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Introduction 
 

Depuis les années 1950, les nanotechnologies se sont imposées dans le monde 

scientifique comme une véritable révolution, permettant aux chercheurs de réaliser des 

prouesses technologiques encore inenvisageables il n’y a pas si longtemps. Ces avancées 

concernent des domaines aussi variés que l’électronique, avec la miniaturisation des 

transistors, les techniques de microscopie et de spectroscopie, avec l’étude de plus en 

plus précise des propriétés chimiques et structurales des matériaux, ou encore la 

nanotoxicologie, qui s’intéresse aux éventuelles conséquences que peuvent avoir les 

nanomatériaux sur la santé et sur l’environnement. Les nanomatériaux sont définis par la 

NNI (National Nanotechnology Initiative) comme étant « tous matériaux dont au moins 

une des trois dimensions est inférieure ou égale à 100 nm ». Pour un objet nanométrique, 

le nombre d’atomes en surface n’est plus négligeable par rapport au nombre d’atomes 

composant le volume du matériau, et les propriétés physico-chimiques, électroniques ou 

encore magnétiques s’en trouvent grandement modifiées. Ainsi, certains nanomatériaux 

ont été très largement étudiés en raison de leur potentiel pour la Recherche & 

Développement. Parmi ces matériaux, nous pouvons en citer quelques-uns étudiés au 

sein de l’équipe Physique des Matériaux et Nanostructures à l’Institut des Matériaux Jean 

Rouxel (IMN), comme les nanotubes de carbone, les nanopores de silice ou encore les 

nanoparticules d’or, qui vont tout particulièrement nous intéresser dans ce travail. Ces 

dernières peuvent en effet être fonctionnalisées avec différentes molécules pour des 

applications possibles dans le domaine du vivant. 

 

Dans ce domaine, les cellules, les plus petites unités vivantes ayant la capacité de 

se reproduire de façon autonome, sont à la base de tout être vivant, qu’il soit animal ou 

végétal. Certains organismes ne contiennent qu’une seule cellule et sont dits 

unicellulaires, comme les bactéries. D’autres organismes extrêmement complexes, 

comme les animaux et les végétaux, en contiennent plusieurs centaines de milliards. Or, 

les cellules sont sensibles aux différentes tensions mécaniques auxquelles elles sont 

soumises, naturelles ou provoquées, provenant du milieu environnant, et peuvent parfois 

y réagir. On peut prendre un exemple aussi simple qu’une goutte d’eau tombant sur une 

feuille lors d’un orage et constituant une contrainte physique appliquée sur les cellules : 

afin de conserver son intégrité structurelle, la plante va naturellement modifier ses 

propriétés mécaniques intrinsèques. De même, la présence d’éléments toxiques peut 

entraîner des dégradations perceptibles de la plante (nécrose, modification du rendement 

de la photosynthèse, perturbation de la croissance…). La plante n’est toutefois pas 

démunie de mécanismes de défense, il est ainsi possible qu’elle élimine tout ou une partie 

des éléments toxiques, active ses mécanismes d’action antioxydant… Ainsi, les propriétés 
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physiques des cellules végétales, et notamment de leur paroi, leur permettent de faire 

face à différents types de stimuli, et l’étude de leurs réactions et modifications peut nous 

permettre d’accéder indirectement à leur état de santé. Cela présente un intérêt tout 

particulier dans le cas de l’utilisation de nanomatériaux dans des projets à visée 

thérapeutique, où l’on cherche à profiter du potentiel des nanomatériaux sans pour 

autant entraîner le moindre dégât sur l’échantillon. L’étude approfondie des interactions 

entre ces nano-objets et les cellules vivantes est donc de tout premier intérêt, que ce soit 

pour une utilisation contrôlée, ou pour anticiper de potentiels dangers en thérapie ou 

concernant d’éventuels risques alimentaires. 

 

Afin d’étudier les nanomatériaux et leurs interactions avec le vivant, les 

instruments et techniques de caractérisations ont eux aussi évolué. Ainsi, pour 

l’observation des échantillons de plus en plus petits, les microscopes optiques ont été 

rejoints par des microscopes électroniques, permettant d’atteindre une bien meilleure 

résolution spatiale. De même, de nouveaux instruments, tels que les microscopes à 

champ proche (Microscope à effet tunnel (STM) et Microscope à Force Atomique (AFM)) 

ont été développés au cours des années 80. Les propriétés optiques des matériaux 

inhérentes à l’échelle nanométrique sont aujourd’hui également étudiées par 

spectroscopies vibrationnelles infrarouge et Raman. Ces méthodes permettent de 

détecter et d’identifier les vibrations moléculaires, parfois amplifiées par divers effets de 

résonances optiques et plasmoniques liés aux matériaux utilisés.  

 

Ainsi, la compréhension des effets de la présence de nanoparticules d’or 

fonctionnalisées sur les propriétés biologiques des plantes est indispensable pour pouvoir 

améliorer leur efficacité et leur utilisation en lien avec les problématiques actuelles de 

toxicologie, d’impact sur l’environnement et de safer by design. Ce dernier concept 

consiste en l’optimisation des caractéristiques d’un produit pour en limiter l’impact sur 

son environnement, et ce sur l’ensemble de son cycle de vie. Dans ce contexte, nous allons 

présenter une étude des propriétés mécaniques de cellules végétales de la plante 

aquatique Egeria Densa en présence ou non de nanoparticules d’or fonctionnalisées. 

L’objectif principal de cette thèse est d’approfondir la compréhension des modifications 

mécaniques que la présence de nanoparticules d’or fonctionnalisées peut induire au sein 

d’une plante, afin de permettre à terme des applications mieux contrôlées aux 

conséquences mieux connues et comprises. 

Nous avons choisi pour notre travail trois molécules de fonctionnalisation : l’acide 

16-mercaptohexadécanoïque (MHDA), la L-Cystéine et Alexa Fluor 405, une molécule 

fluorescente. Nous avons greffé ces molécules aux nanoparticules d’or que nous avions 

au préalable synthétisées par une voie de synthèse verte (en utilisant un macérât de 

plante et sans ajout de surfactant). Après fonctionnalisation des nanoparticules d’or, 
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notre démarche est d’étudier les caractéristiques mécaniques des cellules présentes à la 

surface de la plante Egeria Densa en présence d’une concentration massique de 

nanoparticules d’or fonctionnalisées en introduisant une goutte de suspension de 

nanoparticules dans le milieu environnant la plante. Les signaux Raman des 

nanoparticules d’or fonctionnalisées et des cellules végétales ont également été étudiés. 

Dans ce manuscrit, nous commencerons par décrire, dans le Chapitre 1, le cadre général 

d’étude des nanoparticules d’or et de leurs propriétés optiques, des systèmes biologiques 

et de l’architecture cellulaire, ainsi que les différents instruments de caractérisation que 

nous avons utilisés lors de l’étude. La méthode de synthèse permettant de produire des 

nanoparticules d’or anisotropes, ainsi que les analyses structurales et physico-chimiques 

des particules produites constitueront le cœur du Chapitre 2. Nous présenterons 

notamment une analyse complète des caractéristiques et propriétés des nanoparticules 

via une utilisation complémentaire de plusieurs techniques : microscopies électroniques, 

méthode statistique, spectroscopies d’absorption UV-visible et de diffusion Raman. Par la 

suite, nous nous concentrerons sur l’analyse des propriétés mécaniques des échantillons 

biologiques en présence des nanoparticules. Pour cela, nous avons utilisé la spectroscopie 

de force par microscopie à force atomique en mode cartographie de force. Nous nous 

intéresserons, dans le Chapitre 3, aux propriétés mécaniques de la paroi végétale des 

cellules, puis, dans le Chapitre 4, aux mesures réalisées avec des forces appliquées sur les 

échantillons permettant de sonder les propriétés mécaniques dans un volume plus 

important. Dans ce dernier chapitre, les mesures par AFM seront complétées par des 

mesures par spectroscopie de diffusion Raman. Pour finir, nous ferons un bilan des 

résultats obtenus et des méthodes utilisées, et donnerons des pistes quant aux 

perspectives possibles du travail. 
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Dans ce premier chapitre, l’objectif est de donner un cadre général à notre étude 

afin de contextualiser les expériences que nous avons réalisées et qui seront présentées 

dans les chapitres suivants. Nous allons nous intéresser aux principaux éléments 

constituant notre système d’étude à savoir les nanoparticules métalliques et les plantes 

aquatiques d’Egeria Densa. Notre travail traitant des interactions entre ces deux 

systèmes, nous allons les décrire séparément dans un premier temps. Ce chapitre sera 

également l’occasion de présenter les principales techniques expérimentales que nous 

avons utilisées lors des expériences. 

Dans un premier temps, nous allons nous focaliser sur les nanoparticules 

métalliques. Nous aborderons quelques-unes de leurs utilisations passées et actuelles en 

particulier celles des nanoparticules d’or. En effet, celles-ci présentent de nombreuses 

propriétés physico-chimiques d’intérêt pour de nombreux champs d’applications, que 

nous présenterons. Bien évidemment, nous nous attarderons tout particulièrement sur 

leurs propriétés plasmoniques en partant des différences optiques entre l’or massif et l’or 

nanométrique. 

