image existent, aucun n’est adapté à ce genre de
mesure dans un cerveau, et la plupart requièrent une compréhension approfondie des diffé-
rentes stratégies d’analyse d’image. L’objectif principal de ce projet est donc le développement
d’outils logiciels de contrôle et d’analyse d’un microscope miniature.
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Chapitre 2

Approche optique pour la mesure de
l’activité électrique dans les neurones
avec le fluorophore sensible au
potentiel ANNINE-6plus

2.1 Résumé

La communication entre les cellules du système nerveux est encodée par des variations locales
du potentiel électrique membranaire. Pour décrypter ces mécanismes de communication cel-
lulaire, il est nécessaire de mesurer les variations du potentiel membranaire à travers tout le
neurone. Bien que l’électrophysiologie classique permette la mesure précise de l’activité élec-
trique au corps cellulaire, il n’est pas possible de sonder directement les petits compartiments
neuronaux fragiles comme les épines et les dendrites. Pour cette raison, des outils optiques
et des sondes fluorescentes sensibles au potentiel ont été développés. En utilisant le fluoro-
phore ANNINE-6plus (A6+) couplé à la microscopie confocale, nous avons mesuré de façon
robuste la génération de potentiels d’action, ainsi que des évènements synaptiques de l’ordre
de la dizaine de millivolts dans le soma de cellules en cultures ainsi qu’en préparations de
tranches aigües et organotypiques. Nous démontrons dans ce chapitre la première utilisation
intracellulaire de l’A6+, ce qui ouvre la voie à l’utilisation de ce fluorophore pour le marquage
unicellulaire dans des échantillons de tissu épais.

2.2 Introduction

Comme les neurones communiquent à l’aide de signaux électriques, la neuroscience fonction-
nelle s’appuie principalement sur la mesure du potentiel membranaire en utilisant directement
des électrodes. Par contre, comme l’utilisation de ces électrodes est invasive, que ces dernières
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fournissent des données ponctuelles, et qu’il n’est pas possible de mesurer le potentiel dans les
structures fines à cause de leur taille, les méthodes de mesures optiques prennent de plus en
plus de place dans la boite à outils des chercheurs (Peterka et al. [2011]). Une bonne approche
optique pour la mesure de l’activité électrique se doit d’avoir une résolution temporelle de
l’ordre de la milliseconde, une résolution spatiale de l’ordre du micromètre, et une sensibilité
au potentiel d’une dizaine de millivolts, tout en réduisant au maximum le dommage induit
aux cellules. Depuis un peu plus d’une vingtaine d’années, l’imagerie de potentiel a permis
d’étudier les circuits neuronaux d’une multitude d’échantillons (Cohen [1989], Grinvald and
Hildesheim [2004], Peterka et al. [2011]), mais semble encore principalement limitée à l’étude
de réseaux plutôt que de structures fines. Cela peut être attribué au fait que malgré l’amélio-
ration des fluorophores sensibles au potentiel, leur sensibilité est généralement faible, ce qui se
traduit par de très faibles ratios signal sur bruit lors de la mesure. Pour augmenter leur effi-
cacité, les enregistrements optiques sont habituellement répétés plusieurs fois afin de prendre
la moyenne des différentes traces pour réduire le bruit présent dans la mesure. Bien qu’effi-
cace, cette méthode peut induire une phototoxicité accrue (Zhou et al. [2007]) et ne permet
pas d’étudier les phénomènes spontanés ou proches du seuil de déclanchement. De la même
façon, la mesure du potentiel membranaire par génération de seconde harmonique est possible
dans des structures fines comme les épines dendritiques (Nuriya et al. [2006]). Par contre, il
a également été montré par le même groupe quelques années plus tard que l’utilisation d’une
moyenne entraine de la phototoxicité lors de l’expérience (Jiang and Yuste [2008]). Les mar-
queurs fluorescents encodés génétiquement offrent également une avenue intéressante pour la
mesure de réseaux neuronaux. En utilisant le ciblage génétique, il est possible d’exprimer les
fluorophores dans des cellules de type spécifique. Bien que les premières protéines dévelop-
pées possédaient une cinétique trop lente pour la mesure d’un seul potentiel d’action (Knöpfel
et al. [2006]), les marqueurs récents, comme par exemple ASAP (Accelerated Sensor of Action
Potentials), développé par St-Pierre et al. [2014], montre des cinétiques de l’ordre de quelques
millisecondes et une variation de fluorescence de plus de 20% pour un changement de poten-
tiel de 100 mV en préparation de cultures dissociées. Néanmoins, l’utilisation de marqueurs
génétiquement encodés nécessite des étapes supplémentaires souvent complexes comme : la
production de plasmides, la création de virus, de lignées animales transgéniques ou l’utilisa-
tion de l’électroporation, d’un fusil génétique (gene gun), ou autres techniques pour transférer
les gènes aux cellules d’intérêt. De plus, malgré qu’il soit possible de modifier les paramètres
de transfection, il est très difficile d’obtenir un marquage unicellulaire avec une méthode gé-
nétique. L’utilisation de marqueurs organiques est donc toujours adéquate pour la mesure de
l’activité neuronale dans les structures fines comme les épines dendritiques ou les dendrites.

Récemment, il a été démontré que le fluorophore sensible au potentiel ANNINE-6plus (A6+)
possède une bonne sensibilité et aucune phototoxicité détectable lorsqu’il est utilisé dans des
neurones en culture dissociée (Pages et al. [2011]). À l’aide d’un protocole simple d’incubation,
il est possible de mesurer optiquement des potentiels d’action spontanés. Comme la sensibilité
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au potentiel de l’A6+ provient d’un effet Stark, il est possible d’utiliser la longueur d’onde
correspondant au maximum d’absorption pour l’imagerie structurelle, et une deuxième lon-
gueur d’onde dans la pente descendente ou montante du spectre pour l’imagerie fonctionnelle.
Par contre, la faible solubilité de l’A6+ dans l’eau s’est avérée un obstacle pour le marquage
intracellulaire par pipette de patch clamping, ce qui a limité l’utilisation du fluorophore aux
cultures dissociées.

En couplant le préremplissage des pipettes de patch clamp avec une solution contenant de
l’A6+ à très basse concentration, nous avons réussi à charger le fluorophore de façon intracel-
lulaire dans des neurones de tranche d’hippocampe de rat. Afin d’avoir une bonne sensibilité
ainsi qu’un bon contraste entre le signal et le bruit de fond, nous avons utilisé une tech-
nique de balayage laser sur les membranes neuronales à 488 nm, soit dans la partie abrupte
du spectre d’absorption (fig. 2.1). Les spectres d’excitation et d’émission décalent vers le bleu
pour une dépolarisation quand le fluorophore est chargé de façon extracellulaire, mais décalent
vers le rouge lorsqu’il est introduit par l’intérieur de la membrane. Malgré la configuration en
tranches, le ratio signal sur bruit à la longueur d’onde d’imagerie permet la détection de
potentiels d’action, et même de potentiels synaptiques.

Figure 2.1 – A) Absorbance normalisée mesurée dans l’eau. La flèche Morph. montre la
longueur d’onde utilisée pour l’imagerie de structure (458 nm), alors que la deuxième flèche
montre la longueur d’onde utilisée pour l’imagerie fonctionnelle (488 nm). B) Fluorescence
normalisée dans un neurone mesurée avec une longueur d’onde d’excitation de 458 nm. Adapté
de Pages et al. [2011].

Ensuite, nous avons vérifié que le chargement intracellulaire de l’A6+ n’induisait pas de photo-
toxicité, en caractérisant plusieurs paramètres électrophysiologiques lors de séances d’imagerie.

Finalement, nous avons caractérisé l’A6+ comme fluorophore sensible au potentiel dans dif-
férentes préparations, et pour différents types de stimulation. Nous avons trouvé que l’A6+
est un très bon candidat pour mesurer les potentiels synaptiques dans les épines et dans les
domaines dendritiques. Cette approche permettra de déterminer l’effet local de la plasticité
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synaptique directement dans les épines, et si combinée à d’autres techniques optiques, de lier
les dynamiques spatiales des protéines synaptiques avec la plasticité synaptique.

2.3 Matériels et méthodes

2.3.1 Tranches aiguës

Des tranches transversales d’hippocampe ont été obtenues de rat Sprague-Dawley (Charles
River, St Laurent, Québec, Canada) de 14 à 21 jours comme décrite par Topolnik et al. [2006].
Ces animaux ont été anesthésiés avec de l’isoflurane. Après leur décapitation, leur cerveau
a été enlevé rapidement et placé dans une solution (de tranchage) refroidie (0 à +4 ◦C) et
oxygénée contenant, en mM : 250 sucrose, 2 KCl, 1.25 NaH2PO4, 26 NaHCO3, 7 MgSO4,
0.5 CaCl2, et 10 glucose, pH 7.4, 320-340 mOsm.

Les tranches, ayant ∼300 µm d’épaisseur, ont été coupées à l’aide d’un vibratome (Leica
VT1000S ; Leitz, Wetzlar, Allemagne) et ont ensuite été transférées dans une autre solution (de
récupération) oxygénée chauffée (35◦C) contenant, en mM : 124 NaCl, 2.5 KCl, 1.25 NaH2PO4,
26 NaHCO3, 3 MgSO4, 1 CaCl2, et 10 glucose. Cette solution a été ensuite laissée à la tempé-
rature de la pièce pendant le reste de l’expérience. Les tranches ont ensuite récupérées dans
cette solution pendant au moins 1h.

2.3.2 Tranches organotypiques

Des tranches transverses d’hippocampe de rat ont été préparées à partir de rats mâles de 6 à 8
jours, et cultivées pendant 7-14 jours sur des membranes Millicell-CM à interface liquide/gaz
avant d’être utilisées pour l’imagerie, comme décrit par le protocole dans l’article de Stoppini
et al. [1991]. Le milieu de culture est composé de MEM + Hepes (50%), de sérum de cheval
(25%) et de solution de Hank (25%). Du glucose est ajouté pour obtenir une concentration
finale de 6.5 mg/mL et le pH maintenu à 7.2.

2.3.3 Électrophysiologie et marquage par A6+

Durant les expériences, les tranches sont perfusées continuellement ( 2mL/min) avec une so-
lution standard de liquide cérébro-spinal (aCSF) contenant (en mM) : 124 NaCl, 2.5 KCl,
1.25 NaH2PO4, 4 MgSO4, 4 CaCl2 et 10 glucose, saturé par 95% O2 et 5% CO2, de pH 7.4 et
de 295-305 mOsm, chauffée à 30-33◦C. Les enregistrements de potentiel ou de courant imposé
en cellule entière (whole cell) sont obtenues à partir de cellules pyramidales identifiées visuel-
lement, et de pipettes de borosilicate d’une résistance de 3-6 MΩ. Pour l’enregistrement de
potentiels postsynaptiques excitateurs évoqués (eEPSPs), la solution intracellulaire contient
(en mM) : 115 CsMeSO3, 20 CsCl, 2.5 MgCl2, 10 diNa-phosphocreatine, 10 HEPES, 4 ATP-
Mg, et 0.4 GTP, de pH 7.3 et de 275-385 mOsm. Pour faciliter la formation du gigaseal, le
bout de la pipette est initialement rempli par capillarité avec une solution sans A6+. Cette
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étape est également utile pour s’assurer un marquage unicellulaire, car l’A6+ est liposoluble,
et une fuite causée par l’application d’une pression positive lors de la descente de l’électrode
marquera toutes les membranes présentes. Le reste de la pipette est rempli par la même solu-
tion additionnée d’A6+ diluée à une concentration finale de 2.5 µM. Nous avons alloué 10 min
pour la diffusion du fluorophore avant de commencer les enregistrements optiques. La résis-
tance en série des cellules (8.5-25 MΩ) est mesurée en tout temps en appliquant un échelon
de tension hyperpolarisant de -5 mV par rapport au potentiel de repos. Les enregistrements
sont arrêtés si un changement de plus de 20% de la résistance en série survient. Les potentiels
synaptiques sont évoqués par une stimulation minimale des collatérales de Schaeffer en utili-
sant une électrode positionnée entre le CA1 et le CA3, dans le stratum radiatum. La pipette
de stimulation (2-3 MΩ) est remplie par de l’aCSF et connectée à une unité d’isolation de
courant (A360LA ; World Precision Instrument Inc., Sarasota, FL, USA), contrôlée par une
carte d’acquisition (Digidata 1440 ; Molecular Devices, Sunnyvale, CA, USA) et le logiciel
Clampex 10.2 (Molecular Devices). L’acquisition des données, filtrées à 2-3 kHz et digitalisées
à 20 kHz) est effectuée par un amplificateur (Multiclamp 700B).

2.3.4 Enregistrements optophysiologiques

Les enregistrements sont faits en mode balayage de ligne (line scan) avec un microscope confo-
cal LSM510 (Zeiss ; Oberkochen, Germany). Pour obtenir une bonne résolution temporelle et
ainsi qu’un bon signal de fluorescence, les lignes utilisées contiennent 20-40 pixels, avec un
temps de résidence (dwell time) de ∼20 µs, totalisant un temps d’acquisition de 0.480 µs par
ligne. Chaque enregistrement est synchronisé avec les protocoles d’électrophysiologie. Afin de
maximiser la détection de changements de potentiel à la membrane, mais de garder un rap-
port signal sur bruit de fond élevé, nous utilisons une ligne laser à 488 nm pour l’excitation
de l’A6+. L’imagerie morphologique est effectuée à la longueur d’onde d’absorption maximum
du fluorophore, soit 458 nm. Pour maximiser la collection de photon, le filtre d’émission est
un passe-haut à 505 nm.

2.3.5 Analyse des données

Les données électrophysiologiques sont analysées à l’aide des logiciels Clampex 10.2 (Molecular
Devices), et Igor Pro (WaveMetrics, Lake Oswego, OR, USA). Les mesures optophysiologiques
sont analysées à l’aide de programmes Matlab (MathWorks, Natick, MA) faits sur mesure
(Annexe A), et les images sont produites avec le logiciel FIJI (http ://pacific.mpi-cbg.de). Pour
produire les profils d’intensité en fonction du temps à partir des enregistrements optiques, les
pixels de chaque ligne sont moyennés en un seul point, ce qui correspond à un enregistrement
à 2 kHz. Les traces sont corrigées pour le photoblanchiment par une régression exponentielle,
et filtrée par une méthode d’ondelettes (wavelet) ou en appliquant un filtre de Savitzky-Golay.
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2.4 ANNINE-6plus comme marqueur intracellulaire sensible
au potentiel

2.4.1 Marquage unicellulaire et imagerie

Pour marquer de façon unicellulaire, l’A6+ est chargée de façon intracellulaire par la pipette
de patch clamp. Bien que minimalement soluble dans l’eau, ce marqueur est principalement
lipophile, et il doit être utilisé à une concentration inférieure à 2.5 µM, soit 6-10 fois moins
concentrée que dans les travaux précédents, afin de réduire la formation de cristaux dans la
pipette. Des exemples de marquage dans différents échantillons sont montrés à la figure 2.2. La
diffusion passive de l’A6+ est très rapide. En moins de 5 min, le soma ainsi que les dendrites
proximales sont bien visibles. En fait, comme le démontre le panneau 2.2C, les marqueurs
lipophiles s’introduisent dans les membranes plasmiques, et l’imagerie au-delà de 60 min peut
souffrir d’une diminution du ratio signal sur bruit due au marquage des membranes internes.
Pour l’imagerie à plus long terme, il est possible de charger l’A6+ avec une pipette contenant le
fluorophore en solution pendant quelques minutes, puis de détacher la pipette et la remplacer
par une autre sans A6+ pour refaire le patch. De cette façon, le marquage des membranes
intracellulaires est diminué.

