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> La plupart des techniques d’imagerie cellu-
laire, telles que la microscopie photonique ou 
la microscopie électronique, nécessitent que 
l’échantillon biologique soit préalablement fixé 
par des agents chimiques, une étape qui est 
connue pour endommager l’organisation sub-
cellulaire. Pour pallier à ce problème, la cryo-
fixation, inventée il y a plus de 40 ans, consiste 
à vitrifier les échantillons biologiques afin de 
préserver leur état natif. Cette méthode n’avait 
cependant été que très peu utilisée en micros-
copie photonique. Dans cette revue, nous pré-
sentons en détail la microscopie d’expansion, 
une technique de super-résolution développée 
récemment et qui, couplée à la cryo-fixation, 
permet de visualiser l’architecture cellulaire au 
plus près de son état natif. <

est possible de déterminer la résolution atteignable en divisant la lon-
gueur d’onde par l’ouverture numérique (ON), ce qui donne une résolu-
tion maximale de 160 à 200 nm selon les paramètres optiques utilisés. 
Par ailleurs, il faut rappeler que la microscopie photonique repose 
majoritairement sur l’utilisation d’anticorps spécifiques de protéines 
d’intérêt, couplés à un fluorochrome, qui, excité à une longueur d’onde 
donnée, émet un spectre lumineux capté par des détecteurs. S’ajoute 
donc aux limites de résolution une perte de précision, de l’ordre de 15 
à 20 nm, qui correspond à la taille des anticorps couplés aux fluoro-
chromes (aussi appelée linkage error). En raison de ces limitations, il 
est donc difficile de visualiser une grande majorité des structures cel-
lulaires dont la taille se situent en dessous de la limite de résolution 
de la microscopie photonique, telles que les organites (moins de 500 
nm) ou les protéines (environ 10 nm).
La microscopie électronique permet de contourner cette limite. Elle 
repose sur l’utilisation d’une source d’électrons dont la longueur 
d’onde peut atteindre quelques picomètres (pm). Néanmoins, la 
microscopie électronique requiert que l’échantillon soit fixé chimi-
quement, enrobé dans un polymère résistant aux électrons, puis 
coupé en fines sections, et, enfin, coloré avec des colorants aspéci-
fiques, tels que le sel d’uranium et l’osmium. Dans ces conditions de 
préparation, qui peuvent affecter l’organisation nanométrique des 
biomolécules, la résolution effective de la microscopie électronique 
cellulaire est d’environ 5 à 10 nm.
Dès lors, nous disposons de deux méthodes complémentaires : la 
microscopie photonique, qui permet la localisation spécifique de 
biomolécules, mais avec une résolution limitée ; et la microscopie 
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L’imagerie cellulaire en biologie

Deux types d’imagerie sont couramment utilisés dans 
les laboratoires de biologie cellulaire et moléculaire 
pour observer les cellules : la microscopie photonique 
et la microscopie électronique. Comme leurs noms l’in-
diquent, il s’agit de méthodes qui utilisent des sources 
de différentes longueurs d’ondes, les photons ou les 
électrons. En microscopie photonique, les longueurs 
d’ondes monochromatiques utilisées correspondent aux 
longueurs d’ondes qui composent la lumière blanche 
(de 400 nm à 800 nm). Quand ces ondes passent à tra-
vers une ouverture, celles-ci vont diffuser et créer une 
tache lumineuse, appelée « tache d’Airy », spécifique 
pour chacune des longueurs d’ondes utilisées. Ce phé-
nomène de diffraction limite le pouvoir de résolution 
car deux taches trop proches deviennent indiscernables. 
L’observation de structures sub-cellulaires est ainsi 
limitée par la diffraction, définie par la formule d’Ernst 
Abbe (1840-1905) [1]. En simplifiant cette formule, il 

