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Résumé 

La thyroïde et le pancréas ont un développement embryonnaire similaire. Ils dérivent tous deux 

de l’endoderme et forment d’abord une structure transitoire semblable : un amas de cellules 

épithéliales non polarisées. Au cours de la morphogenèse des deux organes, les cellules 

épithéliales prolifèrent, surtout en périphérie de l’amas, et se réorganisent progressivement en 

une multitude de monocouches fermées dans la thyroïde ou en une seule monocouche ouverte 

et branchée dans le pancréas. Au cours de cette transition amas → monocouches, les cellules 

acquièrent donc une polarité apico-basale. Pour mieux comprendre les mécanismes complexes 

gouvernant la morphogenèse de la thyroïde et du pancréas, le laboratoire d’accueil s’est 

embarqué dans le développement d’un modèle mathématique de cette transition amas → 

monocouches. Cependant, les conditions initiales utilisées jusqu’ici sont des conditions idéalisées 

et les différents paramètres du modèle sont issus de la littérature générale. 

Dans un premier temps, des conditions initiales réalistes ont été apportées au modèle en 

reproduisant le tissu in silico. Pour cela, au départ d’embryons de souris, des images de coupes 

de pancréas et de thyroïde ont été obtenues à 3 stades différents de la morphogenèse de chaque 

organe. Le logiciel HALO a été utilisé pour analyser ces images et convertir les informations 

qu’elles contiennent en données brutes exploitables. Ces données ont ensuite été traitées à l’aide 

de MATLAB et transformées en données utilisables par CHASTE, le logiciel sélectionné par le 

laboratoire pour la modélisation. De cette manière, les images des tissus biologiques ont pu être 

recréées dans CHASTE pour être utilisées comme point de départ des simulations. 

Parallèlement, des données quantitatives sur la prolifération, la surface cellulaire et le nombre de 

cellules ont été collectées à partir de ces mêmes images biologiques afin de calculer la valeur de 

certains paramètres du modèle. A l’aide de MATLAB, le tissu épithélial a été séparé en deux 

populations de cellules : les cellules de la couronne périphérique, en contact avec la matrice 

extracellulaire et qui ont été rapportées comme étant plus prolifératives, et les cellules internes 

afin que nos quantifications représentent au mieux la situation biologique des deux amas en 

réorganisation.
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Introduction 

1. Thyroïde 

1.1. Anatomie, histologie et fonctions 

La thyroïde est une glande endocrine située au niveau du cou, accolée à la partie supérieure de 

la trachée, juste en-dessous du larynx. Elle est composée de deux lobes, le droit et le gauche, 

situés de part et d’autre de la trachée et reliés entre eux par une fine couche de tissu thyroïdien, 

l’isthme (Figure 1). La glande est entourée par une capsule fibreuse à partir de laquelle s’étendent 

des fins septums de collagène riches en vaisseaux sanguins, assurant ainsi une vascularisation 

importante de la thyroïde et délimitant l’organe en lobules (British Thyroid Foundation, 2019; Dee 

Unglaub Silverthorn, 2012; Mohebati et Shaha, 2012). 

 

Figure 1. Localisation et anatomie de la glande thyroïde. La glande thyroïde se situe sous le larynx et 
devant la trachée. Elle est composée de deux lobes reliés par un isthme. Figure adaptée de (Mohebati et 
Shaha, 2012). 

Le parenchyme thyroïdien comprend deux types de cellules endocrines : (i) les cellules C, 

minoritaires, sécrètent une hormone régulatrice du taux de calcium dans le sang, et (ii) les cellules 

folliculaires qui sont responsables de la production des hormones thyroïdiennes. Les cellules 

folliculaires, aussi appelées thyrocytes, sont des cellules épithéliales de forme cubique qui 

s’assemblent en structures sphériques monostratifiées pour former les unités fonctionnelles de 

la thyroïde : les follicules thyroïdiens. Ces cellules possèdent un pôle apical délimitant l’espace 

central des follicules, le colloïde, dans lequel sont stockés les précurseurs des hormones 



Introduction   

2 
 

thyroïdiennes (Figure 2). La grande capacité de stockage de ces unités sphériques (jusqu’à trois 

mois de stock de précurseurs) distingue la thyroïde des autres glandes endocrines.  Le pôle basal 

des thyrocytes, quant à lui, fait face à l’espace extrafolliculaire. Chaque thyrocyte repose donc sur 

une lame basale délimitant la surface externe du follicule. De nombreux capillaires sanguins 

entourent les follicules afin d’assurer l’apport d’iode et la distribution des hormones 

thyroïdiennes, formant ensemble ce qu’on appelle les unités angio-folliculaires (Nilsson et 

Fagman, 2017; Young et al., 2014). 

 

Figure 2. Histologie de la glande thyroïde. (A) Représentation schématique. La thyroïde est composée de 
follicules thyroïdiens, structures sphériques formées par les thyrocytes (vert) et délimitant un espace 
central, le colloïde (orange), dans lequel sont stockés les précurseurs des hormones thyroïdiennes. Un 
dense réseau capillaire (rouge) entoure les follicules. Les cellules C (bleu) sont également des cellules 
endocrines et sont dispersées entre les follicules. Figure adaptée de (Nilsson et Fagman, 2017). (B) Coupe 
de tissus thyroïdiens colorés à l’haematoxyline/éosine (à gauche) et au PAS (à droite). Le colloïde est coloré 
en rose (éosinophile), les noyaux des cellules (thyrocytes principalement) est coloré en mauve (basophile). 
A droite, on peut distinguer la lame basale (rose-violet) sur laquelle repose les thyrocytes cubiques 
(Colorado State University, 2019). 

Les thyrocytes captent l’iode dans la circulation et le déversent dans le colloïde où il va être lié à 

une glycoprotéine synthétisée par les thyrocytes, la thyroglobuline, pour former 

l’iodothyroglobuline. La liaison d’iode génère les précurseurs des hormones thyroïdiennes T3 

(triiodothyronine) et T4 (thyroxine). Lorsque que la concentration en T3 et T4 dans le sang 

diminue, un mécanisme de signalisation induit par l’hypothalamus se met en place et déclenche, 
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au niveau des thyrocytes, le pompage de l’iodothyroglobuline du pôle apical (face au colloïde) et 

la libération des hormones T3 et T4 au pôle basal (face aux capillaires). Ces hormones régulent 

l’activité métabolique des cellules de l’organisme et jouent un rôle essentiel dans la croissance et 

le développement chez les enfants (Colin et al., 2013; Nilsson et Fagman, 2017; Young et al., 

2014). 

Les cellules C, ou cellules parafolliculaires, assurent également une fonction endocrine. On les 

retrouve isolées contre la paroi des follicules ou en petits amas dans les espaces interfolliculaires. 

Elles sécrètent une hormone, la calcitonine, impliquée dans la régulation du taux de calcium dans 

le sang (Young et al., 2014). 

1.2. Développement embryonnaire 

L’anatomie de la thyroïde de l’homme est similaire à celle de la souris. C’est également le cas pour 

le développement embryonnaire. (Nilsson et Fagman, 2017). La morphogenèse de la thyroïde de 

la souris récapitule en moins de dix jours les quelques semaines nécessaires au développement 

de la thyroïde humaine. (Liang et al., 2018). Etant donné que le laboratoire étudie la 

morphogenèse de la thyroïde d’embryons de souris, le développement embryonnaire présenté 

ici est celui de la souris, se déroulant du jour embryonnaire (E) 9 jusqu’à E18.5 

1.2.1. Développement embryonnaire précoce 

Les thyrocytes et les cellules C, les cellules endocrines composant la thyroïde, ont toutes deux 

une origine endodermique. Au cours du développement embryonnaire, l’endoderme ou tube 

digestif primitif est régionalisé en plusieurs domaines distincts, chacun composé de cellules 

destinées à produire une structure épithéliale différente (thyroïde, poumons, estomac, pancréas, 

…). La thyroïde se formera suite à la fusion de trois primordia dérivant de régions différentes de 

l’endoderme (Kurmann et al., 2015). 

Le développement embryonnaire de la thyroïde se déroule en plusieurs étapes : le 

bourgeonnement, la migration, la bilobation et la folliculogenèse. 

Bourgeonnement (E9 - E11.5) : Dans un premier temps, les progéniteurs des thyrocytes, localisés 

à la face antérieure de l’endoderme qui forme le plancher pharyngien, expriment une 

combinaison particulière de quatre facteurs de transcription. Ces cellules prolifèrent pour d’abord 

former un épaississement de l’endoderme qui évolue ensuite en bourgeon. La masse de cellules 

épithéliales formant le bourgeon médian de la thyroïde croît dans le mésoderme sous-jacent et 

s’éloigne de l’endoderme tout en gardant un étroit contact avec ce dernier.  

Les précurseurs des cellules C, quant à eux, forment deux bourgeons latéraux se développant à 

partir des quatrièmes poches pharyngiennes de l’endoderme vers E10. A ce stade, nous avons 
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donc deux bourgeons latéraux (précurseurs des cellules C) et un bourgeon médian (précurseurs 

des thyrocytes).  

Migration (E10.5) : Le bourgeon médian s’allonge et migre ventro-caudalement le long du 

pharynx jusqu’à rejoindre sa position finale, à la base du cou. Durant cette étape, le contact avec 

le plancher pharyngien est définitivement rompu. Les bourgeons latéraux se détachent 

également de l’endoderme et migrent caudalement, on parle alors des corps ultimobranchiaux. 

Bilobation (E12 – E13.5) : Après la migration, l’amas médian de cellules épithéliales adopte une 

forme allongée et croît de manière bilatérale en direction des deux corps ultimobranchiaux. Une 

fois le contact entre les primordia médian et latéraux effectué, ces structures fusionnent 

progressivement pour former la structure bilobée caractéristique de la thyroïde (Fagman et 

Nilsson, 2010; Liang et al., 2018). 

1.2.2. Folliculogenèse : la transition amas ➔ monocouche 

Après l’étape de bilobation, les cellules épithéliales forment un amas compact dont la taille croît 

progressivement tout au long de la folliculogenèse (Figure 3). L’augmentation du volume des 

lobes thyroïdiens implique une augmentation nette du nombre de cellules épithéliales et indique 

donc qu’elles prolifèrent (division cellulaire) (Gawade et al., 2016). 

Des études montrent qu’une prolifération importante des progéniteurs thyroïdiens du 

primordium médian a lieu lors de l’étape de bilobation, juste avant la folliculogenèse (Fagman et 

al., 2006). Le taux de prolifération des cellules épithéliales diminue ensuite de moitié après la 

fusion avec les corps ultimobranchiaux et semble décroître graduellement durant la 

folliculogenèse (Gawade et al., 2016; Liang et al., 2018). Si l’on considère l’amas de cellules 

épithéliales, on peut distinguer (i) les cellules internes, en contact avec d’autres cellules internes, 

et (ii) les cellules périphériques, en contact avec la matrice extracellulaire d’un côté et les cellules 

internes de l’autre. Une étude a rapporté que la prolifération s’opère préférentiellement au 

niveau des cellules périphériques (Liang et al., 2018). En effet, le marqueur utilisé pour identifier 

les cellules en prolifération se retrouve principalement sur les bords du tissu thyroïdien coupé et 

analysé en deux dimensions. Néanmoins, quelques cellules internes sont également marquées et 

donc en prolifération. Cette observation suggère soit l’existence de facteurs pro-prolifératifs 

autour de l’amas, soit l’existence de mécanismes anti-prolifératifs au niveau des cellules internes. 

Les deux populations de cellules, distinguées par leur position au sein de l’amas thyroïdien en 

développement, les cellules périphériques et les cellules internes, pourraient donc être 

caractérisées par une durée de cycle cellulaire différente. 



  Introduction 

5 
 

 

Figure 3. Evolution de la taille de la thyroïde durant la folliculogenèse. Immunomarquage de la thyroïde 
à E13.5, E15.5 et E17.5 avec un anticorps dirigé contre la cadhérine épithéliale (E-cadhérine, rouge). Le 
volume des lobes thyroïdiens croît durant la folliculogenèse, ce qui implique que les cellules épithéliales 
prolifèrent. Echelle : 100µm. 

Le cycle cellulaire est composé de deux phases majeures : la mitose (phase M), durant laquelle la 

cellule mère se divise pour former deux cellules filles, et l’interphase. La réplication du matériel 

génétique (ADN) a lieu à un moment spécifique de l’interphase, appelée la phase de synthèse 

(phase S). Elle est précédée de la phase G1 durant laquelle la cellule se prépare à la synthèse 

d’ADN et est suivie de la phase G2 durant laquelle la cellule se prépare à la mitose. En phase G1, 

avant la préparation de la réplication de l’ADN, les cellules peuvent également entrer dans un 

état de latence appelé phase G0 où elles ne prolifèrent plus. Par définition, une cellule qui 

prolifère est une cellule en phase S, G1, G2 ou M. Pour détecter les cellules en prolifération, 

différents types de marqueurs sont utilisés dans différentes études. On distingue par exemple le 

marqueur Ki-67, mettant en évidence les cellules en phase S, G2 et M, le marqueur phospho-

Histone H3, mettant en évidence les cellules en phase M, et enfin le BrdU, mettant en évidence 
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uniquement les cellules en phase S. Dans la littérature, qu’un type de marqueur ou l’autre soit 

utilisé, les cellules dites « en prolifération » sont définies comme les cellules étant positives au 

marquage. Il faut cependant être prudent. En effet, dans le cas du BrdU par exemple, seules les 

cellules en phase S sont marquées, ce qui pousse intuitivement à considérer que les cellules non 

marquées ne sont pas en prolifération, ce qui pourrait être erroné. Quand il est utilisé, le terme 

prolifération doit donc être nuancé en fonction de la méthode de détection utilisée (Gawade et 

al., 2016; Gerdes et al., 1984; Guo et al., 2019; Liang et al., 2018; Vermeulen et al., 2003; Ye et al., 

2019). 

La prolifération des cellules épithéliales est accompagnée par une réorganisation au niveau 

tissulaire. Après l’étape de bilobation, les deux lobes thyroïdiens sont composés par un amas de 

cellules épithéliales non différentiées reliées par l’isthme. Durant la folliculogenèse, cet amas va 

se réorganiser en une multitude de structures indépendantes, les follicules, chacun constitué de 

cellules épithéliales polarisées apico-basalement formant une monocouche entourant un espace 

(Figure 4, Figure 5). Les mécanismes gouvernant la formation de ces follicules sont complexes et 

encore mal compris.  

 

Figure 4. Polarisation des cellules épithéliales lors de la folliculogenèse. Les cellules épithéliales (rouges) 
acquièrent progressivement un pôle apical marqué par l’ezrine (vert) et se réorganisent en structures 
sphériques indépendantes entourant une lumière, formée par la fusion de vésicules ezrine positives. La 
flèche blanche (panneau a) désigne une de ces vésicules, localisée à proximité de la membrane d’une 
cellule épithéliale. Echelle 100 µm. (Villacorte et al., 2016). 

A E13.5, seules les cellules en position périphérique sont en contact avec la matrice extracellulaire 

et la lame basale, riche en laminine, qui entoure l’amas (Figure 5). Ces cellules possèdent donc 

un pôle basal mais pas de pôle apical ; elles sont partiellement polarisées. Des vésicules positives 

pour l’ezrine, un marqueur du pôle apical des cellules polarisées, apparaissent à ce stade. La 

fusion coordonnée et orientée de vésicules, provenant de plusieurs cellules épithéliales 

initialement jointives, avec la membrane plasmique conduira à la formation d’une lumière et du 

pôle apical des thyrocytes. Ainsi, vers E15.5, les cellules s’organisent en structures pré-folliculaires 
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avec des petites lumières (Figure 5). Parallèlement, la masse épithéliale commence à se 

fragmenter avec l’apparition d’une lame basale autour de ces futurs follicules. Vers E17.5-E18.5, 

la quasi-totalité des cellules épithéliales ont un pôle basal et un pôle apical bien défini. Elles sont 

pour la plupart organisées en monocouches entourant une lumière centrale, le colloïde (Figure 4, 

Figure 5). Les follicules continueront à grandir après la naissance par remplissage du colloïde (Hick 

et al., 2013; Villacorte et al., 2016). 

 

Figure 5. Réorganisation de l’amas épithélial en une multitude de monocouches fermées et acquisition 
de la polarité apico-basale. Immunomarquage de la thyroïde à E13.5, E15.5 et E17.5 avec des anticorps 
dirigés contre l’E-cadhérine (rouge), l’ezrine (vert) et la laminine (blanc). A E13.5, seules les cellules en 
périphérie de l’amas possèdent un pôle basal, marqué en blanc par la laminine. Quelques vésicules ezrine 
positives (vertes) sont présentes au sein de l’amas. A E15.5, l’amas est partiellement fragmenté, des 
structures pré-folliculaires apparaissent, avec leur centre marqué par l’ezrine (vert). A E17.5, la majorité 
des cellules épithéliales possèdent un pôle basal (blanc) et apical (vert). Elles sont organisées en 
monocouche, formant des follicules entourant une lumière centrale. Echelle : 50µm. 

La réorganisation de l’amas épithélial en monocouches, au niveau tissulaire, a des implications au 

niveau cellulaire. La cohésion entre les cellules épithéliales est assurée par des protéines 

transmembranaires, les cadhérines, qui effectuent les liens entre ces cellules. Les cellules 

épithéliales sont également liées à la matrice extracellulaire, et plus précisément à la lame basale, 

par le biais de récepteurs spécialisés dans l’adhésion cellulaire à la matrice, les intégrines (Figure 

6). Au cours du processus de folliculogenèse, l’environnement immédiat des cellules épithéliales 

varie. La formation de monocouches de cellules polarisées au départ d’un amas de cellules non 

polarisées implique une diminution nette des contacts cellule-cellule couplée à une augmentation 

nette des contacts cellule-matrice extracellulaire. En effet, si on représente les cellules 

épithéliales par des cubes, une cellule interne à l’amas comporte six voisines. Après la transition 

amas → monocouche, elle aura perdu deux voisines au profit d’un contact avec la matrice 

extracellulaire (pôle basal) et d’une surface libre, en contact avec le colloïde du follicule (pôle 

apical) (Figure 6). Il y a donc des changements de cohésion entre cellules et d’adhérence à la 

matrice extracellulaire durant la réorganisation de l’amas épithélial, ce qui pourrait suggérer que 
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la régulation des contacts cellule-cellule et cellule-matrice extracellulaire influence la formation 

des monocouches (Canel et al., 2013; Dahlman et al., 1998). 

 

Figure 6. Représentation schématique de l’évolution des contacts cellule-cellule et cellule-matrice 
extracellulaire lors de la transition amas → monocouche de la thyroïde. Les cadhérines sont des 
protéines transmembranaires qui assurent la cohésion entre les cellules. Les intégrines sont des récepteurs 
permettant l’adhérence des cellules à la matrice extracellulaire, et plus précisément à la lame basale. Dans 
cette représentation en 2 dimensions, la cellule H perd ses contacts avec la cellule C au profit de contacts 
avec la lame basale et se sépare de la cellule M suite à la formation d’une lumière centrale.  

1.2.3. Rôle des cellules endothéliales 

Dans la thyroïde mature, l’endothélium, une monocouche de cellules endothéliales délimitant les 

vaisseaux sanguins, est présent en abondance puisqu’il entoure chaque follicule. L’association 

follicule-capillaire sanguin, appelé unité angio-folliculaire, forme l’unité fonctionnelle de la 

thyroïde. La proximité avec les vaisseaux sanguins est essentielle pour que les thyrocytes des 

follicules assurent la capture de l’iode, la synthèse et le stockage des précurseurs des hormones 

thyroïdiennes, leur sécrétion et distribution vers la circulation (Fagman et al., 2006; Hick et al., 

2013; Villacorte et al., 2016) . 

Le rôle des vaisseaux durant le développement embryonnaire d’un organe est généralement 

associé à l’apport passif de substances métaboliques nécessaires à la croissance de l’organe. Dans 

le cas de la thyroïde, il a été proposé qu’ils jouent également un rôle actif dans le développement 

de l’organe et accompagnent ce dernier tout au long du développement embryonnaire. Lors de 

la première étape du bourgeonnement, les progéniteurs thyroïdiens sont d’abord en contact avec 

le sac aortique. Ensuite, une fois la migration ventro-caudale terminée, le primordium s’allonge 

bilatéralement (bilobation) le long des artères du troisième arc pharyngien, ce qui suggère que 
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ces dernières pourraient servir de guide aux progéniteurs thyroïdiens dans leur migration 

(Fagman et Nilsson, 2010; Fagman et al., 2006). 