Dans un deuxième temps, nous nous pencherons sur l’autre constituant de notre 

système d’étude, à savoir la plante aquatique Egeria Densa. Nous présenterons la 

structure d’une cellule végétale, la plante que nous avons utilisée dans nos travaux, ainsi 

que les différents types de cellules qui la composent. Puis, nous présenterons différentes 

études publiées sur les effets biologiques provoqués par les interactions entre des 

nanoparticules métalliques fonctionnalisées et des cellules végétales. Nous soulignerons 

ici l’intérêt de ces études, ainsi que leurs limites, pour déboucher sur l’intérêt d’étudier 

les propriétés mécaniques des cellules. 

Enfin, nous terminerons ce chapitre par une présentation des principales 

techniques expérimentales utilisées lors de l’étude et dont les résultats de mesure seront 

montrés dans les chapitres suivants : la microscopie à force atomique, la microscopie 

électronique en transmission, la spectroscopie de diffusion Raman et la spectroscopie 

d’absorption UV-visible. Nous détaillerons pour chacune de ces techniques leur principe, 

ainsi que les dispositifs expérimentaux sur lesquels nous avons travaillé. 

 

1.1. Nanoparticules d’or  
 

Les nanoparticules métalliques sont utilisées depuis l’Antiquité par des artisans et 

artistes, principalement comme colorants dans des céramiques ou des verres. Un des 

objets les plus remarquables tirant profit des propriétés optiques de ces nanoparticules 

est la coupe de Lycurgue, premier exemple de nanotechnologie qui remonte au IVème 

siècle après J.C. Celle-ci contient des nanoparticules d’or et d’argent intégrées dans le 

verre. Observée avec une lumière extérieure à la coupe, celle-ci apparait verte, alors 

qu’éclairée de l’intérieur, elle apparait rouge. Cette curiosité provient de la diffusion de la 

lumière verte par les nanoparticules. En réflexion on observe la couleur diffusée verte, 

alors qu’en transmission on observe la couleur complémentaire c’est-à-dire le rouge. 
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Nous pouvons également citer la pourpre de Cassius, développée au XVIIème siècle, qui est 

une solution d’or colloïdal d’un rouge intense utilisée pour colorer le verre[1], ou encore 

la rosace de la cathédrale Notre-Dame de Paris[2]. Ces différents objets sont montrés sur 

la Figure 1.1.  

 

 

Figure 1.1 : Photographies de a) la Coupe de Lycurgue éclairée par l’intérieur, b) une suspension 

colloïdale de pourpre de Cassius et c) la Rose sud de Notre-Dame de Paris. Images tirées de [3], 

[4] et [5] respectivement. 

 

Ainsi, d’une certaine manière, les propriétés des nanoparticules sont connues et 

utilisées depuis plusieurs siècles. Toutefois, les scientifiques n’ont commencé à 

véritablement s’intéresser aux différentes propriétés de ces particules, et aux différences 

entre l’or massif et l’or nanométrique que bien plus tard, dans la seconde moitié du XIXème 

siècle, et bien plus récemment avec le développement des techniques expérimentales 

permettant de les observer. De nos jours, nous disposons d’une grande quantité d’études 

sur les nanoparticules d’or, ce qui nous permet d’en recenser les principales propriétés. 

 

1.1.1. Propriétés plasmoniques des nanoparticules d’or 
 

Lorsqu'une onde électromagnétique interagit avec une nanoparticule métallique, le 

nuage électronique de la particule entre en mouvement, et se met à osciller en opposition 

au champ électrique. Les quanta d’oscillations collectives de ces électrons, qui sont ainsi 

confinés au voisinage de la nanoparticule, sont appelés plasmons localisés de surface[6], 

et sont à l’origine des propriétés optiques des nanoparticules. Sur la Figure 1.2, nous 

voyons ainsi que sous l’effet d’une onde électromagnétique de longueur d’onde bien 

supérieure à la dimension des particules, les électrons situés dans la bande de conduction, 

représentés en vert, vont se mettre à osciller collectivement.  
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Figure 1.2 : Oscillation du nuage électronique dans le cas d'une sphère. La taille des particules est 

ici agrandie par souci de visibilité (d'après [7]). 

 

L’intérêt de ce phénomène réside dans les propriétés optiques, et notamment du 

phénomène de résonance plasmonique, que nous allons à présent détailler.  

Quand la fréquence de l'onde incidente est sensiblement égale à la fréquence 

propre d'oscillation du nuage électronique d’un métal, apparait un phénomène de 

résonance, ayant pour conséquence l’exaltation locale du champ électrique : on parle 

alors de résonance plasmonique.  

Lorsqu’on étudie les propriétés optiques d'un matériau, on utilise la fonction 

diélectrique 𝜀(𝜔), avec 𝜔 la pulsation de l'onde, qui a, dans un premier temps, été décrite 

de façon simple par Paul Drude en 1900[8]. La principale approximation du modèle de 

Drude est de considérer que les ions, plus gros et lourds que les électrons, sont fixes. Les 

électrons se déplacent alors en ligne droite jusqu’à leur collision avec un ion. Ces collisions 

se produisent à une fréquence Г, aussi appelée taux d’amortissement. Dans ce modèle, la 

fonction diélectrique d’un métal peut s’écrire sous la forme d’une somme d’une 

composante réelle 𝜀′et d’une composante imaginaire 𝜀′′ :  

𝜀𝐷𝑟𝑢𝑑𝑒(𝜔) = 𝜀′𝐷𝑟𝑢𝑑𝑒 + 𝑖𝜀′′𝐷𝑟𝑢𝑑𝑒 = (1 −
𝜔𝑝

2

𝜔2 + 𝛤2
) + 𝑖

𝛤𝜔𝑝
2

𝜔(𝜔2 + 𝛤2)
, 

avec 𝜔𝑝 la fréquence plasma du métal considérée telle que : 

𝜔𝑝 = √
𝑛𝑒²

𝜀0𝑚∗
 

avec 𝑛 la densité électronique, 𝑒 et 𝑚∗ la charge et la masse effective d’un électron et 𝜀0 

la permittivité du vide. 

Comme nous pouvons le voir sur la Figure 1.3, ce modèle décrit bien les valeurs de 𝜀(𝜔) 

dans l’infrarouge pour de faibles énergies, mais s’en éloigne sensiblement en arrivant 

dans le domaine visible. En réalité, la fonction diélectrique inclut des contributions 

classiques (pouvant être décrites avec le modèle de Drude), mais également des 

contributions des transitions interbandes, c'est-à-dire le passage d'un électron de la 
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bande de valence vers un trou de la bande de conduction. L’impact de ces transitions 

interbandes est non négligeable. En effet, elles sont bien plus énergétiques que les 

transitions "intrabandes", engendrent une nette augmentation de l'absorption du 

matériau au-delà d’une valeur seuil dépendante du métal, et peuvent masquer la 

résonance plasmon. Il est donc important de s'intéresser à des matériaux dont le seuil de 

transitions interbandes ne recouvre pas cette résonance. C'est pourquoi les matériaux 

comme l’or et l’argent sont souvent utilisés en plasmonique car ils présentent un seuil de 

transition interbandes ad hoc (par exemple, pour l’or 𝐸𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟𝑏𝑎𝑛𝑑𝑒𝑠(Au)=2,4 eV, et pour 

l'argent 𝐸𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟𝑏𝑎𝑛𝑑𝑒𝑠(Ag)= 3,9 eV[9]). Sur la Figure 1.3, sont tracées les parties réelle et 

imaginaire théoriques de la fonction diélectrique de l'or, calculées avec le modèle de 

Drude (en pointillés), ainsi que celles issues de valeurs expérimentales tirées de Johnson 

et Christy[10]. On voit bien qu’aux faibles énergies le modèle de Drude rend bien compte 

des valeurs expérimentales, mais passée la valeur seuil d’environ 2,4 eV, le modèle 

s’écarte fortement de l’expérience, en particulier pour la partie imaginaire. Celle-ci étant 

directement liée à l'absorption, nous voyons nettement l'importance de prendre en 

compte les contributions des transitions interbandes les plus élevées possibles, afin de ne 

pas empiéter sur le domaine visible. 

 

 

Figure 1.3 : Fonction diélectrique de l'or tracée en fonction de l'énergie d'un photon incident 

(d'après [11]). 
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1.1.2. Tailles et formes des nanoparticules d’or 
 

Lorsque l’or n’est plus massif mais sous forme de nanoparticules, on peut montrer 

que la résonance de plasmon de surface localisée ou LSPR (pour Localized Surface 

Plasmon Resonance) s’exprime ainsi : 

 

𝜔𝐿𝑆𝑃𝑅 =
𝜔𝑝

√𝜀′𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟𝑏𝑎𝑛𝑑𝑒 + 2𝜀𝑚

 

 

avec 𝜀𝑚 la fonction diélectrique du milieu environnant, et 𝜀′𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟𝑏𝑎𝑛𝑑𝑒 la contribution des 

transitions interbandes à la fonction diélectrique de la particule. Le choix du matériau est 

donc bien crucial puisque le type de matériau impacte directement l’importance des 

transitions interbandes, et donc la position en fréquence de la LSPR.  

L'étude rigoureuse de l'interaction entre une onde électromagnétique et une 

particule de taille non négligeable devant la longueur d’onde est généralement effectuée 

grâce à la théorie de Mie, développée par Gustav Mie au début du XXème siècle[12] mais 

que nous ne détaillerons pas ici. En plus du type de matériau, la taille et la forme des 

nanoparticules d’or revêtent une importance cruciale, car elles influent directement sur 

la position de la résonance plasmonique, ainsi que sur l’intensité du phénomène 

d’exaltation du champ électromagnétique. Un exemple est donné sur la Figure 1.4 : nous 

pouvons voir des images enregistrées par microscopie électronique à balayage (MEB), des 

photographies et des spectres d’extinction correspondant à différentes solutions de 

nanobâtonnets d’or de différents rapports d’aspect (rapport de la longueur sur la largeur 

du bâtonnet). Nous voyons que la couleur des solutions change, passant du vert pour un 

rapport d’aspect de 2,4 jusqu’à rouge pour un rapport d’aspect de 5,7. Cette évolution 

peut être quantifiée grâce aux spectres d’extinction pour lesquels on observe deux pics : 

l’un est systématiquement placé vers 520 nm, alors que l’autre dépend très nettement de 

la solution analysée. 