2.4.2 Évaluation de la phototoxicité

L’A6+ a précédemment été démontré comme étant inoffensif quand chargé de façon extracellu-
laire. Par contre, comme le marqueur n’a jamais été utilisé de façon intracellulaire, nous avons
caractérisé les effets du chargement par pipette de patch clamping. Nous avons évalué la pho-
totoxicité induite par l’A6+ en mesurant plusieurs paramètres électrophysiologiques, pendant
les séances d’imagerie à la longueur d’onde fonctionnelle, soit 488 nm. Les expériences ont été
effectués dans des préparations de tranches organotypiques préparées selon la méthode décrite
à la section 2.3. Les paramètres mesurés sont la résistance d’entrée (Rinput), le potentiel de
repos (Vm), l’amplitude et la constante de temps des EPSPs spontanés. À la fin de chaque
protocole de stimulation synaptique, un échelon test (-5 mV par rapport au potentiel imposé,
200 ms) est mesuré afin de caractériser la qualité de la membrane et du patch clamp.

La figure 2.3A montre une série de 20 échelons tests séparés par un intervalle de 3 s. L’illumi-
nation continue pendant ces 20 protocoles, totalisant 60 s d’illumination laser (60000 lignes de
balayage), ne change pas la forme ni l’amplitude de l’échelon. À partir de cette mesure, nous
pouvons calculer le Rinput. La valeur moyenne de cette mesure sur les premiers et les derniers
∼20 s (7 échelons) pour 7 différents neurones est montrée à la figure 2.3B.

De plus, la figure 2.3C-D montre le suivi de Vm lors de l’imagerie plein cadre en continu à la
longueur d’onde morphologique (458 nm, fig. 2.3C), ainsi qu’en mode balayage de ligne à la
longueur d’onde fonctionnelle (488 nm, fig. 2.3D). Chaque point correspond à la moyenne de
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Figure 2.2 – Diffusion de l’ANNINE-6plus dans les membranes cellulaires. A) Chargement
extracellulaire dans des neurones en culture dissociée. B) Chargement intracellulaire par pi-
pette de patch clamping dans un neurone d’une tranche aiguë d’hippocampe de rat après
5 min. C) Chargement intracellulaire par pipette de patch clamping dans un neurone d’une
tranche organotypique d’hippocampe de rat après 60 min. D) Zoom sur une région contenant
des épines dendritiques dans une tranche organotypique d’hippocampe de rat, à environ 50 µm
du soma. Toutes les images sont prises à 488 nm.

7 expériences ± écart-type. Encore une fois, aucun changement n’a été observé pendant les
expériences.

Finalement, nous avons mesuré les EPSPs spontanés durant le balayage laser afin de s’assurer
que l’expérience ne modifie pas l’amplitude et la constante de temps de ces évènements. Un
exemple de l’activité spontanée est montré à la figure 2.3E. Pour chaque EPSP unique, nous
avons extrait et mesuré les deux caractéristiques précédentes pour chaque segment de 20 s, et
nous les avons combinées pour 7 neurones (fig. 2.3F). Malgré qu’il y ait plus de variation pour
ces paramètres, ces changements sont bien en deçà de l’écart-type, et non significatifs entre
chaque période de temps.
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Figure 2.3 – A) Échelons tests de -5 mV par rapport au potentiel imposé, 200 ms. La trace
rouge correspond à la moyenne de 20 traces. B) Moyenne de la résistance calculée à partir
des échelons pour 7 neurones. C) potentiel membranaire mesuré pendant l’imagerie plein
cadre à 458 nm. D) potentiel membranaire mesuré pendant le balayage laser à 488 nm. E)
Exemple d’amplitude et de constante de temps des sEPSPs pendant l’enregistrement optique.
F) Moyenne pour 7 neurones. Toutes les valeurs représentent la moyenne ± écart-type, pour
N = 7 neurones.
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2.5 Mesure de l’activité électrique dans des tranches
d’hippocampe de rat

Afin de mesurer l’activité électrique dans les tranches, nous avons décidé d’utiliser 488 nm
comme longueur d’onde d’excitation, plutôt que 514 nm comme publiée précédemment (Pages
et al. [2011]). Cette nouvelle longueur d’onde nous permet d’avoir un meilleur signal de base
pour les petits compartiments comme les dendrites et les épines. Pour analyser la linéarité de la
variation de fluorescence en fonction du changement de potentiel membranaire à cette longueur
d’onde d’excitation, nous avons utilisé un protocole de stimulation en échelons de potentiel.
Le protocole est montré à la figure 2.4 (Gauche). Le signal de fluorescence est mesuré sur une
ligne balayée sur le soma, et synchronisé avec le protocole de stimulation. Le protocole consiste
en une rampe de 15 échelons de 50 ms, allant de -20 mV à +120 mV autour du potentiel de
repos, tenu à -60 mV (fig.2.4 - Panneau supérieur). L’enregistrement consiste en 5000 lignes
de 20 pixels, balayées à 480 µs / ligne, soit d’une durée totale de 2.5 s (fig.2.3 - Panneau
central). Tous les pixels de chaque ligne sont ensuite moyennés pour former un signal standard
de variation de fluorescence en fonction du temps (fig.2.4 - Panneau inférieur). D’après les
résultats montrés à la fig.2.4, nous observons que contrairement au chargement extracellulaire,
les spectres d’absorption et d’émission se déplacent vers le rouge pour une dépolarisation quand
l’A6+ est attaché par l’intérieur de la membrane cellulaire. Nous pouvons voir également
que l’utilisation de 488 nm comme longueur d’onde d’excitation permet l’imagerie de petites
structures, aux dépens d’une réduction de la linéarité des changements de fluorescence pour
des dépolarisations de grandes amplitudes (> 80 mV).

Le panneau de droite de la figure 2.4 démontre la capacité du fluorophore à mesurer les
évènements rapides tels que les potentiels d’action.

2.6 Enregistrements d’évènements synaptiques

Afin de déterminer si la sensibilité de l’A6+ est suffisante pour mesurer des variations de po-
tentiel de petites amplitudes, nous générons des réponses synaptiques complexes en stimulant
électriquement les collatérales de Schæffer (fig.2.5 - Panneau supérieur). Pendant la diffusion
du fluorophore dans la cellule, nous trouvons une région de stimulation via les mesures électro-
physiologiques. Une réponse synaptique mixte typique est montrée à la figure 2.5 - Panneau
central. Dans toutes les traces électriques, les deux pics descendants sont les artefacts de sti-
mulation. Les traces optiques correspondantes se trouvent au panneau inférieur de la fig.2.5.
Elles sont corrigées pour un délai d’environ 10 ms entre le début de l’enregistrement électrique
et optique, et sont filtrées à l’aide d’un algorithme de Savitsky-Golay. Avec une moyenne de 10
traces de stimulation, le rapport signal sur bruit est assez haut pour résoudre des évènements
en deçà de 10 mV.
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Figure 2.4 – (Encart) Balayage de ligne sur le soma, pour un neurone du CA1 d’une tranche
organotypique d’hippocampe de rat. (Gauche) Induire un protocole d’échelons de potentiel
montre la linéarité de l’A6+ pour l’intervalle de potentiel membranaire physiologique. (Droite)
La sensibilité et la résolution temporelle sont assez grandes pour résoudre des potentiels d’ac-
tion spontanés dans une tranche aiguë.

En collaboration avec l’étudiant au doctorat Simon Chamberland et la professeure Katalin
Toth, nous avons également été en mesure d’observer des dépolarisations synaptiques dans
une épine dendritique d’un neurone de la couche CA3 de l’hippocampe de rat. L’imagerie s’est
faite sur un microscope multiphoton à balayage par déflecteurs acousto-optiques (AOD). La
figure 2.6 montre l’une de ces expériences. Le neurone marqué est montré à la figure 2.6A. Les
évènements synaptiques sont évoqués par une stimulation électrique des fibres moussues. Ces
axones proviennent du gyrus denté et forment des connexions avec les neurones de la couche
CA3 de l’hippocampe. La stimulation électrique est composée de 10 impulsions à 20 Hz, ce
qui induit 10 réponses postsynaptiques excitatives dans le neurone en aval (figure 2.6B). Le
panneau C) est un agrandissement de la région délimitée par le cadre blanc en A). Chaque
tracé de la figure 2.6A-C est la mesure de la variation de la fluorescence de l’A6+ en fonction
du temps. Dans ces deux cas, les tracés représentent la variation moyenne de 15 protocoles
de stimulation. En A), les tracés représentent la moyenne du regroupement de 10 à 15 points,
alors qu’en C) chaque trace représente un seul point. Comme il est possible de constater,
les changements mesurés sont de faibles amplitudes partout sauf dans le segment dendritique
identifié par l’astérisque. On remarque également dans l’agrandissement que ce ne sont pas
toutes les régions qui répondent avec la même amplitude. Finalement, les amplitudes des
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Figure 2.5 – A) Schéma d’une tranche transverse d’hippocampe de rat. Dans ce paradigme
expérimental, les neurones de la couche CA3 projettent leurs axones (collatérales de Schæffert)
à la couches du CA1. Les stimulations synaptiques sont induites dans les collatérales de Schæf-
fert par une stimulation extracellulaire, loin des neurones du CA1. (Centre) Enregistrements
électrophysiologiques dans les neurones du CA1. B) Les variations de fluorescence de l’A6+
suivent bien les réponses synaptiques complexes induites par la stimulation. Le filtrage des
composantes rapides du bruit permet une mesure précise des réponses synaptiques en-deçà de
10 mV.

changements de fluorescence observées dans l’épine semblent être supérieures à celles mesurées
dans le corps cellulaire.

2.7 Implications et perspectives

Nous avons réussi pour la première fois à utiliser le marqueur sensible au potentiel ANNINE-
6plus de façon unicellulaire dans des préparations de tranches aiguës et organotypiques d’hip-
pocampe de rat. L’utilisation de l’A6+ à une concentration de 2.5 µM, couplée à un pré-
remplissage par capillarité du bout de la pipette avec une solution sans A6+ permet le char-
gement efficace du fluorophore lors de l’ouverture de la membrane en patch clamp (figure 2.2).
Afin de diminuer le marquage des membranes intracellulaires, il est également possible de
limiter le temps de chargement du fluorophore. Les expériences préliminaires montrent qu’un
patch de 5 minutes est suffisant pour obtenir un marquage des structures fines jusqu’à environ
100 µm du soma. L’idée est alors de détacher lentement la pipette de la membrane, et de refaire
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Figure 2.6 – A) Différents segments de la cellule enregistrés simultanément. Les tracés sont la
moyenne spatiale de 10 à 15 points et la moyenne de 15 stimulations, et représentent l’activité
de chaque région. B) Agrandissement de la région encadrée en A. Chaque point représente
un seul site d’enregistrement, et chaque tracé est la moyenne de 15 stimulations. C) EPSPs
mesurés au soma par patch clamping mesurant la réponse du neurone postsynaptique à la
stimulation électrique des fibres moussues.

un nouveau patch sur le même neurone avec une pipette contenant une solution intracellulaire
sans A6+. En plus d’empêcher la détérioration du rapport signal sur bruit de fond en fonction
du temps, une solution intracellulaire sans A6+ permet une lecture et un enregistrement plus
précis des paramètres électrophysiologiques des cellules. Bien que l’A6+ ne soit pas toxique
comme le démontre la figure 2.3, nous avons remarqué de légères interférences avec les lectures
électriques. Ces différences disparaissent avec l’utilisation d’une solution sans A6+, même pour
un neurone étant déjà chargé de fluorophore. Comparativement à d’autres marqueurs sensibles
au potentiel qui demandent jusqu’à 1 heure de temps d’attente pour la diffusion à travers la
cellule (Petersen [2009]), l’A6+ présente une vitesse de diffusion beaucoup plus rapide dans
les membranes.

L’utilisation de 488 nm plutôt que 514 nm comme longueur d’onde d’excitation permet l’obten-
tion d’un signal suffisant pour l’imagerie de structures fines dans des échantillons diffusants
(fig.2.2D) car cette longueur d’onde est plus proche du maximum d’absorption de la molé-
cule. Comme le démontre la fig.2.4, ce changement de longueur d’onde offre une variation
linéaire de la fluorescence en fonction du potentiel pour une plage physiologique (de -80 mV à
+30 mV). Comme prévu par la théorie dans l’article de Kuhn and Fromherz [2003], le charge-
ment de l’A6+ par l’intérieur de la membrane plasmique produit un déplacement du spectre
d’absorption et d’émission inversé par rapport au chargement extracellulaire. Comme prévu
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par la théorie (Fromherz et al. [2007]), dans le cas présent, les spectres se déplacent vers le
rouge pour une dépolarisation, et vers le bleu pour une hyperpolarisation (fig.2.4). La sensibi-
lité de l’A6+ permet la détection en temps réel (sans moyenne) d’évènements spontanées de
hautes amplitudes comme les potentiels d’action, et la mesure de changements de potentiel de
faibles amplitudes comme les dépolarisations ou les hyperpolarisations synaptiques de l’ordre
de la dizaine de millivolts avec peu de moyenne (∼10 essais). Selon les résultats obtenus à
la figure 2.5, nous pouvons être confiants quant à la mesure d’évènements synaptiques. La
comparaison entre les signaux électriques et optiques montre que la sensibilité de l’A6+ est
suffisante pour mesurer des réponses synaptiques mixtes, dépolarisation ou hyperpolarisation.
Avec une moyenne de 10 essais et un filtrage par ondelettes, il est possible de résoudre des
changements de fluorescence de l’ordre de 0.5 %.

Afin d’optimiser encore la technique, une étude exhaustive sur la limite de détection des
évènements électriques en fonction de différentes concentrations d’A6+ dans la pipette pourrait
être effectuée. À la concentration utilisée dans ce chapitre, quelques éléments sont à surveiller.
Par exemple, dû à sa nature hydrophobe, le fluorophore peut facilement précipiter dans la
pipette et empêcher la formation du gigaseal. L’utilisation d’une concentration plus faible,
couplée avec un appareil de détection plus sensible, pourrait certainement augmenter le taux
de réussite de marquage. De plus, bien que l’effet Stark soit bénéfique de par sa cinétique
très rapide, la sensibilité de la technique est directement liée au choix de longueurs d’onde
d’excitation et d’émission. Afin de maximiser la quantité de lumière récoltée, nous avons
utilisé un filtre passe-haut pour la mesure de fluorescence. Cela a pour effet de limiter le
choix d’un deuxième marqueur aux longueurs d’onde d’émission sous la barre des 500 nm. La
plupart des réseaux neuronaux sont composés d’un mélange de différents éléments cellulaires,
comme par exemple d’éléments excitateurs et d’autres inhibiteurs, et il semble probable que
ces différences jouent un rôle important dans la communication neuronale. L’utilisation d’un
marqueur structurel encodé génétiquement pourrait par exemple permettre de cibler un type
cellulaire particulier.