La proximité de l’endothélium s’accroît encore durant la folliculogenèse (Figure 7). A E12.5, l’amas 

épithélial est entouré de cellules endothéliales. Seules les cellules périphériques sont en contact 

avec l’endothélium. Ensuite, à partir de E13.5, les capillaires sanguins se multiplient et 

envahissent progressivement l’amas, parallèlement à la réorganisation de ce dernier en 

monocouches. A E17.5, la quasi-totalité des follicules sont entourés de vaisseaux (Figure 7). 

 

Figure 7. Proximité de l’endothélium lors de la folliculogenèse. Relations topologiques entre les cellules 
épithéliales marquées par l’E-cadhérine (rouge) et les cellules endothéliales marquées par l’endomucine 
(blanc), une glycoprotéine présente dans les vaisseaux et capillaires sanguins. A E13.5, l’endothélium se 
situe principalement en périphérie de l’amas épithélial. A E17.5, la quasi-totalité des follicules sont 
entourés de capillaires sanguins. Echelle : 50 µm. 

Le laboratoire a démontré que les cellules endothéliales sont essentielles au bon déroulement de 

la folliculogenèse. Les cellules épithéliales de l’amas expriment de grande quantité du facteur de 

croissance vasculaire VEGF-A (Vascular Endothelial Growth Factor-A), un puissant attracteur et 

stimulateur des cellules endothéliales. VEGF-A permet donc le recrutement et la prolifération des 

cellules endothéliales ainsi que leur migration au sein de l’amas. En retour, les cellules 

endothéliales induisent l’organisation des thyrocytes en structures folliculaires. En effet, l’analyse 

de souris dont le gène codant pour VEGF-A a été inactivé uniquement dans les cellules de l’amas 

thyroïdien montre une diminution de la présence des vaisseaux sanguins ainsi qu’une 

réorganisation de l’amas épithélial fortement altérée, sans formation de follicules. Ces 

observations suggèrent que les vaisseaux sanguins pourraient induire le morcellement de l’amas 

en l’envahissant (Hick et al., 2013). 

2. Pancréas 

2.1. Anatomie, histologie et fonctions 

Le pancréas est une glande digestive amphicrine localisée dans la partie supérieure de l’abdomen, 

sous l’estomac. Il s’étend du duodénum, auquel il est connecté, à la rate et est divisé en quatre 
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parties : la tête, le cou, le corps et la queue. La partie la plus large de l’organe, la tête, est localisée 

dans le coude formé par le duodénum, la partie du tube digestif faisant suite à l’estomac. De la 

anse duodénale, où il s’abouche, le pancréas s’étend ensuite horizontalement, de droite à gauche, 

jusqu’à la rate à laquelle il adhère par la queue (Figure 8) (Columbia University Department of 

Surgery, 2019). 

 

Figure 8. Anatomie et localisation du pancréas. Le pancréas se situe dans la cavité abdominale, sous 
l’estomac et s’étend du duodénum, auquel il est connecté, à la rate. Figure adaptée de (Columbia 
University Department of Surgery, 2019). 

Le pancréas est constitué de deux compartiments qui lui permettent d’assurer ses deux 

fonctions : exocrine et endocrine. La première, la fonction exocrine, permet la production et la 

sécrétion dans le duodénum d’enzymes impliquées dans la digestion (nucléases, lipases, 

carboxylesterases, endopeptidases, exopeptidases, phospholipases, amylases). Le pancréas 

exocrine sécrète également un fluide riche en bicarbonate de sodium qui permettra d’assurer le 

transport des sécrétions enzymatiques jusqu’au duodénum, et la neutralisation de l’acidité du bol 

alimentaire en provenance de l’estomac.  Ce n’est qu’une fois libéré dans le duodénum et à pH 

neutre que les enzymes digestives, initialement inactives afin de ne pas altérer le pancréas, 

pourront travailler. La fonction endocrine du pancréas permet la régulation du taux de sucre dans 

le sang via la production d’hormones. Parmi celles-ci, on retrouve le glucagon, l’insuline, la 

somatostatine, la ghréline et le polypeptide pancréatique (Columbia University Department of 

Surgery, 2019; Longnecker, 2014). 

Le pancréas exocrine compose la majeure partie de l’organe, occupant 95% du parenchyme 

pancréatique, soit plus de 80% du volume de l’organe. La fonction exocrine est assurée par les 

acini et les canaux pancréatiques. Les acini sont des petites structures ovoïdes composées de six 

à huit cellules de forme pyramidale, les cellules acinaires (Figure 9). Ces cellules, polarisées et 

faisant face à une lumière, forment ensemble un épithélium monostratifié reposant sur une lame 
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basale. Elles sont responsables de la production des proenzymes digestives qui sont déversées 

dans la lumière des acini. La structure ovoïde ouverte formée par les cellules acinaires est en 

continuité avec le deuxième type de cellule exocrine, plus petites et de forme cubique : les cellules 

canalaires. Ces cellules, également polarisées apico-basalement, sont assemblées en un 

épithélium continu formant les structures canalaires. Ce sont les cellules canalaires qui sécrètent 

le fluide riche en bicarbonates et transportent les enzymes digestives au duodénum. Le pancréas 

exocrine contient un troisième type cellulaire dont la fonction n’est pas encore bien comprise, les 

cellules centroacineuses, situées à l’intérieur des acini. En résumé, les acini se prolongent en un 

réseau ramifié de canaux de taille croissante qui convergent vers un canal principal, le canal de 

Wirsung, qui à son tour se déverse dans le duodénum. Une analogie avec un arbre peut être faite : 

le canal de Wirsung correspond au tronc de l’arbre, ses branches principales se ramifient en 

branches de plus en plus petites dont les feuilles correspondraient aux acini  (Dee Unglaub 

Silverthorn, 2012; Longnecker, 2014; Young et al., 2014). 

 

Figure 9. Représentation schématique de l’histologie du pancréas. La fonction exocrine du pancréas est 
assurée par les acinis, formés par les cellules acinaires, et les canaux, formés par les cellules canalaires, qui 
prolongent les acinis. La fonction endocrine est assurée par les îlots de Langherans qui sont disséminés 
dans le tissu. Figure adaptée de (OpenStax CNX College, 2013). 

Le pancréas endocrine occupe moins de 2% du volume de l’organe. Les cellules le composant sont 

organisées en petits amas fortement vascularisés, les îlots de Langerhans, disséminés dans le 

parenchyme pancréatique, entre les acini (Figure 9). Ces îlots sont composés de différents types 
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cellulaires, chacun responsable de la production et de la sécrétion dans le sang d’une hormone : 

insuline, glucagon, somatostatine, polypeptide pancréatique ou ghréline. (Young et al., 2014). 

2.2. Développement embryonnaire 

Chez la souris, le développement embryonnaire du pancréas débute à E8.5 et parait entièrement 

terminé vers E15.5. Tout comme la thyroïde, il est d’origine endodermique et son développement 

se déroule en deux phases : la transition primaire et la transition secondaire. Pendant la transition 

primaire, ou développement précoce, une monocouche de cellules endodermiques polarisées 

donne naissance à deux masses ou bourgeons de cellules épithéliales non polarisées. Durant la 

transition secondaire, ces amas se réorganisent en un réseau hautement ramifié de monocouches 

de cellules épithéliales polarisées qui se différencieront ensuite en canaux, acini et îlots de 

Langerhans (Hick et al., 2009; Longnecker, 2014). 

2.2.1. Développement embryonnaire précoce : la transition primaire 

Comme pour la thyroïde, certaines cellules présentes en une zone spécifique de l’endoderme, ou 

tube digestif primitif, sont destinées à donner naissance au pancréas. A E8.5, deux excroissances 

se développent à partir des régions dorsales et ventrales de cette zone endodermique, donnant 

naissance aux bourgeons pancréatiques dorsal et ventral. Entre E9.5 et E11.5, les cellules 

prolifèrent et les bourgeons croissent dans le mésoderme adjacent pour finalement former deux 

amas compacts de cellules épithéliales non polarisées. Contrairement à la thyroïde, les bourgeons 

gardent un contact physique avec leur région originelle de bourgeonnement, et ce durant 

l’entièreté de l’organogenèse, ce qui permettra d’assurer la connexion avec le duodénum (Gittes, 

2009; Hick et al., 2009; Lammert et al., 2001). 

Vers E12.5, suite à la rotation du tube digestif, les bourgeons pancréatiques ventral et dorsal 

entrent en contact et fusionnent au niveau du coude formé par le duodénum primitif, là où se 

situera la tête du pancréas mature. Au cours de cette étape, le canal du bourgeon ventral fusionne 

avec une partie du canal du bourgeon dorsal, donnant naissance au canal de Wirsung (Gittes, 

2009). 

2.2.2. Morphogenèse branchante: la transition amas ➔ monocouche 

Après la fusion des deux bourgeons, qui marque la fin de la transition primaire, le pancréas est 

constitué d’un amas dense de cellules épithéliales non polarisées relié au duodénum. Durant la 

transition secondaire, qui débute vers E12.5 et prend fin à la naissance, l’amas épithélial continue 

de croître et se ramifie progressivement en un réseau de canaux complexe et ordonné. Ces 

changements morphologiques, nécessitant la réorganisation des cellules épithéliales, sont 

accompagnés par la différenciation des cellules vers une destinée endocrine ou exocrine (Shih et 

al., 2013; Villasenor et al., 2010). 
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Comme pour la thyroïde, cet amas voit son volume croître tout au long de la morphogenèse 

(Figure 10), il y a donc une augmentation du nombre de cellules, ce qui implique que les cellules 

épithéliales prolifèrent. La première étape de la transition secondaire se caractérise par la 

ségrégation des cellules épithéliales en deux populations différentes : les « tip cells », situées en 

périphérie de l’amas et s’éloignant de celui-ci, et les « trunk cells » situées pour la plupart au 

centre de l’amas. Les tip cells sont destinées à produire les cellules acinaires tandis que les trunk 

cells donneront naissance aux cellules canalaires et aux cellules endocrines des îlots de 

Langerhans. Une étude a démontré que les tip cells sont plus dynamiques et prolifèrent plus 

rapidement que les trunk cells. Cette prolifération des tip cells permettra de former les 

nombreuses ramifications du pancréas primitif qui préfigurent le réseau canalaire du pancréas 

mature. Cette ségrégation différenciant les cellules en fonction de leur position dans l’amas peut 

être comparée à la distinction faite entre les cellules périphériques et les cellules internes de la 

thyroïde en développement (Shih et al., 2013, 2016; Zhou et al., 2007). 

 

Figure 10. Evolution de la taille du pancréas durant la morphogenèse. Immunomarquage du pancréas à 
E11.5, E13.5 et E15.5 avec un anticorps dirigé contre l’E-cadhérine (rouge). Le volume du pancréas croît 
durant l’organogenèse, ce qui implique que les cellules épithéliales prolifèrent. Echelle : 100µm. 

De manière analogue à la formation des follicules thyroïdiens, la morphogenèse du pancréas voit 

un amas de cellules épithéliales non polarisées se réorganiser en une monocouche reposant sur 

une lame basale et faisant face à une lumière (Figure 11). Cependant, les mécanismes gouvernant 

la morphogenèse sont encore incompris. A E11.5, le bourgeon pancréatique forme une masse de 

cellules entourant un espace central en connexion avec la lumière du tube digestif. Seules les 

cellules périphériques, en contact avec la lame basale qui entoure l’amas, et les cellules centrales 

de l’amas sont partiellement polarisées. Entre ces deux couches, les cellules épithéliales ne sont 

pas polarisées. A partir de E11.5, certaines cellules de la couronne périphérique commencent à 

développer des microlumières et acquièrent donc une polarité apico-basale (Figure 11). C’est la 

fusion de ces lumières couplée à la prolifération des tip cells qui permettra la formation, vers 

E13.5, du réseau de canaux reliés à la lumière du tube digestif. La polarisation des cellules se 



Introduction   

14 
 

poursuit parallèlement à la ramification engendrée par les tip cells. A E15.5, la majorité des 

cellules ont acquis leur polarité et sont organisées en monocouches (Figure 11). La plupart des 

tips cells se sont différenciées en cellules acinaires tandis que les trunk cells se sont différenciées 

en cellules canalaires et en cellules endocrines (Gittes, 2009; Hick et al., 2009; Shih et al., 2013; 

Villasenor et al., 2010). 

 

Figure 11. Réorganisation de l’amas épithélial en une monocouche ouverte et ramifiée et acquisition de 
la polarité apico-basale. Immunomarquage du pancréas à E11.5 et E15.5 avec des anticorps dirigés contre 
l’E-cadhérine (rouge), l’ezrine (vert) et la laminine (blanc). A E11.5, seules les cellules en périphérie et au 
centre de l’amas possèdent un pôle basal, marqué en blanc par la laminine. Seules quelques 
microlumières, marquées en vert par l’ezrine, sont présentes. A E15.5, la majorité des cellules sont 
organisées en monocouche polarisée reposant sur une lame basale (blanc) et faisant face à une lumière 
(vert). Echelle : 50 µm. 

De manière identique à la thyroïde, cette transition amas-monocouches doit s’accompagner 

d’une diminution des contacts cellule-cellule au profit de contacts cellule-matrice extracellulaire 

durant la morphogenèse du pancréas (Figure 6). En effet, que ce soit la formation d’une multitude 

de monocouches fermées (thyroïde) ou d’une seule monocouche branchée et ouverte, 

l’environnement immédiat des cellules est le même. Il a été montré que, dans le cas du pancréas, 

le comportement dynamique et prolifératif des tip cells est dû à des signaux provenant de la 

matrice extracellulaire et transmis par l’intermédiaire des intégrines et que ces signaux 

permettent de réguler l’adhésion entre cellules en jouant sur l’abondance des cadhérines. Cela 

suggère que la morphogenèse pourrait être initiée par la régulation de la force du lien entre 

cellules via une signalisation intégrine-matrice extracellulaire (Shih et al., 2016). 

2.2.3. Rôle des cellules endothéliales 

Les cellules endothéliales jouent également un rôle dans le développement du pancréas. Déjà au 

stade précoce, la proximité de l’aorte dorsale et de la veine vitelline sont indispensables à la 

croissance des bourgeons pancréatiques. En début de morphogenèse (E11.5), le laboratoire a 

montré que les cellules endothéliales forment un réseau irrégulier de vaisseaux sanguins situés 

autour de l’amas épithélial (Figure 12). Suite à la prolifération des tip cells, des ramifications 
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primitives commencent à se développer et les cellules endothéliales se retrouvent 

préférentiellement au niveau de ces branches et restent éloignées des tip cells. Elles se situent 

donc dans les creux entre les protubérances (acini en développement) formées par les tip cells 

(Figure 12). Les vaisseaux sanguins forment un treillis ou filet autour de l’amas au travers duquel 

les tip cells s’échappent et forment les acinis à distance des cellules endothéliales. A E15.5, 

l’endothélium forme un réseau entourant principalement, mais pas exclusivement, la base des 

ramifications formées par le développement acinaire (Figure 12) (Pierreux et al., 2010). 

 

Figure 12. Proximité de l’endothélium lors de la morphogenèse. Relations topologiques entre les cellules 
épithéliales marquées par l’E-cadhérine (rouge) et les cellules endothéliales marquées par l’endomucine 
(blanc). A E11.5, l’endothélium forme un réseau irrégulier situé principalement en périphérie de l’amas 
épithélial. A E13.5, les cellules endothéliales se situent entre les excroissances correspondant aux tip cells. 
A E15.5, les vaisseaux sont répartis autour de la monocouche pancréatique. Echelle : 50 µm. 

Il a été montré par le laboratoire que, comme pour la thyroïde, les cellules du pancréas expriment 

le facteur de croissance VEGF-A qui permet le recrutement des cellules endothéliales. Cependant, 

son expression est prédominante dans les trunk cells tandis qu’elle est faible dans les tip cells. 

Ceci explique la position préférentielle des vaisseaux à proximité des trunk cells et à distance des 

tip cells. D’autres expériences ont montré que la présence des cellules endothéliales empêcherait 

la différentiation des cellules du tronc en cellules acinaires, favorisant alors leur différenciation 

en cellules endocrines ou canalaires (Pierreux et al., 2010). 

3. Intérêt d’une modélisation 
La morphogenèse de la thyroïde et du pancréas est gouvernée par des mécanismes complexes, 

incluant de nombreux paramètres, cellulaires (cohésion, adhésion, polarisation, prolifération) ou 

tissulaires (interaction endothéliale), dont la plupart sont encore mal compris et d’autres encore 

non identifiés. L’approche biologique permet de mieux comprendre et d’identifier certains 

mécanismes clés mais elle peut se révéler laborieuse au vu du temps nécessaire pour étudier 
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l’effet et le poids d’un paramètre. De plus, certains de ces paramètres peuvent être très difficiles 

à étudier en conditions biologiques.  

L’utilisation d’un modèle mathématique, bien qu’il ne puisse pas égaler la complexité des 

mécanismes biologiques en jeu, est un véritable outil permettant une meilleure compréhension 

du système biologique étudié. Il permet de tester rapidement l’effet de la variation d’un 

paramètre pour étudier son influence et le poids qu’a ce dernier sur le modèle biologique.  

Les cas de la morphogenèse de la thyroïde et du pancréas ne font pas exception. Cependant, les 

connaissances biologiques, présentées ci-dessus, sont en général qualitatives et rarement 

quantitatives. Il est donc essentiel de collecter des données biologiques quantitatives sur les 

conditions initiales et/ou finales ainsi que la valeur de certains paramètres afin de développer et 

nourrir un modèle mathématique. Une fois le modèle développé, les simulations permettent 

d’identifier des paramètres et des éléments clés, afin d’orienter les expériences biologiques de 

manière pertinente. De nouvelles données sont alors collectées et fournies au modèle et ainsi de 

suite. Il est donc nécessaire d’initier et d’entretenir une boucle de discussion positive entre 

l’expérimentation et la modélisation menant à une compréhension de plus en plus poussée du 

système biologique étudié, dans ce cas-ci la morphogenèse.
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But du mémoire 

La biologie et la modélisation sont deux disciplines qui peuvent sembler éloignées mais qui sont 

pourtant complémentaires et peuvent s’enrichir mutuellement. Au départ de ce mémoire, il y a 

de nombreuses années de recherche sur le développement embryonnaire du pancréas et de la 

thyroïde chez la souris. La stratégie utilisée pour tester les hypothèses de travail - la création de 

souris transgéniques - est lourde et prend énormément de temps. Il y a quelques années, l’équipe 

du Prof. Emmanuel Hanert en collaboration avec le laboratoire du Prof. Christophe Pierreux ont 

décidé d’unir leurs compétences, théoriques et expérimentales, pour tenter de développer un 

modèle mathématique du développement embryonnaire du pancréas et de la thyroïde, et de 

manière plus spécifique de la réorganisation d’un amas de cellules en monocouches cellulaires 

entourant une lumière. Cependant, les conditions initiales utilisées jusqu’ici dans le modèle sont 

des conditions idéalisées et les différents paramètres du modèle sont issus de la littérature. 

Le premier objectif de mon mémoire était donc de fournir des conditions initiales réalistes au 

modèle en transformant les images biologiques des tissus en données utilisables par le logiciel 

CHASTE, sélectionné pour la modélisation. Pour cela, au départ d’embryons de souris, j’ai d’abord 

obtenu des images de coupes de pancréas et de thyroïde à 3 stades différents de la 

morphogenèse de chaque organe. A l’aide du logiciel d’analyse d’image HALO, les différentes 

informations de l’image ont été converties en données brutes pour ensuite être traitées en 

utilisant MATLAB et finalement injectées dans le logiciel CHASTE.  

Mon second objectif visait, toujours sur base des images collectées aux 3 stades, à collecter des 

données quantitatives sur la prolifération des cellules au cours de la réorganisation amas-

monocouches et d’utiliser celles-ci pour calculer la valeur de certains de ses paramètres.
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Matériel et Méthodes 

1. Préparation du matériel biologique 

1.1. Injection, sacrifice et dissection des souris 

Pour obtenir des femelles gestantes, une à deux femelles sont ajoutées dans la cage d’un male 

en fin de journée. Le lendemain matin, le vagin des femelles est observé ; en cas d’accouplement, 

un bouchon muqueux y est visible. La femelle est alors isolée et on considère que la gestation est 

au stade embryonnaire (E) 0.5. 