Nous pouvons voir que le rapport d’aspect de 2,4 correspond à un maximum 

d’absorption sur le second pic à 650 nm, alors que le rapport d’aspect de 5,7 correspond 

lui à un maximum à 980 nm environ. Ainsi, il y a bien une dépendance de la résonance 

plasmonique à la taille et la forme des particules. La Figure 1.5 présente un schéma tout 

à fait analogue à celui de la Figure 1.2, mais dans le cas de nanobâtonnets, permettant 

d’expliquer l’impact du rapport d’aspect. Nous voyons qu’il existe deux contributions 

plasmoniques dépendantes de l’orientation des nanoparticules d’or par rapport au champ 

électrique : nous avons donc une résonance plasmonique longitudinale et une résonance 

plasmonique transversale. Ces deux résonances correspondent aux deux pics visibles pour 

chacun des échantillons sur la Figure 1.4c. Si nous élargissons à d’autres formes de 

nanoparticules anisotropes, nous pouvons imaginer sans mal que les positions et formes 

des pics peuvent grandement varier suivant les dimensions des particules. 
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Figure 1.4 : A) Image MEB de nanobâtonnets d'or de différents rapports d'aspect, B) 

photographies des solutions d'or colloïdal et C) spectres d'extinction correspondant aux différents 

rapports d'aspect (d'après [13]). 

 

 

 

Figure 1.5 : Déplacement du nuage électronique dans le cas de nanobâtonnets, montrant les 

plasmons longitudinaux et transversaux (d'après [14]). 

 

De manière générale, nous pouvons influer sur les positions et les intensités des 

résonances plasmoniques simplement en changeant la taille, la forme, ou tout autre 

paramètre au cours de la synthèse (molécule utilisée pour la fonctionnalisation ou solvant, 

par exemple)[15][16][17]. Ce contrôle de la résonance plasmonique présente bien 

évidemment un intérêt particulier pour un grand nombre d’applications[18][19][20][21]. 
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1.1.3. Choix des nanoparticules d’or 
 

Nous avons vu que le principal intérêt physique des nanoparticules métalliques en 

vue de nombreuses applications réside dans leurs propriétés optiques et plasmoniques 

liées à leur constante diélectrique 𝜀(𝜔). Toutefois, si nous considérons le seuil de 

transition interbandes des principaux métaux nobles, nous trouvons les valeurs 

présentées dans le Tableau 1.1 : 

 

Elément chimique Seuil de transition interbandes (eV) 

Argent 3,9 

Cuivre 2 

Or 2,4 
Tableau 1.1 : Seuils de transition interbandes pour l'argent, le cuivre et l'or[9][22]. 

 

Nous pouvons voir que, d’un point de vue purement optique, le choix de l’or 

comme objet d’étude n’apparaît pas particulièrement évident, notamment par rapport à 

l’argent. En effet ce dernier à un seuil de transition interbandes à 3,9 eV soit au-delà de la 

gamme énergétique du visible (expliquant sa couleur grise), et présente la résonance 

plasmonique la plus importante. Dès lors, nous devons détailler les autres propriétés de 

l’or, qui vont justifier son utilisation dans nos travaux au profit des autres éléments 

métalliques.  

Première propriété d’intérêt, l’or est un élément chimiquement stable dans le 

temps qui présente une remarquable résistance à l’oxydation et à la corrosion[23]. En 

comparaison, l’argent dispose de propriétés plasmoniques supérieures à l’or, mais il 

s’oxyde rapidement (notamment en présence de sulfures), le cuivre quant à lui s’oxyde 

également très facilement. 

Autre point d’intérêt, en particulier compte-tenu du sujet d’étude, l’or est 

biocompatible et ne présente apparemment qu’une faible toxicité quand des 

nanoparticules sont mises en contact à faibles doses avec des cellules animales ou 

végétales. En comparaison, l’argent est connu pour ses propriétés biocides, et de 

nombreuses études ont présenté les risques potentiels lié à son usage dans des 

applications thérapeutiques[24][25][26][27]. 

La Figure 1.6 présente différents champs d’application potentiels des 

nanoparticules d’or associés aux propriétés physico-chimiques détaillées précédemment. 

Nous pouvons voir que l’or pourrait par exemple être utilisé pour l’administration de 

médicaments de manière ciblée[28][29][30], en tant que nanoenzyme[31][32], pour du 

ciblage[33][34], en radiothérapie[35][36][37], en thérapie photothermique[38][39] ou en 

tant qu’agent pour l’imagerie[40][41]. Ces domaines, certes très divers, ont tout de même 

pour point commun d’appartenir au domaine de la thérapie, donc en contact direct avec 

le vivant. 
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Maintenant que nous avons présenté l’intérêt de travailler sur des nanoparticules 

d’or, nous allons aborder l’autre acteur principal de notre étude, à savoir les cellules 

végétales. 

 

Figure 1.6 : Schéma tiré de [42] montrant différents domaines d'application potentiels de 

nanoparticules d'or en raison de leurs propriétés physiques et chimiques. 

 

1.2. Echantillons biologiques : plante aquatique Egeria Densa 
 

Dans un premier temps, nous allons revenir sur la constitution de ces cellules, leurs 

particularités, et décrirons la plante aquatique que nous avons utilisée dans nos travaux, 

Egeria Densa.  

 

1.2.1. Constituants et propriétés de cellules végétales 
 

1.2.1.1. Structure d’une cellule végétale 

 

La Figure 1.7 montre la structure interne d’une cellule végétale. Ces cellules 

possèdent de nombreux composants dans le cytoplasme : par exemple, les chloroplastes 
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qui contiennent de la chlorophylle, et donnent à la plupart des plantes leur couleur verte 

caractéristique, ou les mitochondries qui permettent la production d’ATP (Adénosine 

triphosphate), qui est la source d’énergie du métabolisme et revêtent donc une 

importance vitale. Le cytoplasme est isolé et protégé par une membrane plasmique 

constituée principalement de protéines et de lipides. Tout comme les cellules animales, 

les cellules végétales sont des cellules eucaryotes, c’est-à-dire qu’elles possèdent un 

noyau interne. Toutefois, les cellules végétales et animales diffèrent sous bien des 

aspects, comme la présence ou non de chloroplastes. Une différence majeure est la 

présence, dans la cellule végétale, de la vacuole, organite qui occupe plus de la moitié de 

l’espace intérieur de la cellule, qui permet notamment de réguler les échanges de 

molécules au sein de la plante[43]. 

Les cellules végétales, tout comme les cellules animales, possèdent un noyau. C’est 

lui qui va permettre la réplication de l’ADN, en plus d’impacter directement sur leur 

rigidité et l’organisation des organelles au sein de la cellule[44][45]. 

 

 

Figure 1.7 : Structure typique d'une cellule végétale (d’après [46]). 

 

Une autre différence majeure est la présence chez la cellule végétale d’une 

seconde couche de protection, qui vient s’ajouter à la membrane plasmique : la paroi 

cellulaire. C’est la couche la plus externe de la plante, et celle qui va le plus nous 

intéresser, puisque c’est celle que nous allons principalement sonder lors des mesures de 

spectroscopie de force par AFM présentées dans le Chapitre 3. Elle constitue l’interface 

dynamique entre la cellule et son environnement. Son rôle est de protéger la plante 

contre d’éventuels agents pathogènes et d’éviter une trop grande expansion de l’intérieur 

de la cellule lorsque l’eau y pénètre. Les propriétés mécaniques de la paroi sont liées à sa 

composition biochimique et aux interactions spécifiques entre les biopolymères. Sur la 
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Figure 1.8, nous présentons un schéma illustrant la structure de la composition de la paroi 

cellulaire végétale.  

 

 

Figure 1.8 : Structure de la paroi cellulaire végétale. Les cylindres bleus correspondent aux 

microfibrilles de cellulose, les lignes bleues aux filaments de xyloglucane, les lignes rouges à 

l’homogalacturonane et les lignes jaunes à la rhamnogalacturonane I. La rhamnogalacturonane 

II est symbolisée par les cercles rouges, et l’arabinane et la galactane par les crochets reliés aux 

filaments de rhamnogalacturonane I. 

 

La paroi est un composé complexe : des microfibrilles de cellulose sont 

enchevêtrées dans une matrice de polysaccharides composée de pectines 

(Homogalacturonan, arabinan, galactan, rhamnoglacturonans I et II et arabinoxylan pectin 

arabinogalactan protein1 ou APAP1 sur le schéma), d’hémicellulose (xyloglucan sur le 

schéma) et de protéines. On y trouve également des composés phénoliques comme la 

lignine. La paroi est donc une structure poreuse. Les formules semi-développées de la 

cellulose et de la pectine sont montrées sur la Figure 1.9. 
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Figure 1.9 : Structures de la cellulose et de la pectine représentées en projection de Haworth 

(d‘après [47] et [48]). 