Vignette (© Guichard/Hamel Lab, Université de Genève).
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Depuis son invention, la microscopie à expansion n’a 
cessé d’évoluer, soit dans le but d’en améliorer la réso-
lution [7, 8], soit dans un but de simplification [9]. À ce 
jour, il existe deux grandes classes de protocoles [10] : 
le protocole « pré-expansion » et le protocole « post-
expansion », selon le moment où l’immunomarquage 
des échantillons biologiques est réalisé (Figure 1).
Dans le protocole « pré-expansion », les échantillons 
biologiques sont fixés, puis marqués par des anticorps 
couplés à des fluorochromes, et incubés en présence 
d’agents chimiques permettant d’ancrer ces fluo-
rochromes au futur polymère. Les échantillons sont 
ensuite enrobés dans le polymère composé, entre 
autres, d’acrylate de sodium. L’acrylate de sodium est 
l’élément responsable de l’expansion : en présence 
d’eau, il change de conformation, entraînant une dila-
tation du polymère. Après polymérisation, les échan-
tillons sont intégralement digérés par une protéase, la 
protéinase K, laissant essentiellement l’empreinte des 
fluorochromes attachés au polymère (Figure 1). L’ajout 
d’eau pure permet ensuite l’expansion du polymère, 
ce qui espace d’autant les fluorochromes ancrés qui 
témoignent de la position initiale des protéines d’inté-
rêt. Ils sont alors visualisés avec une résolution amélio-
rée (Figure 1) [6].
Dans le deuxième protocole, l’approche de « post-
expansion », l’immunomarquage des protéines s’effec-
tue après l’expansion. Dans ce protocole, initialement 
appelé MAP pour magnified analysis of the proteome 
[11], les échantillons biologiques sont fixés puis direc-
tement incubés en présence d’agents chimiques per-
mettant d’ancrer toutes les protéines au futur poly-
mère. Les échantillons sont ensuite enrobés dans un 
mélange d’acrylamide et d’acrylate de sodium, puis le 
gel est polymérisé. À l’inverse de la protéolyse com-
plète réalisée dans le protocole « pré-expansion », le 
protéome est conservé et dénaturé afin de perturber 
les interactions entre protéines sans en impacter la 
séquence primaire. Au cours de l’expansion du gel dans 
l’eau pure, la distance entre les protéines est dès lors 
augmentée d’un facteur quatre. Après expansion, les 
protéines d’intérêt sont directement marquées dans le 
gel avec des anticorps spécifiques (Figure 1).
Ces deux protocoles présentent chacun leurs avantages 
et leurs inconvénients. La méthode « pré-expansion » 
permet l’immunomarquage des échantillons dans leur 
état non dénaturé, et elle ne nécessite que peu d’anti-
corps. En revanche, elle s’accompagne de quatre incon-
vénients : la dilution volumétrique des fluorochromes 
dans le gel en expansion [8], l’introduction d’un linkage 
error, qui correspond à la distance entre le fluorochrome 
couplé à l’anticorps et l’épitope reconnu [10, 12], la 

électronique, 20 à 40 fois plus résolutive, mais qui révèle essentiel-
lement l’ultrastructure sans marquage spécifique. Il existe donc une 
« zone grise » du vivant difficilement visualisable qui correspond à 
l’organisation nanométrique de protéines spécifiques dans une struc-
ture sub-cellulaire. Afin de palier à ce manque, une nouvelle forme 
de microscopie à fluorescence est apparue il y quelques années : la 
microscopie à fluorescence à super-résolution, aussi appelée nanos-
copie [2]. Cette méthode regroupe principalement trois approches de 
microscopies photoniques capables de franchir la barrière de la dif-
fraction de la lumière : le SIM (structured illumination microscopy), le 
STED (stimulated emission depletion) et le SMLM (single molecule light 
microscopy) [3]. En 2014, Eric Betzig, William Moerner, et Stefan Hell 
ont été récompensé par le prix Nobel de chimie pour la mise au point 
de cette technique de fluorescence à super-résolution. Ces approches, 
qui reposent sur le développement de microscopes de pointe et d’algo-
rithmes de reconstructions d’images, ont des résolutions comprises 
entre 10 et 120 nm. Elles ont permis de révolutionner nos connaissances 
en biologie cellulaire, en microbiologie et en neurobiologie [4]. Il est 
en effet à présent possible de localiser à l’échelle nanométrique des 
constituants sub-cellulaires [5]. Cependant, leur utilisation nécessite 
une expertise et des microscopes spécifiques, limitant leur exploita-
tion à certains laboratoires de biologie.