Deux nucléosides synthétiques ont été utilisés au cours de ce travail pour évaluer la prolifération 

cellulaire : le BrdU (5-bromo-2’-deoxyuridine) et l’EdU (5-ethynyl-2'-deoxyuridine). Ce sont tous 

deux des analogues de la thymidine, l’une des quatre bases composant l’ADN. Une fois injectées, 

ces molécules vont pénétrer dans les tissus et s’incorporer à l’ADN nouvellement synthétisé des 

cellules se trouvant dans la phase de réplication du matériel génétique. La détection ultérieure 

de ces analogues (voir ci-dessous) permet donc de mettre en évidence les cellules en 

prolifération, et plus précisément dans la phase S du cycle cellulaire. 

Des souris ont été injectées aux jours embryonnaires E11.5, E13.5, E15.5 et E17.5, qui 

correspondent aux stades embryonnaires d’intérêt. Pour le BrdU (B5002, Sigma-Aldrich), une 

solution à 25mg/mL de tampon phosphate salin (PBS : 137mM NaCl, 2,7mM KCl, 10mM Na2HPO4, 

1,5 mM KH2PO4, pH 7.4) est préparée. L’injection se fait par voie intrapéritonéale, à une 

concentration de 50 µg BrdU/g de souris. Pour l’EdU (A10044, Invitrogen™) une solution à 

25mg/ml dans de l’eau pour injection (BE119637, B.Braun) est préparée. Avant l’injection, la 

solution est chauffée à 70°C durant 1 minute afin de dissoudre complètement le composé. Après 

refroidissement à température ambiante, la solution est injectée aux souris gestantes par voie 

intrapéritonéale à raison de 100µg EdU/g de souris. 

Les femelles sont sacrifiées 30 minutes après injection d’EdU ou de BrdU par dislocation cervicale 

et les embryons sont immédiatement récoltés des cornes utérines. Lors des dissections à des 

stades avancés du développement embryonnaire, les embryons sont microdisséqués afin de ne 

garder que l’abdomen et/ou la région du cou pour l’étude respective du pancréas ou de la 

thyroïde. Le matériel biologique (embryon/tissu) est ensuite incubé dans de la paraformaldéhyde 

4% (PFA) pour la nuit afin de fixer les tissus par formation de liaisons covalentes entre les 

protéines des tissus. 
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1.2. Enrobage et coupe des embryons 

Les embryons sont enrobés en paraffine grâce à un automate, le Tissue-Tek VIP® (Sakura). Un 

programme automatisé (de quelques heures) déshydrate les embryons par des passages 

successifs dans l’alcool et le xylène puis dans la paraffine qui remplace alors l’eau initialement 

présente dans les tissus. Les embryons sont ensuite immergés dans des cupules contenant de la 

paraffine selon une orientation optimale pour la réalisation des coupes. La cupule contenant 

l’embryon est placée sur une table froide (4°C) pour la solidification de la paraffine, et conservée 

à température ambiante. 

Afin d’obtenir des coupes de tissus observables en microscopie, le bloc de paraffine est démoulé 

et fixé sur le support d’un instrument permettant la réalisation de coupes paraffines, le 

microtome. A l’aide d’une manivelle, on impose au bloc de paraffine un mouvement de haut en 

bas qui le fait rencontrer une lame et génère une coupe. A chaque tour de manivelle, le bloc 

avance d’une distance x, fixée par l’expérimentateur, vers la lame. Dans notre cas, l’épaisseur 

choisie est de 6 µm. Les coupes sont collectées sous forme de rubans contenant 10 coupes. Une 

fois le matériel biologique coupé, les rubans contenant l’organe d’intérêt sont identifiés par 

observation au microscope de la première coupe de chaque ruban. Les coupes des rubans 

d’intérêt sont étalées de manière sériée sur des lames Superfrost+, de sorte que chaque coupe 

soit séparée de la suivante, sur une même lame, par une distance de tissu de 60 µm. 

Pour obtenir un étalement optimal des coupes, une solution d’éthanol 10% est disposée 

préalablement sur les lames, elles-mêmes placées sur une plaque chauffante à 40°C. Une fois les 

coupes disposées à la surface de l’éthanol sur les lames, ces dernières sont laissées sur la plaque 

chauffante durant quelques heures afin que l’éthanol s’évapore. Elles sont ensuite placées au four 

à 37 °C pour la nuit afin d’assurer une adhésion optimale des coupes aux lames Superfrost+. 

2. Visualisation de la prolifération au sein des tissus 

2.1. Révélation du BrdU par immunofluorescence 

Quatre prétraitements sont nécessaires avant de réaliser la révélation : déparaffinage, 

démasquage, perméabilisation et blocage. Dans un premier temps, les coupes sont déparaffinées 

et réhydratées progressivement. Pour ce faire, elles sont passées dans des bains successifs de 

xylène (3 x 5 min) pour le déparaffinage, d’isopropanol (1 x 30 sec) et de solutions d’éthanol de 

concentrations décroissantes (90%, 70% puis 30%, 3 min dans chaque bain) pour la réhydratation 

progressive du tissu. Les lames sont ensuite transférées dans un bain d’eau distillée afin d’éliminer 

l’éthanol résiduel. 

Durant l’étape de fixation au formaldéhyde, certains liens covalents formés entre les protéines 

des tissus pourraient masquer des épitopes devant être reconnus par les anticorps primaires 
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utilisés pour la révélation immunohistologique. On réalise donc un démasquage permettant de 

briser ces liens covalents. Cette étape est réalisée par immersion des lames déparaffinées dans 

une solution de tampon citrate 0.01M à pH 6.0 et chauffage au micro-ondes à 700W durant 10 

min en prenant soin d’ouvrir le micro-ondes quelques secondes lorsque la solution entre en 

ébullition. La solution est ensuite refroidie à température ambiante et les lames sont rincées 5 

min dans une solution de PBS. 

Les tissus sont ensuite perméabilisés à l’aide d’un détergent en plongeant les lames pendant 5 

min dans une solution de PBS/Triton X-100 0.3%. Cette étape permettra aux anticorps de pénétrer 

plus facilement dans les tissus. 

Le blocage est finalement réalisé au moyen d’une solution PBS/Triton X-100 0.3% /albumine de 

sérum bovin (BSA) 10%/ lait 3% afin de saturer les surfaces (« épitopes ») sur lesquelles les 

anticorps pourraient se lier de manière non-spécifique. De cette manière, on évite par exemple 

la liaison des anticorps sur la lame Superfrost+. La solution est déposée sur les lames durant 45 

min à température ambiante, en chambre humide, et maintenue sur celles-ci au moyen d’un trait 

tracé avec un marqueur hydrophobe (DakoPen) autour des tissus présents sur les lames. 

Pour la révélation, on tire parti de la haute affinité et spécificité des anticorps, ou 

immunoglobulines, du système immunitaire pour un antigène particulier (qu’on cherche à 

révéler). Ces anticorps, dits primaires (Tableau 2, Tableau 3, Tableau 4) sont dilués dans la 

solution de blocage et déposés sur les lames pour une incubation sur la nuit à 4°C en chambre 

humide. Le lendemain, les lames sont lavées dans des bains de PBS/Triton X-100 0.1% (3 x 3 min) 

afin d’enlever l’excès d’anticorps primaires non fixés à leur antigène.  

Bien que très spécifique, le complexe anticorps-antigène formé n’est pas visible. Pour visualiser 

ce complexe, on tire à nouveau parti d’anticorps, dits secondaires. Ces anticorps sont d’une part 

couplés à un fluorochrome de type Alexa qui peut émettre de la fluorescence lorsqu’il est excité 

avec une certaine longueur d’onde, et d’autre part dirigés contre un anticorps (ici notre anticorps 

primaire, considéré comme un antigène) d’une autre espèce animale. Chaque anticorps 

secondaire sera spécifique d’un des anticorps primaires utilisés à l’étape précédente. Les Tableau 

2, Tableau 3 et Tableau 4 reprennent les combinaisons des anticorps primaires et secondaires 

utilisés ainsi que leurs dilutions. Les anticorps secondaires sont dilués 500 fois dans une solution 

de PBS/Triton X-100 0.3%/ BSA 10% qui est ensuite déposée sur les lames, à l’intérieur du trait 

hydrophobe, pour 1h à température ambiante et dans le noir. Du Hoechst 33258 est également 

dilué 1000 fois dans cette solution pour le marquage des noyaux. En effet, cette molécule 

s’intercale dans la double hélice d’ADN et émet également de la fluorescence lorsqu’elle est 

excitée.  
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Après incubation, les lames sont lavées dans deux bains de PBS/Triton X-100 0.1% (2 x 3 min) et 

rincées 3’ dans de l’eau distillée afin d’éliminer les sels résiduels. Les lames sont finalement 

recouvertes d’une lamelle couvre-objets fixée par un milieu de montage aqueux (aqueous 

mounting medium de Dako, S3025) et gardées à -20°C en attente de l’imagerie. 

2.2. Révélation de l’EdU et immunofluorescence 

Contrairement au BrdU, la révélation de l’EdU incorporé dans l’ADN ne se fait pas via un 

immunomarquage. Cependant, elle sera combinée dans un deuxième temps avec un 

immunomarquage en fluorescence afin de détecter des marqueurs de localisation du tissu.  

La révélation de l’EdU se fait à l’aide d’une trousse, le « Click-iT™ Plus EdU Alexa Fluor™ 488 

Imaging Kit » (C10637, Invitrogen™), après les étapes de déparaffinage et de démasquage qui se 

déroulent de manière identique au protocole du BrdU (décrites ci-dessus). La méthode de 

détection de l’EdU se fait par une réaction de cycloaddition (click chemistry), catalysée par le 

cuivre, entre un groupement alkyne et un picolyl azide. L’EdU, incorporé dans l’ADN, contient le 

groupement alkyne tandis que le fluorophore de type Alexa contient le picolyl azide. Le protocole 

fourni par la firme a été adapté à nos conditions expérimentales. Après le démasquage, les lames 

sont plongées dans une solution de PBS/Triton X-100 0.5% durant 20 min afin de perméabiliser 

les tissus. Les tissus sont lavés deux fois par une solution de PBS/BSA 3%. La solution de cocktail 

réactionnel du Click-iT™ kit est préparée selon les recommandations de la firme et déposée sur 

les lames durant 30 min dans le noir et à température ambiante. Les tissus sont ensuite lavés avec 

la solution de PBS/BSA 3% puis avec du PBS. 

Le marquage de l’EdU incorporé terminé, la suite du protocole se déroule de manière identique 

à l’immunofluorescence détaillée précédemment (cfr 2.1, p.20), à partir de l’étape de blocage 

étant donné que le déparaffinage, le démasquage et la perméabilisation ont déjà été réalisés. 

Pour la détection des noyaux, nous avons utilisé le Hoechst 33342 fourni par le Click-iT™ kit, et 

utilisé à une dilution de 1/2000. Les lames sont finalement montées dans du milieu de montage 

Dako, recouvert d’une lamelle et conservées au congélateur. 

2.3. Analyse de la fluorescence 

Les tissus sont finalement analysés à l’aide d’un scanner de lames, le Pannoramic 250 Digital Slide 

Scanner (3DHistech), à l’objectif 20x. Le scanner détecte d’abord les portions de lame à analyser. 

Il parcourt ensuite ces zones de haut en bas, par incréments minimes, et photographie chaque 

petite partie de la zone. Pour chaque lame, en plus des noyaux marqués par le Hoechst, trois 

marqueurs fluorophores de type Alexa sont détectés par la caméra du scanner. Les longueurs 

d’ondes d’émission des fluorophores utilisés sont reprises dans le Tableau 1. 
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Tableau 1. Longueurs d'onde d'émission des fluorophores utilisés. 

Fluorophore Hoechst  

(33258 ou 33342) 

Alexa488 Alexa568 Alexa594 Alexa647 

Longueur d’onde 

d’émission 

461 nm 525 nm 603 nm 617 nm 665 nm 

 

Tableau 2. Anticorps primaires et secondaires utilisés, dilution et provenance dans le protocole du BrdU. 

Cas du BrdU 

Anticorps primaires Anticorps secondaires – 

fluorophore et firme 

Dilution : 1/500 

Cible Espèce Dilution Firme 

BrdU Mouton 1/750 Abcam 

(ab1893) 

Âne anti-mouton – Alexa488 

(A11015, Invitrogen) 

Endomucine Rat 1/1000 SantaCruz (Sc-

65495) 

Âne anti-rat – Alexa594 

(A21209, Invitrogen) 

E-cadhérine Souris IgG2a 1/500 BD Bioscience 

(610182) 

Âne anti-souris IgG – Alexa647 

(A31571, Invitrogen) 

 

Tableau 3. Anticorps primaires et secondaires utilisés, dilution et provenance dans le protocole de l'EdU 

Cas de l’EdU 

Anticorps primaires Anticorps secondaires – 

fluorophore et firme 

Dilution : 1/500 

Cible Espèce Dilution Firme 

Endomucine Rat 1/1000 SantaCruz (Sc-

65495) 

Chèvre anti-rat – Alexa568 

(A11077, Invitrogen) 

E-cadhérine Souris IgG2a 1/500 BD Bioscience 

(610182) 

Chèvre anti-souris IgG2a – Alexa647 

(A21241, Invitrogen) 
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Tableau 4. Anticorps primaires et secondaires utilisés, dilution et provenance dans le cas du marquage 
à l'e-cadhérine, la laminine et l'ezrine. 

Marquage à l’ezrine, l’e-cadhérine et la laminine 

Anticorps primaires Anticorps secondaires – 

fluorophore et firme 

Dilution : 1/500 

Cible Espèce Dilution Firme 

Ezrine Souris IgG1a 1/400 Thermo 

Scientific (MS-

661-P1) 

Chèvre anti-souris IgG1 – 

Alexa488 

(A21121, Invitrogen) 

Laminine Lapin 1/100 Sigma (L9393) Chèvre anti-lapin – Alexa568 

(A11036, Invitrogen) 

E-cadhérine Souris IgG2a 1/500 BD Bioscience 

(610182) 

Chèvre anti-souris IgG2a – 

Alexa647 

(A21241, Invitrogen) 
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Résultats 

1. Description de la transition amas-monocouches 
La première étape de mon mémoire a été de me familiariser avec le système biologique étudié : 

la transition amas-monocouches lors de la morphogenèse de la thyroïde et du pancréas. Dans un 

premier temps, j’ai donc assimilé les différentes étapes ou manipulations menant à l’obtention 

d’images de tissus (Figure 13, Figure 14). Cela m’a permis de comprendre l’utilité de chaque étape 

des protocoles et d’utiliser les images obtenues pour me familiariser avec les logiciels d’analyse 

d’images.  

Pour chaque organe, j’ai réalisé deux types de marquage : 

(i) Un marquage mettant en évidence l’E-cadhérine, l’ezrine et la laminine afin d’observer 

la réorganisation de l’amas épithélial en monocouches de cellules polarisées. Les 

noyaux ont été révélés avec le Hoechst. 

(ii) Un marquage mettant en évidence l’E-cadhérine, en combinaison avec l’endomucine 

et l’EdU (ou BrdU) afin d’observer la position de l’endothélium et la prolifération des 

cellules. Les noyaux sont ici aussi révélés par le Hoechst. 

Pour rappel, le rôle des différents marqueurs est repris dans le Tableau 5.  

Tableau 5. Résumé des différents marqueurs utilisés et ce qu’ils permettent de mettre en évidence. 

Marquage Mise en évidence 

Hoechst Noyaux des cellules 

E-cadhérine Cellules épithéliales (thyroïde ou pancréas) 

Ezrine Pôle apical des cellules polarisées 

Laminine Pôle basal des cellules polarisées 

Endomucine Cellules endothéliales (vaisseaux et capillaires sanguins) 

EdU et BrdU Cellules en prolifération (phase de synthèse) 

 

J’ai réalisé ces marquages à trois stades de la morphogenèse de la thyroïde (cfr 1.1) et du pancréas 

(cfr 1.2). Les stades, séparés chacun de 48h, ont été choisis pour représenter le passage du stade 

amas à un stade avancé où les monocouches épithéliales sont presque entièrement formées. 

1.1. Thyroïde 

La première observation qui s’impose lorsque l’on regarde les photographies des sections de 

thyroïdes aux trois stades est que le tissu thyroïdien subit une forte augmentation de sa taille 

(Figure 13). Le grossissement étant le même pour les trois photographies, la section de thyroïde 
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passe de ~75 sur 115 m à E13.5 à plus de 350 sur 450 m à E17.5. En n’oubliant pas que nos 

photographies représentent une ébauche d’organe qui se développe dans les 3 dimensions de 

l’espace.  

 

Figure 13. Illustration de la transition amas-monocouches de la thyroïde. (A) Immunomarquage de la 
thyroïde à E13.5, E15.5 et E17.5 avec des anticorps dirigés contre l’E-cadhérine (rouge), l’ezrine (vert) et 
la laminine (blanc). (B) Marquage de la thyroïde aux mêmes stades, par une molécule fixée spécifiquement 
à l’EdU (vert) incorporé dans l’ADN, et des anticorps (immunomarquage) dirigés contre l’E-cadhérine 
(rouge) et l’endomucine (blanc). A E15.5, la parathyroïde est entourée en orange, elle n’est pas à prendre 
en compte dans les observations car c’est une structure différente de la thyroïde. Echelle : 50 µm. 

Au niveau cellulaire, à E13.5, les cellules épithéliales (colorées en rouge) de la thyroïde forment 

un amas (Figure 13A) entouré par la lame basale qui est marquée en blanc par la laminine. Seules 

les cellules périphériques sont en contact avec la matrice extracellulaire et la lame basale. Elles 

possèdent donc un pôle basal mais pas de pôle apical ; elles sont partiellement polarisées. 

Quelques rares et petites vésicules ezrine positives (colorées en vert) sont visibles au sein de 

l’amas, indiquant que les cellules ne sont pas encore polarisées apicalement. Ces vésicules sont 

en chemin vers une membrane plasmique avec laquelle elles vont fusionner pour former le futur 

pôle apical. A E15.5, l’amas épithélial apparait fragmenté et la laminine est présente également 

au sein du tissu. Certaines cellules sont polarisées apico-basalement ; elles sont organisées en 
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structures pré-folliculaires entourées par une lame basale, avec leur centre marqué par l’ezrine 

(voir encart, Figure 13A). A E17.5, la majorité des cellules épithéliales possèdent un pôle apical et 

un pôle basal. Elles sont organisées en monocouches, formant des follicules entourant une 

lumière centrale : le colloïde (encart, Figure 13A). Le marquage de l’endomucine révèle que les 

cellules endothéliales (en blanc) se trouvent à proximité des cellules épithéliales, principalement 

en périphérie de l’amas à E13.5 (Figure 13B). A E15.5, les vaisseaux sanguins ont commencé à 

infiltrer le tissu, et la quasi-totalité des follicules sont entourés de capillaires sanguins à E17.5 

(Figure 13B). Les observations traitant de la prolifération des cellules (marquage à l’EdU, vert) 

seront discutées ultérieurement (cfr 4.2 p.39).  

Il faut noter que ces coupes proviennent bien évidemment d’embryons différents et que 

l’avancement de la folliculogénèse peut légèrement différer d’un embryon à l’autre. De plus, 

l’incidence de la coupe du tissu peut également influencer l’aspect du tissu sur la photographie. 

Pour un même stade, la morphologie de la thyroïde observée peut donc être différente d’une 

image à l’autre. C’est par exemple le cas ici pour le stade E13.5 où le lobe thyroïdien de la Figure 

13A est plus petit que celui de la Figure 13B. Les caractéristiques morphologiques décrites ci-

dessus restent cependant correctes et similaires. De plus, mes observations confirment celles 

d’autres chercheurs du laboratoire. 