La sensibilité et la facilité d’utilisation de l’A6+ comme marqueur sensible au potentiel pour
le marquage unicellulaire ouvre la voie à la mesure d’évènements synaptiques directement
dans les structures fines comme les épines et les dendrites, comme le montre la figure 2.6.
Couplé à un microscope rapide à accès aléatoire comme un système à déflecteurs acousto-
optiques (AOD), il est possible de mesurer directement les effets de filtrage ou d’amplification
produits par ces structures. L’accès aléatoire permet également d’optimiser la recherche de la
connexion entre l’axone et l’épine dendritique. En augmentant le nombre de points mesurés,
et en utilisant des routines d’analyse en temps réel, nous croyons pouvoir rapidement identifier
la ou les épines activées par les stimulations. Afin d’augmenter la qualité des signaux optiques
mesurés, une étude plus poussée du spectre d’absorption 2-photon serait nécessaire.

En démontrant et en caractérisant la première utilisation de l’A6+ comme marqueur unicellu-
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laire dans les préparations de tranches, nous sommes confiants que ce fluorophore sensible au
potentiel sera de plus en plus utilisé comme outil de mesure pour comprendre les mécanismes
d’intégration des structure fines des neurones.
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Chapitre 3

Wide-field multiphoton imaging of
cellular dynamics in thick tissue by
temporal focusing and patterned
illumination

O. D. Therrien1,2, B. Aubé1,2, S. Pagès1, P. De Koninck1 and D. Côté1,2

1Centre de Recherche Université Laval Robert-Giffard (CRULRG), Université Laval,
Québec, Qc, G1J 2G3, Canada

2Centre d’Optique Photonique et Laser (COPL), Université Laval,
Québec, Qc, G1V 0A6, Canada

3.1 Résumé

La focalisation temporelle est une technique de microscopie multi-photonique récente qui per-
met d’obtenir un sectionnement optique lors d’imagerie à champs large. Par contre, étendre
l’illumination sur des grandes régions réduit de beaucoup la densité de photon à l’échantillon,
ce qui limite l’application de la technique à de petites régions d’imagerie, et ce qui empêche
l’imagerie fonctionnelle de réseaux neuronaux. Nous présentons dans cet article une stratégie
qui combine l’illumination structurée avec la focalisation temporelle à l’aide d’un système la-
ser amplifié (>1 µJ/impulsion) pour l’imagerie rapide de cellules du système nerveux central
dans des préparations de tranches aiguës. L’imagerie multi-photon à cadence vidéo de surfaces
totalisant plus de 4800 µm2 avec un sectionnement optique en-deçà de 10 µm à 800 nm est
atteignable avec notre montage, ce qui ouvre la voie à l’imagerie en fluorescence de dynamiques
calciques de plusieurs cellules simultanément dans des échantillons épais.
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3.2 Abstract

Wide-field temporal focusing is a novel technique that provides optical sectioning for imaging
without the need for beam scanning. However, illuminating over large areas greatly reduces the
photon density which limits the technique applicability to small regions, precluding functional
imaging of cellular networks. Here we present a strategy that combines beam shaping and
temporal focusing of amplified pulses (>1 µJ/pulse) for fast imaging of cells from the central
nervous system in acute slices. Multiphoton video-rate imaging over total areas as wide as
4800 µm2 with an optical sectioning under 10 µm at 800 nm is achieved with our setup,
leading to imaging of calcium dynamics of multiple cells simultaneously in thick tissue.

3.3 Introduction

A major challenge toward understanding brain function is to succeed in monitoring the ac-
tivity of individual cells, such as neurons, astrocytes, oligodendrocytes and microglia, which
constitute the basic functional elements of the nervous system. As these cells operate in com-
plex networks, it is also necessary to monitor their activity simultaneously over large areas.
Furthermore, brain cells are highly ramified and can cover hundreds of micrometers. In the
case of neurons, their complex dendritic arbor is thought to integrate numerous excitatory or
inhibitory synaptic inputs in order to propagate information throughout the network. However,
the rules that govern such integration are poorly understood because of the lack of approaches
available to measure with high spatial and temporal resolution the responses of the entire den-
dritic arbor of a neuron to complex synaptic inputs. Understanding how individual neurons
communicate and integrate information is important because such processes are believed to be
misregulated in several brain disorders, making their study critical for developing therapeutic
strategies.

Functional imaging of cellular activity requires both high temporal resolution and good spatial
discrimination. The benefits of wide-field illumination and camera-based imaging for measu-
ring network activity are important : multiple intercellular connections can be covered while
the high number of CCD pixels makes efficient use of the illumination. Although standard
wide-field illumination works well in cell cultures, for acute slices and in vivo preparations it
demands optical sectioning to reject fluorescence from out-of-focus tissue. Several techniques
exist to provide optical sectioning with wide-field illumination, but it usually comes at the
price of temporal resolution. Post-processing techniques such as structured illumination (Neil
et al. [1997]) and HiLo microscopy (Lim et al. [2008]) require multiple images to be acqui-
red for each imaging plane. Light sheet illumination (Palero et al. [2010]), either in one or-
two-photon excitation, requires right-angle detection and agar-filled recording chambers that
are not applicable to functional neuronal imaging. Fast scanning techniques such as multi-
faceted polygonal mirrors, spinning disks and multi-foci illumination are not compatible with
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random-access. Acousto-optic deflectors add significant amount of complexity when working
with femtosecond laser pulses (Saggau [2006]). Temporal focusing (TF) on the other hand
allows optical sectioning with wide-field by using the intrinsic low efficiency of multiphoton
absorption (Oron and Silberberg [2005b]). The principle of TF was first introduced in 2005 to
provide optical sectioning to multiphoton excitation without the need of a scanning unit (Oron
and Silberberg [2005b], Zhu et al. [2005], Oron and Silberberg [2005a]). Briefly, a femtosecond
pulse is temporally stretched prior to the objective and it is only at the focal plane that
it is short enough to produce multiphoton excitation. However, as with other multiphoton
wide-field imaging schemes (Hwang et al. [2007, 2011]), illuminating over large areas decreases
considerably the photon density at the focal plane such that wide-field TF is often used for low
intensity applications. Recently, TF was used as illumination source for multiphoton PALM
microscopy (Vaziri et al. [2008]) and for two-photon-activation of ChR2 (Papagiakoumou et al.
[2010], Andrasfalvy et al. [2010]).

We overcome this limitation by using a regenerative laser amplifier as an illumination source.
The extra intensity of the amplified pulses provides enough peak irradiance to extend the
imaging area without affecting the temporal resolution. To get random-access over wide field-
of-views, TF can readily be coupled with a spatial light modulator (SLM) at the microsope
Fourier plane (Oron and Silberberg [2005b], Suchowski et al. [2006], Papagiakoumou et al.
[2008, 2009]). The combination of high intensity pulses TF with digital holography led to a
truly wide-field and scanless multiphoton microscope exhibiting high optical sectioning at high
imaging frame rate.

Here, we report the first use of TF combined with spatial light modulation to create a fast
imaging modality for functional neuronal activity measurements. It is shown that out-of-
focus fluorescence background rejection by TF of amplified pulses allows for neuronal kinetics
measurements in thick samples. This is demonstrated with an improved signal-to-background
ratio when monitoring the spontaneous variations in free calcium ion concentration in cells
from neuronal acute slices.

3.4 Materials and methods

3.4.1 Microscopy setup for fluorescence imaging

The microscopy setup is shown in Fig. 3.1 (a). The laser source is a regenerative laser amplifier
(Coherent, Inc. RegA 9000, California) pumped by a Titanium :sapphire laser (Coherent, Inc.
Mira 900-F, California). The RegA (800 nm, >1 µJ, <200 fs, 250 kHz) beam diameter is
expanded to 1 cm to match the SLM active surface (Hamamatsu LCOS-SLM X10468-02,
Japan). Because the device is a phase-only modulator, it has to be placed at a Fourier plane
of the system. The incoming wavefront is phase-modulated by the SLM using a custom-
made software that calculates the appropriate phase mask from a user-defined target intensity
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Figure 3.1 – (a) Microscopy Setup. HWP : half-wave plate, PC : polarizer cube, S :
camera-controlled shutter, T : telescope comprised of two achromatic lenses (f = -75 mm
and +125 mm), SLM : spatial light modulator, FP : Fourier plane, FF : Fourier achromatic
lens (f = 300 mm), DG : diffractive grating, IP : image plane, FG : achromatic lens for col-
limating the diffracted beam (f = 300 mm), Hg : mercury arc lamp, M1 : Flip mirror, DM :
excitation-detection dichroic filters, O : microscope objective, CCD : EMCCD camera. (b)
Fluorescence intensity of a thin layer of fluorescein scanned through the focal plane with and
without TF by replacing the DG by a mirror. (c) Fluorescence of live cultured cells loaded with
Fluo-4 AM calcium indicator. (Green) Wide-field mercury arc lamp excitation (λexc = 450 nm,
λem = 525 nm longpass), (Dashed line) targeted illumination, (Red) TF patterned illumination
(λexc = 800 nm, λem = 535/40 nm). All scale bars are 20 µm.

image. This calculation is done by means of an iterative Fourier transform algorithm described
elsewhere (Lutz et al. [2008]. Briefly, a reference image is acquired using a mercury arc lamp or
white light. Regions-of-interest (ROIs) are user-selected and used in the algorithm to calculate
the phase mask. The beam is Fourier-transformed by a 300 mm focal length achromatic lens
(FF ) onto a diffractive grating (DG) (1200 lines/mm, Edmund Optics NT43-210, New Jersey)
placed at the conjugate plane of the objective. A block is placed little before the grating to
remove the undiffracted beam (not shown). Because the zeroth order beam is at the center
of the field-of-view, the beam block generates a dark area of 20 µm x 24 µm at the sample
plane when imaged with a 40X magnification. The spatially dispersed wavelengths are then
recombined by a telescope comprised of another 300 mm focal length achromatic lens (FG)
and a microscope objective (Olympus LUMPlanFI/IR 40X/0.8W). Because the SLM and DG
are diffractive elements, the laser intensity at the sample is 20% of the incident power. The
RegA output is attenuated to 600 mW at most. The fluorescence from the sample is collected
in epi-detection configuration and imaged with a commercial inverted microscope (Olympus
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IX-71, Japan) and an EMCCD camera (Princeton Instruments ProEM 512, New Jersey). The
images are analyzed with FIJI software (http ://pacific.mpi-cbg.de/).

A mercury arc lamp (100W, Olympus) is used for wide-field one-photon illumination experi-
ments (Hg). The switch between modalities is done by a flip mirror (M1). The IX-71 microscope
is readily coupled with a halogen lamp for white-light transmission microscopy (not shown on
Fig. 3.1).

3.4.2 Slice preparation, immunohistochemistry and fluorophore loading

For immunohistochemistry, adult Sprague-Dawley rats were deeply anesthetized with a mix-
ture of ketamine/xylazine (i.p.) and perfused transcardially with 4% paraformaldehyde in
0.1 M phosphate buffer (PB), pH 7.4. Spinal cord was removed and postfixed in 4% para-
formaldehyde in PB for 2 hours, rinsed and cut in 80 µm-thick parasagittal sections in a
Vibratome (Leica). Immunohistochemistry was carried out by incubating spinal sections with
rabbit anti-GFAP antibodies (1 :1000, Dako), overnight at 4◦C. Primary antibodies were visua-
lized using goat anti-rabbit AlexaFluor 594 secondary antibodies (1 :200, Molecular Probes)
incubated for 2h at room temperature.

For calcium imaging, acute hippocampal slices (300 µm-thick) were prepared from 6-8 days-old
Sprague-Dawley rats. After being anesthetized with isoflurane, animals were decapitated and
their brain were quickly removed and placed into an ice-cold solution of oxygenated sucrose-rich
oxygenated artificial cerebro-spinal fluid (aCSF) and sliced as described elsewhere (Topolnik
et al. [2006]). Slices were allowed to rest at room temperature and recover for at least 1 hour
before further handling.

Prior to calcium imaging experiments, a subregion to be observed within an hippocampal
slice was loaded with the calcium indicator Fluo-4 AM by pressure ejection from a pipetter
(concentration 0.9 µM, Invitrogen) (adapted from Yuste et al. [2011]). Fluo-4 fluorescence
signal increases with the chelation of calcium ions. The slice was maintained, protected from
light, in 3 ml of oxygenated aCSF imaging solution containing (in mM) : 126 NaCl, 2.5 KCl,
1.25 NaH2PO4, 2 MgCl2, 26 NaHCO3, 10 glucose and 2 CaCl2 (pH=7.4, 300 mosmol/l).

3.4.3 Ethics Statement

All experiments were done in accordance with the Université Laval animal welfare guidelines.

3.5 Results

3.5.1 Optical sectioning capability and patterned illumination

In order to obtain images exhibiting high signal-to-background ratio when imaging thick
sample, one needs to ensure that the fluorescence from out-of-focus planes is minimized. This
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is achieved here by means of temporal focusing. Optical sectioning characterization is done by
scanning a thin layer (∼1 µm) of fluorescein isothiocyanate (FITC) through the focal plane.
The fluorescence intensity is then fitted by a Lorentzian function and the system optical sectio-
ning is defined as the full-width at half-maximum of that function. With our TF parameters,
the measured optical sectioning is 7.5 µm. As a comparison, canceling the TF by replacing
the DG by a mirror shows little to no optical sectioning over the same scanning range, as
shown in Fig. 3.1 (b). Furthermore, because the maximum illumination area is limited by the
available laser irradiance, the SLM is used to efficiently redistribute the light irradiance over
the sample (Fig. 3.1 (c)). Although the flatness of the intensity distribution in a ROI depends
on the ROI size and lateral location (Papagiakoumou et al. [2010], Golan et al. [2009]), the
intensity variations inside the used ROI are not limiting for quantitative measurements since
the fluorescence intensity is integrated over the ROI. Also, digital holography generates inten-
sity inhomogeneities (speckles) that can correspond to light fluctuations on the order of 50%.
As discussed in Sec. 3.6, those variations are fixed for a given phase mask and are thus not a
problem for functional imaging.

3.5.2 Cellular imaging in thick fixed slices

To demonstrate the applicability of the technique to thick sample imaging, we measured a
z-stack (15 optical planes separated by 5 µm) from astrocytes immunostained against glial
fibrillary acidic protein (GFAP) in a fixed 80 µm thick rat spinal cord slice (described in
Section 3.4.2). The immunostained astrocytes are visualized with an AlexaFluor 594 (Invitro-
gen) secondary antibody (Fig. 3.2). Standard one-photon fluorescence from a single optical
plane is used as reference for phase mask calculation (Fig. 3.2 (a), left). To appreciate the
optical sectioning obtained with our setup, Fig. 3.2 (b) shows the orthogonal view along the
dashed line in Fig. 3.2 (a) for one-photon imaging (left panel) and TF patterned illumina-
tion (right panel). In the one-photon experiment, fluorescence from the cell body is always
present even if the astrocyte is not at the imaging plane (Fig. 3.2 (b), left panel). Conversely,
the same axial projection with the TF setup over an ROI defined by the SLM (4200 µm2)
shows that two-photon excitation volume is confined to the image plane, effectively reducing
out-of-focus background (Fig. 3.2 (b), right panel). The average laser irradiance at the sample
is 0.07 mW/µm2, corresponding to 140 GW/cm2 for a single 200 fs pulse. Furthermore, five
different phase masks are averaged for each imaging plane in order to reduce the speckling
effect of the SLM.