 

1.2.1.2. Présentation de la plante aquatique Egeria Densa 

 

Dans cette étude, la plante utilisée est la plante aquatique Egeria Densa, 

également connue sous le nom d’Elodée dense. Cette plante d’eau douce possède de 

nombreuses feuilles avec de grandes cellules, de l’ordre de 100 µm de longueur sur 50 µm 

de largeur et 50 µm d’épaisseur. Les feuilles sont constituées de deux épaisseurs de 

cellules, ce qui facilite leur observation en microscopie optique et de fluorescence, avec 

une visualisation facile des chloroplastes et de leur mouvement au sein des cellules. 

Finalement, bien que mineur, un dernier aspect présente un intérêt notable. Egeria Densa 

est une plante facilement cultivable, qui ne nécessite que peu d’entretien.  

 

 

Figure 1.10 : Photographie d’un plant d'Egeria Densa. 

 

La Figure 1.10 présente une photographie d’un plant d’Egeria Densa 

caractéristique tel que ceux que nous avons utilisés lors des mesures. Les feuilles d’Egeria 

Densa utilisées lors des études sont des feuilles matures d’environ 3 cm de long sur 5 mm 

de large. Les différentes feuilles sont liées à une tige centrale, absorbant directement l’eau 

et les sels nutritifs, et amenant une irrigation constante aux cellules des feuilles via le 

plasmodesme, qui traverse leur paroi cellulaire. 
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Une feuille d’Egeria Densa présente trois types de cellules différentes : les 

toothcells, les idioblastes et les cellules épithéliales [77]. Ces trois types de cellules sont 

montrées sur la Figure 1.11 [49]. 

 

Figure 1.11 : a) Photographie en champ clair d’une toothcell, b) Image en microscopie de 

fluorescence d'une partie d’une feuille sur laquelle on discerne un idioblaste et c) photographie 

en champ clair d’une partie d’une feuille montrant plusieurs cellules épithéliales. 

 

Sur la Figure 1.11a, nous voyons une toothcell, très facilement reconnaissable à sa 

forme pointue. Ces cellules de défense de la plante, situées en bordure de feuille, en faible 

quantité (environ quatre à cinq par bordure, soit une dizaine par feuille en moyenne), 

contiennent des chloroplastes, sont relativement grandes comparativement aux autres 

cellules et présentent une courbure plus importante. La Figure 1.11b montre un 

idioblaste. Ces cellules, très particulières, ne contiennent aucun chloroplaste, et leur 

contenu diffère de celui des autres cellules. Celles-ci sont en général considérées comme 

des cellules dites « spécialisées », aux fonctions bien précises[50]. Pour les observer, il est 

possible à l’œil nu de les repérer, justement à cause de cette absence de chloroplaste, 

mais le plus simple est de travailler avec un filtre en microscopie à épifluorescence (filtre 

UV-2A de Nikon, avec filtre d’excitation à bande passante entre 330 et 380 nm et filtre 

barrière à 420 nm). En effet, sous irradiation ultraviolette, les idioblastes apparaissent 

bleus, ce qui permet aisément de les distinguer, comme sur la Figure 1.11b. Enfin, la Figure 

1.11c montre plusieurs cellules épithéliales, qui constituent l’immense majorité des 

cellules d’une feuille. Ces cellules comprennent un grand nombre de chloroplastes (20 en 

moyenne), sont moins uniformes en taille en comparaison des deux autres types de 

cellules (leur longueur peut aller d’environ 50 µm, comme sur la Figure 1.11c à une 

centaine de micromètres selon le côté de la feuille que nous observons[49]) et constituent 

le corps de l’épiderme de la feuille.  

Dans toute la suite de notre travail, nous avons toujours veillé à étudier ces trois 

types de cellules en proportions équivalentes, afin d’avoir suffisamment de données pour 

pouvoir étudier d’éventuelles modifications mécaniques sur chaque type de cellule. 
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1.2.2. Evolution des propriétés biologiques de plantes en contact avec des 
nanoparticules d’or fonctionnalisées 

 

Le processus d’internalisation est le processus au cours duquel une plante va 

absorber des éléments extérieurs. Nous nous intéressons ici aux divers procédés 

d’internalisation de nanoparticules. Ils sont résumés sur le schéma de la Figure 1.12. Le 

principal est l’endocytose, où les nanoparticules sont ingérées par la membrane au sein 

d’une vésicule[51]. D’autres nanoparticules peuvent « passer en force », et pénétrer au 

sein de la cellule en cassant la membrane, entraînant la formation de pores[52]. Certaines 

nanoparticules vont venir se greffer à des protéines leur permettant alors de pénétrer à 

l’intérieur de la cellule[53]. Enfin, les nanoparticules ont la possibilité de se déplacer de 

cellule en cellule via le plasmodesme, canal situé entre les cellules de la plante qui assure, 

par exemple, la circulation de l’eau dans celle-ci[54]. Toutefois, ce dernier cas est 

particulier, car il nécessite que les nanoparticules soient déjà présentes dans une cellule, 

et donc qu’elles aient déjà été internalisées. 

 

Figure 1.12 : Voies d'internalisation d’espèces extérieures au sein d'une cellule végétale (d’après 

[55]). 

 

Ainsi, il existe de nombreuses voies possibles permettant aux nanoparticules de 

pénétrer au sein des cellules. Pour cela, leur taille va évidemment avoir une importance 

cruciale. L’internalisation de nanoparticules métalliques de tailles allant jusqu’à la 

centaine de nanomètres a été observée[56]. On parle ici du rayon hydrodynamique des 

particules fonctionnalisées, afin de prendre en compte la couche de molécules greffées 

lors de la fonctionnalisation. 
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Différentes études ont été réalisées sur l’internalisation et ses conséquences sur 

l’état de santé des plantes et sur les propriétés des nanoparticules[57]. Il a ainsi pu être 

montré que la taille et la chimie de surface de nanoparticules d’or ou d’argent impactaient 

leur biodisponibilité[58][59][60]. La présence de nanoparticules d’or permet une hausse 

de la vitesse de croissance de la plante Arabidopsis Thaliana, mais il apparaît également 

que la taille des racines s’en retrouve diminuée[61]. Ainsi, en fonction de la taille, de la 

chimie de surface, de l’internalisation ou non des nanoparticules d’or, les conséquences 

sur les plantes peuvent être radicalement différentes, et aboutir à des dégradations ou à 

des effets positifs, ce qui justifie de la nécessité d’avoir une bonne compréhension des 

mécanismes à l’œuvre lors d’interactions entre nanoparticules et plantes[62][63]. Par 

exemple, il a été montré que la présence de nanoparticules d’or entraînait une diminution 

de la taille et de la croissance des racines sur des feuilles d’orge[64]. Pour un autre 

exemple, une nécrose des feuilles a été observée après 14 jours d’exposition de la plante 

Nicotiana Xanthi à des nanoparticules d’or de 3,5 nm[65]. Enfin, le changement de 

l’activité de photosynthèse d’une plante est un des plus fréquents indicateurs de toxicité 

induite par la présence de nanoparticules[66]. Un autre aspect très étudié est l’utilisation 

potentielle des nanoparticules en tant que fongicide ou engrais[67][68][69]. 

De nombreuses études de toxicité liée à l’exposition des plantes à des 

nanoparticules d’or existent. De manière générale, ces études ont été effectuées dans le 

cadre des « omiques » (génomique, transcriptomique, protéomique et métabolomique) 

[70][71]. Ces disciplines visent à étudier dans leur ensemble certains types de molécules 

biologiques, avec pour objectif de pouvoir décrire le phénotype d’un organisme. Pour les 

champs mentionnés, la génomique étudie donc le génome des organismes, la 

transcriptomique l’ensemble des molécules d’ARN, la protéomique l’ensemble des 

protéines et la métabolomique l’ensemble des processus chimiques impliquant des 

métabolites chez un individu. Or, ces modifications sont perceptibles pour des 

concentrations en nanoparticules d’or (ou pour tout type de nanoparticules métalliques, 

d’ailleurs) importantes, de l’ordre de 100 mg.L-1[72][73]. Pour des concentrations plus 

faibles, de l’ordre de 1 à 100 µg.L-1, on n’observe aucune modification à l’échelle de la 

plante : en l’absence de dégradation perceptible, on parle alors de concentration non 

cytotoxique. Malgré tout, certains phénomènes ont tout de même pu être observés, 

notamment sur les propriétés mécaniques des plantes. En effet, il a été démontré que la 

présence de nanoparticules d’or pouvait aboutir à une augmentation de la taille des pores 

de la paroi cellulaires, voire à une attaque de la paroi et à une création de pores[74]. De 

même, la présence de nanoparticules peut entraîner des modifications de rigidité de la 

paroi[75], y compris chez des micro-algues[76]. Ainsi, l’importance de travailler sur les 

propriétés mécaniques de cellules végétales réside dans le fait qu’étant reliées aux 

fonctions biologiques de la plante, elles constituent un remarquable indicateur de son 

état de santé, et qu’elles peuvent être révélatrices de pathologies[77][78]. Cela explique 

l’intérêt croissant de l’étude des propriétés mécaniques de cellules[79][80][81]. 
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Pourtant, peu d’études sur l’impact des nanoparticules sur les propriétés 

biomécaniques de cellules végétales ont été réalisées. C’est pourquoi nous allons nous 

intéresser à l’impact de la présence de nanoparticules d’or sur les propriétés mécaniques 

aux concentrations non cytotoxiques. 

 

1.3. Techniques de caractérisation utilisées 
 

1.3.1. Microscopie à force atomique (AFM) 
 

Le cœur de notre étude a nécessité l’usage de la microscopie à force atomique. 