1.2. Pancréas 

Les mêmes conclusions s’imposent pour l’aspect macroscopique du pancréas : sa taille augmente 

fortement du stade amas (E11.5) au stade monocouche (E15.5). A E11.5, les cellules épithéliales 

du pancréas (en rouge) forment également une masse compacte (Figure 14) entourée par la lame 

basale (en blanc). Un espace central en connexion avec la lumière du tube digestif peut être 

observé au sein de l’amas. Donc, à ce stade, seules les cellules périphériques possèdent un pôle 

basal (blanc), et seules les cellules faisant face à cet espace central possèdent un pôle apical, elles 

sont partiellement polarisées. Les autres cellules ne sont pas polarisées. Quelques microlumières, 

marquées en vert par l’ezrine, sont présentes à E11.5 (voir encart, Figure 14A). Je n’ai pas pu 

obtenir d’images pertinentes de pancréas à E13.5 pour le marquage E-cadhérine/ezrine/laminine 

car mes coupes ont été endommagées durant les manipulations. La littérature et le laboratoire 

d’accueil nous apprennent qu’à E13.5, des protubérances se forment en périphérie du tissu ; elles 

correspondent à un type particulier de cellules, les « tip cells », qui deviendront les futurs acini 

(Zhou et al., 2007). A E15.5, la majorité des cellules ont acquis leur polarité apico-basale et sont 

organisées en monocouche reposant sur une lame basale et entourant une lumière (voir encart, 

Figure 14A). A ce stade, la représentation en deux dimensions du pancréas laisse à penser qu’une 

multitude de monocouches sont formées. Cependant, les cellules épithéliales du pancréas sont 

toutes connectées en une seule monocouche ouverte hautement ramifiée. Comme dans la 

thyroïde, les cellules endothéliales apparaissent d’abord en périphérie de l’amas pancréatique 
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(Figure 14B). Avec l’augmentation de taille du pancréas et la formation des protubérances, les 

cellules endothéliales se trouvent principalement dans le creux de ces excroissances. Enfin, à 

E15.5, Les capillaires sanguins sont répartis de manière plus ou moins homogène autour de la 

monocouche pancréatique (Figure 14B). La prolifération cellulaire sera également traitée 

ultérieurement. 

 

Figure 14. Illustration de la transition amas-monocouche du pancréas. (A) Immunomarquage du pancréas 
à E11.5 et E15.5 avec des anticorps dirigés contre l’E-cadhérine (rouge), l’ezrine (vert) et la laminine 
(blanc). (B) Marquage du pancréas à E11.5, E13.5 et E15.5 par une molécule fixée spécifiquement à l’EdU 
(vert) incorporé dans l’ADN, et des anticorps (immunomarquage) dirigés contre l’E-cadhérine (rouge) et 
l’endomucine (blanc). Echelle : 50 µm. 

Notons que les sections de pancréas présentées à la Figure 14B illustrent très bien l’effet de 

l’incidence de coupes. En effet, la différence de surface occupée par les tissus pancréatiques à 

E11.5 et E13.5 de la Figure 14B n’est pas fort marquée, ce qui peut prêter à confusion car on 

s’attend à observer une augmentation nette de la taille du pancréas. Cela est dû en partie au fait 

que l’amas pancréatique s’allonge en même temps qu’il se réorganise, et d’autre part à 

l’incidence de la coupe. A E11.5, du tissu pancréatique a été retrouvé sur des coupes 

correspondant à une épaisseur de 120 m, tandis qu’à E13.5 l’épaisseur des coupes étaient de 
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plus de 600 µm. L’analyse et l’interprétation des coupes en deux dimensions nécessite donc de la 

prudence et une bonne connaissance du tissu. 

En conclusion, les images obtenues illustrent bien l’évolution de la morphogenèse de ces deux 

organes. Elles montrent la réorganisation d’un amas de cellules épithéliales non polarisées en 

monocouches reposant sur une lame basale et faisant face à une lumière, donc totalement 

polarisées. Elles permettent également d’observer les relations topologiques entre les cellules 

épithéliales et les cellules endothéliales. 

2. Transformation des images : vers la modélisation et l’acquisition des 

données 
Cette section s’organise selon le cheminement chronologique qui m’a permis de faire le lien entre 

les images biologiques obtenues (Figure 13 et Figure 14), l’acquisition de données et la 

modélisation. Cette démarche est inédite, elle a été développée dans le cadre de mon mémoire 

et n’avait jamais été faite au laboratoire auparavant, c’est pourquoi elle est présentée ici, dans la 

section résultats. Dans un premier temps, le modèle mathématique utilisé est présenté. Ensuite, 

les étapes menant des images biologiques à l’acquisition et au calcul de données quantitatives à 

fournir au modèle sont décrites. 

2.1. Le modèle mathématique 

La réorganisation des tissus épithéliaux durant le développement embryonnaire, y compris 

durant la morphogenèse du pancréas et de la thyroïde, joue un rôle prépondérant dans 

l’acquisition d’une architecture particulière, essentielle à la fonction de l’organe. Plusieurs 

approches de modélisation ont été développées pour simuler le comportement d’un tissu 

épithélial. L’une d’elles est l’utilisation de modèles « cell-based ». Ces modèles ont la particularité 

de représenter chaque cellule comme une entité à part entière, caractérisée par un vecteur 

d’état. Ce dernier comprend des informations sur l’état physique ou mécanique de la cellule (sa 

forme et sa position par exemple) et sur son état biologique (son type cellulaire, son cycle 

cellulaire, son âge, etc). (Fletcher et al., 2014). Durant la morphogenèse du pancréas et de la 

thyroïde, la réorganisation au niveau tissulaire (transition amas→monocouche) est la résultante 

d’évènements prenant place au niveau cellulaire. Les modèles « cell-based » sont donc tout 

indiqués pour étudier les mécanismes gouvernant cette réorganisation épithéliale. 

2.1.1. Modèles vertex 

Deux types de modèles « cell-based » sont utilisés pour tenter de simuler la morphogenèse du 

pancréas et de la thyroïde. Dans ce travail, je m’intéresse uniquement à l’un deux : le modèle 

« vertex 2D ». Il fait partie d’une catégorie de modèles « cell-based » dits « off-lattice ». Le terme 

« off-lattice » signifie que les cellules ou leurs éléments (sommets, …) occupent des positions dans 
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un espace continu, contrairement aux modèles « lattice » où la position des cellules est limitée à 

certains sites spécifiques (Middleton et al., 2014). Dans les modèles « vertex », le tissu épithélial 

est représenté par un ensemble de sommets partagés par plusieurs cellules et libres de se 

mouvoir en réponse aux forces en présence (croissance cellulaire, pression interne, lien entre 

cellules) (Alt Silvanus et al., 2017). Chaque cellule est donc approximée par un polygone dont les 

sommets et les côtés sont partagés avec les cellules adjacentes ou l’espace extra-cellulaire. 

(Figure 15A). 

 

Figure 15. Représentation schématique des cellules dans un modèle « vertex » et composantes 
énergétiques prises en compte dans le modèle. (A) Les cellules sont approximées par un polygone dont 
les sommets et les côtés sont partagés avec les cellules adjacentes. Le déplacement et la forme des cellules 
résulte du déplacement de ses sommets en réponse aux forces en présence. Figure adaptée de (Kong et 
al., 2017). (B) Les composantes prises en compte dans le modèle pour le calcul de ces forces sont (i) 
l’élasticité de la membrane plasmique et sa capacité à atteindre une surface visée (𝐴0), (ii) la force du lien 
entre cellules et (iii) la contractilité de la cellule. Figure adaptée de (Spahn et Reuter, 2013). 

L’évolution de la position et de la forme d’une cellule est due au changement de position de 

chacun de ses sommets. Ces derniers sont soumis à des forces qui orientent leur déplacement 

selon la minimisation de l’énergie stockée dans l’entièreté du tissu (Nagai et Honda, 2001). En 

d’autres termes, à chaque pas de temps, les forces qui minimisent l’équation d’énergie sont 

calculées pour tous les sommets. L’équation de mouvement des sommets est ensuite résolue à 

partir de ces forces. Pour chaque cellule, l’équation d’énergie prend en compte trois composantes 

(Figure 15B) :  

(i) L’élasticité de la membrane plasmique et sa capacité à atteindre la surface visée (𝐴0). 

La surface visée correspond à la surface que la cellule cherche à atteindre lors de sa 

croissance. 

(ii) La contractilité de la membrane ou sa capacité à résister aux contraintes de 

contraction générées par les filaments d’actine et de myosine (qui forment ensemble 

l’anneau contractile). 
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(iii) La force du lien avec les cellules adjacentes, due à la densité des cadhérines, les 

protéines transmembranaires qui assurent les liens entre les cellules. 

En plus de leurs sommets, les cellules se voient assigner des propriétés biologiques et physiques 

comme leur type cellulaire, leur surface visée, la durée de leur cycle cellulaire, etc. Elles sont 

également capables de croître, de se diviser et de mourir. 

2.1.2. Implémentation du modèle : CHASTE 

Le modèle présenté ci-dessus a été implémenté dans CHASTE (Cancer, Heart And Soft Tissue 

Environment), une bibliothèque « open-source » utilisant le langage C++ développée pour la 

simulation de modèles mathématiques dans le domaine de la biologie et de la physiologie. 

(Mirams et al., 2013). En pratique, à chaque pas de temps, CHASTE effectue les actions suivantes :  

(i) Les propriétés biologiques/physiques de chaque cellule sont mises à jour,  

(ii) Les divisions cellulaires sont implémentées,  

(iii) L’équation de mouvement est résolue pour chaque sommet,  

(iv) La position du sommet est mise à jour.  

De nombreux paramètres ainsi que des conditions initiales sont à définir avant de lancer les 

simulations. Au départ, les conditions initiales utilisées étaient des conditions idéalisées et les 

paramètres étaient issus de la littérature. Cependant, ce travail a permis d’apporter des 

conditions réalistes au modèle et de quantifier certains paramètres. 

2.2. Traitement de l’image 

2.2.1. Visualisation de l’image 

Dans un premier temps, les photographies des tissus immunomarqués obtenues par le scanner 

de lames ont été visualisées et retravaillées avec CASEVIEWER, un logiciel spécialisé dans ce 

domaine (Figure 16A). Pour chaque marquage fluorescent, le bruit de fond est éliminé et 

l’intensité du signal est adaptée afin de mettre en évidence les structures d’intérêt. Cette étape 

est nécessaire car l’analyse de la fluorescence par le scanner génère du bruit de fond pour chaque 

marquage. De plus, l’intensité des signaux sur l’image brute est souvent inadaptée, ce qui 

empêche de visualiser correctement le tissu ciblé et ses éléments. 

2.2.2. Acquisition de données quantitatives : le logiciel HALO 

A ce stade, les images obtenues fournissent des informations qualitatives sur le tissu mais ne 

permettent pas d’obtenir des données quantitatives. Dans le cas du marquage E-

cadhérine/ezrine/laminine, l’analyse qualitative est suffisante étant donné que le but de ce 

marquage est d’illustrer la réorganisation de l’amas épithélial en monocouches de cellules 

polarisées (Figure 13A, Figure 14A p.26,28). Cependant, dans le cas de la prolifération des cellules 

durant la morphogenèse, nous souhaitons analyser quantitativement les tissus marqués à l’EdU 
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Pour cela, les images sont analysées avec le logiciel HALO, une plateforme développée pour 

l’analyse quantitative de tissus biologiques dans les domaines des neurosciences, de l’oncologie, 

de la toxicologie et de la médecine de manière générale. Plusieurs modules sont proposés en 

fonction du type de tissu et des données que l’on veut obtenir. Dans notre cas, le module « 

Cytonuclear FL » est utilisé.  

Tableau 6. Résumé des marqueurs, et de leur utilité, utilisés conjointement dans l’étude de la 
prolifération des cellules épithéliales lors de la morphogenèse de la thyroïde et du pancréas. 

Marquage Utilité dans HALO 

Hoechst : noyau des cellules Détection des cellules 

E-cadhérine : cellules épithéliales Détection du tissu d’intérêt (thyroïde ou pancréas) 

Endomucine : cellules endothéliales Détection des vaisseaux sanguins 

EdU : noyaux des cellules en prolifération Détection des cellules en prolifération 

 

 

Figure 16. Analyse d’une image de pancréas à E11.5 par le logiciel HALO. (A) Marquage du pancréas à 
E11.5 par une molécule fixée spécifiquement à l’EdU incorporé dans l’ADN (vert), et des anticorps 
(immunomarquage) dirigés contre l’E-cadhérine (rouge) et l’endomucine (blanc). Image visualisée et 
retravaillée avec le logiciel CASEVIEWER. (B) La même image visualisée avec le logiciel HALO, l’E-cadhérine 
est en blanc, l’endomucine est en rouge et l’EdU est en vert. Les noyaux ne sont pas affichés. L’annotation 
(ligne verte) cible la zone d’analyse et permettra de délimiter le tissu lors du traitement de données 
ultérieur. (C) Analyse de l’image fournie par HALO. L’utilisateur calibre les paramètres de l’analyse par 
comparaison visuelle entre l’image du tissu (A et B) et l’image fournie par l’analyse (C). Les cellules jaunes 
correspondent aux cellules épithéliales en prolifération. 
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Le fonctionnement de HALO est basé sur la détection des différents marquages fluorescents 

(Tableau 6). Divers paramètres incluant les seuils de détection des marqueurs fluorescents 

doivent être calibrés pour chaque image avant de procéder à l’analyse. Ces paramètres sont 

calibrés par l’utilisateur de façon à ce que l’analyse fournie par HALO corresponde à ce qui est 

observé sur l’image. Pour cela, un outil permet de faire une simulation de l’analyse en fonction 

des paramètres introduits, ce qui permet de comparer en temps réel l’effet de la variation d’un 

paramètre sur le résultat de l’analyse. Dans un premier temps, les paramètres relatifs à l’E-

cadhérine et au Hoechst sont calibrés afin que le tissu épithélial (et ses cellules) soit correctement 

détecté et délimité. Ensuite, une annotation dite externe est tracée manuellement tout autour 

du tissu épithélial (Figure 16B). Cette dernière permet de cibler la zone d’analyse et sera utilisée 

pour délimiter le tissu lors du traitement de données ultérieur. Après, le seuil de détection de la 

fluorescence de l’EdU est réglé de manière à obtenir une représentation la plus fidèle possible du 

marquage observé sur l’image (Figure 16). L’analyse peut alors être lancée et HALO nous fournit 

un tableau contenant des informations sur la position, le marquage et la surface de chaque 

cellule. L’interface dans laquelle le tissu est affiché est un plan en deux dimensions dans lequel 

chaque point de l’image a une position représentée par une abscisse (axe horizontal, x) et une 

ordonnée (axe vertical, y). Les données fournies par l’analyse sur la position d’une cellule sont les 

points les plus extrêmes de la cellule sur chaque axe (4 points : xmin, xmax, ymin et ymax). Ce qui 

veut dire que pour chaque cellule représentée dans le plan (dont l’origine est située dans le coin 

inférieur gauche de l’image), l’analyse nous fournit l’ordonnée du point de la cellule le plus haut 

(ymax), l’ordonnée du point le plus bas (ymin), l’abscisse du point le plus à gauche (xmin) et 

l’abscisse du point le plus à droite (xmax). L’annotation externe est exportée et la position (en x 

et y) de chacun de ses points est stocké dans un fichier texte. En ce qui concerne le marquage, 

HALO nous indique si la cellule est positive ou non à chacun des marquages. La surface des cellules 

est donnée en µm². 

Quand des espaces vides ou des cellules endothéliales sont présents au sein du tissu, des 

annotations dites internes ou restrictives doivent également être tracées. Plus le stade de la 

morphogenèse étudié est avancé, plus ceux-ci sont nombreux. De manière générale, HALO 

détecte correctement les espaces vides et les cellules endothéliales, les résultats ne sont donc 

pas altérés. Cependant, l’exportation de la position de ces annotations est nécessaire car elles 

permettront de reproduire ces espaces internes lors du traitement de données. Pour déterminer 

la position de l’endothélium, les paramètres sont calibrés de manière à détecter les cellules 

endothéliales et une nouvelle annotation est tracée en incluant cette fois les vaisseaux présents 

dans et accolés au tissu épithélial. 
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2.3. Traitement des données : MATLAB 

Les données brutes propres à chaque cellule et à la délimitation du tissu fournies par HALO 

doivent ensuite être traitées. D’une part, ces données doivent être transformées en données 

utilisables par CHASTE. D’autre part, elles doivent être converties et utilisées pour quantifier la 

prolifération et calculer des paramètres à fournir au modèle mathématique. Pour cela, MATLAB 

est utilisé. MATLAB est à la fois un langage de programmation évolué et un environnement 

interactif conçu pour le développement d’algorithmes, le calcul numérique, la programmation, 

l’analyse, le traitement et la visualisation de données. L’exploitation de MATLAB passe par 

l’écriture de scripts. Une multitude de « Toolbox » additionnelles (boîtes à outils) sont proposées 

selon l’usage recherché. Dans le cadre de ce travail, la « Mapping Toolbox » a été utilisée. 

2.3.1. Reproduction du tissu dans CHASTE 

Comme vu précédemment, le modèle mathématique utilisé est un modèle « vertex » dans lequel 

chaque cellule est définie par ses sommets. Ces sommets, ou nœuds, sont partagés par plusieurs 

cellules. CHASTE a besoin de deux choses pour recréer le tissu épithélial lors de la simulation : (i) 

la position de chacun des nœuds du tissu et (ii) pour chaque cellule, les nœuds lui appartenant. 

 

Figure 17. Illustration du partitionnement de l'espace par une tessellation de Voronoï. La tessellation de 
Voronoï est obtenue à partir du centre des cellules qui correspondent aux points isolés sur l’image. La 
frontière entre deux cellules est à équidistance entre les deux centres. Les sommets des cellules sont à 
équidistance entre au moins trois centres. 

Dans un premier temps, les données de position des cellules fournies par HALO (xmin, xmax, ymin 

et ymax (cfr 2.2.2, p.31)) sont utilisées pour représenter chaque cellule par un rectangle et 

calculer la position de son centre (Figure 18B). Une tessellation de Voronoï est ensuite appliquée 

à partir des centres des cellules. Cela permet d’assigner à chaque cellule une forme polygonale 

dont les côtés et les sommets sont partagés avec les cellules voisines (Figure 18C), comme dans 

le modèle « vertex ». Le fonctionnement de la tessellation de Voronoï est un partitionnement de 

l’espace à partir d’un ensemble de points (ici, les centres des cellules) qui peut être résumé de la 

manière suivante (Figure 17) :  
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• Chaque point de l’espace est rattaché au centre de cellule le plus proche. 

• L’ensemble des points rattachés à un même centre délimite une région de l’espace : 

la cellule. 

• Les points se situant à équidistance entre deux centres forment la frontière entre deux 

cellules. 

• Les points se situant à équidistance entre au moins trois centres correspondent aux 

sommets des cellules. 

 

Figure 18. Cheminement suivi lors du traitement des données fournies par HALO. MATLAB est utilisé 
pour le traitement et la quantification des données. Les différentes couleurs des cellules sont générées 
aléatoirement afin de faciliter leur distinction visuelle. Les images B, C et D ont été générées dans MATLAB. 
(A) Image de l’analyse du pancréas à E11.5 par le logiciel HALO. (B) Première représentation du tissu à 
partir des données de position cellulaire fournies par HALO. Les cellules sont représentées par des 
rectangles. Le centre de chaque cellule est marqué par un point. (C) Représentation du tissu suite à la 
tessellation de Voronoï faite à partir des centres des cellules. Les cellules périphériques se prolongent à 
l’infini. (D) Représentation du tissu après inclusion de l’annotation externe tracée avec le logiciel HALO. 
Les cellules sont représentées par des polygones dont les sommets et les côtés sont partagés avec les 
cellules voisines. 

Les cellules internes au tissu sont correctement générées par la tessellation de Voronoï. 

Cependant, logiquement, les cellules situées en périphérie se prolongent à l’infini car les points 

de l’espace situés au-delà du tissu initial sont également assignés aux centres les plus proches, 

donc aux cellules périphériques (Figure 18C). L’étape suivante est donc de délimiter le tissu en 

utilisant l’annotation externe tracée avec le logiciel HALO. Pour cela, les données concernant 

l’annotation sont traitées et fournies à un script que nous avons adapté qui permet d’inclure 

l’annotation à la tessellation de Voronoï (Jakob Sievers, 2016). Les annotations internes sont 

insérées de la même manière.  



Résultats   

36 
 

A ce stade, chaque cellule est approximée par un polygone dont les sommets et les côtés sont 

partagés avec les cellules voisines (Figure 18D), ce qui coïncide avec le modèle « vertex ». Il est à 

noter que les cellules situées en périphérie de l’amas peuvent posséder des sommets qui ne sont 

partagés avec aucune autre cellule. Enfin, les fichiers contenant les informations requises par 

CHASTE sont générés. 

En début de traitement de données, un indice ou numéro a été assigné à chaque cellule. Lors de 

toutes les étapes qui ont suivi, cet indice a été conservé (ou recalculé si nécessaire). De cette 

manière, la correspondance entre les cellules du tissu épithélial recréé par MATLAB et les données 

fournies par HALO est possible. Les cellules en prolifération peuvent donc être positionnées dans 

le tissu (Figure 19B). 