3.5.3 Imaging of intracellular calcium dynamics in acute hippocampal
slices

The major advantage of this approach is that it should allow high speed imaging of a neuronal
network with high signal-to-background ratio in thick tissue. To test this, we compared the
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Figure 3.2 – Comparison between one-photon and TF imaging of astrocytes in 80 µm spi-
nal cord slice immunolabeled for glial fibrillary acidic protein (GFAP), revealed with Alexa-
Fluo 594 secondary antibody. (a) Image of a single optical plane at 55 µm depth by one-photon
(left, λexc = 450 nm, λem = 650/50 nm) and TF (right, λexc = 800 nm, λem = 650/50 nm)
illumination. Total field-of-view is 4200 µm2. (b) Orthogonal view along the dashed line in
(a) from a z-stack comprised of 15 images separated by 5 µm for one-photon (left) and TF
(right) illumination. The axial reconstruction is done by FIJI software Volume Viewer plugin
and with the Volume II interpolation to ensure continuity between imaging planes. The use
of TF allows one to reduce the out-of-focus background. All scale bars are 20 µm.

dynamics of Fluo-4 fluorescence from the same field-of-view measured either by standard one-
photon or TF patterned illumination (Fig. 3.3). Spontaneous elevations in free calcium reflect
electrical activity from the neurons. Prior to the imaging, Fluo-4 AM is loaded as described in
section 3.4.2 and then the cells are superfused with an oxygenated aCSF. A fluorescence image
is then taken to identify neurons and draw an ROI around each soma. Under basal neuronal
activity, the fluorescence is low, indicating low levels of intracellular free calcium from healthy
neurons (Fig. 3.3 (a)). The TF imaging experiment is done using three square illumination
areas of 40x40 µm2 (total area of 4800 µm2) where healthy cells are identified (Fig. 3.3 (b)).
Large rectangular regions are used to image all cellular structures (cell bodies, axons, den-
drites) as well as the surrounding background to provide context for the measurement. We
used an average irradiance of 0.02 mW/µm2 (peak irradiance of 40 GW/cm2). The imaging
workflow is as follows : an image is taken every 10 seconds with an exposure time of 30 ms
for 15 minutes. Fig. 3.3 (c) shows spontaneous calcium transients revealed by fluorescence
variations (∆F/F) from the same region and in one case from the same cell (ROI #2 and 6)
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Figure 3.3 – Comparison between one-photon and TF functional imaging in brain slice from
two independent spontaneous activity measurements. Fluorescence from Fluo-4 AM calcium
indicator loaded in a P8 300 µm rat hippocampal slice. (a) one-photon wide-field imaging.
(b) Wide-field TF imaging of the same region with patterned illumination. Three square
subregions were selected for illumination using the SLM. (c) Fluorescence fluctuations (∆F/F)
corresponding to intracellular free calcium elevation revealed by one-photon wide-field (left)
and by TF patterned illumination (right). (d) Mean (± SEM) (∆F/F) amplitudes from 4
cells for each imaging condition. Statistical test is Mann-Whitney and the difference between
means is significant (p = 0.0286). Scale bars in (a) and (b) are 20 µm.

using either one-photon (left) or TF illumination (right). The individual traces and averaged
responses from 4 cells (Fig. 3.3 (d)) show a ∼3 fold larger ∆F/F when the measurements
are made with TF illumination. These results indicate a significant benefit of reducing out-
of-focus fluorescence with the optical sectioning of the TF-based illumination for functional
measurements of neuronal activity in a brain slice.

3.6 Discussion

We successfully overcome the low photon density in wide-field TF by using a regenerative laser
amplifier producing >1 µJ pulses. Illumination with such high laser intensity allows for efficient
two-photon absorption over large areas with commonly used biological fluorophores. In this
case, with a maximum incident average power on the SLM of 600 mW, the largest illumination
area obtainable with enough signal for 30 ms exposure time is 8100 µm2 at 40X magnification
with a peak irradiance of 40 GW/cm2. In Fig. 3.2 (b), the average laser irradiance at the
sample was 0.07 mW/ µm2 over the 4200 µm2 area. Compared to other custom-made scan-
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ning video-rate microscopes (1 mW/pixel, 16 pixels/µm2, 80 MHz, 200 fs) (Veilleux [2008]),
the average irradiance is approximately 200 times lower, while the instantaneous irradiance
is comparable (approximately 100 GW/cm2). Because the two-photon absorption depends on
the square of the peak intensity, there is a real gain by diminishing the average irradiance
at the sample and increasing the instantaneous intensity. The low repetition rate of the am-
plified system (250 kHz) also provides more dead time between pulses (1 pulse every 4 µs
compared to 1 pulse every 12.5 ns for a 80 MHz Ti :Sapph) to let the photochemical system
return to its fundamental state before the next pulse, hence reducing the photo- and thermal
damage (Lakowicz [2013]).

The coupling of an SLM with TF is essential to obtain a truly scanless microscope. Even
with amplified pulses, the excitation field is limited to 90x90 µm2 for 30 frames-per-second
(fps) imaging. Patterned illumination allows efficient random-access to the entire field-of-
view defined by the maximum lateral size accessible by the SLM (180x180 µm2 with a 40X
microscope objective) (equation 5 in Golan et al. [2009]) without any moving parts.

The axial resolution of our setup (Fig. 3.1 (b)) is slightly lower but of the same order as
previously reported values (Papagiakoumou et al. [2008, 2009]). In order to decrease the
out-of-focus excitation, one needs to increase the DG groove density or the objective NA.
Nevertheless, Fig. 3.2 shows that much of the out-of-focus background present in standard
wide-field imaging is absent with TF. Rejecting non-contributing noise is important when
imaging changes of fluorescence as a reporter of cellular dynamics. Also, conversely to 3D
structural imaging, functional imaging does not require thin optical section. The contributing
signal occurs from all planes in cells that often span more than 10 µm. Imaging the whole
cell body while rejecting the major out-of-focus background leads to better signal (Fig. 3.3
(c-d)). Nevertheless, TF is essential and gives the flexibility to image large or small ROIs with
sectioning.

Similarly, the transverse resolution is decreased by the laser speckles induced by the SLM.
The pixelized phase-only modulator cannot perfectly shape the incident beam and random
interference zones occur at the sample plane, leading to illumination hotspots. On the other
hand, high frame rate transfer with CCD cameras required pixel binning, reducing the lateral
resolution. Speckles are thus not a problem for high speed dynamics imaging, considering they
are fixed for a given phase mask. If temporal resolution is not imperative, uniform illumination
can easily be achieved by averaging speckle variations over time (rotating diffuser (Papagia-
koumou et al. [2008]), phase mask shift-averaging (Golan et al. [2009])). Another technique
is the generalized phase contrast method (GPC). TF-GPC has recently been implemented
for photostimulation patterns generation, where uniform illumination is essential for uniform
stimulation (Papagiakoumou et al. [2010]).

The temporal resolution of the microscope is limited by the readout time of the camera. Fig. 3.3
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shows that sufficient fluorescence photons are available with 30 ms exposure time. Smaller ROI
on the camera (50x50 µm2) can lead to imaging speed as high as 10 ms/frame (100 fps), which
is more than enough to monitor fast cellular dynamics. Indeed, transient calcium signals in
dendrites and spines are on the order of hundred milliseconds. Because these structures are
spatially extended, network spatiotemporal dynamics are challenging to measure properly. By
enabling multi-region imaging, our setup makes possible the measurements of the dynamics at
multiple places simultaneously, providing contextual network information (Fig. 3.3 (b), (c)).

3.7 Conclusion

Temporal focusing coupled with patterned illumination of high intensity pulses is a premium
tool to assess fast functional biological questions in thick samples. Our optically-sectioned
wide-field and random-access illumination setup provides the necessary temporal resolution
for hundred milliseconds kinetics measurements in addition to providing contextual infor-
mation. The technique is already used for calcium imaging and will be extended to voltage
imaging. With proper stimulation protocols, this technique is very well adapted to assess den-
dritic integration. Whereas imaging individual action potential requires millisecond temporal
resolution, the envelope of action potential bursts evoked in network communication can be
followed with video-rate imaging (Akemann et al. [2010]). Even for slower cellular dynamics
imaging, less illumination time is beneficial. Fluorescence imaging can lead to phototoxicity so
keeping excitation light as low as possible is crucial. Another use of the SLM is the holographic
photolysis of caged neurotransmitters (Lutz et al. [2008], Nikolenko et al. [2008]). However, it
is important to note that the wavelength of the system is fixed at 800 nm and imaging with
the same wavelength as the stimulation requires particular care and specific caged compounds.
Nevertheless, by properly coupling contextual and high frame rate imaging with simultaneous
multispine stimulations, it is expected that much will be learned about the dendritic role of
synaptic activity integration.
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Chapitre 4

Développement d’outils logiciels de
contrôle et d’analyse du système de
microscopie miniature de Doric Lenses
Inc.

4.1 Résumé

La miniaturisation est reconnue depuis plusieurs années comme étant un pivot pour la fa-
brication d’instruments de coûts moindres, et de laquelle nait généralement des nouvelles
applications insoupçonnées. Dans les neurosciences, la microscopie s’est taillée une place de
choix pour l’imagerie de cerveau d’animaux vivants, mais son application reste limitée dû à
la taille et au coût des appareils. Afin d’augmenter l’accessibilité et la qualité de l’imagerie de
l’activité neuronale dans les animaux éveillés, Doric Lenses Inc. a développé un microscope mi-
niature détachable, couplé à une canule implantable et à un microendoscope. Afin de rendre
plus efficace le déploiement d’un tel système, nous avons développé en parallèle un logiciel
de contrôle pour le microscope, ainsi qu’un logiciel d’analyse d’image pour le traitement des
données récoltées à posteriori.

4.2 Introduction

Le microscope optique est traditionnellement un instrument encombrant et plutôt couteux,
ce qui le rend incompatible avec la mesure de l’activité neuronale in vivo d’animaux se dé-
plaçant librement. La miniaturisation d’un microscope permettrait l’imagerie fonctionnelle du
cerveau dans des animaux libres, créant des liens entre les dynamiques cellulaires et les dif-
férents comportements. Depuis environ 15 ans, plusieurs techniques ont été développées pour
atteindre ce but, mais sans réussir à offrir un produit final robuste, peu couteux et simple
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d’utilisation. Différentes avenues ont été explorées pour atteindre ce but. Les premières ont
exploité des fibres optiques pour mesurer la fluorescence globale (Adelsberger et al. [2005]),
ou l’épifluorescence (Murayama et al. [2007]), mais aucune ne possède la résolution spatiale
nécessaire pour différencier les cellules. Une autre étude pionnière produite par Helmchen et al.
[2001] chez le rat montre l’utilisation d’un assemblage de fibres optiques pour produire un pa-
tron de balayage, afin d’obtenir des images à hautes résolution obtenues grâce à l’absorption
multiphoton. Cette technique est cependant très sensible aux mouvements de l’animal, ce qui
limite l’utilisation aux mouvements très simples ou aux animaux ayant la tête fixe (Dombeck
et al. [2007], Engelbrecht et al. [2008]), ce qui ce qui est incompatible avec la plupart des para-
digmes comportementaux. Les efforts les plus récents et les plus prometteurs proviennent du
laboratoire du Dr. Mark Schnitzer à Stanford, en Californie. En utilisant des pièces courantes
destinées au marché des télécommunications et des téléphones cellulaires comme des diodes
électroluminescentes (DEL) et des détecteurs de type CMOS, son équipe a pu démontrer le
développement et l’utilisation de microscopes miniatures pour l’imagerie d’activité calcique
de plus d’un millier de cellules simultanément sur des animaux se déplaçant librement (Ghosh
et al. [2011]). De cet article est né la compagnie Inscopix, Inc. en 2012. Malheureusement,
ce microscope est excessivement dispendieux, et bien que quelques articles ont été publiés en
utilisant cette technologie (Pinto and Dan [2015], Sun et al. [2015], Kitamura et al. [2015]), le
produit est destiné aux laboratoires élites. De plus, la source de lumière DEL est intégrée au
microscope, ce qui limite l’utilisation d’une seule longueur d’onde, et qui rend l’appareil in-
compatible avec d’autres techniques comme l’optogénétique (Deisseroth and Schnitzer [2013]).
Pour ces raisons, Doric Lenses Inc. a développé son propre microscope miniature. Afin d’offrir
un produit complet et facile d’utilisation, il est essentiel de complémenter le microscope avec
les logiciels permettant la prise d’image et l’analyse des données.

Dans ce chapitre, nous présentons premièrement le développement, la caractérisation et l’im-
plémentation des routines de correction du détecteur CMOS. Nous avons ensuite implémenté
ces routines de correction dans le logiciel de contrôle, permettant ainsi l’acquisition d’image
sans artefacts. Ce logiciel est programmé dans le langage C#, et utilise la librairie en libre-accès
OpenCV (http://opencv.org) pour la gestion des images. Afin de rendre accessible le contrôle
du microscope aux chercheurs, nous avons également développé une librairie dynamique (dll)
écrite en C++ à l’aide de la structure logicielle (framework) Qt (http://www.qt.io), avec un
export de fonctions en langage C. Cette librairie permet d’appeler et d’utiliser les fonctions
de contrôle du microscope à partir la plupart des langages de programmation. Le logiciel de
contrôle développé dans le cadre de ce projet s’appuie également sur cette librairie.

Nous avons ensuite testé le microscope in vitro et in vivo pour faire la première démonstration
de la fonctionnalité du système. Du point de vu logiciel, en combinant plusieurs méthodes
standards d’analyse d’image, nous avons déterminé une routine de segmentation permettant la
détection efficace des cellules pour des images prises à l’aide du microscope miniature. À partir
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d’images d’activité calcique acquises profondément dans le cerveau d’animaux se déplaçant
librement, nous avons également été en mesure de déterminer une routine de correction du
déplacement idéale pour le traitement a posteriori. Finalement, en utilisant une image de
champ noir, nous avons aussi implémenté un algorithme de correction de l’illumination. Ces
différentes routine ont été implémentées dans un logiciel d’analyse écrit en C#, toujours en
utilisant les fonctions optimisées de OpenCV. En plus du traitement d’image, ce logiciel permet
l’export de traces de fluorescence en fonction du temps en format CSV (comma-separated
value), qui peuvent être analysées à l’aide de logiciels standards (Matlab, Excel, etc.).

Ces trois techniques robustes, couplées à la correction en temps réel des images provenant du
microscope et à l’exportation de données, dotent les utilisateurs du microscope de puissants
outils d’analyse leur permettant de trouver rapidement les implications de leurs expériences.

4.3 Matériels et méthodes

4.3.1 Microscope miniature

Montage

Le microscope est une miniaturisation du concept standard d’un microscope à champ large.
La lumière qui provient d’une fibre optique est premièrement filtrée par un filtre d’excitation
(458/35 nm), et est ensuite relayée par un condenseur afin d’être en configuration d’illumina-
tion de Köhler. Cette configuration permet d’avoir un patron d’intensité de lumière uniforme à
l’échantillon. La lumière incidente est transmise à travers le filtre dichroïque. Un objectif d’ou-
verture numérique de 0.5 conçu à partir d’une lentille asphérique focalise la lumière en-dehors
du microscope. La fluorescence captée par l’objectif est acheminée vers le détecteur de type
CMOS à l’aide d’une réflexion sur le filtre dichroïque et d’un filtrage par le filtre d’émission
(525/39 nm) devant la caméra. En plus des pièces optiques, le microscope est connecté à la
fibre optique par un connecteur de type M3, et soudé au fil électrique permettant le trans-
fert de données de la caméra. La caméra est composée de 630 x 630 pixels, ce qui se traduit
par un champ de vue de 350 µm x 350 µm. Le taux d’image maximum est de 50 images
par seconde. Le microscope complet pèse 2.2 g, et mesure 8.8 mm x 13.9 mm x 16.6 mm
(largeur x longeur x hauteur). Quand il est utilisé pour l’imagerie de structures profondes du
cerveau, le microscope est couplé à une canule implantable qui relaie le plan focal d’un bout
à l’autre. La canule est conçu à partir d’une fibre à gradient d’index, qui permet la formation
d’image. Le microscope est électriquement connecté par un câble HDMI au pilote. Ce pilote
permet le contrôle par ordinateur d’une source d’illumination DEL, la capture d’images et la
transmission à l’ordinateur à l’aide d’un câble Ethernet.