La microscopie à expansion : principe et développement

La méthode de microscopie à expansion (ou ExM) [6], développée en 2015 
dans le laboratoire de Edward S. Boyden, professeur de neurotechnologie 
au Massachusetts Institute of Technology (MIT) à Cambridge (États-Unis), 
est une nouvelle technique de microscopie photonique. Cette méthode 
appartient également à la classe des microscopies à super-résolution [3] 
mais contrairement aux autres techniques que nous avons présentées, 
elle consiste à enrober les échantillons biologiques dans un polymère 
capable de s’expandre de façon isotropique (dans toutes les directions). 
Elle permet ainsi d’augmenter physiquement la taille des échantillons 
d’un facteur quatre, ou plus, améliorant la résolution et donc leur obser-
vation en utilisant des microscopes photoniques classiques. L’utilisation 
de microscopes conventionnels est l’un des avantages les plus importants 
de la microscopie à expansion. En effet, contrairement aux autres tech-
niques de super-résolution, l’observation des échantillons ne nécessite 
pas de microscopes spécifiques, ce qui facilite fortement la mise en place 
de cette technique dans les laboratoires. La microscopie à expansion 
a été adaptée à de nombreux échantillons (des cellules, des parasites, 
des tissus) et a prouvé son utilité dans tous ces derniers. Un autre avan-
tage de cette technique de microscopie réside dans le fait que, dans la 
majorité des cas, les anticorps utilisés classiquement en microscopie par 
immunofluorescence fonctionnent parfaitement avec ce type d’échantil-
lons. Néanmoins, cette méthode présente des inconvénients, tels que la 
nécessité d’utiliser une quantité importante d’anticorps, ce qui peut être 
coûteux si la technique est utilisée en routine, ainsi que l’augmentation 
de l’épaisseur de l’échantillon, qui peut affecter la visualisation en pro-
fondeur de certains objets biologiques, non compatible avec la limite de 
distance de travail des objectifs utilisés.
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destruction de certains fluorophores [13], et la non accessibilité aux 
épitopes qui sont masqués [11, 14]. Il en résulte que l’intensité glo-
bale de la fluorescence finale est souvent faible. La méthode « post-
expansion », du fait de l’ajout des anticorps portant un fluorochrome 
après la dilution volumétrique, résulte en un signal plus intense et le 
linkage error diminue de façon proportionnelle au facteur d’expan-
sion. En effet, l’échantillon biologique étant quatre fois plus large, la 
taille relative des anticorps et donc la distance entre fluorochrome 
et épitope sont réduites, améliorant ainsi la précision des observa-
tions et des mesures qui en découlent [10]. Ce protocole se révèle 
particulièrement intéressant pour les structures compactes dans les-
quelles certains épitopes sont naturellement masqués. En effectuant 
l’immunomarquage après l’expansion des échantillons, de nouveaux 
épitopes deviennent accessibles et peuvent donc être révélés [14]. En 
revanche, ce protocole a le désavantage, outre le fait de consommer 
plus d’anticorps, de perdre les conformations tridimensionnelles de 
certains épitopes lors du processus de dénaturation, comme c’est le 
cas, par exemple, avec la technique d’analyse de protéines par élec-
trophorèse suivie de western blot. Récemment, notre laboratoire a 
développé une variante du protocole MAP de «  post-expansion » [11]. 
Cette méthode, appelée ultrastructure expansion microscopy (U-ExM) 
[14, 15], dans laquelle les conditions d’ancrage des protéines ont été 