 

Figure 19. Représentation des cellules en prolifération et séparation des cellules périphériques et 
internes dans MATLAB. Les images B et C ont été générées dans MATLAB. (A) Image de l’analyse du 
pancréas à E11.5 par le logiciel HALO. (B) Positionnement des cellules en prolifération (jaunes) dans le tissu 
épithélial recréé par MATLAB. (C) Identification des cellules périphériques (rouges) et internes (blanches). 
Seuls les nœuds situés en périphérie du tissu sont partagés par un maximum de deux cellules. Les cellules 
auxquelles ces nœuds appartiennent sont identifiées comme périphériques. 

2.3.2. Identification des cellules périphériques 

Dans l’introduction, une distinction entre les cellules périphériques et les cellules internes est 

proposée. Elle se base sur la présence ou l’absence de contacts cellule-matrice extracellulaire et 

sur une durée de cycle cellulaire différente et donc sur des caractéristiques prolifératives 

différentes. Il est donc intéressant d’appliquer cette distinction lors de la quantification des 
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données. Les cellules périphériques doivent donc être préalablement identifiées. Pour cela, les 

nœuds communs à un maximum de deux cellules sont identifiés et les cellules auxquelles ces 

nœuds appartiennent sont définies comme périphériques. En effet, seuls les nœuds situés à la 

périphérie du tissu sont partagés par un maximum de deux cellules. Les sommets des cellules 

internes, quant à eux, sont toujours partagés par un minimum de trois cellules (Figure 19C). 

A ce stade, le traitement de données a permis de : 

(i) Convertir les données fournies par HALO en données utilisables par CHASTE et donc de 

récréer le tissu épithélial dans MATLAB et dans CHASTE. 

(ii) Attribuer à chaque cellule les données fournies par l’analyse de HALO. 

(iii) Identifier les cellules périphériques et internes. 

Diverses quantifications concernant la prolifération des cellules, leur position dans le tissu ou 

encore leur surface peuvent alors être réalisées. Ces données seront ensuite utilisées pour 

calculer des paramètres utilisés dans le modèle. Ce sujet est abordé est abordé plus tard (cfr 4.2 

p.39, 5 p.43, 6 p.48). 

3. Etude de la prolifération par le BrdU 
Dans le but d’étudier la prolifération cellulaire, le premier marqueur que j’ai utilisé est le BrdU (5-

bromo-2’-deoxyuridine). Pour rappel, le BrdU est un analogue synthétique de la thymidine (Figure 

20), l’une des quatre bases de l’ADN, qui pourra être incorporé à la chaîne naissante d’ADN lors 

de la réplication du matériel génétique. Son immunolocalisation met donc en évidence les cellules 

en prolifération, et plus précisément en phase S du cycle cellulaire. 

 

Figure 20. Structure chimique de la thymidine, du BrdU et de l’EdU. Le BrdU et l’EdU sont des analogues 
synthétiques de la thymidine, l’une des quatre bases de l’ADN. Ils peuvent donc être incorporés à l’ADN 
nouvellement synthétisé lors de la réplication du matériel génétique. Leur détection permet donc de 
révéler les cellules en phase S du cycle cellulaire. 

J’ai réalisé plusieurs immunomarquages au BrdU sur des coupes de pancréas aux différents stades 

de la morphogenèse. Les cellules en prolifération sont effectivement détectées par le marquage 
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au BrdU (vert) (Figure 21), ce qui rend l’analyse qualitative des images de tissu possible. 

Cependant, ce marquage présente des limitations lors de l’analyse quantitative. Premièrement, 

l’immunodétection du BrdU génère du bruit de fond de manière non négligeable. A cela 

s’ajoutent des différences d’intensité de marquage entre les différents noyaux de cellules. 

Certains points verts sont intenses et nets ; ils se distinguent aisément. D’autres sont à peine 

visibles et se confondent avec le bruit de fond (Figure 21B), ce qui pose un réel problème de lors 

de l’analyse de l’image par le logiciel HALO. En effet, comme expliqué au point 2.2.2 (p.31), la 

calibration des paramètres de l’analyse en vue de la détection du marquage au BrdU se base sur 

le réglage du seuil de détection. Etant donné que l’intensité du marquage varie d’une cellule à 

l’autre, plus on diminue ce seuil et plus on détecte de cellules en prolifération. Il faut donc 

diminuer ce seuil très bas pour les détecter toutes mais le bruit de fond est alors inévitablement 

détecté lui-aussi, ce qui fausse l’analyse. 

 

Figure 21. Limites de l’utilisation du BrdU comme marqueur des cellules en prolifération. (A) 
Immunomarquage du pancréas à E15.5 avec des anticorps dirigés contre le BrdU (vert), l’E-cadhérine 
(rouge) et l’endomucine (blanc). (B) Seul le marquage au BrdU est affiché. 

4. Etude de la prolifération par l’EdU 

4.1. Comparaison avec le BrdU 

Afin d’apporter une solution aux problèmes de bruit de fond et d’intensité du signal rencontrés 

avec le marquage au BrdU, j’ai utilisé un autre marqueur de la prolifération cellulaire : l’EdU (5-
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ethynyl-2'-deoxyuridine, Figure 20). Tout comme le BrdU, l’EdU est un analogue synthétique de 

la thymidine qui fonctionne selon le même principe.  

Contrairement au BrdU, l’EdU fourni un marquage net et clairement distinct du bruit de fond qui 

est quant à lui très faible (Figure 13B, Figure 14B p.26,28). Des différences d’intensité entre les 

différents noyaux marqués sont présentes mais la distinction par le logiciel HALO des cellules les 

plus faiblement marquées avec le bruit de fond est facilement réalisable. En pratique, le seuil 

d’intensité a pu être fixé à une valeur pour laquelle chaque cellule marquée à l’EdU est détectée 

sans faire apparaitre de bruit de fond. De plus, le temps d’exposition nécessaire lors du scan des 

coupes de tissus par le scanner était 40 fois plus court pour le marquage à l’EdU. 

Les différences entre le marquage fourni par ces deux molécules peuvent être dues à plusieurs 

raisons. Premièrement, le mode de détection utilisé n’est pas le même. Le BrdU est révélé par 

des anticorps volumineux (primaires puis secondaires), tandis que l’EdU est détecté par un 

azoture fluorescent qui est une molécule 500 fois plus petite que les anticorps utilisés pour le 

BrdU (Salic et Mitchison, 2008). La pénétration tissulaire des anticorps est donc nettement plus 

limitée que celle de l’azoture. Le volume important des anticorps pourrait également être limitant 

en termes d’encombrement stérique au niveau de l’ADN. En effet, si deux molécules de BrdU 

incorporées dans l’ADN sont proches l’une de l’autre, il pourrait ne pas y avoir de place pour deux 

anticorps tandis que les deux molécules d’EdU seraient détectées dans la même situation. 

Ensuite, l’azoture fluorescent est très spécifique à l’EdU, contrairement aux anticorps qui peuvent 

reconnaître légèrement les thymidines. Ces avantages permettent de limiter les signaux non 

spécifiques et donc le bruit de fond dans le cas de l’EdU. 

En résumé, les problèmes que j’ai rencontrés avec le marquage au BrdU ont permis au laboratoire 

de tester, valider et adopter un nouveau marqueur de prolifération : l’EdU. Son mode de 

détection hautement spécifique permet de séparer efficacement le signal et le bruit de fond lors 

de l’analyse avec le logiciel HALO et de diminuer significativement la présence de ce dernier. 

L’étude quantitative de la prolifération des cellules a donc été faite sur base des tissus marqués à 

l’EdU. 

4.2. Etude qualitative et quantitative 

La démarche développée au point 2 m’a permis d’obtenir des informations quantitatives sur la 

prolifération cellulaire à partir des photographies de tissus marqués à l’EdU. Lors du traitement 

in silico des données d’imageries, les cellules périphériques et les cellules internes ont été 

identifiées. Grâce à cela, j’ai pu obtenir des données de prolifération propres à ces deux sous-

populations de cellules et pas uniquement sur le tissu pris dans sa globalité. Cela permettra donc 

de préciser le modèle en séparant les cellules épithéliales en deux populations distinctes 

possédant des caractéristiques prolifératives clairement différentes. Notons qu’une cellule 
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considérée comme périphérique est une cellule qui n’est pas totalement entourée d’autres 

cellules épithéliales ; la fragmentation-réorganisation de l’amas au cours de la morphogenèse 

amène donc des cellules initialement internes à devenir périphériques ; leur nombre va donc 

augmenter jusqu’à ce qu’elles deviennent toutes périphériques au stade monocouche. 

Une première étude qualitative des photographies de tissus marqués à l’EdU des Figure 13B et 

Figure 14B (cfr 1.1 p.25 et 1.2 p.27) permet de faire quelques observations préliminaires. Au stade 

amas de la thyroïde (E13.5), le marquage à l’EdU (vert) se situe principalement au niveau des 

cellules périphériques. Il semble que ce soit également la tendance à E15.5. Ensuite, la proportion 

de cellules en prolifération semble diminuer entre E13.5 et E15.5 et également entre E15.5 et 

E17.5, ce qui indique que la prolifération cellulaire pourrait diminuer durant la morphogenèse. 

Comme pour la thyroïde, les cellules marquées à l’EdU se retrouvent principalement en 

périphérie pour le stade amas du pancréas (E11.5). A E13.5, les cellules en prolifération sont 

réparties de manière plus homogène au sein du tissu. Contrairement à la thyroïde, la proportion 

de cellules en prolifération semble augmenter entre E11.5 et E13.5 puis entre E13.5 et E15.5. 

Afin de quantifier la prolifération cellulaire, les images des tissus ont d’abord été analysées par le 

logiciel HALO (cfr 2.2 p.31). Les données récoltées ont ensuite été traitées à l’aide de MATLAB (cfr 

2.3 p.34). Cela m’a permis de recréer artificiellement le tissu, d’attribuer à chaque cellule les 

caractéristiques fournies par l’analyse de HALO et d’identifier les cellules périphériques. A partir 

de ces données, j’ai pu réaliser diverses quantifications sur la prolifération des cellules de la 

thyroïde (Figure 22) et du pancréas (Figure 23). 

Les résultats pour la thyroïde sont repris dans le panneau A de la Figure 22. Sous forme graphique, 

les résultats montrent une augmentation nette de la proportion de cellules périphériques (barres 

bleues) au sein du tissu tout au long de la morphogenèse (Figure 22B). Ceci illustre bien la 

transition amas-monocouches durant laquelle l’amas de cellules épithéliales contenant de 

nombreuses cellules internes se réorganise en monocouches qui, par définition, sont composées 

exclusivement de cellules périphériques. C’est pour cette raison que la proportion de cellules 

périphériques dans le tissu a été fixée à 1 pour les stades monocouches des deux organes 

(respectivement E17.5 et E15.5 pour la thyroïde et le pancréas). L’observation des images pour 

ces stades montre que les monocouches sont presque toutes formées, ce qui implique que la 

grande majorité des cellules sont périphériques. En pratique, cette approximation pourrait être 

évitée mais il faudrait alors créer autant d’annotations internes qu’il y a d’« espaces vides » au 

sein du tissu lors de l’analyse avec le logiciel HALO. En effet, HALO ne reconnait pas toujours ces 

espaces, en particulier lorsqu’ils sont fins ou de petites taille et abondants comme c’est le cas 

dans les stades avancés de la morphogenèse. Il faudrait donc délimiter chaque espace inter-
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folliculaire (ou inter-acinus) par des annotations internes et inclure l’ensemble de celles-ci lors du 

traitement de données, ce qui est chronophage et fort laborieux. 

 

Figure 22. Résultats de l’analyse quantitative de la prolifération cellulaire pour les trois stades étudiés 
de la morphogenèse de la thyroïde. L’analyse a été faite sur une coupe pour chaque stade de l’organe, 
choisie pour sa position centrale dans le tissu. (A) Tableau des résultats. La proportion de cellules 
périphériques est fixée à 1 au stade E17.5. (B) Evolution de la proportion de cellules périphériques (barres 
bleues) et de cellules en prolifération (barres oranges) au sein du tissu durant la morphogenèse. Les barres 
bleues confirment la transition amas-monocouches. Les barres oranges indiquent une décroissance 
continue de la prolifération cellulaire. (C) Evolution de la proportion de cellules en prolifération parmi les 
cellules périphériques et internes.  La comparaison entre les barres vertes et bleu clair indique que les 
cellules en prolifération sont préférentiellement localisées en périphérie. 

Lorsque l’on s’intéresse à la prolifération (marquage EdU), nous observons que près de la moitié 

des cellules de la thyroïde sont EdU positives à E13.5 (barres oranges). Ensuite, la proportion de 

cellules en prolifération au sein du parenchyme thyroïdien diminue entre E13.5 et E15.5 et 

également entre E15.5 et E17.5, ce qui indique une diminution continue de la prolifération 

cellulaire durant la morphogenèse (Figure 22B). La Figure 22C compare la proportion de cellules 

périphériques et internes qui sont en prolifération (barres vertes et bleu clair). Il faut bien 

comprendre que ces proportions se calculent respectivement par rapport au nombre de cellules 
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périphériques et au nombre de cellules internes, leur comparaison fournit donc des informations 

sur l’endroit (périphérie ou cœur du tissu) où se déroule préférentiellement la prolifération. A 

E13.5, 63% des cellules périphériques sont marquées à l’EdU contre 38% pour les cellules 

internes. A E15.5, la proportion de cellules en prolifération est également plus élevée pour les 

cellules périphériques que pour les cellules internes. Il en va de même à E17.5, ce qui est logique 

étant donné que toutes les cellules sont considérées comme périphériques. Ces résultats 

indiquent que les cellules en prolifération sont préférentiellement localisées en périphérie tout 

au long de la folliculogenèse. 

 

Figure 23. Résultats de l’analyse quantitative de la prolifération cellulaire pour les trois stades étudiés 
de la morphogenèse du pancréas. L’analyse a été faite sur une coupe pour chaque stade de l’organe, 
choisie pour sa position centrale dans le tissu. (A) Tableau des résultats. La proportion de cellules 
périphériques est fixée à 1 au stade E15.5. (B) Evolution de la proportion de cellules périphériques (barres 
bleues) et de cellules en prolifération (barres oranges) au sein du tissu durant la morphogenèse. Les barres 
bleues confirment la transition amas-monocouches. Les barres oranges indiquent une croissance continue 
de la prolifération cellulaire. (C) Evolution de la proportion de cellules en prolifération parmi les cellules 
périphériques et internes.  La comparaison entre les barres vertes et bleu clair indique que les cellules en 
prolifération sont préférentiellement localisées en périphérie au stade amas (E11.5). 
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Pour le pancréas, les résultats chiffrés de l’analyse des images sont également présentés sous 

forme d’un tableau (Figure 23A). La proportion de cellules périphériques dans le tissu (barres 

bleues) est également en croissance, ce qui révèle la transition amas-monocouches (Figure 23B). 

Au stade amas (E11.5), 31% des cellules sont marquées à l’EdU (barres oranges). Cette proportion 

passe à 45% à E13.5 puis à 49% à E15.5. Ces résultats indiquent que, contrairement à la thyroïde, 

il y a une augmentation continue de la prolifération cellulaire durant la morphogenèse du 

pancréas. La Figure 23C montre que la prolifération prend préférentiellement place en périphérie 

du tissu au stade amas. Cela ne peut pas être affirmé pour le stade intermédiaire (E13.5) ; la 

proportion de cellules périphériques en prolifération est également plus élevée que pour les 

cellules internes mais la différence est trop faible pour être significative. 

En conclusion, ces premières quantifications m’ont permis d’obtenir des proportions basées sur 

deux critères distincts : la position (périphérique ou interne) et la prolifération. Les résultats 

obtenus sont en accord avec les observations qualitatives faites à partir des images de tissus. Il 

en ressort que : 

(i) La proportion de cellules périphériques augmente tout au long de la morphogenèse 

de la thyroïde et du pancréas, ce qui illustre la transition amas-monocouches. 

(ii) La prolifération cellulaire diminue durant la morphogenèse de la thyroïde tandis 

qu’elle augmente dans le cas du pancréas. 

(iii) Les cellules en prolifération sont majoritairement localisées en périphérie dans la 

thyroïde et au stade amas du pancréas. 

5. Quantifications épithéliales 

5.1. Surfaces cellulaires 

Une autre donnée fournie par le logiciel HALO lors de l’analyse des images est la surface des 

cellules. Encore une fois, grâce au traitement des données d’imagerie, j’ai pu réaliser diverses 

quantifications sur les surfaces cellulaires (Figure 24). Les résultats peuvent ensuite être utilisés 

dans le modèle mathématique. En effet, lors des simulations, les cellules du tissu en 

développement tentent d’atteindre une surface visée (cfr 2.1.1 p.29) dont la valeur est fixée par 

un paramètre à définir. Le calcul de la surface moyenne des cellules à chaque stade de la 

morphogenèse permet donc de donner une valeur réaliste à ce paramètre. Pour la thyroïde, la 

surface moyenne des cellules du tissu est de 77.68 µm² au stade amas, 73.97 µm² à E15.5 et 75.85 

µm² à E17.5 (Figure 24A). Pour le pancréas, les cellules au stade amas ont une surface moyenne 

de 83.46 µm², 88.82 µm² à E13.5 et 83.55 µm² au stade monocouches (Figure 24B). Dans les deux 

cas, la surface des cellules reste relativement constante, ce qui indique que l’augmentation du 

volume des deux organes lors de la morphogenèse est principalement due à la prolifération 

cellulaire et la fragmentation/réorganisation de l’amas. En ce qui concerne le modèle, les 
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simulations prennent le stade amas comme point de départ. Les surfaces moyennes calculées 

pour le stade E15.5 de la thyroïde et le stade E13.5 du pancréas peuvent donc être utilisées 

comme surface visée après 48h. Au vu des résultats, une autre possibilité est de définir la surface 

cellulaire moyenne comme constante. 

 

Figure 24. Surfaces moyennes des cellules de la thyroïde (A) et du pancréas (B) en fonction de la position 
cellulaire et du marquage à l’EdU. Pour chaque stade et chaque organe, les résultats ont été obtenus à 
partir d’une seule image de tissu (n = 1). 

Il est également intéressant de faire une étude comparative des surfaces cellulaires en fonction 

de la position de la cellule et de son caractère prolifératif. En effet, nous avons émis l’hypothèse 

que les cellules marquées à l’EdU ont un volume plus important étant donné qu’elles sont sur le 

point de se diviser. Nous nous attendons à ce que les cellules périphériques soient également plus 

volumineuses étant donné qu’elles ont plus de place pour croître. Les résultats présentés à la 

Figure 24 ont été portés en graphiques (Figure 25) afin de faciliter la comparaison. Notons que 

les observations qui suivent ont été faites à partir des moyennes des surfaces cellulaires et que 

leurs comparaisons n’ont pas été validées par des tests statistiques. Il s’est avéré que la 

distribution des surfaces ne suit pas une loi normale, un test de Student ou une ANOVA ne sont 

par conséquent pas réalisables. Il aurait donc fallu réaliser un autre type de test spécifique à cette 

situation, ce qui n’a pas été fait, faute de temps. Pour les deux premiers stades de chaque organe, 

la tendance observée est que les cellules périphériques (barres oranges) ont une surface plus 

importante que la moyenne de toutes les cellules (barres bleues) et donc une surface plus 

importante que les cellules internes. Cette comparaison ne peut pas être effectuée pour les 

stades monocouches étant donné que toutes les cellules sont considérées comme périphériques. 

Les représentations graphiques illustrent bien que parmi les cellules périphériques (barres 
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oranges), les cellules qui sont marquées à l’EdU (barres grises) ont une surface plus élevée, ce qui 

indique que les cellules en prolifération occupent une surface plus importante que les cellules qui 

ne prolifèrent pas. Les résultats obtenus suggèrent donc que (i) les cellules périphériques 

occupent un volume plus important que les cellules internes et que (ii) les cellules en prolifération 

occupent un volume plus important que les cellules qui ne prolifèrent pas. 