62



Figure 4.1 – Microscope miniature. A) L’illumination provient d’une source externe et est
acheminée par une fibre optique. B) Le corps du microscope

Correction et analyse d’images

L’analyse de la linéarité en fonction de la lumière incidente est effectuée à l’aide d’un script
Python maison conçu à cet effet. Le script enregistre ensuite les masques de correction en
format compressé. Ces masques sont appliqués pixel par pixel sur les données entrantes par
le logiciel de contrôle. Les routines d’analyse d’image comme la segmentation et la détection
automatique des cellules utilisent les algorithmes de OpenCV 2.4.11.

4.3.2 Imagerie calcique en cultures cellulaires

Préparation des échantillons

Les détails de la préparation des cultures primaires de neurones d’hippocampe de rat ont
déjà été décrites par Hudmon et al. [2005]. Brièvement, l’hippocampe de rat d’un jour post-
natal (P1) est disséqué et dissocié de façon enzymatique et mécanique. Après dissociation,
les cellules sont nettoyées, centrifugées, et placées sur des lamelles d’Aclar enduites de poly-
D-lysine à une densité moyenne de 75000 cellules/mm. Le média de culture (1 mL/puit) est
composé de Neurobasal et B27, additionné de pénicilline/streptomycine (50 U/mL ; 50 µg/ml),
et de 0.5 mM de L-glutamax (Invitrogen). De la cytosine arabinofuranoside (ARA-C ; 5 µM;
Sigma) est ajoutée 48 h après la dissociation pour réduire le nombre de cellules gliales. Après
4 jours en culture, et deux fois par semaine ensuite, la moitié du milieu de culture est remplacé
par un milieu sans ARA-C. Les neurones sont ensuite laissés en culture pour 11-14 jours avant
utilisation.
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Imagerie calcique d’évènements spontanés

Avant la période d’imagerie, les lamelles sont incubées dans la solution extracellulaire qui
contient (en mM) : 130 NaCl, 10 Na-HEPES, 10 D-Glucose, 1.2 CaCl2, 1.0 MgCl2 et 3 KCl.
Le pH de la solution est ajusté à 7.4, et l’osmolarité est de 260 mOsmol/l, additionné du
fluorophore sensible au calcium Fluo-4 (Life Technologies) à une concentration de 2.5 µM
pendant 30 minutes. Les lamelles sont ensuite lavées 2 fois pendant 20 min dans une solution
sans Fluo-4. Pendant l’imagerie, les lamelles sont continuellement perfusées, et maintenues à
température pièce. Pour l’imagerie, le microscope attaché à la lentille de relai est fixé sur un
micromanipulateur, utilisé pour amener la couche cellulaire au focus. Une fois positionné, le
microscope est fixé, et les images sont enregistrées par le logiciel de contrôle. Les images sont
acquises à une vitesse de 8 images/seconde, et la lumière incidente est configurée de façon à
minimiser le photo-blanchiment.

Implantation du microscope et imagerie in vivo

Les procédures chirurgicales sont effectuées selon le guide canadien pour l’utilisation d’animaux
de laboratoire et en accord avec les recommandations du comité de protection des animaux
de l’Université Laval. Les souris sont premièrement injectées de façon sous-cutanée avec une
solution de buprenorphine (0.05 mg/kg). Elles sont ensuite anesthésiées avec de l’isoflurane
(3%, à un débit de 1 L/min d’oxygène). Durant toute l’expérience, les souris sont maintenues
à une température corporelle de 37◦ C à l’aide d’un tapis chauffant, et installées dans un
appareil stéréotaxique. Afin d’observer différentes zones corticales, une craniotomie d’environ
2 mm est effectuée. L’état d’anesthésie de l’animal est évalué à chaque 30 mintutes à l’aide
d’un test de pincement de la patte.

Le microscope est ensuite fixé sur le cadre stéréotaxique, permettant un déplacement précis.
Les images sont acquises à une vitesse de 8 images/seconde, et la lumière incidente est confi-
gurée de façon à minimiser le photo-blanchiment. La canule du microscope est implantée à un
rythme d’environ 10 µm/seconde, et l’imagerie se fait de façon continue durant la descente.

4.4 Correction du bruit provenant du CMOS

4.4.1 Différences entre CCD et CMOS

Les détecteurs imageants de type CCD (charge-coupled device) et de type CMOS (complemen-
tary metal-oxide semiconductor) sont deux technologies différentes pour acquérir des images
de façon numérique. Chacun possède ses forces et ses faiblesses leur donnant avantage dans
différents types d’application. Dans les deux cas, le but est le même : convertir la lumière
incidente en une charge électrique, et ensuite en signal pour le transfert. Les deux technologies
utilisent l’effet photoélectrique pour convertir les photons en signal électrique. La différence
majeure réside dans la technique de transfert des signaux (figure 4.2).
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A) Ligne de CCD B) Ligne de CMOS

Signal

Amplificateurs

Amplificateurs
rapide en série

lents parallèles

numérique rapide

Figure 4.2 – Différence de principe entre la lecture des données pour un détecteur de type
CCD (A) et de type CMOS (B).

Dans le cas du capteur de type CCD, la charge de chaque pixel est transférée généralement à
travers une seule sortie, afin d’être convertie en potentiel, tamponnée, puis finalement envoyée
sous forme de signal analogique. Comme la conversion analogique/numérique s’effectue sur
une autre puce, la totalité de la surface du pixel peut être utilisée pour la capture de la
lumière. Le désavantage de ce design est que l’amplification devient un goulot d’étranglement
et que la vitesse de lecture des données est limitée par l’amplificateur. Pour augmenter la
vitesse de lecture, il est nécessaire d’utiliser des amplificateurs rapides (avec une grande bande
passante), ce qui du même coup augmente le bruit électronique (fig. 4.2A). Dans les détecteurs
de type CMOS, chaque pixel possède l’électronique nécessaire pour faire l’amplification et la
conversion entre la charge accumulée et le signal numérique. Le signal de sortie est donc
directement les bits. La présence de cette électronique réduit la surface active des pixels,
donc leur sensibilité. De plus, chaque pixel possède une électronique sensiblement différente
des autres, ce qui diminue l’uniformité du signal sur l’ensemble du détecteur. Par contre,
comme tous les pixels fonctionnent parallèlement, chaque amplificateur a une plus petite bande
passante, ce qui réduit le bruit dynamique (fig. 4.2B). Le parallélisme de la lecture permet
d’acquérir des images à plus haute vitesse qu’avec les détecteurs de type CCD. Comme le
convertisseur analogique/numérique se trouve directement sur les pixels et qu’ils ne nécessitent
pas une puce supplémentaire, les détecteurs de type CMOS sont également plus faciles à
miniaturiser.

4.4.2 Types de bruit

Depuis quelques années, l’utilisation de détecteur CMOS plutôt que CCD est en constante
augmentation. La technologie des CMOS permet l’intégration de la capture et du traitement
initial de l’image dans une puce unique, ce qui a pour effet d’augmenter la vitesse d’acquisi-
tion, de diminuer la taille, la consommation électrique et les coûts. Par contre, comme tous les
pixels ont leur propre électronique, chaque pixel possède des caractéristiques de convertisseur
analogue/numérique différentes, ce qui augmente les non-uniformités. Dans le cas des détec-
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teurs CCD, les bruits limitant sont surtout liés au bruit de grenaille (shot noise et aux effets
thermiques. Pour les CMOS, il faut ajouter le bruit structuré dû aux différents amplificateurs
des pixels et des colonnes.

Il est possible de séparer le bruit en deux différents types, soit le bruit dynamique (aléatoire),
et le bruit de patron. Le bruit dynamique est temporellement aléatoire et change d’image
en image. Il peut être décrit par une distribution statistique, et être réduit en moyennant
des images. Le bruit de patron est un bruit spatial constant d’image en image, ce qui em-
pêche d’utiliser le moyennage pour le réduire. Il provient principalement des variations dans
la concentration des dopants, de la contamination durant sa fabrication et des dimensions du
détecteur. Le bruit à patron à longtemps été le facteur limitant pour l’utilisation des CMOS
comme détecteurs scientifiques. Comme le bruit dynamique, composé du bruit de grenaille, du
bruit de résistance (reset noise), du bruit de lecture (readout noise) et le bruit de numérisation
(quantization noise) est non-corrélé avec une valeur moyenne constante, il sera ignoré pour la
suite du chapitre.

Le bruit à patron peut également être séparé en deux contributions distinctes. Le premier est
dit bruit à patron fixe (fixed-pattern noise, ou fpn), et est mesuré en absence de lumière. Il dé-
pend principalement des caractéristiques (tension, gain, biais) des transistors à effet de champ
à grille métal-oxyde (Metal Oxide Semiconductor Field Effect Transistor, ou MOSFET). La
deuxième catégorie est appelée non-uniformité de la réponse à la lumière (PRNU pour Photo-
Response Non-Uniformity), et comme son nom l’indique, dépend de l’intensité d’illumination
sur le détecteur.

Pour obtenir des images de qualité, il est essentiel de compenser le bruit à patron fixe (fixed-
pattern noise, ou fpn) ainsi que les différents gains des pixels. Malheureusement, les valeurs
de bruit sont dépendantes du temps d’exposition, de la température, de la lumière incidente
et du gain appliqué.

La formation de l’image dépend du bruit selon

I = I ′ +Npn +Ndyn (4.1)

où

Npn = Noffset +Ndark +Nprnu (4.2)

Le Noffset est causé par les variations entre les semi-conducteurs, et dépend de la température.
Le Ndark provient d’une fuite de courant, qui remplit les puits malgré l’absence de lumière. Ce
bruit dépend du temps d’exposition et de la température. Les différents types de bruit sont
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montrés à la figure 4.3. Le Nprnu représente la différente sensibilité à la lumière des pixels. Il
dépend de la lumière incidente sur le détecteur.

A B

C D

Bruit de lignes Pixels défectueux

Bruit électronique

Figure 4.3 – Bruits présents dans le CMOS. A) Différence de biais produit un patron de
ligne. B) Les pixels défectueux ont des valeurs de pente et de biais aberrantes. C) Le bruit
dynamique est aléatoire, de faible amplitude et non-corrélé. Le contraste de l’image a été
augmenté pour accentuer l’effet. D) Amplitude moyenne du bruit dynamique mesurée sur 60
images consécutives.

Dans le cas du microscope miniature, le détecteur doit être le plus petit possible, et la tempé-
rature ne peut être modifiée. De plus, comme le bruit dynamique est intrinsèque au détecteur
et qu’il peut être réduit en moyennant des images, il sera également ignoré.

Pour enlever la contribution du Npn à l’image, la méthode la plus simple et la plus utilisée
consiste à soustraire une image acquise dans le noir complet à l’image originale. De cette façon,
les différents biais des pixels sont corrigés par leur valeur initiale.
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Figure 4.4 – Analyse de linéarité. Les points représentent les données pour un CMOS parti-
culier. Les lignes pleines montre la régression linéaire. (ȳ = āx+ b̄) Valeur de compte moyenne
pour l’image complète, pour différentes puissances incidentes sur le détecteur. Cette valeur
est utilisée pour corriger les différences de linéarité des pixels individuels. (yi = aixi + bi)
Courbe de la valeur de compte en fonction de la puissance incidente pour un pixel donné.
(Pixel défectueux) Les pixels défectueux ont une valeur initiale beaucoup plus haute que la
plupart des pixels, et une pente très faible.

4.4.3 Algorithmes de correction

Comme la réponse des pixels est linéaire (voir figure 4.4), mais avec une pente et une valeur
à l’origine différente, l’idée est de corriger la courbe de chaque pixel par rapport à la courbe
de linéarité moyenne (figure 4.4). Bien que la pente de la régression ne varie pas en fonction
du temps d’exposition, le biais lui varie. Il faut donc premièrement évaluer cette valeur pour
chaque temps d’exposition. Heureusement, le biais varie lui aussi linéairement. Nous pouvons
donc trouver les coefficients et corriger le biais sans avoir à recalculer la régression pour chaque
valeur du temps d’exposition. Conceptuellement, nous devons trouver la valeur de compte du
fit moyen qui correspond au niveau d’illumination trouvé à partir de la valeur de compte du
pixel.

Les données sont des images 10 bits prises dans le noir complet et à gain constant, pour
différents temps d’exposition. La série est reproduite pour tous les gains.

Nous pouvons modéliser le Npn par Npn = Noffset + a ∗ exposition. Cette équation est utilisé
dans le logiciel de contrôle pour calculer le facteur C2 dynamiquement à chaque changement
de temps d’exposition.
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Dans le cas des pixels aberrants, nous remplaçons leur valeur de compte par la valeur moyenne
des pixels adjacents du haut et de gauche.

À partir de ces relations linéaires, nous pouvons construire un modèle de correction de la
valeur de compte mesurée pour chaque pixel :

ȳ = āx+ b̄ (4.3)

yi = aixi + bi (4.4)

où y est l’intensité mesurée, a la pente de correspondance entre la valeur de compte et la
valeur de photon incidents, et b est la valeur de compte à l’origine, soit sans aucun photon
incident. De plus, ȳ, ā et b̄ sont les valeurs moyennes des coefficients calculées à partir de la
courbe moyenne de tous les pixels, yi, ai et bi sont les valeurs des coefficients pour le pixel
i. Comme les différents pixels ont des pentes de sensibilité et des valeurs initiales légèrement
différentes des valeurs moyennes, l’idée est de corriger la valeur yi selon ȳ :

y′i = ȳ(xi)

où y′i représente la valeur corrigée du pixel i. Donc selon l’équation 4.3

y′i = āxi + b̄ (4.5)

Pour retrouver la quantité de photon incidente sur le pixel xi, nous pouvons isoler xi d’après
l’équation 4.4 :

xi =
yi − bi
ai

ce qui nous donne pour la valeur corrigée la relation suivante :

y′i = ā
yi − bi
ai

+ b̄

et finalement en factorisant, nous obtenons la relation de correction suivante :

y′i =
ā

ai
yi + (b̄− ā

ai
bi) (4.6)

L’équation 4.6 est une bonne première approximation de la relation de correction. Par contre,
comme il est montré à la figure 4.4, la valeur initiale b n’est pas constante, et varie linéairement
avec la valeur du temps d’exposition τ :

b→ b(τ)

Il faut donc utiliser les relations suivantes pour déterminer la valeur initiale moyenne b̄ et la
valeur initiale pour le pixel i, bi :

b̄(τ) = ādτ + N̄offset (4.7)

bi(τ) = ad(i)τ +Noffset(i) (4.8)
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où ād, N̄offset, ad et Noffset sont respectivement les valeurs moyennes et individuelles pour la
pente et la valeur à l’origine de la regression d’une image prise dans le noir. En remplaçant les
valeurs de b̄ et bi de l’équation 4.6 par les valeurs déterminées aux équations 4.7 et 4.8, nous
obtenons la relation suivante :

y′i =
ā

ai
yi + (N̄offset + ādτ − (

ā

ai
(Noffset(i) + ad(i)τ)))

Il est possible de factoriser cette dernière équation afin de regrouper les termes selon la valeur
du pixel yi, le temps d’exposition τ , et les autres valeurs constantes :

y′i =
ā

ai
yi + (ād −

ā

ai
ad(i))τ + N̄offset −

ā

ai
Noffset(i) (4.9)

En regroupant les termes en fonction de leur dépendance, nous pouvons déterminer trois
coefficients de correction, qui nécessitent un minimum de caractérisations expérimentales a
priori. Le facteur C1 dépend seulement du rapport entre la pente moyenne de la variation des
pixels en fonction de la puissance incidente, et est multiplié par la valeur du pixel à corriger
yi. Le facteur C2 dépend principalement de la variation des valeurs à l’origine en fonction
du temps d’exposition τ , pour une puissance d’illumination nulle. C3 dépend de la valeur à
l’origine pour une illumination nulle, et un temps d’exposition de zéro (contribution du biais
électronique seulement).

y′i = C1yi + C2τ + C3 (4.10)

Bien que cette correction ramène la valeur de compte du pixel à celle du fit moyen, il est
nécessaire de soustraire la valeur du offset minimale afin d’optimiser la plage dynamique. Afin
de perdre un minimum d’information, nous soustrayons 5 fois l’écart-type à la valeur de la
moyenne, soit la valeur mesurée à 91 ms (fig. 4.5).