Figure 1. Comparaison des 
protocoles « pré-expansion » 
et « post-expansion ». Dans 
le protocole « pré-expan-
sion », les cellules sont fixées 
puis immunomarquées avant 
d’être enrobées dans un poly-
mère expansible. Après diges-
tion totale du protéome par 
la protéinase K, les fluoro-
chromes associés au polymère 
sont soumis à l’expansion par 
ajout d’eau. Dans le proto-
cole « post-expansion », les 
cellules sont directement 
enrobées dans un polymère 
expansible. Après dénatura-
tion partielle du protéome, 
les protéines ancrées au poly-
mère sont soumises à l’ex-
pansion par ajout d’eau puis 
immunomarquées.

optimisées, permet à la fois une expansion et une pré-
servation optimales de l’organisation ultrastructurale 
des organites cellulaires, donnant accès à leur archi-
tecture moléculaire.
En utilisant les centrioles de l’algue verte Chlamydo-
monas reinhadrtii comme référence moléculaire, nous 
avons pu démontrer que l’organisation de cet organite 
cylindrique, aux dimensions stéréotypiques de 500 nm 
de long sur 200 nm de large, était intacte après expan-
sion [14]. Le protocole d’U-ExM a également permis de 
révéler, pour la première fois, l’organisation spatiale des 
protéines qui composent le centriole à l’échelle nano-
métrique (voir plus loin) [16-21]. D’autres variantes de 
ce protocole existent, comme le eMAP (epitope-pres-
erving-MAP) [22], le cMAP ( centriole-MAP) [23] et le 
Cell-MAP [22].
Les gels d’expansion peuvent être conservés plusieurs 
jours à 4 °C. Mais au-delà d’une semaine, le signal 
de fluorescence commence à se dégrader, ce qui peut 
poser un problème si l’on souhaite conserver des expé-
riences pour des études ultérieures. Les gels d’U-ExM 
peuvent être plongés dans du glycérol (50 % en eau 
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la congélation à haute pression et le plunging. Ces deux 
méthodes nécessitent des équipements particuliers qui 
sont généralement présents dans les laboratoires ou 
plateformes de microscopie électronique.
Dans le plunging, les échantillons biologiques sont 
fixés à une lamelle de verre qui est ensuite rapidement 
plongée, via un bras mécanique, dans un puits d’éthane 
liquide refroidi à – 180 °C par de l’azote liquide, ce 
qui entraîne la vitrification de l’eau contenue dans les 
échantillons1. S’en suit l’étape de freeze substitution. 
Au cours de cette étape, qui ne nécessite pas d’équipe-
ments particuliers et qui est facilement réalisable dans 
des laboratoires de biologie, les lamelles sont transfé-
rées rapidement dans des tubes (de 5 mL) contenant 
de l’acétone pur (1 mL) préalablement congelé dans 
l’azote liquide. Les tubes sont ensuite réchauffés 
lentement, de – 180 °C à + 4 °C. Les molécules d’eau, 
en retournant à l’état liquide, sont ainsi instantané-
ment substituées par l’acétone, dont le coefficient 
de diffusion est supérieur à celui de l’eau. Après une 
étape de réhydratation par des incubations dans des 
bains contenant une concentration croissante d’eau, 
les échantillons seront prêts pour l’expansion avec le 
protocole U-ExM [14]. Les lamelles sont tout d’abord 
incubées en présence d’un mélange de formaldéhyde 
et d’excès d’acrylamide : le formaldéhyde lie les grou-
pements amines libres des protéines à l’acrylamide. 
L’acrylamide en excès permet de limiter la réticulation 
protéique normalement provoquée par le formaldéhyde 
et d’ancrer les protéines au futur polymère d’expansion. 
Ce polymère est constitué d’acrylamide/bis-acrylamide 
(utilisé en biochimie pour les gels d’électrophorèse) et 
d’acrylate de sodium (qui permet l’expansion). Afin de 
permettre une expansion isotropique des protéines dans 
le gel, les échantillons sont dénaturés, ce qui provoque 
une rupture des liaisons entre protéines. Sous l’effet de 
l’ajout de l’eau, le gel se dilate, ce qui induit l’éloigne-
ment des protéines à une distance égale à celle de l’ex-
pansion du gel. Les gels sont ensuite immunomarqués 
et examinés avec des microscopes à épifluorescence ou 
par microscopie confocale (Figure 2).