 

Figure 25. Comparaison de la surface moyenne occupée par (i) les cellules du tissu, (ii) les cellules 
périphériques et (iii) les cellules périphériques en prolifération aux différents stades de la 
morphogenèse de la thyroïde (A) et du pancréas (B). Les cellules périphériques (barres oranges) occupent 
une surface plus importante que la moyenne (barres bleues). Parmi les cellules périphériques (barres 
oranges), les cellules en prolifération (barres grises) occupent une surface plus importante que les cellules 
qui ne prolifèrent pas. Les erreurs standard sont représentées. 
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5.2. Estimation du nombre de cellules épithéliales dans les ébauches 

thyroïdiennes et pancréatiques 

L’un des paramètres que je cherche à fournir au modèle est la durée du cycle cellulaire des cellules 

épithéliales. Pour la calculer, j’ai d’abord besoin de plusieurs données dont le nombre de cellules 

qui composent les tissus entiers aux stades amas et intermédiaire ; respectivement aux stades 

E13.5 et E15.5 pour la thyroïde et aux stades E13.5 et E15.5 pour le pancréas. Cela permettra 

d’obtenir des informations sur le nombre de divisions qui a lieu entre ces deux stades. Etant 

donné que la croissance de ces organes s’effectue de manière tridimensionnelle, ce calcul ne peut 

pas être réalisé en comparant deux images de tissus (en 2D). Il faut donc obtenir le nombre de 

cellules de tout le tissu. Pour cela, des coupes de 6 µm d’épaisseur ont été réalisées sur l’entièreté 

du tissu. Une coupe sur 10 a été récupérée et placée sur une lame Superfrost+, de sorte que sur 

une même lame chaque coupe est séparée de la suivante par une distance de 60 µm de tissu. Ces 

coupes ont ensuite été immunomarquées et analysées avec le logiciel HALO afin d’obtenir le 

nombre de cellules épithéliales de chaque coupe. La procédure qui est ensuite suivie est illustrée 

dans la Figure 26 en prenant l’exemple du pancréas à E13.5. Le nombre de cellules de chaque 

coupe est porté en graphique en fonction de la position de la coupe dans le tissu (Figure 26A). Il 

faut ensuite intégrer le tout pour obtenir le nombre de cellules du tissu entier, représenté par 

l’aire sous la courbe sur la Figure 26B. Pour cela, j’utilise la formule suivante : 

𝑛𝑜𝑚𝑏𝑟𝑒 𝑑𝑒 𝑐𝑒𝑙𝑙𝑢𝑙𝑒𝑠 𝑑𝑒 𝑙′𝑜𝑟𝑔𝑎𝑛𝑒 = ∑ (
(𝑁𝑖 + 𝑁𝑖+1)

2
∗

𝑎𝑖

𝑏𝑖
)

𝑛

𝑖 = 1

 

Où 𝑁𝑖 est le nombre de cellules sur la coupe 𝑖 ; 𝑎𝑖 est la distance séparant la coupe 𝑖 de la coupe 

𝑖 + 1, soit 60 µm ; 𝑏𝑖 est l’épaisseur de la coupe 𝑖, soit 6 µm . Notons que nous divisons par 

l’épaisseur de la coupe (𝑏𝑖) car lors de l’analyse de la fluorescence par le scanner, ce dernier 

détecte la fluorescence sur toute l’épaisseur de la coupe (et pas seulement en surface). Les 

cellules identifiées sur les images proviennent donc des 6 µm d’épaisseur. Pour intégrer, il suffit 

donc de  

(i) faire la moyenne du nombre de cellules de deux coupes adjacentes (
(𝑁𝑖+𝑁𝑖+1)

2
),  

(ii) diviser par l’épaisseur de coupe (𝑏𝑖) ; nous avons alors un nombre de cellules par µm : 

(
(𝑁𝑖+𝑁𝑖+1)

2
∗

1

𝑏𝑖
), 

(iii) multiplier par la distance entre ces deux coupes (𝑎𝑖) ; nous avons alors le nombre total 

de cellules entre ces deux coupes : (
(𝑁𝑖+𝑁𝑖+1)

2
∗

𝑎𝑖

𝑏𝑖
), 

(iv) répéter cela pour toutes les coupes et sommer le tout : ∑ (
(𝑁𝑖+𝑁𝑖+1)

2
∗

𝑎𝑖

𝑏𝑖
)𝑛

𝑖 = 1 . 
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Figure 26. Estimation du nombre de cellules épithéliales dans le pancréas à E11.5 et E13.5 et dans les 
deux lobes thyroïdiens à E13.5 et E15.5. Des coupes séparées de 60 µm sont réalisées sur l’entièreté du 
tissu et ensuite immunomarquées puis analysées avec le logiciel HALO. (A) Le nombre de cellules 
épithéliales de chaque coupe est porté en graphique en fonction de la position de la coupe dans le tissu. 
(B) L’aire sous la courbe représente le nombre de cellules du tissu entier. (C) Ce nombre est ensuite obtenu 
par une méthode d’intégration. Cette estimation a été faite une fois pour chaque stade de chaque organe 
(n = 1). 

Les résultats fournissent une estimation de 5 042 cellules épithéliales pour le stade amas du 

pancréas et de 29 485 cellules à E13.5. Pour la thyroïde le nombre de cellules épithéliales est 

estimé à 6 560 et 4 770 respectivement pour le lobe gauche et le lobe droit du stade amas puis à 

33 570 et 34 250 cellules à E15.5 (Figure 26C). La différence entre les lobes droits et gauche n’est 

pas étonnante étant donné que les deux lobes d’un même embryon montrent souvent une 

différence de taille (observation récurrente du laboratoire). Lors du calcul du temps de cycle 

cellulaire, c’est la moyenne du nombre de cellules des deux lobes qui sera utilisée. 

5.3. Test de la validité du logiciel HALO 

Les différentes quantifications réalisées se basent toutes sur des données au départ fournies par 

le logiciel HALO. Il est donc important de vérifier si ce dernier fournit une analyse fiable. En ce qui 

concerne la détection du tissu épithélial (E-cadhérine), endothélial (endomucine) et des cellules 

en prolifération (EdU), les paramètres sont calibrés par comparaison visuelle avec l’image du tissu 

(cfr 2.2.2 p.31). L’erreur est donc limitée à l’appréciation subjective de l’utilisateur et par 

conséquent jugée acceptable ; les marquages étant optimalisés de longue date au laboratoire ou 

ayant été améliorés au cours de mon mémoire (EdU). C’est au niveau de la détection des noyaux, 

marqués par le Hoechst, qu’un biais peut apparaître. Ces derniers occupent une grande partie du 
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volume des cellules et se confondent parfois, ce qui rend leur distinction (et par conséquent celle 

des cellules) parfois difficile. Or, HALO se base sur la détection des noyaux pour distinguer les 

cellules. De plus, il n’y a pas de paramètres permettant de calibrer efficacement cette distinction 

des cellules. C’est donc au niveau du nombre de cellules dans le tissu que nous avons voulu nous 

assurer de la validité des quantifications réalisées par HALO. Pour cela, j’ai demandé à quatre 

expérimentateurs différents de compter manuellement le nombre de cellules épithéliales qu’ils 

observent sur une image de pancréas à E11.5. J’ai ensuite analysé cette image avec HALO afin de 

comparer les comptages manuels avec le résultat de l’analyse. 

Tableau 7. Comparaison entre le nombre de cellules épithéliales d’une image de pancréas à E11.5 
obtenu par comptage manuel et par l’analyse de l’image avec le logiciel HALO. Le comptage manuel a 
été réalisé par quatre expérimentateurs différents. Le résultat fourni par l’analyse de HALO se situe dans 
l’intervalle de confiance relatif au comptage manuel. 

 Nombre de cellules 

Analyse par HALO 394 

Comptage manuel Expérimentateur 1 422 

Expérimentateur 2 500 

Expérimentateur 3 392 

Expérimentateur 4 422 

Moyenne des comptages 434 

Ecart-type 46,22 

Intervalle de confiance (α = 0,05) [360 ; 508] 

 

Le comptage manuel fournit une moyenne de 434 cellules épithéliales avec un intervalle de 

confiance compris entre 360 et 508 cellules. La grande variabilité obtenue atteste de la difficulté 

à distinguer les noyaux des cellules. Le logiciel HALO a détecté 394 cellules, soit 40 cellules de 

moins que la moyenne des comptages manuels. Ce chiffre étant compris dans l’intervalle de 

confiance, les résultats fournis par l’analyse de HALO sont donc jugés acceptables. De plus, dans 

le cadre de ce travail, la majorité des données calculées sont des proportions, des ratios ou sont 

utilisées lors de comparaisons. L’erreur qu’il pourrait y avoir sur le nombre de cellules détectées 

affecte de la même manière le numérateur et le dénominateur des proportions ainsi que les 

éléments d’une comparaison, ce qui rend cette erreur négligeable. 

6. Calcul de la durée du cycle cellulaire 
Comme expliqué précédemment, un paramètre important que je cherche à fournir au modèle est 

la durée du cycle cellulaire. Les précédentes quantifications ont été réalisées en distinguant les 

cellules périphériques et les cellules internes. De cette manière, dans le modèle, le tissu épithélial 
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peut être séparé en deux populations de cellules possédant des caractéristiques différentes. Il est 

donc également intéressant de faire la distinction entre les cellules périphériques et les cellules 

internes lors du calcul du temps de cycle cellulaire. 

Pour cela, j’ai développé une suite de formules me permettant de le calculer pour ces deux 

populations en utilisant uniquement les données quantitatives obtenues à partir des images de 

tissus. La méthode proposée est la suivante : 

Soient 

  𝑵𝒊 et 𝑵𝒇 le nombre de cellules dans le tissu aux 1er et 2ème stades (initial et final),  

𝒕𝒆 le temps séparant ces deux stades [h], 

𝑹𝒑𝒆𝒓𝒊𝒑𝒉 la proportion de cellules périphériques dans l’amas initial (entre 0 et 1), 

𝑹𝒊𝒏𝒕 la proportion de cellules internes dans l’amas initial (entre 0 et 1), 

𝑹𝒑𝒆𝒓𝒊𝒑𝒉,𝑬𝒅𝑼 la proportion des cellules périphériques qui sont marquées à l’EdU (entre 0 et 

1), 

𝑹𝒊𝒏𝒕,𝑬𝒅𝑼 la proportion des cellules internes qui sont marquées à l’EdU (entre 0 et 1), 

𝒏 le nombre moyen de divisions effectuées durant le temps 𝑡𝑒, 

𝒏𝒑 le nombre moyen de divisions effectuées durant le temps 𝑡𝑒 pour une cellule 

périphérique, 

𝒏𝒊𝒏𝒕 le nombre moyen de divisions effectuées durant le temps 𝑡𝑒 pour une cellule interne, 

 

Pour atteindre le nombre de cellules du stade final, les cellules de l’amas (stade initial) prolifèrent. 

Etant donné qu’une cellule mère se divise en deux cellules filles, nous avons : 

𝑁𝑖 ∗ 2𝑛 = 𝑁𝑓   (1) 

Donc : 

𝑛 = log2 (
𝑁𝑓

𝑁𝑖
)   (2) 

Nous pouvons séparer 𝑛 en ses composantes périphérique et interne, pondérées par leur 

proportion dans l’amas : 

𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ ∗ 𝑛𝑝 + 𝑅𝑖𝑛𝑡 ∗ 𝑛𝑖𝑛𝑡 = 𝑛   (3) 
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Or, en utilisant la proportion des cellules périphériques et internes marquées à l’EdU, nous 

pouvons lier 𝑛𝑝 et 𝑛𝑖𝑛𝑡 : 

𝑛𝑝 = (
𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ,𝐸𝑑𝑈

𝑅𝑖𝑛𝑡,𝐸𝑑𝑈
) ∗ 𝑛𝑖𝑛𝑡   (4) 

Réécrivons (3) en y incluant (4) : 

𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ ∗ (
𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ,𝐸𝑑𝑈

𝑅𝑖𝑛𝑡,𝐸𝑑𝑈
) ∗ 𝑛𝑖𝑛𝑡 + 𝑅𝑖𝑛𝑡 ∗ 𝑛𝑖𝑛𝑡 = 𝑛   (5) 

Simplifions (5) et isolons 𝑛𝑖𝑛𝑡 : 

𝑛𝑖𝑛𝑡 =
𝑛

𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ ∗ (
𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ,𝐸𝑑𝑈

𝑅𝑖𝑛𝑡,𝐸𝑑𝑈
) + 𝑅𝑖𝑛𝑡

   (6)  

Les quantifications précédentes m’ont permis d’avoir accès à chacune des proportions au 

dénominateur de l’équation (6) (cfr 4.2 p.39). Logiquement, ce sont les proportions obtenues à 

partir du stade initial qui sont utilisées. 𝑛 est calculé par l’équation (2), dans laquelle 𝑁𝑖 et 𝑁𝑓 ont 

également été obtenus lors des quantifications précédentes (cfr 5.2 p.46). Nous pouvons alors 

calculer 𝑛𝑖𝑛𝑡 via l’équation (6) puis 𝑛𝑝 via l’équation (4). 

Finalement, nous calculons le temps de cycle cellulaire pour chaque type de cellule : 

𝒕𝒄𝒚𝒄𝒍𝒆,𝒑é𝒓𝒊𝒑𝒉 =
𝒕𝒆

𝒏𝒑
=   𝒕𝒆 ∗

𝑹𝒊𝒏𝒕,𝑬𝒅𝑼

𝑹𝒑𝒆𝒓𝒊𝒑𝒉,𝑬𝒅𝑼
∗

(𝑹𝒑𝒆𝒓𝒊𝒑𝒉 ∗ (
𝑹𝒑𝒆𝒓𝒊𝒑𝒉,𝑬𝒅𝑼

𝑹𝒊𝒏𝒕,𝑬𝒅𝑼
) + 𝑹𝒊𝒏𝒕)

𝒏
 [𝒉]    (7) 

𝒕𝒄𝒚𝒄𝒍𝒆,𝒊𝒏𝒕 =
𝒕𝒆

𝒏𝒊𝒏𝒕
=   𝒕𝒆 ∗

(𝑹𝒑𝒆𝒓𝒊𝒑𝒉 ∗ (
𝑹𝒑𝒆𝒓𝒊𝒑𝒉,𝑬𝒅𝑼

𝑹𝒊𝒏𝒕,𝑬𝒅𝑼
) + 𝑹𝒊𝒏𝒕)

𝒏
 [𝒉]    (8) 

Pour les deux organes, 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ, 𝑅𝑖𝑛𝑡, 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ,𝐸𝑑𝑈, 𝑅𝑖𝑛𝑡,𝐸𝑑𝑈 et 𝑁𝑖 proviennent des quantifications 

réalisées sur le stade amas. 𝑁𝑓 provient du stade intermédiaire ; respectivement E15.5 et E13.5 

pour la thyroïde et le pancréas. 𝑡𝑒 est donc fixé à 48h. Les résultats obtenus sont présentés dans 

le Tableau 8. Conformément aux attentes, la durée du cycle cellulaire calculée pour les cellules 

périphériques est inférieure à celle des cellules internes. Cette différence est d’autant plus 

marquée pour les cellules du pancréas. Ces valeurs pourront ensuite être insérées dans le modèle 

pour améliorer celui-ci. Premièrement, l’évolution du nombre de cellules dans le tissu lors de la 

simulation deviendra plus réaliste. Ensuite, la prolifération cellulaire au départ uniformément 

répartie dans le tissu sera adéquatement favorisée en périphérie. 
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Tableau 8. Durées de cycle cellulaire calculées pour les cellules périphériques et internes de la thyroïde 
et du pancréas. Ces valeurs ont été calculées en se basant uniquement sur les quantifications réalisées à 
partir des images de tissus. Pour les deux organes, le cycle des cellules périphériques est plus court que 
celui des cellules internes. 

 Cellule périphérique Cellule interne 

Thyroïde 14.01 h 23.41 h 

Pancréas 10.10 h 26.62 h 

 

Afin de tester la validité de ce raisonnement, la méthodologie a été reproduite sur des images de 

tissus d’embryons de souris sacrifiées 15 minutes et 60 minutes après injection de l’EdU ; 

précédemment, les souris étaient sacrifiées après 30 minutes. De cette manière, la proportion de 

cellules en prolifération devrait varier. Etant donné que le marquage à l’EdU apparait sous forme 

de ratio dans le calcul de la durée du cycle cellulaire, les durées obtenues devraient rester dans 

la même gamme de valeurs. En ce qui concerne la thyroïde, les durées obtenues diffèrent de 

moins d’une heure pour le sacrifice après 15 minutes (Tableau 9). Pour 60 minutes, la tendance 

reste la même (cycle plus court en périphérie), mais la différence de durée de cycle entre les 

cellules périphériques et les cellules internes est moins importante. 

Tableau 9. Durées de cycle cellulaire calculées pour les cellules périphériques et internes de la thyroïde 
et du pancréas à partir d’embryons de souris sacrifiées après 15 et 60 minutes. Pour les deux organes, 
les résultats obtenus pour le sacrifice après 15 minutes sont proches des durées obtenues pour 30 
minutes. La différence est plus marquée pour 60 minutes.  

 Cellule périphérique Cellule interne 

Thyroïde (30 min) 14.01 h 23.41 h 

Thyroïde (15 min) 14.73 h 22.81 h 

Thyroïde (60 min) 16.30 h 20.05 h 

Pancréas (30 min) 10.10 h 26.62 h 

Pancréas (15 min) 10.45 h 25.83 h 

Pancréas (60 min) 11.99 h 23.10 h 

 

En ce qui concerne le pancréas, les valeurs obtenues pour le sacrifice après 15 minutes diffèrent 

également de moins d’une heure (Tableau 9). De manière similaire à la thyroïde, la différence est 

plus marquée pour 60 minutes. Les calculs indiquent que le temps de cycle cellulaire s’allonge 

dans le cas des cellules périphériques tandis qu’il se raccourcit pour les cellules internes. 

En conclusion, les formules que j’ai développées m’ont permis d’approximer le temps de cycle 

cellulaire des cellules périphériques et internes des deux organes, en utilisant uniquement les 
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données quantitatives obtenues à partir des images de tissus. Pour la thyroïde comme pour le 

pancréas, la durée du cycle est logiquement plus courte pour les cellules périphériques que pour 

les cellules internes. Les tests de validité réalisés (sacrifices après 15 et 60 minutes) suggèrent que 

cette méthode de calcul fournit des résultats réalistes. Ces durées pourront donc être incorporées 

dans le modèle afin de préciser celui-ci. 
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Conclusions, Discussion et Perspectives 

Cette section s’organise selon le fil conducteur que j’ai suivi tout au long de mon mémoire et qui 

m’a permis de faire lien entre l’approche biologique, l’acquisition de données quantitatives et la 

modélisation. Les conclusions, la discussion et les perspectives sont groupées et développées 

pour chacun des points suivants : (i) l’obtention des images biologiques, (ii) la transformation de 

ces images en données utilisables pour la modélisation et la quantification, (iii) l’étude de la 

prolifération et les quantifications réalisées et enfin (iv) les apports au modèle. Les deux premiers 

points consistent donc principalement en une discussion sur la méthodologie utilisée tandis que 

les troisième et quatrième points traitent des résultats obtenus et de la modélisation. 

1. Obtention des images biologiques 

1.1. Conclusions 

Au départ d’embryons de souris, j’ai obtenu des images de coupes de pancréas et de thyroïde à 

3 stades différents de la morphogenèse de chaque organe. Afin d’observer la réorganisation de 

l’amas épithélial en monocouches polarisées, j’ai réalisé un premier marquage mettant en 

évidence l’E-cadhérine, l’ezrine et la laminine. Pour la thyroïde comme pour le pancréas, les 

images obtenues illustrent bien la transition amas-monocouches ; l’amas épithélial initialement 

dense et compacte se réorganise progressivement, parallèlement à la polarisation des cellules 

épithéliales qui acquièrent un pôle basal et un pôle apical faisant face à une lumière, pour 

finalement former des monocouches indépendantes dans le cas de la thyroïde, et une 

monocouche fortement branchée dans le cas du pancréas.  

Afin d’observer la position de l’endothélium et la prolifération des cellules, j’ai réalisé un 

deuxième marquage mettant en évidence l’E-cadhérine, l’endomucine et l’EdU (ou BrdU). Le 

marquage de l’endomucine révèle que dans les deux organes, les cellules endothéliales se 

retrouvent d’abord principalement en périphérie au stade amas. Ensuite, pour la thyroïde, les 

vaisseaux et capillaires sanguins infiltrent le tissu pour finalement entourer chaque follicule. Pour 

le pancréas, les cellules endothéliales se retrouvent ensuite principalement dans le creux des 

protubérances formées par la prolifération des tip cells pour finalement être réparties de manière 

plus ou moins homogène autour de la monocouche pancréatique.  