La figure 4.6 montre les effets des différentes étapes de correction sur une image prise dans
le noir total. Les graphiques représentent l’intensité des pixels par rapport à leur index dans
l’image. Par exemple, le pixel positionné à l’intersection entre la 30ième ligne et la 30ième
colonne (30,30) aura l’index 18930 (30x630 + 30) pour une image de 630 colonnes par ligne.
L’analyse de l’image brute est montrée en A. La variation provient en majeure partie du bruit
de ligne du détecteur, alors que la valeur moyenne représente le offset. Le saut de ligne est bien
visible dans l’agrandissement (inset). La correction par les facteurs C1, C2 et C3 est montrée
en B. Bien que la majorité des pixels se retrouvent autour de la valeur moyenne, les pixels
aberrants n’ont pas été corrigés correctement. À l’aide des paramètres de pentes et de biais
mesurés à la figure 4.4, nous sommes en mesure de trouver la position des pixels ayant des
caractéristiques complètement différentes aux autres. La valeur d’intensité de ces pixels est
remplacée par la valeur d’intensité moyenne entre le pixel de la ligne précédente, et celui de la
colonne précédente. La courbe résultante est montrée en C. Finalement, la correction du offset
est montrée en D. La courbe finale pour une image noire est donc centrée à 20 comptes / 1023,
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Figure 4.5 – Optimisation de l’histogramme. (A, D) Histogrammes non corrigés pour une
image noire à gauche, et une image proche de la saturation à droite. (B) Histogramme corrigé
à la pente moyenne. C) Histogramme corrigé et soustrait par la valeur moyenne moins 4 fois
l’écart-type. E) Histogramme corrigé et soustrait par la valeur moyenne moins 4 fois l’écart-
type. F) Histogramme corrigé et soustrait par la valeur moyenne moins 4 fois l’écart-type,
multiplié par le facteur d’étirement pour ramener la limite supérieure à 1020 (10 bit).

avec une déviation standard de 10 comptes / 1023. Comme spécifié plus haut, la courbe n’est
pas centrée à zéro afin de ne pas perdre l’information des pixels se retrouvant sous zéro après
la soustraction. Le code de la correction est explicité à l’Annexe C.

Cette correction est appliquée par le logiciel de contrôle à toutes les images acquises. Elle per-
met d’obtenir des images ayant une plage dynamique maximale, et un bruit minimal. De plus,
la valeur de compte des pixels varie maintenant linéairement avec l’intensité d’illumination
sur le détecteur. Ces images sont donc maintenant utilisables pour faire de la quantification
de fluorescence.
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Figure 4.6 – Correction du offset. Toutes les images correspondent à l’intensité des pixels
par rapport à leur index. A) Image provenant du CMOS. (Inset) Agrandissement des pixels 1
à 4000 ( 8 premières lignes). B) Correction de la linéarité, sans soustraction de la moyenne à
91ms. C) Correction des pixels aberrants, en remplaçant leur valeur par la moyenne des pixels
voisins. D) Correction complète, avec la prise en compte de la valeur de offset du détecteur.

4.5 Imagerie de l’activité neuronale in vitro et in vivo

4.5.1 Imagerie calcique de neurones en culture

Afin de caractériser l’utilisation du microscope pour la mesure fonctionnelle de l’activité cal-
cique, nous avons premièrement utilisé des cellules en cultures chargées de fluorophores sen-
sibles au calcium. À cause des longueurs d’onde pour lesquelles le premier prototype du micro-
scope était optimisé, nous avons utilisé le Fluo-4 AM comme marqueur calcique. La figure 4.7
montre un exemple d’enregistrement vidéo mesuré à 8 images par seconde par le microscope.
Les traces montrées correspondent aux variations calciques spontanées des différentes cellules
numérotées. D’après cet enregistrement, nous pouvons conclure que les résolutions spatiale et
temporelle du microscope miniature sont suffisante pour imager les dynamiques calciques au
niveau des corps cellulaires. Dans le cas de cellules en culture, où la diffusion de la lumière est
minimale dû à la minceur de l’échantillon, il est même possible de mesurer les variations de
calcium provenant de structure plus fines comme les dendrites.
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Figure 4.7 – (Gauche) Projection maximale d’un enregistrement vidéo de neurones en culture
chargés de fluorophores sensibles au calcium Fluo-4 AM. Les neurones utilisés pour la mesure
de l’activité calcique sont numérotés. (Droite) Traces montrant les variations de fluorescence
pour les neurones numérotés.

4.5.2 Implantation et caractérisation in vivo

Bien que le microscope se comporte adéquatement pour l’imagerie de cellules en culture,
l’imagerie d’échantillons épais amène de nouveaux défis dû à la diffusion de la lumière. Il est
donc essentiel de tester les caractéristiques d’imagerie du système dans un cerveau entier.
Afin de se dissocier des éventuels problèmes liés à l’expression de fluorophore in vivo, nous
utilisons les souris transgéniques GAD67-GFP. Cette lignée exprime la GFP dans les neurones
produisant du GABA partout dans le cerveau. En utilisant les neurones inhibiteurs dans le
cortex, nous nous assurons un niveau d’expression adéquat car environ un neurone sur dix
exprime le GABA dans cette région. Une trop grande expression du fluorophore réduirait
grandement le contraste des images obtenues. La figure 4.8 montre deux images à différentes
profondeurs acquises pendant l’implantation du microscope. Cette figure démontre que bien
que le microscope utilise l’imagerie de fluorescence à champ large avec l’absorption 1-photon,
il est possible de distinguer des cellules à différentes profondeurs.

Ces expériences en situations réelles sont essentielles à la progression du projet, car elles
permettent non seulement de confirmer les capacités du système, mais surtout de trouver les
problèmes éventuels. Par exemple, les expériences in vitro ont permis de déceler une fuite
de lumière parasite dans le premier design du microscope. En travaillant de concert avec les
ingénieurs optiques, nous avons donc trouvé une nouvelle configuration d’éléments internes
pour augmenter la qualité des images pour la deuxième itération du système optique.
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Figure 4.8 – Imagerie de la GFP dans le cerveau d’une souris GAD67-GFP pendant l’im-
plantation du microscope. Les deux images correspondent à deux plans d’imagerie différents,
et sont enregistrées dans la même descente. L’image de gauche est à la surface du cerveau,
alors que l’image de droite est 1.2 mm plus profond.

4.6 Analyse des images obtenues par le microscope

Les techniques d’imagerie de champ large, couplées aux nouvelles méthodes de marquage de
cellules, ouvrent la voie à la mesure de dynamiques provenant parfois de centaine de cellules
simultanément. Il est donc nécessaire de trouver des méthodes automatiques efficaces pour
la détection des cellules. Plus généralement, l’analyse d’image consiste en la conversion des
caractéristiques et des objets présents dans les images en données pertinentes et quantita-
tives. Particulièrement en biologie, les images obtenues sont souvent complexes et bruitées,
et par conséquence requièrent plusieurs étapes de traitement et d’analyse afin d’en extraire
l’information intéressante.

La première étape est la prise d’image. Comme décrit à la section 4.4, les images provenant de
détecteur de type CMOS sont assujetties à différents types de bruits et d’artefacts qu’il faut
corriger. Une fois ces corrections appliquées, il est possible d’utiliser différentes techniques pour
extraire les caractéristiques et les objets des images. Finalement, après avoir identifié les carac-
téristiques biologiques importantes, il est essentiel d’en extraire les informations pertinentes à
l’analyse quantitative de l’expérience.

Les routines d’analyse sont très dépendantes des images obtenues, et une combinaison d’al-
gorithmes efficaces pour un problème donné peut être inadéquat pour une autre expérience.
Les algorithmes discutés dans la section suivante ont donc été testés exclusivement pour les
images provenant du système de microscopie miniature de Doric Lenses Inc.
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4.6.1 Alignement des images

Bien que la canule et que le microscope sont bien fixés sur la tête de l’animal, le cerveau
lui est un tissu relativement mou. Il est donc possible que le plan d’imagerie se déplace lors
des mouvements de l’animal. Pour corriger ce mouvement, nous avons mis en place un algo-
rithme d’alignement inspiré de Guizar-Sicairos et al. [2008], L’idée de base est d’obtenir un
estimé initial du pic de corrélation croisée par une transformée de Fourier rapide (Fast Fourier
Transform, ou FFT), puis de raffiner le déplacement en utilisant une image suréchantillonée
dans l’espace de Fourier. Le problème avec l’utilisation de la FFT pour ce calcul est que cette
méthode requiert le calcul de tous les points de l’image suréchantillonée, ce qui est très de-
mandant du point de vue numérique. Plutôt que d’utiliser la FFT sur une image plus grande,
Manuel Guizar-Sicairos et. al. calculent la transformée de Fourier numérique discrète (Discrete
Fourier Transorm, ou DFT) par multiplication matricielle. L’avantage de cette technique est
qu’elle permet de calculer la transformée de Fourier inverse de la version suréchantillonée en
utilisant seulement une petite partie de l’image autour du maximum initial de corrélation
(sans avoir à remplir une image plus grande (sans zeropad). Pour augmenter la précision de
l’algorithme, nous utilisons le laplacien de l’image originale et de l’image à aligner, plutôt que
d’utiliser les images originales.

Brièvement, l’algorithme est compris des étapes suivantes : 1) Calcul d’un lissage gaussien de
l’image de référence avec une fenêtre de 39 pixels pour réduire le bruit à hautes fréquences. 2)
Calcul du laplacien de l’image de référence lissée. 3) Calcul des valeurs absolues comme image
de référence finale. 4) Les étapes 1 à 4 sont reproduites pour chaque image cible à aligner. 5)
Calcul de la transformée de Fourier 2D de l’image de référence et de l’image cible à l’aide de la
FFT. 6) Multiplication des deux images dans l’espace de Fourier. 7) Calcul de la transformée de
Fourier inverse du produit des images (IFFT). 8) Identification du pic de corrélation maximum,
qui correspond à l’estimé initial du déplacement. 9) Création d’une matrice suréchantillonée
autour du pic de corrélation maximum pour raffiner le calcul du déplacement. 10) Calcul de la
DFT par multiplication matricielle autour du maximum de corrélation. 11) Détermination de
nouveau pic de corrélation maximum et retour dans l’espace original des pixels. Ce processus
est effectué pour chaque image à aligner, et les déplacements trouvés sont appliqués.

4.6.2 Soustraction du bruit de fond

Afin de pouvoir comparer proprement les variations de fluorescence des cellules, il est impor-
tant de s’affranchir du bruit de fond contenu dans les images. Cette correction fonctionne
mieux si une image noire est utilisée dans le calcul, mais peut toujours être estimée sans. Pour
enregistrer une image noire à l’aide du système, il suffit de fixer la puissance d’illumination à 0,
et de sauvegarder l’image. La correction est effectuée en deux étapes. Premièrement, nous de-
vons corriger les variations temporelles dues aux instabilités de la DEL. L’idée est d’utiliser les
coins des images, où les variations du signal sont principalement liées de la fluorescence géné-
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rée hors-focus. Cette fluorescence est un bon reflet des variations d’illumination. La deuxième
étape est la correction spatiale du champ d’illumination (flatfield correction). Pour estimer
cette variation, nous utilisons la projection moyenne du lissage gaussien des images à corriger.

Plus précisément, l’algorithme suit les étapes suivantes : 1) Calcul de l’intensité des coins des
images en fonction du temps (ou de l’index de l’image). 2) Application de la correction suivante
pour chaque image : Iout = (Iin − Idark) ∗ (mean(C − Idark)/(C − Idark)) où Iout est l’image
corrigée pour les variations temporelles de l’illumination de la DEL, Iin est l’image initiale, et
C est l’intensité du signal dans les coins des images en fonction du temps. 3) Calcul du champ
d’illumination par l’application d’un lissage gaussien de fenêtre de 301 pixels pour toutes
les images. 4) Calcul de l’image uniforme (champ d’illumination) à l’aide d’une projection
moyenne. 5) Calcul de la correction de redressement de champ à l’aide de la relation suivante :
Iout = Iin ∗ (mean(U)/U) où Iout est l’image redressée, Iin l’image d’entrée préalablement
corrigée pour les variations temporelles de l’illumination, et U est l’image uniforme obtenue
en 4).

4.6.3 Détection automatique des cellules

Premièrement, les corps cellulaires doivent être identifiés soit par segmentation d’image, soit
directement par les variations de fluorescence liées à leur dynamique calcique. Afin de per-
mettre la détection des cellules en temps réel, nous avons opté pour la première méthode,
car les calculs sont numériquement plus simples et que le contraste des images est suffisant.
Ultimement, nous avons donc opté pour une méthode de seuillage. Les images mesurées par
le microscope sont composées d’objets lumineux sur un bruit de fond sombre. Les méthodes
de seuillages correspondent donc à déterminer si selon leur niveau de signal, chaque pixel
appartient au bruit de fond ou au signal.

La figure 4.9A montre une image brute, mais dont les artefacts du détecteur ont été corrigés.
Dans cette image, il est possible de constater que le contraste est faible car le signal mesuré
provenant des cellules est très proche du bruit de fond. Afin de maximiser les chances de
détections des cellules, il est essentiel de débuter l’analyse par une augmentation du contraste.

La méthode la plus simple consiste à étirer l’histogramme de l’image en faisant correspondre
les valeurs d’intensité de l’image initiale à de nouvelles valeurs de sorte qu’environ 1% des
pixels de l’image soient à la valeur minimale et à la valeur maximale théorique de l’image (la
profondeur de couleur, ou bit depth). Par contre, cette méthode d’augmentation de contraste
fonctionne bien pour des images ayant un histogramme concentré autour des valeurs centrales.
Dans le cas des données recueillies par le microscope, l’histogramme est déjà étalé, avec une
grande concentration dans les valeurs inférieures.