Cette méthode de caractérisation a été développée dans les années 1980 par Gerd Binnig, 

Calvin Quate et Christoph Gerber[82] dans le prolongement de l’invention du microscope 

à effet tunnel, quelques années auparavant, et elle permet de sonder et d’imager la 

surface d’un échantillon sur une zone très réduite avec une remarquable résolution 

latérale, pouvant depuis de longues années être inférieure au nanomètre dans les bonnes 

conditions expérimentales[83]. Pour cela, les forces d’attraction et de répulsion entre la 

surface de l’échantillon et une pointe nanométrique sont exploitées. En effet, la pointe, 

solidaire d’un levier souple, va balayer la surface à analyser, et ces forces d’attraction et 

de répulsion vont inévitablement entraîner des déflexions du levier. Un faisceau laser est 

réfléchi sur l’arrière du levier AFM, et sa position est ensuite détectée par une photodiode 

à quatre quadrants. Dès lors, lorsqu’une déviation du levier a lieu, la position du faisceau 

laser sur les quadrants de la photodiode change. Le principe de fonctionnement d’un AFM 

est représenté sur la Figure 1.13. 

 

Figure 1.13 : Principe du microscope à force atomique (d’après [84]). 
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Il existe plusieurs modes de fonctionnement en AFM : 

 L’imagerie en mode contact : la pointe fine à l’extrémité du levier balaye la surface 

à analyser, tout en étant en contact avec celle-ci. Lorsqu’une force est appliquée, 

une boucle de rétroaction va ajuster la hauteur du levier pour maintenir cette 

déviation constante pendant que la pointe se déplace sur la surface. De cette 

manière, le microscope produit bien des images en utilisant une force constante 

plutôt qu'une hauteur constante. Ce mode est utilisé pour de l’imagerie haute 

résolution, puisque la pointe est constamment en contact avec l’échantillon. 

 

 L’imagerie en mode dynamique : le levier AFM est excité à une fréquence proche 

de sa fréquence de résonance, ce qui a pour effet de le faire osciller. Pour des 

mesures effectuées à l’air et en milieu liquide, l’amplitude des oscillations diminue 

lorsque la distance entre la pointe AFM et la surface à analyser diminue. C’est ce 

changement qui est exploité lors de l’imagerie. Ainsi, de manière analogue au 

mode contact, la boucle de réaction du microscope va permettre de maintenir 

l’amplitude de ces oscillations constantes, afin d’obtenir une image de la 

topographie de l’échantillon. Comme la pointe n’est pas toujours en contact avec 

la surface dans ce mode, il est souvent utilisé pour des mesures sur des 

échantillons sensibles, par exemple des molécules qui ne sont pas fixées à la 

surface.  

Pour des mesures effectuées dans une enceinte à ultravide, ce sont les variations 

de la fréquence des oscillations qui servent de signal. Ainsi, les forces en présence 

entre la pointe et l’échantillon vont modifier la fréquence de vibration du levier. 

De cette manière, il est possible de procéder à des mesures sans même avoir de 

contact entre la pointe et la surface de l’échantillon.  

 

 La spectroscopie de force : des informations sur les propriétés mécaniques de 

l'échantillon comme la rigidité ou l’adhésion sont également disponibles en 

étudiant les caractéristiques des courbes d’approche-retrait. Dans ce mode, le 

levier est déplacé verticalement vers la surface de l’échantillon à l'aide d’un 

scanner piézoélectrique, puis rétracté à nouveau. Pendant le mouvement, les 

déviations du levier sont enregistrées. Des courbes de force approche (en bleu) et 

retrait (en rouge) caractéristiques sont tracées sur la Figure 1.14. 

En ordonnée se trouve la force appliquée, exprimée en pN, et en abscisse se trouve la 

position relative de la pointe par rapport à la surface, exprimée en nm. Lors de l’étape 1 

de la Figure 1.14, la déflexion du levier ne varie pas, la pointe étant à bonne distance de 

l’échantillon. Au point 2, la pointe entre en contact avec la surface de l’échantillon. Entre 

les points 2 et 3, la déflexion augmente avec la position du scanner piézo-électrique 

jusqu’à application de la force maximale au point 3. Dans cette portion de courbe, les 
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forces à l’œuvre sont les forces de répulsion, ce qui explique la déflexion positive du levier. 

Vient ensuite la courbe de retrait. Entre les points 3 et 4, la déflexion diminue jusqu’à 

devenir négative. Ceci est dû aux forces d’adhésion pouvant exister entre la pointe et 

l’échantillon. Au point 4, la distance seuil à laquelle les forces d’adhésion cessent d’agir 

est atteinte et le levier revient à sa déflexion initiale nulle. 

 

 

Figure 1.14 : Exemple de courbes d’approche (en bleu) et de retrait (en rouge). 

 

L’analyse de ces courbes de force permet d’avoir accès à de nombreuses 

informations concernant les propriétés mécaniques de l’échantillon sondé, notamment : 

- L’adhésion, qui se manifeste sur la Figure 1.14 par les forces attractives 

(d’ordonnée négative) sur la courbe de retrait. L’adhésion présente un intérêt 

tout particulier pour les travaux se concentrant sur les propriétés physico-

chimiques des surfaces. 

- La déformation, visible par l’hystérésis entre les courbes d’approche et de 

retrait, qui décrit l’indentation de la pointe AFM dans l’échantillon à une force 

de contact maximale, par rapport à une force de contact nulle. 

- Le calcul de la pente de la courbe d’approche (c’est-à-dire le rapport de la force 

appliquée sur la déformation mesurée) donne une indication de la rigidité de 

l’échantillon. Il est possible de calculer un module de Young effectif 𝐸∗ en 

utilisant des modèles mécaniques appropriés, comme le modèle de Hertz par 

exemple. 
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Dans le cadre de cette thèse, nous avons utilisé le mode dynamique à l’air pour 

imager les nanoparticules et le mode de spectroscopie de force pour caractériser les 

propriétés mécaniques des cellules végétales. 

Les leviers utilisés en AFM sont en silicium ou nitrure de silicium. Les pointes 

peuvent être de formes très variées, coniques, sphériques ou encore pyramidales comme 

montré sur la Figure 1.15, leur extrémité pouvant être très petite ou au contraire large 

(des pointes sphériques de plusieurs centaines de nanomètres de diamètre) : cela dépend 

avant tout du type de mesure à réaliser et de la résolution désirée. Les constantes de 

raideur des leviers sont comprises dans une très large gamme de valeurs pouvant aller de 

l’ordre de 0,01 N.m-1 à 100 N.m-1 si l’on veut faire de la nanoindentation[84]. De manière 

générale, elles sont inférieures pour des travaux en lien avec les sciences du vivant, car 

nous cherchons avant tout à ne pas induire de dégradation des échantillons.  

 

 

Figure 1.15: Images MEB de différentes formes de pointes AFM : a) pyramidale, b) conique et c) 

sphérique. D’après [85], [86] et [87] respectivement. 

 

Au laboratoire, nous avons utilisé deux microscopes à force atomique : un 

Nanowizard II de JPK Instruments ainsi qu’un Multimode 8 Nanoscope V de Bruker.  

Le microscope Multimode a été utilisé au cours de la thèse afin de faire de 

l’imagerie des nanoparticules d’or, en mode Peak Force QNM (pour Quantitative 

Nanoscale Mechanical characterization). Ce mode particulier consiste en une mise en 

contact de la pointe avec l'échantillon par intermittence sans le détériorer, éliminant ainsi 

les forces latérales (nous sommes dans le cas d’un mode contact intermittent). La force 

entre la pointe et l'échantillon est contrôlée par une boucle de rétroaction continue. Des 

courbes de force sont générées pour chaque oscillation de la pointe de la zone balayée et 

sont utilisées simultanément pour calculer le module, par exemple. Nous pouvons ainsi 

obtenir des cartographies de propriétés mécaniques (rigidité, adhésion, …) en même 

temps et avec la même résolution que le profil topographique. Ce mode permet de 

réaliser des mesures non destructives rapides et précises. Nous avons utilisé des pointes 

ScanAsyst-Air, de constante de raideur nominale de 0,5 N.m-1 (Bruker). 

Toutefois, la vaste majorité de nos travaux a nécessité l’utilisation de l’autre 

microscope, le JPK Nanowizard II, photographié sur la Figure 1.16. Il est monté sur un 

microscope optique inversé à épifluorescence. Cette configuration permet d’observer 

l’échantillon par fluorescence en parallèle des mesures AFM, ce qui en fait un système de 
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choix pour ce type d’étude[88]. Dans notre cas, nous avons utilisé des objectifs x 10 et 

x 60, des cubes de filtres à fluorescence de Nikon UV-2A (filtre d’excitation à bande 

passante entre 330 et 380 nm et filtre barrière à 420 nm), B-2A (filtre d’excitation à bande 

passante entre 400 et 440 nm et filtre barrière à 515 nm) et DAPI (filtre passe-bande avec 

excitation entre 360 et 390 nm et bande d’émission entre 420 et 480 nm) et une longueur 

d’onde de 850 nm pour la diode laser de l’AFM. 

 

 

Figure 1.16 : Photographie du Nanowizard II monté sur un microscope à épifluorescence. 

 

L’AFM permet de travailler dans des conditions physiologiquement proches des 

conditions naturelles des échantillons biologiques, et constitue un outil particulièrement 

adapté pour réaliser des travaux sur les propriétés mécaniques de cellules.  