L’ensemble des images montrent que la thyroïde et le pancréas subissent une forte augmentation 

de taille tout au long de la morphogenèse, ce qui indique que les cellules épithéliales doivent se 

diviser. Le premier marqueur que j’ai utilisé pour étudier la prolifération cellulaire est le BrdU. Ce 

dernier permet effectivement de détecter les cellules en prolifération, en s’incorporant dans le 

matériel génétique lors de la phase de synthèse, et d’analyser qualitativement les images de tissu. 
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Cependant, l’intensité du signal obtenu par immunodétection du BrdU incorporé est souvent trop 

faible. De plus, le signal ne peut pas toujours être distingué du bruit de fond, ce qui complique 

l’analyse quantitative de la prolifération avec le BrdU. Pour remédier à cela, le laboratoire a fait 

l’acquisition d’un autre marqueur de la prolifération cellulaire : l’EdU. Contrairement au BrdU, 

l’EdU fourni un marquage plus intense, net et clairement distinct du bruit de fond, quasi 

inexistant. L’étude quantitative de la prolifération des cellules a donc été faite sur base des tissus 

marqués à l’EdU. 

1.2. Discussion et perspectives 

1.2.1. Comparaison entre l’EdU et le BrdU 

Le BrdU et l’EdU sont tous les deux des analogues synthétiques de la thymidine, qui peuvent être 

incorporés à l’ADN nouvellement synthétisé lors de la réplication du matériel génétique. Le 

principe est le même, mais la révélation est différente. Les analogues sont mis en présence des 

cellules vivantes pendant un temps déterminé et limité (par exemple 30 minutes), puis les cellules 

sont fixées pour arrêter tous les processus biologiques. Seules les cellules se trouvant dans la 

phase S du cycle cellulaire pourront incorporer ces analogues. Etant donné que ces molécules ne 

diffèrent de la thymidine que par un atome de Brome (BrdU) ou un groupement alcyne (EdU) à la 

place d’un groupement méthyle (thymidine), nous pouvons raisonnablement penser que 

l’incorporation des deux marqueurs à l’ADN se fait en proportions similaires. Ceci suggère donc 

que les différences de signaux observées proviennent du mode de détection de ces deux 

molécules. Le BrdU est révélé à l’aide d’anticorps (primaires puis secondaires), tandis que l’EdU 

est détecté par la liaison covalente d’un azoture fluorescent.  

Premièrement, la faible intensité du signal fourni par le BrdU comparativement à celui de l’EdU 

pourrait être expliqué par la différence de taille entre les anticorps et la molécule de détection 

de l’EdU. Les anticorps ayant un volume 500 fois plus important que l’azoture fluorescent, la 

pénétration tissulaire et l’accessibilité nucléaire des premiers pourrait donc être plus lente et 

limitée (Salic et Mitchison, 2008). Cela peut être illustré en comparant les protocoles utilisés pour 

la détection de ces deux analogues. Dans le cas du BrdU, l’incubation avec les anticorps primaires 

se déroule durant toute la nuit et l’incubation avec les anticorps secondaires demande 1h de plus. 

Dans le cas de l’EdU, l’incubation ne demande que 30 minutes. De plus, la taille des anticorps 

pourrait également être limitante en termes d’encombrement stérique au niveau de l’ADN. En 

effet, si deux molécules de BrdU incorporées dans l’ADN sont proches l’une de l’autre, il pourrait 

ne pas y avoir assez de place pour deux anticorps tandis que les deux molécules d’EdU seraient 

quant à elle bien détectées dans pareille situation. Notons que dans la littérature, l’utilisation du 

BrdU est généralement précédée de la dénaturation de l’ADN en conditions acides car les bases 

complémentaires bloqueraient l’accès de l’anticorps au BrdU, ce qui n’est pas le cas pour l’EdU 
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(Cappella et al., 2015; Salic et Mitchison, 2008). Le protocole que j’ai utilisé pour le BrdU ne 

comprend pas d’étape de dénaturation de l’ADN, ce qui pourrait altérer l’accessibilité et la 

fixation des anticorps sur les molécules de BrdU et donc également réduire l’intensité du signal. 

Enfin, le faible bruit de fond obtenu dans le cas du marquage à l’EdU, comparativement au 

marquage au BrdU, pourrait s’expliquer par une grande spécificité de l’azoture fluorescent pour 

l’EdU. En effet, l’azoture se lie au groupement alcyne de l’EdU par une réaction de cyclo-addition 

(« click chemistry ») hautement favorisée (donc très rapide) et spécifique, ce qui limite fortement 

la présence de signal non spécifique et donc de bruit de fond. Dans le cas du BrdU, on pourrait 

imaginer que la spécificité des anticorps serait plus limitée, et qu’ils pourraient, par exemple, 

reconnaître les thymidines présentes dans tous les noyaux de cellules, par erreur. 

Dans le cadre de cette comparaison d’outils de marquage de la prolifération, une perspective 

serait d’utiliser conjointement ces deux marqueurs. Nous pourrions alors avoir une comparaison 

efficace basée sur les mêmes tissus et les mêmes cellules. Cela permettrait également d’observer 

si toutes les cellules marquées par un marqueur le sont également par l’autre. 

Comme expliqué dans le contexte biologique (cfr 1.2.2 p.4), la définition d’une cellule en 

prolifération est une cellule en phase S, G1, G2 ou M du cycle cellulaire. L’EdU et le BrdU sont des 

marqueurs de la phase S, ils permettent donc de détecter une fraction des cellules en prolifération 

mais pas l’entièreté de celles-ci. Cela ne pose pas de problème dans le cadre de ce travail car nous 

ne cherchons pas à quantifier la prolifération cellulaire de manière absolue. Un marqueur 

fréquemment utilisé est le marqueur KI-67 qui permet de mettre en évidence les cellules en phase 

S, G1, G2 et M, c’est-à-dire toutes les cellules sauf celles qui sont sorties du cycle cellulaire (G0). 

Néanmoins, durant la vie embryonnaire, la grande majorité des cellules est en prolifération même 

si la durée de leur cycle cellulaire peut varier fortement : une cellule qui se divise toutes les 30 

heures sera aussi positive pour le marqueur Ki67 qu’une cellule qui se divise en 15 heures. C’est 

pour cela que l’on privilégie les analogues comme le BrdU ou l’EdU, ou encore la détection de 

l’histone H3 phosphorylé (phospho-Histone H3), qui permettent de mettre en évidence les 

cellules en phase S (BrdU et EdU) ou en phase M (mitose ; phospho histone H3) du cycle cellulaire. 

Avec ces marqueurs, la probabilité de marquer une cellule en phase S ou M sera plus grande si 

son cycle est plus rapide (15 heures versus 30 heures). 

2. Transformation des images 

2.1. Conclusions 

Les images biologiques obtenues ont ensuite été analysées avec le logiciel d’analyse d’images 

HALO, ce qui a permis de convertir les différentes informations contenues dans l’image en 

données quantitatives brutes (informations sur la position, le marquage et la surface des cellules). 
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Pour cela, les paramètres de l’analyse ont été calibrés par comparaison visuelle entre la 

représentation du tissu fournie par l’analyse et l’image du tissu. De cette manière les paramètres 

concernant la détection du tissu épithélial, endothélial et les cellules en prolifération ont pu être 

correctement calibrés. Qualitativement, les images fournies par l’analyse ressemblent fortement 

aux photographies des tissus. Cependant, la distinction des noyaux (et donc des cellules) par le 

logiciel HALO était plus difficile étant donné que les noyaux se superposent et se confondent 

parfois, ce qui pourrait impacter l’analyse quantitative du nombre de cellules par exemple. Un 

comptage manuel des cellules a donc été réalisé par quatre expérimentateurs différents et les 

résultats ont été comparés au nombre de cellules compté par le logiciel HALO. Les résultats 

fournis par HALO sont tout-à-fait acceptables et compris dans la fourchette des 4 

expérimentateurs. 

Les données brutes fournies par HALO ont ensuite été traitées à l’aide de MATLAB, afin de les 

convertir en données utilisables par CHASTE, le logiciel utilisé pour la modélisation. Le tissu 

épithélial a alors pu être recréé fidèlement dans CHASTE. Cette avancée majeure permet donc de 

fournir des conditions initiales réalistes au modèle afin d’être utilisé comme point de départ de 

la modélisation. MATLAB a également été utilisé pour identifier les cellules périphériques et 

internes du tissu et pour associer à chaque cellule les caractéristiques fournies par l’analyse de 

HALO. De cette manière, des quantifications concernant la prolifération des cellules, leur position 

dans le tissu ou encore leur surfaces peuvent être réalisées. Les images de tissu générées par 

MATLAB indiquent que le traitement de données a été effectué correctement étant donné que 

(i) la forme du tissu, la position des cellules et le marquage à l’EdU sont identiques à l’image 

fournie par l’analyse de HALO (Figure 19A et B p.36), et (ii) les cellules périphériques et internes 

sont correctement identifiées (Figure 19C p.36). 

2.2. Discussion et perspectives 

2.2.1. Traitement de l’image : le logiciel HALO 

La calibration des paramètres de l’analyse relatifs au tissu épithélial (E-cadhérine), endothélial 

(endomucine) et aux cellules en prolifération (EdU) se fait par l’utilisateur de façon à ce que 

l’analyse fournie par HALO corresponde à ce qui est observé sur l’image biologique. Dans ce cas, 

l’erreur est limitée à l’appréciation subjective de l’utilisateur et par conséquent jugée acceptable, 

les marquages étant généralement bien nets (signaux bien supérieurs au bruit de fond). Comme 

expliqué précédemment, c’est principalement au niveau de la distinction des cellules que des 

limitations peuvent apparaître. HALO se base sur la détection des noyaux pour distinguer les 

cellules, ce qui peut être difficile car ces derniers sont parfois confondus. Cela peut s’expliquer 

par le fait que les noyaux occupent une grande partie du volume des cellules, ce qui les rend 

parfois difficiles à distinguer les uns des autres. Cette difficulté est également révélée dans la 



  Conclusions, Discussion et Perspectives 

57 
 

variabilité obtenue lors du comptage manuel par les 4 expérimentateurs (422, 392, 500, 422). De 

plus, lors de l’analyse de la fluorescence par le scanner, ce dernier détecte la fluorescence sur 

toute l’épaisseur de la coupe, c’est-à-dire sur 6 micromètres (et pas seulement en surface ou dans 

un plan focal). Des noyaux séparés dans l’espace tridimensionnel peuvent donc se retrouver 

confondus sur l’image en deux dimensions. Pour les raisons énoncées ci-dessus et suite à la 

quantification des expérimentateurs, nous pensons que HALO sous-estime le nombre de cellules 

(HALO : 394 cellules ; Expérimentateurs : 434 ± 46 cellules).  

Un premier problème peut donc se poser au niveau du nombre de cellules détectées. Cependant, 

le nombre de cellules détectées par le logiciel HALO est jugé acceptable car il se situe dans 

l’intervalle de confiance fourni par le comptage manuel. De plus, le biais de sous-estimation qui 

semble apparaitre sur le nombre de cellules affecte de la même manière les cellules internes et 

périphériques ainsi que les cellules en prolifération et celles qui ne le sont pas. Cela rend cette 

erreur négligeable étant donné que la majorité des quantifications réalisées par la suite se basent 

sur des proportions, des ratios ou des comparaisons entre les cellules périphériques et internes.  

Un second problème occasionnellement observé et lié aux noyaux partiellement superposés dans 

l’espace tridimensionnel peut apparaître. Dans certains cas isolés, HALO détecte plusieurs cellules 

adjacentes marquées à l’EdU (vert) alors que l’image biologique n’affiche un marquage vert que 

pour un seul de ces noyaux. Cela peut s’expliquer par le fait que si deux cellules sont partiellement 

superposées dans le tissu 3D et que l’une d’elle est marquée à l’EdU, sur l’image (2D) la couleur 

verte apparaîtra également sur la partie superposée du noyau non marqué. Ce noyau sera donc 

considéré à tort comme positif à l’EdU lors de l’analyse de l’image. 

Les problèmes exposés ci-dessus sont donc des conséquences de la superposition partielle des 

noyaux de cellules lors de la transformation de la coupe de tissu (tridimensionnelle) en une image 

en deux dimensions par le scanner. Une perspective serait de limiter cette superposition en 

diminuant l’épaisseur des coupes. En effet, si l’épaisseur de la coupe diminue, le nombre de 

noyaux diminue, ce qui implique que la probabilité de superposition diminue elle aussi. 

L’épaisseur des coupes ne peut cependant pas être diminuée à souhait, à cause de limitations 

d’ordre technique (le microtome utilisé) et expérimental (la manipulation des fines coupes). En 

pratique plus l’épaisseur de coupe est petite plus il est difficile d’obtenir des coupes utilisables et 

de bonne qualité. Les coupes que j’ai réalisées ont une épaisseur de 6 µm. Nous pourrions donc 

envisager de diminuer l’épaisseur à 4 ou 5 µm et de vérifier si la qualité des coupes n’est pas 

altérée. Une autre alternative serait le développement de scanner de lames qui fonctionneraient 

en mode confocal. 
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3. Prolifération et quantifications 

3.1. Conclusions 

Le traitement des images de tissus marqués à l’EdU par le logiciel HALO suivi du traitement des 

données par MATLAB m’a ensuite permis de réaliser des quantifications concernant la 

prolifération et la surface cellulaire, ce en distinguant les cellules périphériques et les cellules 

internes. En ce qui concerne la prolifération, les résultats indiquent que : 

(i) La proportion de cellules périphériques augmente tout au long de la morphogenèse 

de la thyroïde et du pancréas, ce qui illustre la transition amas-monocouches. 

(ii) La prolifération cellulaire diminue durant la morphogenèse de la thyroïde tandis 

qu’elle augmente dans le cas du pancréas. 

(iii) Les cellules en prolifération sont majoritairement localisées en périphérie dans la 

thyroïde et au stade amas du pancréas. 

Pour les surfaces cellulaires, les moyennes des surfaces ont été calculées en distinguant les 

cellules sur base de leur position (périphérique ou interne) dans le tissu et de leur marquage à 

l’EdU. Les tendances observées dans les deux organes sont les suivantes : 

(i) Pour la thyroïde comme pour le pancréas, la surface des cellules reste relativement 

constante lors de la morphogenèse. 

(ii) Les cellules périphériques occupent une surface plus importante que les cellules 

internes. 

(iii) Les cellules en prolifération occupent une surface plus importante que les cellules qui 

ne prolifèrent pas. 

Notons que ces observations sont des tendances (nombreuses cellules sur une coupe provenant 

d’un seul embryon), elles n’ont pas été confirmées par des tests statistiques. 

Un paramètre important que j’ai cherché à obtenir pour alimenter le modèle est la durée du cycle 

cellulaire des cellules épithéliales. Pour cela, j’ai développé une suite de formules me permettant 

de la calculer pour les cellules périphériques et les cellules internes en utilisant uniquement les 

données quantitatives obtenues à partir des images de tissus. En plus des quantifications sur la 

prolifération, il m’a fallu estimer le nombre de cellules épithéliales au stade amas et au stade 

intermédiaire des deux organes avant de pouvoir calculer le temps de cycle cellulaire. Pour cela, 

j’ai utilisé une méthode d’intégration à partir du nombre de cellules observé sur des coupes 

réalisées sur l’entièreté du tissu. Conformément aux attentes, la durée du cycle cellulaire calculée 

pour les cellules périphériques est inférieure à celle des cellules internes. Cette différence est 
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d’autant plus marquée pour le pancréas. Les tests de validité qui ont ensuite été réalisés 

suggèrent que cette la méthode de calcul développée fournit des résultats réalistes. 

En ce qui concerne les apports au modèle, le traitement des images et le traitement consécutif 

des données ont permis de fournir des conditions initiales réalistes au modèle en reproduisant le 

tissu dans CHASTE. Ces conditions initiales peuvent donc être vues comme la forme et la taille du 

tissu et des cellules, le nombre de cellules et leur position dans le tissu. Ensuite, les quantifications 

réalisées, en plus des informations directes qu’elles apportent, ont permis de calculer la valeur 

de certains paramètres du modèle afin d’améliorer celui-ci. Un premier paramètre est la surface 

cellulaire visée (𝐴0). Les simulations prenant le stade amas comme point de départ, la première 

possibilité est d’utiliser la surface moyenne calculée pour les stades intermédiaires (simulation de 

48h) comme surface visée. Au vu des résultats, la deuxième possibilité est de définir la surface 

cellulaire moyenne comme constante. Le second paramètre est la durée du cycle cellulaire des 

cellules périphériques et internes. Une fois insérées dans le modèle, ces durées permettront 

premièrement de fournir une évolution réaliste du nombre de cellules dans le tissu lors de la 

simulation. Ensuite, la prolifération au départ uniformément répartie dans le tissu sera 

adéquatement favorisée en périphérie. 

3.2. Discussion et perspectives 

La méthodologie développée au cours de ce travail a été appliquée sur trois stades de la 

morphogenèse de la thyroïde et du pancréas. Les analyses qualitatives et quantitatives ont donc 

été réalisées sur six images de tissus différentes, ce qui a permis de collecter, calculer et analyser 

beaucoup de données. Cependant, les diverses quantifications n’ont été faites qu’à partir d’une 

seule image de tissu pour chaque stade de chaque organe. Or, il peut y avoir de la variabilité dans 

le tissu observé d’un embryon à l’autre. En effet, au sein d’une même portée les embryons ne 

sont pas toujours au même stade de développement (Wong et al., 2015). De plus, lorsqu’un 

bouchon vaginal est détecté le matin chez la souris femelle - ce qui indique que l’accouplement a 

eu lieu - nous considérons que la gestation est au stade embryonnaire (E) 0.5. Or il est possible 

qu’en réalité l’âge embryonnaire soit légèrement différent de 0.5 (d’une demi-journée au 

maximum). Il en découle que les résultats des quantifications obtenues à partir de tissus 

provenant d’embryons différents pourraient varier. 

Une première perspective serait donc de réitérer ces analyses sur plusieurs images de tissus 

provenant toutes d’embryons différents, ce pour chaque stade de la morphogenèse de chaque 

organe. De cette manière, nous pourrions obtenir des informations sur la variabilité, la 

reproductibilité et donc la fiabilité des quantifications réalisées. 
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3.2.1. Surfaces cellulaires 

En ce qui concerne les surfaces cellulaires, les résultats montrent que la surface moyenne reste 

relativement constante tout au long de la morphogenèse, ce qui indique que l’augmentation du 

volume de la thyroïde et du pancréas lors de la morphogenèse est principalement due à la 

prolifération cellulaire et, dans une moindre mesure, à la réorganisation de l’amas et la formation 

des lumières. Comme nous pouvions nous y attendre, la surface des cellules périphériques a 

tendance à être plus grande que celle des cellules internes. Cela peut s’expliquer par plusieurs 

raisons. Premièrement, les cellules périphériques ont plus d’espace pour se développer du côté 

qui est en contact avec la matrice extracellulaire. Ensuite, elles sont en contact avec la lame basale 

et donc partiellement polarisées, or les cellules polarisées ont tendance à adopter une forme 

cylindrique et à s’allonger et donc à devenir plus longues que leurs homologues non polarisées. 

Enfin, les résultats de la quantification montrent qu’il y a une plus grande proportion de cellules 

en prolifération en périphérie qu’à l’intérieur du tissu, probablement en raison de la présence de 

facteurs de croissance cellulaire autour des tissus épithéliaux, et que ces cellules en prolifération 

ont également tendance à occuper une surface plus importante que les cellules qui ne prolifèrent 

pas. Il est donc logique que les cellules périphériques occupent une surface plus importante que 

les cellules internes.  

Il est important de noter que ces observations, qui découlent des comparaisons entre les 

moyennes des surfaces cellulaires, n’ont pas été validées par des tests statistiques. Ce sont juste 

les tendances qui sont observées à partir des résultats obtenus. Pour chaque moyenne, l’écart-

type calculé était compris entre 33 et 43 µm², ce qui est relativement élevé étant donné que les 

moyennes des surfaces sont comprises entre 73 et 78 µm² pour la thyroïde et 83 et 89 µm² pour 

le pancréas. La variabilité au niveau des surfaces cellulaires peut être due à plusieurs facteurs. 

Premièrement, comme expliqué précédemment, il arrive que certains noyaux soient confondus 

sur l’image. Le logiciel HALO identifie alors ce groupe de cellules comme une seule grande cellule, 

dont la surface est parfois nettement supérieure à la moyenne (jusqu’à 250 µm² pour les plus 

grandes). D’autre part, étant donné que le tissu est étudié sous forme de coupe (2D) et que les 

cellules ont des formes polyédriques irrégulières, la surface cellulaire peut varier en fonction de 

l’angle de coupe. De plus, nous avons montré que les cellules prolifèrent durant la morphogenèse, 

ce qui implique que de nombreuses mitoses se produisent. Du point de vue de la surface 

cellulaire, durant la mitose une cellule mère de surface S se divise en deux cellules filles de surface 

S/2. Il est donc logique d’observer une grande variabilité au niveau des surfaces cellulaires d’un 

tissu en croissance. 