Pour ce type d’image, les méthodes d’égalisation d’histogramme performent habituellement
mieux. L’idée est d’augmenter le contraste en transformant les valeurs en une image dont
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Figure 4.9 – Segmentation de l’image pour la détection automatique des cellules. A) Image
originale. B) Égalisation de l’histogramme local (CLAHE). C) Seuillage local adaptatif. D)
Ouverture morphologique. E) Filtre médian de fenêtre 10. F) Résultats de la segmentation.
(En vert) Composition de l’image binaire du filtre médian avec l’image originale. (En rouge)
Mise en évidences des cellules détectées par la routine de segmentation.

l’histogramme se rapproche d’une distribution uniforme. Les deux variantes les plus utilisées
sont l’égalisation globale, et l’égalisation adaptative (CLAHE). Comme il y a une variation de
le l’illumination du champ de vue, l’égalisation adaptative est celle qui fonctionne le mieux
pour les images provenant du système. Comme le montre la figure 4.9B, le CLAHE rétabli
l’uniformité de l’illumination, ce qui permettra un seuillage plus efficace.

À l’aide de cette augmentation de contraste, il est maintenant possible d’appliquer un seuil
sur l’image. Le défi principal pour trouver le seuil est le haut niveau de bruit de fond. En effet,
l’intensité du signal provenant des pixels appartenant aux cellules est de l’ordre de l’inten-
sité des pixels appartenant au bruit. Heureusement, il est possible d’utiliser des algorithmes
de seuillage local et adaptatif, plutôt que globaux. Alors que les techniques de seuillage ha-
bituelles utilisent la même valeur de seuil pour tous les pixels, les techniques adaptatives
déterminent les différentes valeurs de seuil dynamiquement sur l’image. Ce type de seuillage
peut donc équilibrer les effets d’illumination non-uniforme. L’idée générale est de comparer
chaque pixel avec la valeur moyenne d’une région autour de ce pixel. Pour déterminer la taille
de la région, il faut considérer premièrement la taille des objets recherchés, ainsi que l’échelle
pour laquelle l’illumination peut être considérée uniforme. Pour le cas d’une cellule d’une di-
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zaine de micromètres, avec un grossissement de 6x sur un détecteur ayant des pixels de 1.6 µm,
on peut s’attendre à mesurer des objets d’une trentaine de micromètres. Comme les variations
d’illumination sont à plus grande échelle, nous avons décidé d’utiliser la valeur de 35 pixels
pour la fenêtre. Le résultat du seuillage est montré à la figure 4.9C. En plus de choisir la fe-
nêtre selon les caractéristiques précédentes, il est important de ne pas sous-évaluer le nombre
de cellules, c’est-à-dire de ne pas classer des cellules comme bruit de fond.

On remarque également sur la figure 4.9C que bien que plus efficace qu’un seuillage global, le
seuillage adaptatif surévalue beaucoup le nombre d’objet, dû au bruit dans l’image. Afin de se
débarrasser de ces petites structures, nous pouvons utiliser l’information de taille a priori, et
appliquer une opération morphologique d’ouverture (figure 4.9D. Cette opération correspond
à une érosion suivie d’une dilatation. Comme l’ouverture commence par une érosion, les ob-
jets dont la taille est inférieure à l’élément de structure sont rejetés. La dilatation qui suit a
pour effet de s’assurer que les objets plus grands que l’élément de structure retrouvent leur
taille initiale. Encore une fois, comme il est important de conserver un nombre maximal de
cellules, nous avons choisi un élément de structure 3x3, mais une connectivité de 2. L’élément
de structure rejette tous les objets plus petits que 9 pixels carrés, et la connectivité de 2 rejette
les pixels qui ne sont connectés qu’à un seul voisin. Finalement, la dernière étape consiste à
appliquer un filtre médian pour conserver seulement les zones de signal plus denses. En plus de
filtrer efficacement les petits objets, le filtre médian permet de conserver le caractère binaire
de l’image (figure 4.9E). Dû à l’opération d’ouverture et au filtre médian, les régions d’intérêts
résultantes sont systématiquement sous-évaluées. Heureusement, ce phénomène est idéal pour
l’application du microscope miniature car pour mesurer efficacement les changements de fluo-
rescence à l’intérieur des cellules, il est important que la région d’intérêt soit complètement
incluse dans le corps cellulaire.

La figure 4.9F montre une image composite du masque calculée à l’étape précédente en vert,
avec l’image originale. Afin de faire ressortir les cellules détectées par l’algorithme, des ré-
gions d’intérêt sont dessinées en rouge autour des cellules trouvées. Le code est explicité à
l’Annexe D.

4.7 Implications et perspectives

Le genre de microscope miniature présenté dans ce chapitre représente une nouvelle gamme
d’appareils ouvrant la voie à l’imagerie de fluorescence à grande échelle, dans des animaux se
déplaçant librement. Comparativement aux microscopes à fibres optiques utilisés pour l’image-
rie in vivo (Flusberg et al. [2008]), le microscope intégré possède plusieurs avantages. Premiè-
rement, dans le microscope à fibres, la résolution spatiale est limitée par la densité du nombre
de fibres dans le paquet (fiber bundle), qui à son tour est limitée par la fuite de lumière d’une
fibre à l’autre. L’intégration du détecteur directement après le filtre d’émission diminue égale-
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ment les pertes dues à l’injection dans les fibres et aux réflexions sur les différentes interfaces
air-verre. De plus, la flexibilité du câble électrique et de la fibre optique unique permet une
plus grande liberté de mouvement à l’animal qu’un paquet rigide de composé de centaine de
milliers de fibres optiques. Comme la communication avec le détecteur est numérique, il est
possible également d’utiliser des câbles électriques jusqu’à 3 m de longueur, ce qui permet de
réduire encore plus les restrictions de mouvements de l’animal, et ce sans avoir de dégradation
du signal. L’utilisation de détecteur de type CMOS demande cependant une attention parti-
culière au bruit. Le bruit de patron fixe et la linéarité des pixels sont des facteurs importants
à prendre en compte lorsque l’intensité est utilisée directement comme mesure du signal. Afin
de rectifier les images obtenues, les détecteurs doivent être au préalablement caractérisés. La
section 4.4 montre la caractérisation effectuée ainsi que le calcul utilisé pour déterminer les
paramètres de corrections. La correction est appliquée pixel par pixel sur les images entrantes
dans le logiciel de contrôle du microscope. L’enregistrement des images n’est cependant pas
la fin en soit, car il est essentiel de pouvoir en distiller les informations. Les algorithmes de
correction implémentés dans le logiciel d’analyse sont décrits à la section 4.6. En utilisant
les données fonctionnelles récoltées in vitro pour tester les différentes méthodes d’alignement
d’images, et les données provenant de l’implantation pour développer la détection automa-
tique des cellules, nous avons pu choisir des routines bien adaptées aux données provenant du
microscope.

Ce microscope, couplé aux routines logicielles d’analyse d’image et de données offre une fenêtre
sans précédent sur l’activité neuronale et comportementale. Son design actuel permet une
grande portabilité, une capacité d’imagerie allant jusqu’à 50 images par seconde, en plus
d’une facilité d’utilisation et un coût relativement bas. En développant les logiciels d’analyse
et de contrôle parallèlement au dispositifs mécaniques et optiques, nous sommes en mesure
d’offrir aux chercheurs un produit complètement intégré, de la chirurgie à l’analyse de leurs
données. Dans un avenir rapproché, Doric Lenses Inc. prévoit la sortie de nouveaux designs
permettant la mesure électrophysiologique simultanément à l’imagerie, la stimulation multi-
couleurs pour l’activation d’opsines, et le développement de canules doubles rendant possible
l’observation de deux régions distinctes en même temps. Ces modifications du design doivent
s’accompagner de leurs contreparties logicielles. L’ajout d’un canal de stimulation nécessite
la création de patron de stimulation complexes qui doivent être synchronisés avec la prise
d’images, alors que l’acquisition d’image provenant de 2 détecteurs simultanément demande
de l’optimisation au niveau du traitement d’images en temps réel vu la quantité entrante de
données.

Du même coup, nous prévoyons l’ajout d’algorithmes plus poussés pour l’analyse des données
récoltées par le microscope. Par exemple, il est possible à l’aide de techniques statistiques
comme l’analyse en composantes principales de trouver les corrélations et l’ordre sous-jacent
aux patrons d’activité neuronale mesurés.
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Conclusion

Le but principal de cette thèse de doctorat est de construire, toujours en collaboration avec
les chercheurs en neuroscience, des outils leur permettant de repousser les limites actuelles de
l’imagerie de l’activité neuronale. Pour ce faire, nous avons présenté trois techniques novatrices,
la première sous forme d’article en préparation, la seconde sous forme d’article publié, et la
dernière sous forme de participation à un produit commercial développé et mis en marché par
Doric Lenses Inc. Dans ce chapitre, nous allons récapituler les développements scientifiques
majeurs, présenter leurs limites actuelles et proposer les futures améliorations possibles.

Dans le chapitre 2, nous avons présenté la première utilisation intracellulaire du fluorophore
sensible au potentiel ANNINE-6plus. Nous croyons que ce développement est une étape cru-
ciale pour l’adoption de l’A6+, car il ouvre la voie à son utilisation dans des préparations
de tranches aigües. Malgré qu’elle soit une des sondes les plus sensibles présentement dispo-
nible, sa grande liposolubilité confine l’A6+ à une utilisation en cultures cellulaires dissociées.
Bien que ce type d’échantillon soit très utile pour l’étude des phénomènes prenant place à
l’intérieur des cellules, ainsi que pour l’étude de la plasticité des connexions entre les neu-
rones, une grande partie de la recherche utilise également des échantillons plus épais comme
les tranches de cerveau. En démocratisant l’utilisation de l’A6+ à tous les types d’échantillon,
nous avons confiance que les chercheurs pourront poser et répondre à de nouvelles questions
biologiques relatives à l’activité électrique des cellules. Dans ce chapitre, nous nous sommes
premièrement assurés de l’innocuité de l’A6+ lorsque chargé de façon intracellulaire. Nous
avons également caractérisé des réponses semblables à celles publiées précédemment (∼6% de
variation de fluorescence pour 100 mV de dépolarisation) par Pages et al. [2011] lorsqu’utilisé
sur un microscope confocal standard. Le chargement intracellulaire comporte aussi un autre
bénéfice intéressant : les spectres d’excitation et d’émission sont déplacés vers le rouge lors
d’une dépolarisation, ce qui permet de mesurer des augmentations de la fluorescence relative
et du même coup augmenter le rapport signal sur bruit des mesures. Finalement, nous avons
été en mesure d’utiliser l’A6+ pour enregistrer des réponses synaptiques optiquement sur
un microscope multiphoton ultra-rapide à déflecteurs acousto-optiques. Bien que maintenant
entre les mains d’utilisateurs externes, les paramètres optimaux du chargement intracellulaire
restent à être déterminés plus précisément. Par exemple, lors de nos expériences nous avons
utilisé une concentration de 2.5 µM à l’intérieur de la pipette. À cette concentration, nous
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avons eu un bon taux de succès pour le marquage de cellules, mais il est certainement possible
de trouver la balance idéale entre la quantité de fluorophore et l’efficacité de marquage. De
plus, il n’est pas possible avec un marqueur organique comme l’A6+ de cibler spécifiquement
un type cellulaire. Les réseaux neuronaux sont formés d’un mélange hétérogène d’éléments,
et il est clair qu’en plus de devoir mesurer les propriétés électrophysiologiques dans toutes les
structures des cellules, les chercheurs doivent pouvoir lier cette activité à un type cellulaire
spécifique. Dans cette direction, l’utilisation de marqueurs sensible au potentiel encodés géné-
tiquement semble crucial (Peterka et al. [2011]). Les efforts récents publiés par St-Pierre et al.
[2014] sont très prometteurs. Dans cet article, les auteurs rapportent le développement d’un
nouveau marqueur, ASAP1 encodé génétiquement pouvant résoudre des potentiels d’action
unique. Il est important cependant de garder en tête qu’il n’y a peut-être pas de sonde univer-
selle, et que chaque problème peut nécessiter une approche différente, qui dépend de l’échelle
de temps des cinétiques à observer et des différentes contraintes biologiques des échantillons
utilisés. Cette situation est similaire avec les marqueurs sensibles à l’ion calcique, où diffé-
rentes sondes sont utilisées en fonction de leur affinité et de leur cinétique de réponse (Neher
[1998]). L’étude des synapses par exemple demande un très bon rapport signal sur bruit, qui
peut être obtenu plus facilement à l’aide d’un marquage de cellule unique, et qui est simple
à obtenir avec l’A6+. Comme il est maintenant possible de l’utiliser dans plusieurs types de
préparation biologique, l’A6+ est maintenant un outil complet et mature bien adapté pour
l’étude de l’activité électrique dans les structures fines des cellules.

Le chapitre 3 démontre la possibilité de combiner l’illumination structurée avec la focalisation
temporelle pour l’imagerie rapide à champ large de réseaux neuronaux. Nous avons démontré
qu’il était possible à l’aide d’un laser amplifié et de la combinaison de ces deux techniques
d’obtenir de l’imagerie à cadence vidéo et un sectionnement optique sous les 10 µm pour une
surface de l’ordre de 4800 µm2. Couplé au SLM et à l’illumination à accès aléatoire, cette
surface nous permet d’imager simultanément environs 50 cellules si l’illumination est limitée
au corps cellulaires. Encore une fois, bien que la focalisation temporelle soit parfaitement
adaptée à l’imagerie d’échantillons épais, son utilisabilité était limitée aux tissus fixés. Cela
provient du fait que l’illumination de grande surface dilue beaucoup la quantité de photon,
et qu’un temps d’exposition de l’ordre de la dizaine de seconde est nécessaire pour l’imagerie.
Cette faible quantité de fluorescence exclue donc l’utilisation de la méthode pour l’imagerie
fonctionnelle. Par contre, l’utilisation du laser amplifié pour augmenter la quantité de photon
disponible, couplé à l’illumination structurée pour conserver une illumination efficace nous
a permis de développer un nouveau type de microscope amplement capable de mesurer des
cinétiques de l’ordre de la centaine de millisecondes. Dans le cas montré dans ce chapitre,
la quantité de photon provenant du fluorophore sensible au calcium Fluo-4 était telle que la
vitesse d’acquisition du microscope était limitée par la vitesse de transfert de la caméra CCD,
soit 10 ms par image. Pour être efficace, ce type de microscope nécessite par contre l’accès à
un laser amplifié, qui est souvent très coûteux et peu flexible en terme de spectre. Bien que
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ces facteurs puissent mettre un frein à l’adoption de ce microscope, ce dernier offre également
d’autres opportunités uniques. Par exemple, il est encore l’un des seuls microscopes à ce jour
à pouvoir activer les opsins de façon unicellulaire dans des échantillons épais et ce même in
vivo (Andrasfalvy et al. [2010]). Les SLM permettent de créer des patrons d’activation à plus
de 60 Hz, et la focalisation temporelle assure de la stimulation d’un seul plan de neurones
à la fois. De plus, la focalisation temporelle couplée à un laser amplifié permet l’ablation de
structures submergées ou transparente, ouvrant la voie à des chirurgies moins invasives et plus
propres, que ce soit de parties d’os ou oculaire profonde comme la rétine (Vitek et al. [2010]).