« Voir c’est savoir » : application de la cryo-ExM

La microscopie à expansion a d’ores et déjà fait ses 
preuves à différentes échelles [6, 7, 13, 28, 29]. Au 
niveau tissulaire, son utilisation a, par exemple, 
permis de révéler avec précision l’organisation du 

1 À partir de ce moment, la lamelle de verre doit être conservée à – 180 °C, en la 
transférant rapidement de l’éthane liquide à l’azote liquide qui entoure le puits. Si 
la température de la lamelle augmente, au-dessus de – 140 °C, l’état vitreux sera 
perdu et la structure cellulaire sera fortement affectée.

distillée) et congelés à – 20 °C. Dans ces conditions, ils peuvent être 
gardés plusieurs mois et être de nouveau imagés ou marqués avec des 
anticorps après élimination du glycérol.

Cryo-fixation et microscopie à expansion

Chacune des méthodes d’imagerie (microscopie électronique, 
microscopie photonique, microscopie super-résolution, microscopie 
à expansion) nécessite la fixation préalable des échantillons biolo-
giques. Cette fixation, fondée généralement sur l’utilisation d’aldé-
hydes, crée une réticulation entre les protéines qui est indispensable 
au maintien de l’organisation cellulaire au cours des traitements 
nécessaires à la microscopie photonique ou électronique. Mais elle 
entraîne la formation d’artéfacts et des changements morpholo-
giques de la cellule [24]. Pour la microscopie électronique et en 
raison de sa haute résolution, les chercheurs ont œuvré pendant des 
années pour développer une méthode optimale permettant de fixer 
les structures subcellulaires ou macromoléculaires tout en préservant 
leur état natif. En 1981, Jacques Dubochet, biophysicien et universi-
taire suisse, prix Nobel de chimie en 2017, et son équipe, découvrent 
ainsi la cryo-fixation en eau vitreuse [25]. Cette méthode consiste 
à refroidir instantanément, à – 180 °C, les échantillons biologiques. 
Elle permet ainsi d’immobiliser les molécules d’eau sans laisser le 
temps d’une cristallisation (ce que l’on nomme l’état vitreux). Cette 
formation d’eau vitreuse « fige » alors l’échantillon biologique dans 
son état natif. Alors qu’il est possible d’observer en cryo-microscopie 
électronique les molécules purifiées directement en eau vitreuse, les 
cellules, quant à elles, doivent, la plupart du temps, être enrobées 
dans une résine afin d’en réaliser des sections fines. Aussi, afin de 
préserver et stabiliser au maximum l’échantillon dans son état le 
plus natif possible, les chercheurs ont développé une étape supplé-
mentaire appelée freeze substitution [26]. Au cours de ce proces-
sus, les molécules de glace, en retournant à l’état liquide, seront 
instantanément substituées par de l’acétone, dont le coefficient 
de diffusion est supérieur à celui de l’eau. Lors du retrait des molé-
cules d’eau, les molécules d’intérêt peuvent s’agréger et s’effondrer, 
comme c’est le cas lors de la fixation par réticulation chimique [24]. 
Afin de limiter cette agrégation, la freeze substitution est réalisée à 
basse température, ce qui conduit à la formation d’agrégats de taille 
réduite [26]. En effet, grâce à l’abaissement de la température, la 
viscosité intracellulaire augmente, limitant ainsi la formation de 
gros agrégats et préservant l’ultrastructure cellulaire au plus proche 
de son état natif.
En microscopie photonique, les artéfacts ultrastructuraux liés à la 
fixation chimique n’étaient pas jusqu’à présent un facteur limitant, 
la résolution de la méthode étant réduite. Depuis l’invention des 
méthodes de microscopie à super-résolution, il est cependant devenu 
important que l’architecture cellulaire soit mieux préservée. C’est dans 
cette optique que nous avons développé une méthode qui couple la 
cryo-fixation à la microscopie à expansion (appelée cryo-ExM) [27]. 
Sur le plan expérimental, la première étape consiste à cryo-congeler 
les échantillons biologiques. Il existe deux méthodes de cryo-fixation : 
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la microscopie à expansion, le domaine de la para-
sitologie bénéficie aujourd’hui d’un nouvel outil 
de pointe permettant d’appréhender des questions 
biologiques, telles que les mécanismes sous-jacents 
à certaines fonctions parasitaires [38-46].
Bien que ces nombreux travaux démontrent la puissance 
de la microscopie à expansion pour étudier l’organisa-
tion tissulaire et cellulaire et, en particulier, pour l’étude 
du cytosquelette, il existe peu d’études approfon-
dies dans le cadre de l’observation d’organelles mem-
branaires. La préservation des membranes cellulaires 
requiert en effet des connaissances méthodologiques 
particulières, notamment pour la fixation des échantil-
lons. Les méthodes de fixation permettant de préserver 
les membranes ne sont par ailleurs pas nécessairement 
compatibles avec l’observation des éléments du cytos-
quelette, ni avec le processus d’expansion lui-même. 
En effet, le glutaraldéhyde, l’aldéhyde nécessaire au 
maintien de l’ultrastructure des membranes, empêche 