Nous pourrions donc nous attendre à ce que les tests statistiques ne démontrent pas de 

différence significative au niveau des surfaces entre les cellules périphériques et internes, et entre 

les cellules marquées à l’EdU et celles qui ne le sont pas. Il s’est avéré que la distribution des 
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surfaces cellulaires ne suit pas une loi normale (test de Shapiro-Wilk), le test de Student ou une 

ANOVA ne peuvent donc être appliqués. En guise de perspective, il faudrait donc réaliser un test 

statistique spécifique à ce cas de figure. Cependant, les observations vont dans le même sens 

pour les quatre images de tissus analysées (deux premiers stades de chaque organe). Nous 

pouvons donc raisonnablement penser que la position périphérique et le caractère prolifératif 

des cellules a bien un effet sur la surface cellulaire. 

3.2.2. Quantifications liées à la durée du cycle cellulaire 

Afin de tester la validité des formules développées et donc des temps de cycle cellulaire obtenus, 

la méthodologie a été reproduite sur des images de tissus d’embryons de souris sacrifiées après 

15 minutes et 60 minutes. Pour la thyroïde comme pour le pancréas, les durées de cycle cellulaire 

obtenues pour le sacrifice après 15 minutes diffèrent de moins d’une heure, ce qui suggère que 

la méthode de calcul fournit des résultats réalistes. La différence est plus marquée pour 60 

minutes mais elle reste en-dessous de trois heures, ce qui est acceptable étant donné que 

l’objectif n’est pas de calculer le temps exact du cycle des cellules mais plutôt de l’approximer de 

manière réaliste et de distinguer celui des cellules périphériques et des cellules internes afin de 

préciser le modèle. 

La méthode développée se base sur l’utilisation de plusieurs données quantitatives obtenues à 

partir des images de tissus ; à savoir (i) le nombre de cellules épithéliales dans le tissu entier aux 

deux premiers stades de la morphogenèse, (ii) les proportions de cellules périphériques (𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ) 

et internes (𝑅𝑖𝑛𝑡) et parmi celles-ci (iii) la proportion de cellules marquées à l’EdU (𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ,𝐸𝑑𝑈 et 

𝑅𝑖𝑛𝑡,𝐸𝑑𝑈). Les différences entre les durées de cycle cellulaire proviennent donc de la variabilité de 

ces termes de l’équation. Il faut par conséquent s’intéresser à ces derniers pour étudier les 

sources de variabilité de la durée du cycle cellulaire (Tableau 10, Tableau 11). Dans le but de 

comparer les résultats obtenus pour les différents temps de sacrifice, plusieurs remarques et/ou 

simplifications peuvent être faites à partir des équations de calcul du temps de cycle (équations 

(7) et (8), cfr 6 p.48) : 

• Etant donné que le nombre de cellules épithéliales du tissu entier aux stades amas et 

intermédiaire n’a été estimé qu’une fois, nous faisons l’hypothèse qu’il est le même 

pour 15 min, 30 min et 60 min. Le nombre moyen de divisions (𝑛) est donc le même 

et n’est pas une source de variabilité. 

• 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ et 𝑅𝑖𝑛𝑡 sont liés par l’équation 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ + 𝑅𝑖𝑛𝑡 = 1. 

• L’influence de 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ,𝐸𝑑𝑈 et 𝑅𝑖𝑛𝑡,𝐸𝑑𝑈 dans l’équation apparait sous forme du ratio 

𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ,𝐸𝑑𝑈/𝑅𝑖𝑛𝑡,𝐸𝑑𝑈. 

• Etant donné que le ratio 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ,𝐸𝑑𝑈/𝑅𝑖𝑛𝑡,𝐸𝑑𝑈 est toujours plus grand que 1, la durée 

du cycle cellulaire des cellules périphériques et internes augmente si 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ 
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augmente (donc si 𝑅𝑖𝑛𝑡 diminue) et diminue si 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ diminue (donc si 𝑅𝑖𝑛𝑡 

augmente). 

Nous pouvons donc en déduire que la différence entre les résultats obtenus dépend de deux 

facteurs indépendants : (i) 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ et (ii) le ratio 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ,𝐸𝑑𝑈/𝑅𝑖𝑛𝑡,𝐸𝑑𝑈 et que leur effet sur le 

résultat final s’opère de la manière suivante : 

• Lorsque 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ augmente, la durée du cycle des cellules périphériques et internes 

augmente. 

• Lorsque 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ,𝐸𝑑𝑈/𝑅𝑖𝑛𝑡,𝐸𝑑𝑈 augmente, la durée du cycle des cellules internes 

augmente mais la durée du cycle des cellules périphériques diminue. 

Tableau 10. Données quantitatives obtenues pour la thyroïde (E13.5) à partir d’embryons de souris 
sacrifiées après 15, 30 et 60 minutes et apparaissant dans l’équation du calcul de la durée de cycle 
cellulaire. 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ  et 𝑅𝑖𝑛𝑡 sont les proportions de cellules périphériques et internes dans le tissu, 

𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ,𝐸𝑑𝑈 est la proportion de cellules périphériques marquées à l’EdU, est la proportion de cellules 

internes marquées à l’EdU. L’influence de 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ,𝐸𝑑𝑈 et 𝑅𝑖𝑛𝑡,𝐸𝑑𝑈 dans l’équation apparait sous forme du 

ratio 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ,𝐸𝑑𝑈/𝑅𝑖𝑛𝑡,𝐸𝑑𝑈. 

Thyroïde 15 min 30 min 60 min 

𝐑𝐩𝐞𝐫𝐢𝐩𝐡 0.41 0.39 0.34 

𝐑𝐢𝐧𝐭 0.59 0.61 0.66 

𝐑𝐩𝐞𝐫𝐢𝐩𝐡,𝐄𝐝𝐔 0.56 0.63 0.78 

𝐑𝐢𝐧𝐭,𝐄𝐝𝐔 0.36 0.38 0.63 

𝐑𝐩𝐞𝐫𝐢𝐩𝐡,𝐄𝐝𝐔/𝐑𝐢𝐧𝐭,𝐄𝐝𝐔 1.55 1.67 1.23 

 

Tableau 11. Données quantitatives obtenues pour le pancréas (E11.5) à partir d’embryons de souris 
sacrifiées après 15, 30 et 60 minutes et apparaissant dans l’équation du calcul de la durée de cycle 
cellulaire.  

Pancréas 15 min 30 min 60 min 

𝐑𝐩𝐞𝐫𝐢𝐩𝐡 0.25 0.25 0.24 

𝐑𝐢𝐧𝐭 0.75 0.75 0.76 

𝐑𝐩𝐞𝐫𝐢𝐩𝐡,𝐄𝐝𝐔 0.7 0.57 0.61 

𝐑𝐢𝐧𝐭,𝐄𝐝𝐔 0.28 0.21 0.32 

𝐑𝐩𝐞𝐫𝐢𝐩𝐡,𝐄𝐝𝐔/𝐑𝐢𝐧𝐭,𝐄𝐝𝐔 2.47 2.64 1.93 

 

Pour les deux organes, on observe une faible différence entre les 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ et les 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ,𝐸𝑑𝑈/

𝑅𝑖𝑛𝑡,𝐸𝑑𝑈 des embryons de souris sacrifiées après 15 et 30 minutes, ce qui se traduit par des durées 
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de cycle similaires (Tableau 10, Tableau 11). Pour 60 minutes, 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ reste également 

relativement constante mais le ratio 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ,𝐸𝑑𝑈/𝑅𝑖𝑛𝑡,𝐸𝑑𝑈 diminue fortement, ce qui se traduit 

par une augmentation de la durée du cycle des cellules périphériques et une diminution de la 

durée du cycle des cellules internes. Nous pouvons en déduire que c’est principalement au niveau 

du ratio 𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ,𝐸𝑑𝑈/𝑅𝑖𝑛𝑡,𝐸𝑑𝑈 que la différence des résultats obtenus pour 60 minutes prend sa 

source. Nous allons donc nous intéresser aux deux termes qui composent ce ratio. 

Pour la thyroïde, la proportion de cellules périphériques marquées à l’EdU (𝑅𝑝𝑒𝑟𝑖𝑝ℎ,𝐸𝑑𝑈) 

augmente moins que la proportion de cellules internes marquées à l’EdU (𝑅𝑖𝑛𝑡,𝐸𝑑𝑈) entre 30 

minutes et 60 minutes, ce qui explique que le ratio diminue (Tableau 10, Tableau 11). Les mêmes 

observations sont faites pour le pancréas mais la différence est moins marquée. Pour expliquer 

cela, nous pourrions imaginer que la population périphérique n’est pas homogène comme on le 

suppose et qu’une partie des cellules périphériques pourrait se comporter comme des cellules 

internes. Cela pourrait être le cas pour des cellules périphériques en contact avec les vaisseaux 

sanguins et qui auraient alors moins de place pour se diviser. Dans cette situation, et avec les 

temps d’incorporation utilisés, la proportion des cellules internes marquées à l’EdU augmenterait 

donc de manière continue avec le temps tandis que celle des cellules périphériques évoluerait 

plus lentement, approchant d’un plateau. 

Afin de valider de manière plus forte nos conclusions sur les durées du cycle cellulaire, le 

laboratoire devrait répéter cette expérience sur un plus grand nombre de tissus à ces 3 temps de 

sacrifice, ce qui permettrait d’avoir plus de confiance dans les chiffres obtenus au cours de ce 

mémoire. 

4. Apports au modèle 

4.1. Conclusions 

Avant ce travail, un modèle de la morphogenèse de la thyroïde et du pancréas était déjà en cours 

de développement. Cependant, les conditions initiales utilisées jusque-là dans le modèle étaient 

des conditions idéalisées et les différents paramètres du modèle étaient issus de la littérature. Ce 

mémoire a permis d’améliorer le modèle par le biais de plusieurs apports. 

Premièrement, l’obtention d’images biologiques, puis la transformation de ces images et le 

traitement consécutif des données ont permis de fournir des conditions initiales réalistes au 

modèle en reproduisant le tissu dans CHASTE. Ces conditions initiales peuvent donc être vues 

comme la forme et la taille du tissu et des cellules, le nombre de cellules et leur position dans le 

tissu. Ensuite, les quantifications réalisées, en plus des informations directes qu’elles apportent, 

ont permis de calculer la valeur de certains paramètres du modèle afin d’améliorer celui-ci. Un 

premier paramètre est la surface cellulaire visée (𝐴0). Les simulations prenant le stade amas 
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comme point de départ, la première possibilité est d’utiliser la surface moyenne calculée pour les 

stades intermédiaires (simulation de 48h) comme surface visée. Au vu des résultats, la deuxième 

possibilité est de de définir la surface cellulaire moyenne comme constante. Le second paramètre 

est la durée du cycle cellulaire des cellules périphériques et internes. Une fois insérées dans le 

modèle, ces durées permettent premièrement de fournir une évolution réaliste du nombre de 

cellules dans le tissu lors de la simulation. Deuxièmement, la prolifération au départ 

uniformément répartie dans le tissu est adéquatement favorisée en périphérie. 

4.2. Discussion et perspectives 

Dans ce travail l’accent a été majoritairement porté sur les cellules épithéliales. Or le modèle 

inclut également les cellules endothéliales. Les conditions initiales fournies au modèle englobent 

également ces dernières (position et forme des cellules) mais les quantifications n’ont été 

réalisées que sur les cellules épithéliales. Pour l’instant, l’impact des cellules endothéliales dans 

le modèle se résume seulement à leur position par rapport au tissu, il n’est donc pas nécessaire 

de quantifier une durée du cycle cellulaire ou une surface visée pour ces dernières. 

Les apports de ce travail au modèle ont permis d’améliorer celui-ci mais il reste d’autres 

paramètres à calibrer avant d’obtenir des simulations fidèles à la réalité. C’est le cas des 

paramètres d’adhésion entre cellules. Ces derniers ont un impact important sur la manière dont 

le tissu évolue durant la simulation. En pratique, ils sont au nombre de 5 : 

• Adhésion entre deux cellules épithéliales. 

• Adhésion d’une cellule épithéliale avec l’extérieur du tissu. 

• Adhésion entre une cellule épithéliale et une cellule endothéliale. 

• Adhésion entre deux cellules endothéliales. 

• Adhésion d’une cellule endothéliale avec l’extérieur du tissu. 

En faisant varier ces paramètres, on fait varier la tendance des cellules à effectuer des contacts 

avec un type cellulaire ou l’autre (ou l’extérieur du tissu). En pratique, si on assigne par exemple 

une valeur élevée à la force d’adhésion entre cellules épithéliales, ces dernières auront tendance 

à s’agglomérer et former une masse circulaire pour limiter les contacts avec les cellules 

endothéliales et l’extérieur. Pour l’instant, la valeur de ces paramètres est issue de la littérature. 

La Figure 27 illustre les résultats d’une simulation dans l’état actuel des choses. Le point de départ 

est la thyroïde au stade amas (Figure 27), la simulation dure 32h. Une comparaison visuelle entre 

les résultats de la simulation et les images obtenues pour la thyroïde à E15.5 montre bien que le 

modèle doit encore être amélioré. Notons que certains processus ayant déjà été développés à 

partir de simulations aux conditions idéalisées ne sont pas implémentés dans la simulation. Cela 

peut se faire en calibrant les paramètres d’adhésion de manière à obtenir une représentation la 
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plus fidèle possible de la réalité. Cette calibration est une bonne perspective et serait logiquement 

la première étape de la suite de ce travail. 

 

Figure 27. Images de la simulation de la morphogenèse de la thyroïde à t = 0 et t = 32h. Le point de départ 
est une image de lobe thyroïdien au stade amas (E13.5). Les paramètres d’adhésion cellulaire utilisés sont 
issus de la littérature et n’ont pas été calibrés. Les deux images sont à la même échelle. 

Il apparaît très difficile de calculer la valeur des paramètres d’adhésion au départ de 

l’expérimentation, comme nous l’avons fait avec la surface visée et la durée de cycle cellulaire. A 

ce jour, nous n’avons pas de données quantitatives utilisables pour calculer de manière fiable la 

valeur de ces paramètres. Ces derniers doivent donc être calibrés en comparant les résultats des 

simulations avec les données obtenues pour le stade intermédiaire (simulation de 48h) ou le stade 

monocouche (simulation de 96h). Nous avons effectué un premier travail de réflexion afin de 

poser les bases de cette calibration. La démarche proposée est présentée dans le Tableau 12.  

Tableau 12. Point de départ proposé pour la calibration des paramètres d’adhésion. Les paramètres à 
faire varier dans un premier temps concernent les cellules épithéliales. 

Adhésion entre : Fixe / Variable Valeur du paramètre 

Epithéliale – Epithéliale Variable [3 ; 5 ; 7] 

Epithéliale – Extérieur Variable [3 ; 5 ; 7] 

Epithéliale – Endothéliale Variable [3 ; 5 ; 7] 

Endothéliale – Endothéliale Fixe 2 

Endothéliale – Extérieur Fixe 10 
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Notons que la valeur d’un paramètre d’adhésion reflète son poids dans l’équation d’énergie (cfr 

2.1.1 p.29). Etant donné que la simulation évolue de manière à minimiser cette équation 

d’énergie, plus la valeur d’un paramètre d’adhésion entre un type cellulaire « A » et un type 

cellulaire « B » est élevée, plus la simulation essayera de limiter le nombre de contacts entre les 

cellules A et B. Au contraire, si la valeur du paramètre d’adhésion « A-B » est faible relativement 

aux autres paramètres, nous observerons de nombreux contacts entre cellules A et B car le poids 

de ces contacts dans l’équation d’énergie est plus faible. 

L’adhésion entre cellules endothéliales est fixée à une valeur plus faible que les autres car elles 

doivent rester groupées pour représenter correctement les vaisseaux sanguins (Tableau 12). Nous 

proposons de ne pas faire varier l’adhésion des cellules endothéliales avec l’extérieur dans un 

premier temps car nous estimons que ce paramètre aura moins d’impact que les autres sur les 

résultats obtenus. Les trois paramètres à faire varier sont ceux qui concernent les cellules 

épithéliales, les valeurs varient autour de 5 - la valeur initiale issue de la littérature. Il y a donc 27 

(33) combinaisons de paramètres à tester dans un premier temps. 

Afin de déterminer laquelle des combinaisons est la meilleure, il faut comparer les résultats de la 

simulation avec les résultats obtenus pour les images de tissus au stade intermédiaire (pour une 

simulation de 48h). Pour cela, nous avons étudié plusieurs options qui nous permettraient de 

calculer une erreur servant à mesurer l’écart avec la réalité : 

(i) Le nombre de cellules du tissu ; 

(ii) La surface cellulaire moyenne ; 

(iii) La distribution de la surface cellulaire ; 

(iv) Le nombre de voisins par cellule ; 

Etant donné que le calcul de la durée du cycle cellulaire et de la surface visée permet déjà de 

fournir une évolution réaliste du nombre de cellules dans le tissu et de la surface cellulaire, ces 

options sont écartées. Une comparaison visuelle de graphiques de la distribution de la surface 

cellulaire pourrait être une option viable. Enfin, le nombre de voisins par cellule nous apparaît 

être la meilleure option. En effet, il a été montré que le nombre moyen de voisins des cellules est 

un bon indicateur de la surface et de la forme des cellules (Kokic et al., 2019). Nous pourrions 

donc calculer une erreur basée sur la différence entre le nombre moyen de voisins pour la 

simulation et pour le tissu au stade intermédiaire. Les trois premières options pourraient 

toutefois également être utilisées parallèlement au nombre de voisins afin d’enrichir la 

comparaison. 

La démarche proposée ci-dessus est une perspective visant à poser les bases de la calibration. Il 

faudra adapter celle-ci en fonction des premiers résultats obtenus, qui permettront de cibler plus 
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précisément la gamme de variation de la valeur des paramètres. En outre, les expériences futures 

mettront peut-être en évidence d’autres paramètres qu’il faudra alors inclure dans le modèle, ce 

qui ouvrira la porte à d’autres quantifications et/ou calibrations qui permettront de préciser le 

modèle et ainsi de suite. 
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La thyroïde et le pancréas ont un développement embryonnaire similaire. Ils dérivent 

tous deux de l’endoderme et forment d’abord une structure transitoire semblable : 

un amas de cellules épithéliales non polarisées. Au cours de la morphogenèse des 

deux organes, les cellules épithéliales prolifèrent, surtout en périphérie de l’amas, et 

se réorganisent progressivement en une multitude de monocouches fermées dans la 

thyroïde ou en une seule monocouche ouverte et branchée dans le pancréas. Au 

cours de cette transition amas → monocouches, les cellules acquièrent donc une 

polarité apico-basale. Pour mieux comprendre les mécanismes complexes 

gouvernant la morphogenèse de la thyroïde et du pancréas, le laboratoire d’accueil 

s’est embarqué dans le développement d’un modèle mathématique de cette 

transition amas → monocouches. Cependant, les conditions initiales utilisées 

jusqu’ici sont des conditions idéalisées et les différents paramètres du modèle sont 

issus de la littérature générale. 

Dans un premier temps, des conditions initiales réalistes ont été apportées au 

modèle en reproduisant le tissu in silico. Pour cela, au départ d’embryons de souris, 

des images de coupes de pancréas et de thyroïde ont été obtenues à 3 stades 

différents de la morphogenèse de chaque organe. Le logiciel HALO a été utilisé pour 

analyser ces images et convertir les informations qu’elles contiennent en données 

brutes exploitables. Ces données ont ensuite été traitées à l’aide de MATLAB et 

transformées en données utilisables par CHASTE, le logiciel sélectionné par le 

laboratoire pour la modélisation. De cette manière, les images des tissus biologiques 

ont pu être recréées dans CHASTE pour être utilisées comme point de départ des 

simulations. 

Parallèlement, des données quantitatives sur la prolifération, la surface cellulaire et 

le nombre de cellules ont été collectées à partir de ces mêmes images biologiques 

afin de calculer la valeur de certains paramètres du modèle. A l’aide de MATLAB, le 

tissu épithélial a été séparé en deux populations de cellules : les cellules de la 

couronne périphérique, en contact avec la matrice extracellulaire et qui ont été 

rapportées comme étant plus prolifératives, et les cellules internes afin que nos 

quantifications représentent au mieux la situation biologique des deux amas en 

réorganisation. 
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