 

 

1.3.2. Microscopie électronique en transmission (MET) et à balayage (MEB) 
 

La microscopie électronique en transmission a été utilisée pour caractériser 

structuralement et morphologiquement les nanoparticules. Le choix de cette technique 

est motivé par les dimensions très réduites à considérer (de quelques nanomètres à 1 µm 

pour les plus grandes tailles de nanoparticules).  

 



25 
 

En effet, le pouvoir de résolution 𝑅é𝑠 d’un microscope optique, c’est-à-dire la 

distance minimale séparant deux points discernables est défini par la relation : 

𝑅é𝑠 =
0,61𝜆

𝑂𝑁
 

où 𝜆 correspond à la longueur d’onde des photons incidents, et 𝑂𝑁 à l’ouverture 

numérique de l’objectif utilisé. Par conséquent, même avec un objectif à grande 

ouverture numérique (comme un objectif à immersion), la résolution d’un microscope 

optique sera supérieure à la centaine de nanomètres (idéalement : avec un objectif à 

immersion ayant une ouverture numérique de 1,4 et une lumière bleue à 400 nm, la 

résolution est de 174 nm), ce qui est insuffisant pour observer des nanoparticules dans 

des conditions correctes[89]. 

La microscopie électronique utilise des électrons comme source d’illumination. Le 

premier prototype de microscope électronique a été développé par Ernst Ruska et Max 

Knoll dès 1931. L’idée derrière cette invention est de pouvoir améliorer fortement la 

résolution spatiale, en s’affranchissant de la trop grande longueur d’onde des 

photons[90]. La longueur d’onde d’un électron étant jusqu’à 100 000 fois plus faible, les 

atouts de cette technique paraissent dès lors évidents. Sur la Figure 1.17, nous présentons 

la structure interne du microscope électronique en transmission de l’IMN, avec la colonne 

au sein de laquelle se forme le faisceau d’électrons, qui passe par une série de 

diaphragmes et lentilles magnétiques pour être focalisé sur l’échantillon. Après 

interaction avec l’échantillon, le faisceau transmis passe par les lentilles de projection et 

l’image se forme sur la caméra. 

Lors de la formation des images en champ clair, il y a trois principaux types de 

contrastes qui permettent de différentier les matériaux observés. Le contraste de 

diffraction généré par les différentes intensités des faisceaux diffractés par l’échantillon 

(différentes faces cristallines par exemple, l’orientation joue un rôle important), le 

contraste de phase, dû aux interférences entre faisceaux incidents et diffractés, et enfin 

le contraste en 𝑍 (𝑍 étant le numéro atomique). 

 Nous avons utilisé le mode STEM (Scanning Transmission Electron Microscopy, 

soit Microscopie Electronique à Balayage en Transmission, ou MEBT en français). Dans ce 

mode, le faisceau électronique primaire est focalisé sur une zone très réduite de 

l’échantillon (taille de faisceau de l’ordre de 10-10 m) et balaye la zone de l’échantillon à 

analyser. De nombreux clichés ont été enregistrés en utilisant le mode STEM HAADF 

(Scanning Transmission Electron Microscope – High Angle Annular Dark Field). Dans ce 

mode, le faisceau d’électrons focalisé balaye l’échantillon et un détecteur annulaire 

collecte les électrons diffusés inélastiquement aux grands angles lors de l’interaction du 

faisceau avec l’échantillon (voir Figure 1.18). Nous pouvons ainsi obtenir de la haute-

résolution et un contraste chimique dépendant du numéro atomique 𝑍 (les éléments plus 

lourds diffusant davantage d’électrons aux grands angles). L’intensité expérimentale 𝐼exp 

est alors proportionnelle à l’épaisseur 𝑡 de l’échantillon et au numéro atomique 𝑍 élevé à 

une puissance comprise entre 1,4 et 2 : 
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Figure 1.17 : Schéma de la structure interne du microscope électronique en transmission du 

laboratoire. 

 

L’or (𝑍 = 79) un élément lourd, apparaitra plus clair sur les images qu’un élément 

plus léger comme le soufre (𝑍 = 16). 

Pour les observations par microscopie électronique, un volume de 20 µL de la 

suspension à étudier a été déposé sur une grille de cuivre recouverte d’une membrane de 

carbone à trous (Holey Carbon – Cu, 300 mesh, 50 µm) jusqu’à séchage complet. Un 

schéma de grille TEM est présenté sur la Figure 1.19. 

Les mesures ont été effectuées par Patricia Bertoncini avec le microscope 

Nant’Themis (S/TEM THEMIS Z G3 de Thermo Fisher Scientific), en travaillant avec des 

tensions d’accélération de 300 kV et 80 kV, en mode balayage couplé à un détecteur 

champ sombre annulaire à grand angle (STEM-HAADF), ou couplé à un détecteur 

annulaire à quadrants (STEM-iDPC : mode de contraste de phase différentiel intégré) et 

en mode imagerie en champ clair (TEM).  
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Figure 1.18 : Schéma de principe de la collection diffusée aux grands angles via un détecteur pour 

l’imagerie en mode STEM HAADF (d’après [91]). 

 

 

 

Figure 1.19 : Schéma d'une grille TEM, et image TEM de la membrane de carbone (d'après [92]). 

 

Le mode iDPC STEM exploite la phase de la fonction de transmission du faisceau 

afin de distinguer à la fois, les éléments légers et lourds. En effet, Yücelen, Lazić et Bosch 

ont montré qu’il était possible de distinguer des atomes différents (dans leur cas, de 

l’azote et du gallium) en exploitant le contraste de phase[93]. Dans cette méthode, le 

contraste obtenu est chimique et dépend, en première approximation, de façon linéaire 

du numéro atomique 𝑍. Enfin, nous avons également utilisé le mode EFTEM (microscopie 

électronique en transmission filtrée en énergie), dans lequel la perte d’énergie des 

électrons diffusés est exploitée pour améliorer le contraste des images. 
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La photographie du microscope utilisé est montrée sur la Figure 1.20. 

 

Figure 1.20 : Microscope Themis Z G3 utilisé au cours de la thèse. 

 

A noter que nous avons également observé nos échantillons en Microscopie 

Electronique à Balayage (ou MEB). Développée dans les années 1930, cette technique de 

caractérisation consiste comme son nom l’indique à balayer la surface d’un échantillon à 

l’aide d’un faisceau électronique. Des interactions ont alors lieu, et les électrons réémis 

sont collectés et analysés. Dans nos travaux, nous avons exploité deux types d’électrons : 

les électrons secondaires, qui ont été éjectés de l’échantillon par ionisation, et qui vont 

apporter un contraste topographique, et les électrons rétrodiffusés, diffusés quasi 

élastiquement à la suite d’interactions avec les noyaux des atomes constituant 

l’échantillon. Ces derniers vont apporter un contraste chimique, dépendant du numéro 

atomique, en plus d’un contraste topographique. Au laboratoire, le microscope utilisé a 

été un JEOL JSM 7600F, dont nous présentons une photographie sur la Figure 1.21. 
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Figure 1.21 : Microscope électronique à balayage JEOL JSM 7600F de l'IMN. 

 

1.3.3. Spectrométrie de diffusion Raman 
 

La spectrométrie de diffusion Raman est développée depuis la découverte du 

phénomène de diffusion Raman par le physicien Chandrashekhara Venkata Râman en 

1928[94]. Le principe est le suivant : quand un rayonnement électromagnétique interagit 

avec un échantillon, une partie va être diffusée. La majorité du rayonnement va subir une 

diffusion élastique, et on parle alors de diffusion Rayleigh[12]. Une autre partie bien plus 

faible de ce rayonnement incident (pour moins d’un millième des photons diffusés) va 

être diffusée inélastiquement par le milieu, et on parle de diffusion Raman. Puisque cette 

diffusion est inélastique, cela implique qu’il y ait un transfert d’énergie entre le 

rayonnement et l’échantillon, et ceci se produit par la création ou l’annihilation de 

vibrations des liaisons chimiques au sein du matériau : 

 Si les photons diffusés sont moins énergétiques que les photons incidents, 

il y a création de vibrations, on parle de diffusion Raman Stokes. 

 A l’inverse, si les photons diffusés sont plus énergétiques, il y a annihilation 

d’une vibration et on parle de diffusion Raman anti-Stokes. Ce cas étant 

statistiquement moins probable à température ambiante, on néglige 

souvent sa mesure et son étude. 

Des exemples de types de vibration sont représentés sur la Figure 1.22. Pour une 

molécule polyatomique, les modes normaux de vibrations peuvent être une élongation 

symétrique ou asymétrique (symmetric ou asymmetric stretching), ou des vibrations de 

déformations, dites bending, qui peuvent être dans le plan ou hors du plan. Les 

déformations dans le plan peuvent être des cisaillements (scissoring) ou des bascules 

(rocking). Enfin, les déformations hors du plan peuvent être des balancements (wagging) 

ou des torsions (twisting). 
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Figure 1.22 : Modes de vibration normaux pour une molécule polyatomique (d'après[95]). 

 

En traçant l’intensité diffusée en fonction de la différence entre le nombre d’onde 

des photons diffusés et incidents, nous disposons d’indications sur les liaisons chimiques 

de l’échantillon sondé, puisque les positions des pics correspondent aux nombres d’onde 

de vibrations de ces liaisons. A savoir que seuls les modes de vibration modifiant la 

polarisabilité sont visibles en Raman. Cette méthode est en cela complémentaire de la 

spectrométrie d’absorption infrarouge, et ces deux techniques sont fréquemment 

utilisées en parallèle, voire simultanément[96]. 