système nerveux central en conditions saine et pathologique 
[30], ou de mieux comprendre le mécanisme de la rétinite pig-
mentaire (retinitis pigmentosa), une maladie dégénérative de 
la rétine [31]. À l’échelle de la cellule, l’U-ExM, en particulier, a 
considérablement accru nos connaissances sur l’organisation et 
la fonction de certains organelles, notamment des centrioles [14, 
16-21, 32-36]. Comme pour le centriole, l’étude de l’organisation 
de certains parasites est particulièrement difficile en raison de 
leur très petite taille et, parfois, de l’impossibilité d’utiliser la 
nanoscopie. Elle repose ainsi principalement sur l’utilisation de 
la microscopie électronique. L’U-ExM a néanmoins permis, pour la 
première fois, de révéler chez Plasmodium, le parasite responsable 
du paludisme, la présence d’une structure, appelée apical tubulin 
ring, jusqu’alors uniquement observée chez d’autres parasites de 
la famille des apicomplexes, comme Toxoplasma gondii [37]. La 
microscopie à expansion a également révélé l’organisation du 
cytosquelette de Toxoplasma gondii et d’un autre parasite, Trypa-
nosoma brucei, responsable de la maladie du sommeil [38, 39]. 
Au-delà de la puissance descriptive et quantitative apportée par 

Figure 2. Étapes de la cryo-microscopie à expansion. Les échantillons vivants (A) sont plongés rapidement dans de l’éthane liquide refroidi à 
– 180 °C (B) puis directement placés en présence d’acétone congelé et incubés en carboglace (C). Après une étape de réhydratation, les échan-
tillons sont prêts pour l’expansion. Le protéome des échantillons est ensuite associé à un polymère extensible via des ancres moléculaires (for-
maldéhyde-acrylamide) (D, E). Les protéines sont dénaturées (F) et, après une expansion partielle, immunomarquées (G). L’expansion finale du 
gel est réalisée par ajout d’eau distillée (H). FA : formaldéhyde ; AA : acrylamide ; BIS : bisacrylamide ; SA : acrylate de sodium ; TEMED/APS : 
1,2-Bis(diméthylamino)éthane/persulphate d’ammonium ; SDS : sodium dodécyl sulfate.
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expansion ». Il est ainsi possible d’observer à la fois 
des éléments du cytosquelette (d’actine ou de microtu-
bules) et des organites membranaires (mitochondries, 
réticulum endoplasmique) dans leur état quasi-natif et 
avec une haute résolution. La cryo-ExM a permis de cap-
turer des évènements dynamiques, tels que l’interaction 
du réticulum endoplasmique ou des mitochondries 
avec les microtubules, deux phénomènes transitoires 

la bonne expansion des échantillons en « post-fixation » [14], proba-
blement à cause des ponts qui sont formés par les aldéhydes entre les 
protéines. Pour pallier à ces contraintes, il est nécessaire de combiner 
une méthode de fixation qui permet de préserver l’ultrastructure des 
échantillons (membrane et cytosquelette, par exemple) et qui n’altère 
pas l’expansion. L’application de la cryo-fixation à l’expansion remplit 
ces critères et permet de préserver et d’observer des structures cellu-
laires de différents types avec l’approche d’immunomarquage « post-