Le dernier chapitre décrit une solution complètement intégrée pour l’étude simultanée de
l’activité neuronale et du comportement d’animaux se déplaçant librement. Afin d’être en
mesure d’enregistrer l’activité de structures profondes du cerveau sans restreindre les ani-
maux dans leurs mouvements, la compagnie Doric Lenses Inc. a créé un microscope miniature
(8.8 mm x 13.9 mm x 16.6 mm) ayant une champ de vue de 350 µm x 350 µm. Le corps
du microscope contient tous les éléments optiques nécessaires pour l’imagerie de fluorescence,
et s’attache à une canule implantable chroniquement qui est composée principalement d’une
lentille de type GRIN, permettant le relais du plan focal du microscope aux structures pro-
fondes. Pour compléter ce produit commercial, nous avons développé deux logiciels, soit un
de contrôle et un d’analyse, ainsi qu’une librairie permettant aux chercheurs de contrôler le
microscope à partir d’un logiciel maison. En plus de donner accès aux différentes fonctionna-
lités du microscope comme le gain, l’exposition et la puissance d’illumination, le logiciel de
contrôle s’occupe de corriger les défauts inhérents aux détecteurs de type CMOS. Les masques
de correction et de calibration sont calculés préalablement lors de la réception des CMOS,
et enregistrés dans une puce de mémoire de type FLASH dans le câble électrique soudé au
microscope. Ces masques sont ensuite récupérés par le logiciel et appliqués sur les images
acquises. Nous avons également implémenté plusieurs modes expérimentaux, allant de la prise
d’images simple, à la cédule de séries temporelles complexes. Du côté de l’analyse, nous avons
utilisé des données préliminaires que nous avons récoltées pour créer des algorithmes adaptés
aux images provenant du microscope. La correction de l’illumination s’appuie principalement
sur un technique de redressement de champ standard (flatfield correction). L’idée est d’uti-
liser un moyennage spatial pour obtenir la forme de l’illumination, et une image prise sans
lumière pour le champ noir. Cette correction a pour effet d’éliminer les variations de signal
dues aux irrégularités de l’illumination. Nous avons également implémenté une routine d’ali-
gnement d’image sub-pixel, basée sur la corrélation croisée publié par Guizar-Sicairos et al.
[2008]. Afin d’augmenter l’efficacité de la corrélation, nous utilisons le laplacien des images
plutôt que l’image elle-même. La dérivée de l’image augmente la contribution des structures,
et augmente le contraste de la corrélation. Finalement, une fois les images corrigées et alignées,
nous avons déterminé une routine efficace et robuste pour la détection automatique des cel-
lules. Brièvement, la routine est la suivante : Égalisation de l’histogramme locale (CLAHE),
seuillage adaptatif local, ouverture morphologique, filtre médian, et détection des objets plus
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grand que 5 µm. La dernière fonction du logiciel est l’export des traces de fluorescence en un
fichier .CSV pour être analysées à l’aide de logiciels externes. Le microscope et ces logiciels
sont encore nouveaux, et bien qu’ils suscitent beaucoup d’intérêt auprès de la communauté
scientifique, peu de données nous sont accessibles. Pour cette raison, les fonctions des logi-
ciels sont présentement limitées. Afin d’offrir un produit complet, il est essentiel d’inclure des
routines d’analyse automatisées et plus poussées. Les vidéos enregistrées par le microscope
peuvent contenir des plusieurs dizaines de cellules, dont l’activité est divisée sur des milliers
d’images. Il est possible de penser par exemple à l’implémentation d’analyse en composantes
principales pour l’extraction des traces calciques par rapport au bruit de fond et l’analyse
de la corrélation entre les différents éléments de la communication cellulaire (Mukamel et al.
[2009]), au développement de routine de détection de pics de fluorescence (Ohki et al. [2005])
ou tout simplement à l’ajout de différents filtres pour réduire le bruit. En couplant la mesure
de l’activité neuronale avec d’autres modalités comme l’imagerie de comportement et l’op-
togénétique, les chercheurs pourront adresser des questions complexes sur les différents liens
entre le fonctionnement interne du cerveau et les différents phénotypes observés.
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Annexe A

Traitement de données pour
l’ANNINE-6plus

%% OPTICAL ELECTROPHYSIOLOGY ROUTINE
% This routine is for the analysis of optical voltage traces measured in
% line scan mode on the LSM 510 confocal microscope. It loads all the .lsm
% files in a folder, average the intensity over the line, does a
% Savitzky-Golay filter and saves all the traces from the same folder back
% to back. Each timeframe traces must be in the same folder.

%% Clear all
close all; clear all; clc

%% Initialization
% Various default value for some variables.
save_data = 0;
plot_trace = 0;
line_duration = 0.000574; % in milliseconds
windowSize = 50; % for the running average
sample = struct;%(’path’,{},’name’,{},’timeframe’,{});

%% Loading the .lsm files from an user defined folder
% The data is loaded in the structure SAMPLE. SAMPLE is the coverslip used.
% sample.TIMEFRAME is the timeframe (pre, post5, etc...). timeframe.DATA is
% the file of the lsm510. Finally, sample.timeframe.data.TRIAL
% is the optical trace measured by the lsm510.
sourceDir = uigetdir;
dirList = dir(sourceDir);
sample.path = sourceDir;
k = 1;
for m = 1:length(dirList)
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%Taking directory management into account.
if strcmp(dirList(m).name,’.DS_Store’) ~= 1 && strcmp(dirList(m).name,’.’) ~= 1

&& strcmp(dirList(m).name,’..’) ~= 1
if dirList(m).isdir == 1
sample.timeframe(k).name = dirList(m).name;
subdirPath = fullfile(sourceDir,dirList(m).name);
subdirList = dir(subdirPath);
sample.timeframe(k).path = subdirPath;
lsmPath = fullfile(subdirPath,’*.lsm’);
lsmList = dir(lsmPath);
if size(lsmList,1) == 0

warndlg(’There is no .lsm files in the chosen directory’,’!! Error
!!’)

else
for d = 1:length(lsmList)

% Declaring full filename with path for imread.
lsmName = fullfile(subdirPath,lsmList(d).name);
sample.timeframe(k).data(d).trial(:,:) = imread(lsmName);
sample.timeframe(k).data(d).name = lsmList(d).name;

end
end
k = k+1;

end
end

end

%% Data averaging and filtering
% Averaging the intensities along the line to only one pixel (1-D trace)
% and applying a Savitzky-Golay filter to the data.
nbLines = size(sample.timeframe(1).data(1).trial,1);
nbTrials = size(sample.timeframe(1).data,2);
nbTimeframes = size(sample.timeframe,2);
for a = 1:nbTimeframes

for b = 1:nbTrials;
sample.timeframe(1,a).data(1,b).average =

mean(sample.timeframe(1,a).data(1,b).trial,2);
sample.timeframe(1,a).data(1,b).filtered =

sgolayfilt(sample.timeframe(1,a).data(1,b).average,3,15);

% We use a running average in 1-D to flattened the noise. The routine is
applied to the

% filtered traces (but not combined) to ensure a local value of mean and
% standard deviation.
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sample.timeframe(1,a).data(1,b).processed =
filter(ones(1,windowSize)/windowSize,1,double(sample.timeframe(1,a).data(1,b).average));

% Padding for the border with the filtered value
sample.timeframe(1,a).data(1,b).processed(1:windowSize) =

sample.timeframe(1,a).data(1,b).average(1:windowSize);
end

end
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Annexe B

Calcul du masque de phase

function obj = Phasemask(param,slm)
% Constructor Method
if nargin > 0

obj.maxIteration = param.maxIteration;
obj.errorCriterionThreshold = param.errorCriterionThreshold;
obj.beamProfile = slm.beamProfile;
obj.xSize = size(obj.beamProfile,2);
obj.ySize = size(obj.beamProfile,1);
obj.roi = param.roi;

end
end %End of Constructor Method

function obj = calculateFft(obj)
% Calculate calculates the phase hologram to be reproduced by a SLM for
% the light redistribution of the incident laser beam to match a specific
% pattern.
% Normalize the slm illumination profile (Fourier plane).
normSLMill = obj.normalizeImageInt(obj.beamProfile);

% Create a matrix of random number between 0 and 2pi the size of the images.
InitialPhasemask = rand(obj.xSize,obj.ySize)*2*pi;

for k = 1:size(obj.roi,2)
maskLayer(:,:,k) = createMask(obj.roi(1,k));

end
obj.targetIllumination = sum(maskLayer,3);

% Multiplication of the normalized target illumination (Image plane at sample)
% by the initial (random) phase matrix.
sample = obj.addPhaseMask(InitialPhasemask,obj.targetIllumination);

97



% The strategy is to propagate the sample target illumination to the
% SLM plane (done with a Fourier transform) and keep the phase while
% substituting the amplitude with the illumination intensity
% (initial laser illumination profile). Propagating
% this new beam back to the sample (via an inverse Fourier transform) gives
% a better beam that resembles the target with a new phase. We substitute
% again the amplitude for the target illumination but keep the new phase,
% until we are done.

% See for instance [Wyrowski F. & Bryngdahl O., Iterative Fourier-transform
% algorithm applied to computer holography., J. Opt. Soc. Am A 5, 1058
% (1988)].
for m = 1:obj.maxIteration

% Enforcing target illumination pattern (Image plane at sample) with
% the new calculated phase.
sample = obj.addPhaseMask(angle(sample),abs(obj.targetIllumination));

% Propagation from sample to slm (Fourier transform by Fourier lens).
sample = fftshift(sample);
slm = fft2(sample);

% Enforcing SLM illumination constraints (Fourier plane at SLM).
slm = obj.addPhaseMask(angle(slm),normSLMill);

% Propagation from slm to sample (inverse Fourier transform by the Fourier
lens).

sample = ifft2(slm);
sample = ifftshift(sample);

% Introduction of an correlation criterion.
obj.correlation =

corr2(obj.targetIllumination,abs(normalizeImageInt(sample)));
if obj.correlation >= obj.errorCriterionThreshold

break
end % if
obj.nIteration = m;

end % End of FOR loop

obj.rbdModule = abs(sample./max(max(sample)));
obj.slmPhasemask = angle(slm);

% Conversion of the phase mask into a gray level image, wich is the
% necessary input for the used SLM (Hamamatsu).
format long g
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obj.slmPhasemask = (obj.slmPhasemask+pi)./(2*pi);
end % End of Phasemask_calculation

function outImageWithPhase = addPhaseMask(obj,inRealPhaseArray,inDestImage)
outImageWithPhase = inDestImage.*(cos(inRealPhaseArray) +

1i.*sin(inRealPhaseArray));
end % End of addPhaseMask

function outNormalizedImage = normalizeImageInt(obj,inImage)
% NormalizeImage normalizes an image (real or complex) by
% forcing its integral to 1, does nothing if it is zero.
inImage = double(inImage);

% This works with real and complex values
intValue = sum(sum(abs(inImage)));
if ( abs(intValue) == 0 )

% We can’t normalize, but could be valid image. Leaving as is.
outNormalizedImage = inImage;

else
outNormalizedImage = inImage ./ intValue;

end %if

end % End of normalizeImageInt
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Annexe C

Application du masque de correction
pour le microscope miniature

void ImageServer::handleFrameComplete(quint8 *headBufPtr, quint8 *dataBufPtr)
{

int size = _frameProperties->NUM_ROWS * _frameProperties->NUM_COLS;
int width = _frameProperties->NUM_COLS;
// frame and header are delete when dequeuing / closing the application.
quint16 *frame = new quint16[size];
quint8 *header = new quint8[20];
// Copying the header buffer directly to enqueue the reference.
memcpy(header, headBufPtr,_frameProperties->HEADER_LENGTH);
int byteIdx = 0;
float* bpList;
float* c1;
float* c2;
float* c3;
float stretchTmp;

bpList = mCorrectionTable->getCorrectionFactor(_gain,0);
c1 = mCorrectionTable->getCorrectionFactor(_gain,1);
c2 = mCorrectionTable->getCorrectionFactor(_gain,2);
c3 = mCorrectionTable->getCorrectionFactor(_gain,3);
stretchTmp = _stretchFactor[_gain];

quint16 pixelRawData;
float pixelData;
for (int i = 0; i < size; i++) {

// Transforming 2x byte in 1x ushort.
pixelRawData = (quint16) (dataBufPtr[byteIdx + 1] | (dataBufPtr[byteIdx] <<

8));
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// If it is not the camera charactizer, apply the correction
if (!_isCharactizer){

// The pixel values are encoded in 10bit (0-1020), so higher values are
wrong.

if (pixelRawData < 1021){
// bpList contains 0 if the pixel is OK, 1 if the pixel is dead.
if (bpList[i] == 0){

// Another check for good pixel value. Pixels value cannot be 0.
if (pixelRawData != 0){

// Apply the correction
pixelData =(float) (pixelRawData * c1[i] + _exposure * c2[i]

+ c3[i]) * stretchTmp;
// Reset the range
if ((int)pixelData < 0)

pixelData = 0;
else if (pixelData > 1020)

pixelData = 1020;
}
// If the pixel value is wrong, set it to the mean of neighboring

values.
else{

// We use the already corrected pixel left, and up of the
current pixel.

if (i - 1 > 0 && i - width > 0)
pixelData = (float)(frame[i - 1] + frame[i - width]) / 2;

else
pixelData = 0;

}
}
// If bpList == 1, set it to the mean of neighboring values.
else{

if (i - 1 > 0 && i - width > 0)
pixelData = (float)(frame[i - 1] + frame[i - width]) / 2;

else
pixelData = 0;

}
}
// If the pixel value is > 1020, reset it to 1020.
else{

pixelData = 1020;
}
frame[i] = (quint16)pixelData;

}
// If it’s the charactizer, the pixel value is the raw value.
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else
frame[i] = pixelRawData;

// Since we are using 2 bytes to convert to 1 ushort, byteIdx jumps by 2.
byteIdx += 2;

}
tryEnqueue(header);
tryEnqueue(frame);

}
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Annexe D

Détection automatique des cellules

void ImageProcessor::findCells(const QList<Image> imageList)
{

// This function is called asynchronously.
if (imageList.empty() || mIsBusy)

return;
mIsBusy = true;
int nRows = imageList.at(0).data().rows;
int nCols = imageList.at(0).data().cols;
int nImages = imageList.count();
// Find max intensity projection
Mat maxProj = Mat(nRows, nCols, CV_16U);
// Looping on every pixel in z so that we can find the highest value.
for (int row = 0; row < nRows; row++){

for (int col = 0; col < nCols; col++){
quint16 oldPixValue = 0;
for (int imageIdx = 0; imageIdx < nImages; imageIdx++){

if (mCancelationPending) {
mCancelationPending = false;
mIsBusy = false;
return;

}
quint16 currentPixValue =

imageList.at(imageIdx).data().at<quint16>(row,col);
if (currentPixValue > oldPixValue){

maxProj.at<quint16>(row, col) = currentPixValue;
oldPixValue = currentPixValue;

}
}

}
}
Image outImage;
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outImage.setData(maxProj);
QList<Image> outList;
outList.append(outImage);
// adaptiveThreshold needs 8bit data
maxProj.convertTo(maxProj, CV_8U, 255.0/1020, 0);
adaptiveThreshold(maxProj, maxProj, 255, ADAPTIVE_THRESH_MEAN_C, THRESH_BINARY,

31, 0);
Mat element = getStructuringElement(CV_SHAPE_ELLIPSE, Size(3,3));
// Morphological opening
morphologyEx(maxProj, maxProj, CV_MOP_OPEN, element, Point(-1,-1), 2);
// Median filter
medianBlur(maxProj, maxProj, 15);
// Finding contours
std::vector<std::vector<Point> > contours;
findContours(maxProj, contours, CV_RETR_CCOMP, CV_CHAIN_APPROX_NONE);
QList<QRect> rectangleList;
for (int i = 0; i< contours.size(); i++ ) {

Rect tmpRect = boundingRect(contours.at(i));
if (tmpRect.width < 10 || tmpRect.height < 10)

continue;
QRect rect = QRect(tmpRect.x, tmpRect.y, tmpRect.width, tmpRect.height);
rectangleList.append(rect);

}
mIsBusy = false;
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