La spectrométrie Raman a évidemment été maintes fois utilisée pour étudier les 

propriétés plasmoniques de nanoparticules d’or, notamment en lien avec les sciences du 

vivant[97][98], ainsi que pour évaluer les propriétés physico-chimiques de 

plantes[99][100]. Un des intérêts des nanoparticules d’or est la possibilité de les utiliser 

pour faire de la Spectrométrie Raman Exaltée de Surface (ou SERS, pour Surface-Enhanced 

Raman Spectroscopy). La principale explication de ce phénomène est d’ordre 

électromagnétique. En effet, comme présenté précédemment, la résonance plasmonique 

des nanoparticules augmente considérablement le champ électromagnétique à leur 

voisinage. Cela permet d’intensifier la diffusion Raman des molécules proches. Le facteur 

d’exaltation peut être très important, pouvant atteindre 1010[101], et peut permettre de 

détecter des molécules uniques[102]. Dès lors, le SERS a été utilisé, par exemple en 

imagerie[103], en contrôle de qualité[104] ou surtout pour le développement de capteurs 

biologiques[105][106][107]. 

Le spectromètre Raman utilisé au cours de nos mesures est un spectromètre 

dispersif inVia de Renishaw, avec six longueurs d’onde d’excitation accessibles : 457, 488 
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et 514 nm, toutes les trois émises par un laser à argon, 633 nm émise par un laser hélium 

néon, et 785 nm, avec une source diode laser. 

 Une photographie du spectromètre est reportée sur la Figure 1.23. Le laser entre 

en bas à droite et va être focalisé sur l’échantillon par un microscope optique confocal 

(trajet en vert sur la figure) équipé de différents objectifs (x 5, x 20, x 50 et x 100, ainsi que 

des longues focales x 50 et x 100). Le rayonnement est ensuite rétrodiffusé (trajet en 

rouge sur la figure), et un filtre Edge permet de filtrer à la fois la diffusion anti-Stokes et 

la raie Rayleigh. Un réseau permet enfin de disperser le signal Stokes avant d’être collecté 

par une caméra CCD refroidie par effet Peltier. Dans notre cas, deux réseaux ont été 

utilisés : 1200 traits/mm pour les mesures réalisées à 633 nm et 2400 traits/mm pour les 

mesures réalisées à 514 nm et 785 nm. 

 

 

Figure 1.23 : Spectromètre Raman Renishaw inVia utilisé dans cette thèse. L’illumination se fait 

selon le trajet vert, et la rétrodiffusion après interaction avec l’échantillon selon le trajet rouge. 

 

Sur la Figure 1.24, nous voyons les trois sources d’excitations utilisées : le laser 

hélium néon est situé sur la gauche, le laser à argon au centre, et le boitier bleu est la 

diode laser utilisée pour travailler à 785 nm. 

Dans nos mesures, nous avons fréquemment utilisé le mode confocal du 

microscope optique afin d’améliorer la résolution spatiale de nos mesures. Dans ce mode 

particulier, un diaphragme est positionné avant le détecteur afin de ne sélectionner que 

les rayons provenant d’un point précis de l’échantillon. Ainsi les rayons diffusés provenant 

d’une autre zone, que ce soit en X et Y ou en Z ne sont pas collectés par le détecteur CCD, 

comme présenté sur la Figure 1.25. Les rayons provenant de la surface de l’échantillon 
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(en vert) traversent le diaphragme vers le détecteur, alors que les rayons provenant de 

l’intérieur de l’échantillon sont bloqués par le diaphragme. 

 

 

Figure 1.24 : Sources d'excitation du spectromètre Raman.  

 

 

Figure 1.25 : Schéma de principe d’un microscope confocal. Le diaphragme est inséré entre 

l’objectif et le détecteur afin de sélectionner uniquement les rayons provenant de la zone de 

l'échantillon que nous souhaitons sonder. 

 

 

1.3.4. Spectroscopie d’absorption UV-visible 
 

Pour finir, nous avons réalisé des mesures d’absorption UV-visible. Dans cette 

technique, un faisceau de lumière est envoyé sur l’échantillon à analyser, et une partie de 
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ce rayonnement va être analysé suite à l’absorption du rayonnement incident par 

l’échantillon. Cette technique est utilisée pour déterminer les gammes de longueurs 

d’onde d’absorption des nanoparticules d’or. L’appareil utilisé est un spectromètre Perkin 

Elmer Lambda 1050, avec un module de détection 3DWB équipé de 3 détecteurs (PMT, 

InGaAs, PbS) permettant des mesures d'absorption et de transmission dans une gamme 

de longueurs d'onde allant de 175 nm à 3300 nm. Ici, notre gamme d'excitation allait de 

400 nm à 1400 nm.  

 

1.4. Conclusion 
 

Dans ce chapitre, nous avons présenté les caractéristiques générales des 

nanoparticules d’or ainsi que des cellules végétales. Nous avons présenté les propriétés 

plasmoniques de l’or colloïdal, ainsi que les applications des nanoparticules d’or en lien 

avec le vivant. L’échantillon biologique étudié, la plante Egeria Densa, a été présenté, ainsi 

que les processus d’internalisation de nanoparticules dans les cellules végétales, tels que 

décrits dans la littérature. 

En effet, l’internalisation des nanoparticules métalliques dans les cellules de 

plantes peut entraîner des modifications physiologiques importantes. En particulier, il 

convient de caractériser au mieux les propriétés mécaniques de la paroi végétale en 

présence des nanoparticules à des concentrations non cytotoxiques. 

Les différentes techniques de caractérisation mises en œuvre dans ce travail ont 

été présentées : la microscopie à force atomique, la microscopie électronique ainsi que 

les spectroscopies de diffusion Raman et d’absorption optique UV-visible. Leur utilisation 

va permettre de caractériser précisément les propriétés structurales et chimiques des 

nanoparticules d’autre part et de caractériser les propriétés mécaniques et physico-

chimiques des cellules végétales mises en contact avec les nanoparticules d’or d’autre 

part. 

Les chapitres suivants seront consacrés à la présentation des expériences menées, 

aux mesures effectuées et aux résultats obtenus. Le Chapitre 2 est dédié à la description 

de la synthèse et de la fonctionnalisation des nanoparticules d’or ainsi qu’à leurs 

caractérisations structurale, morphologique et chimique. 
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Les travaux présentés dans ce manuscrit s’inscrivent à l’interface entre physico-

chimie des matériaux et sciences du vivant. Par conséquent, l’aspect biocompatibilité a 

été au premier plan des réflexions au cours des travaux. Le choix d’utiliser des 

nanoparticules d’or a été motivé par leur cytotoxicité plus faible en comparaison avec 

d’autres métaux comme le nickel et le cuivre et leur stabilité vis-à-vis de l’oxydation[1]. 

Les nanoparticules d’argent présentant pourtant une réponse optique plus importante 

ont ainsi été écartées, d’autant plus qu’elles présentant également des propriétés 

biocides importantes.  

Nous pouvons trouver dans la littérature de nombreuses méthodes de synthèse 

de nanoparticules d’or anisotropes. Un point commun à la grande majorité de ces 

méthodes est l’utilisation au cours de la synthèse de surfactant, comme le CTAB, le 

bromure de cétyltriméthylammonium [(C16H33)N(CH3)3]Br. Ce surfactant permet de 

contrôler l’évolution du rapport d’aspect des nanoparticules au cours de la réaction, en 

particulier pour la synthèse de nano-bâtonnets, aux propriétés optiques plus 

intéressantes que les simples nano-sphères [2][3][4]. Dans un contexte d’applications en 

imagerie intracellulaire, cela pose un problème de toxicité. En effet, l’impact nocif du 

CTAB sur des cellules, qu’elles soient animales ou végétales, a pu être démontré. Par 

exemple, le poisson-zèbre (Brachydanio Rerio) a présenté des dégradations physiques et 

des anomalies de développement comme une diminution de la longueur du corps ou une 

déformation de la queue, et ce pour une exposition inférieure à 0,15 mg.L-1 durant quatre 

jours à des nanobâtonnets d’or avec du CTAB (concentration létale moyenne de 

110,2 µg.L-1)[5], alors que la puce d’eau (Daphnia Magna) a présenté un taux de mortalité 

de 13 % pour une concentration de seulement 5 µg.L-1 après deux jours d’exposition, alors 

qu’aucun animal n’était mort sans exposition[6]. De même, il a été montré qu’après 72 h 

d’exposition d’échantillons de la plante Pseudokirchneriella Subcapitata à du CTAB à une 

concentration de seulement 4,11 µg.L-1, 50% des échantillons étaient morts[7]. En cas de 

nécessité absolue d’avoir des nanoparticules d’or anisotropes, en particulier des 

nanobâtonnets, il est certes possible de nettoyer les échantillons une fois la synthèse 

achevée, et d’enlever une quantité non négligeable de surfactant. Cependant, comme 

nous le verrons dans la suite, il est extrêmement ardu de nettoyer totalement les 

nanoparticules, et à ce titre, il y aura toujours des résidus de surfactant présents en 

suspension avec les particules, quelle que soit la qualité et la rigueur du nettoyage réalisé. 

Et par la suite, nous sommes en droit de penser que ces résidus auront un impact 

potentiellement non négligeable sur les cellules végétales étudiées. Ainsi, afin d’éviter 

toute dégradation liée à la présence de surfactant, nous avons fait le choix de ne pas en 

utiliser, et d’appliquer une méthode de synthèse « verte », impliquant un agent réducteur 

végétal. En effet, de nombreux travaux récents ont révélé la capacité d’un grand nombre 

d’extraits de plantes à agir comme agents réducteurs pour la synthèse de nanoparticules 

métalliques[8][9][10][11][12]. 