Figure 3. Divers exemples de l’utilisation de la cryo-ExM. A. Image confocale d’une cellule de sarcome (U2OS) dont les lipides membranaires ont été 
marqués en utilisant le BODIPY après cryo-fixation et expansion. Le code couleur représente la position de chaque image à travers la cellule (13 
images sur 2 µm d’épaisseur). Barre d’échelle : 2,5 µm. B. Image confocale de levures (Saccaromyces cerevisiae) immunomarquées pour la détec-
tion de l’ATPase vacuolaire VPH1 (orange) et du protéome total en utilisant le NHS-ester (bleu) après cryo-fixation et expansion. Ces marquages 
permettent de visualiser distinctement différents organites : la vacuole (V), les mitochondries (m) et le noyau (N). Barre d’échelle : 2,5 µm. C.
Image confocale du parasite Trypanosoma Brucei dont la tubuline (jaune), l’ADN (bleu) et les mitochondries (magenta) ont été immunomarqués 
après cryo-fixation et expansion. Ces marquages permettent de distinguer les microtubules individuels (jaune) ainsi que le réseau unique de 
mitochondries (magenta). Enfin, le marquage de l’ADN avec le Hoechst (bleu) met en évidence l’ADN nucléaire et l’ADN mitochondrial, dans le 
kinétoplaste, une structure spécifique qui se trouve à la base du flagelle, lui-même attaché le long du corps cellulaire. Barre d’échelle : 2,5 µm. D.
Image confocale du parasite Trypanosoma Brucei dont le protéome total a été marqué avec le NHS-ester après cryo-fixation et expansion. Le code 
couleur représente la position de chaque image à travers le parasite (13 images sur 2 µm d’épaisseur). Barre d’échelle : 2,5 µm.
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de l’U-ExM à la nanoscopie a déjà montré sa puissance 
à l’échelle du centriole, pour lequel il a permis de révé-
ler certaines caractéristiques qui n’avaient jamais été 
observées en microscopie photonique [14, 36]. De nou-
velles approches d’expansion de 10x, 16x ou même 20x, 
permettent désormais d’observer des structures molé-
culaires avec une résolution nanométrique inédite [29, 
47, 49, 50]. En couplant toutes ces approches de micros-
copie à expansion avec la cryo-fixation, il sera possible 
de visualiser la structure native des bio-molécules avec 
un minimum d’artéfact, et, ainsi, de repousser d’avan-
tage les limites de la microscopie photonique. 

SUMMARY
Closer to the native architecture of the cell using 
Cryo-ExM
Most cellular imaging techniques, such as light or elec-
tron microscopy, require that the biological sample is 
first fixed by chemical cross-linking agents. This neces-
sary step is also known to damage molecular nanostruc-
tures or even sub-cellular organization. To overcome this 
problem, another fixation approach was invented more 
than 40 years ago, which consists in cryo-fixing biologi-
cal samples, thus allowing to preserve their native state. 
However, this method has been scarcely used in light 
microscopy due to the complexity of its implementation. 
In this review, we present a recently developed super-
resolution method called expansion microscopy, which, 
when coupled with cryo-fixation, allows to visualize at 
a nanometric resolution the cell architecture as close as 
possible to its native state. 
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2 Les esters de N-hydroxysuccinimide (NHS) sont utilisés pour, par exemple, marquer une protéine par 
fluorescence à l’aide d’un ester de NHS et de fluorescéine.
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	RÉFÉRENCES
	RÉFÉRENCES