Dans ce chapitre, nous détaillerons donc la manière dont nous avons synthétisé, 

nettoyé et fonctionnalisé nos nanoparticules d’or. Nous commencerons par une 

description détaillée de la procédure de synthèse, ainsi que des mécanismes cinétiques 

et thermodynamiques impactant le résultat de la synthèse. Ensuite, nous présenterons la 
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procédure de nettoyage. Nous en profiterons pour présenter les mesures réalisées avec 

les différentes méthodes de caractérisation optiques et structurales, ainsi que la 

répartition statistique des types de nanoparticules produites aux différentes 

concentrations. Les différentes fonctionnalisations réalisées seront ensuite détaillées. 

Enfin, les propriétés optiques des nanoparticules seront finement étudiées afin de 

déterminer quelles seront les applications envisageables.  

 

2.1. Synthèse des nanoparticules d’or 
 

Comme nous venons de le décrire, nous avons fait le choix d’une méthode de 

synthèse n’impliquant aucun surfactant. Nous nous sommes basés sur des travaux de 

Chandran et al. publiés en 2014[13]. Dans cette étude, les auteurs présentent une 

synthèse de plaquettes (appelées « platelets » dans la littérature) en forme de triangles 

et d’hexagones d’or et d’argent en utilisant un macérât de feuilles d’Aloe Vera comme 

agent réducteur. Cette méthode de synthèse ne nécessite que peu de réactifs : du sel d’or 

en poudre (l’acide tétrachloroaurique à 99 % de pureté, de formule HAuCl4), une feuille 

d’Aloe Vera ainsi que de l’eau ultrapure. 

Le protocole de synthèse est le suivant : dans un premier temps, il s’agit de 

préparer l’agent réducteur, en l’occurrence le macérât d’Aloe Vera. Nous rinçons donc la 

feuille d’Aloe Vera à l’eau distillée, nous la séchons, puis nous la coupons en petits 

morceaux d’une taille d’environ 5 cm3, que nous laissons macérer dans un volume défini 

d’eau distillée à température ambiante, durant au moins une heure, le temps que la sève 

s’écoule. Ensuite, nous filtrons le macérât et le portons à ébullition durant dix minutes, ce 

qui permet de stopper l’activité des enzymes présentes. En parallèle, nous dissolvons le 

sel d’or dans de l’eau ultrapure afin d’obtenir une solution aqueuse d’HAuCl4 à 12 mM. 

Nous appelons Ci la concentration du macérât d’Aloe Vera obtenue dans 600 mL d’eau, et 

C’i le macérât d’Aloe Vera obtenu après macération dans 1,5 L. Pour terminer, nous 

ajoutons à la solution aqueuse de sel d’or le macérât, ainsi que de l’eau ultrapure, sous 

agitation magnétique (350 tour /minute), à température ambiante.  

Dans notre travail, plusieurs synthèses de nanoparticules ont été effectuées en 

faisant varier la concentration en macérât d’Aloe Vera. Deux séries de synthèses ont été 

effectuées en partant des macérâts obtenus, de concentrations Ci et C’i. Cependant, il est 

à noter que la quantité d’Aloe Vera introduite ne peut être précisément contrôlée lors de 

la synthèse du fait de la variabilité des différentes feuilles. Aussi, pour comparer les 

concentrations entre les différentes séries de synthèse, nous nous sommes basés sur les 

mesures d’absorption optique. Cette méthode nous a permis d’obtenir une évaluation 

approximative suffisante pour comparer les différentes séries entre elles. Nous appelons 

C0 la plus faible concentration en agents réducteurs.  

Dans un premier temps, nous avons mesuré l’absorption du macérât de 

concentration C’i. Puis nous avons comparé le spectre avec celui de différents macérâts 

obtenus par dilutions successives de Ci. La comparaison de ces spectres nous a permis de 
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conclure qu’il faut diluer 9,2 fois ce dernier pour obtenir un spectre d’absorption 

identique à celui obtenu pour une concentration de C’i. Les deux spectres sont reportés 

sur la Figure 2.1. 

 

 

Figure 2.1 : Spectres d'absorption du macérât d'Aloe Vera aux concentrations Ci dilué 9,2 fois, et 

C’i. 

 

Compte tenu de l’incertitude inhérente à la méthode de synthèse, nous avons 

choisi de considérer un facteur 10 entre les deux concentrations tel que Ci = 10C′i. Le 

Tableau 2.1 ci-après résume les proportions des différentes solutions utilisées pour les 

synthèses : 

 

Concentration HAuCl4 : H2O (12 mM) Macérât d’Aloe Vera dilué  Eau ultrapure 

  de concentration C’i  

C0 0,5 mL 0,5 mL 9,0 mL 

2 C0 0,5 mL 1,0 mL 8,5 mL 

4 C0 0,5 mL 2,0 mL 7,5 mL 

8 C0 0,5 mL 4,0 mL 5,5 mL 

16 C0 0,5 mL 8,0 mL 1,5 mL 

  de concentration Ci  

20 C0 0,5 mL 1,0 mL 8,5 mL 

40 C0 0,5 mL 2,0 mL 7,5 mL 

80 C0 0,5 mL 4,0 mL 5,5 mL 

160 C0 0,5 mL 8,0 mL 1,5 mL 

320 C0 0,5 mL 16 mL 0 mL 
Tableau 2.1 : Récapitulatif des proportions utilisées pour les synthèses. 
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Dès que les différentes solutions sont mélangées, nous observons un changement 

de couleur, basculant de la couleur ambrée du macérât d’Aloe Vera à une teinte rose vif 

en quelques secondes, avant de tendre rapidement vers un marron de plus en plus foncé. 

A titre d’exemple, la Figure 2.2 montre une photographie des différents piluliers, nommés 

de 0 à 5, contenant différentes solutions de synthèse, au même instant. Le tube 0 est un 

échantillon témoin sans macérât d’Aloe Vera, et les flacons 1, 2, 3, 4 et 5 sont des 

synthèses réalisées aux concentrations C0, 2 C0, 4 C0, 8 C0 et 16 C0 respectivement. Nous 

voyons ainsi distinctement que plus la concentration en agents réducteurs est importante, 

plus la solution tend vers une teinte sombre.  

 

 

Figure 2.2 : Solutions de nanoparticules d'or synthétisées. 

 

Une fois les particules synthétisées, il est primordial de retirer l’excédent d’agents 

réducteurs des suspensions. La Figure 2.1 montrait les spectres d’absorption du macérât 

d’Aloe Vera et nous montrons à présent sur la Figure 2.3 les spectres d’absorption d’une 

suspension de nanoparticules après une synthèse réalisée avec une concentration en 

agents réducteurs de 16 C0 avant et après cinq cycles de nettoyage. Les molécules 

organiques présentes dans le macérât sont responsables des bandes d’absorption aux 

longueurs d’onde inférieures à 400 nm sur les deux spectres. A noter que nous pouvons 

aussi voir sur ce spectre la bande d’absorption des nanoparticules d’or qui a un maximum 

à la longueur d’onde de 561 nm. 

Pour diminuer de façon drastique le nombre de molécules du macérât, les 

échantillons ont été soumis à des cycles de centrifugations - re-dilutions. Lors d’un cycle, 

la suspension contenant les nanoparticules est centrifugée pendant 15 min à 21100 g, les 

nanoparticules sédimentent alors au fond du tube tandis que les molécules organiques 

restent en partie dans le surnageant. A l’aide d’une pipette, le surnageant est prélevé, 

tout en laissant les particules dans le tube. Ensuite, les nanoparticules sont à nouveau 

mises en suspension après remplissage du tube de centrifugation par de l’eau ultrapure 

et un passage bref dans un bain à ultrasons pour le cycle suivant. Nous pouvons constater 

à l’œil nu l’impact du nettoyage. En effet, si un échantillon observé immédiatement après 

la synthèse est plutôt trouble, un échantillon propre, quant à lui, est translucide. Nous 
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pouvons observer sur la Figure 2.4 une photographie de deux échantillons aux 

concentrations 40 C0 et 80 C0 avant et après nettoyage, montrant l’aspect translucide des 

solutions propres ainsi que la différence de teinte due aux tailles et formes des 

nanoparticules synthétisées pour chacune de ces concentrations en macérât d’Aloe Vera. 

 

 

Figure 2.3 : Spectres d'absorption d’un échantillon de nanoparticules d’or synthétisées avec une 

concentration de 16 C0 avant et après cinq cycles de nettoyage. 

 

 

 

Figure 2.4 : Echantillons de nanoparticules d'or a) avant et b) après nettoyage (le flacon de 

gauche correspond à une concentration de 40 C0 et celui de droite à une concentration de 80 C0). 
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La Figure 2.5 montre les spectres d’absorption obtenus après chaque cycle de 

nettoyage d’un même échantillon de nanoparticules d’or à une concentration de 320 C0. 

La contribution des molécules organiques du macérât, regroupées aux longueurs d’onde 

inférieures à 400 nm diminue en fonction du nombre de cycles. De façon générale, un 

minimum de 5 cycles est nécessaire pour diminuer leur intensité de l’ordre de 50 % (voir 

la Figure 2.3).  

Nous avons procédé à huit cycles de nettoyage, afin d’obtenir des échantillons 

propres. Dans chacun de ces cycles, un volume initial de 50 mL est mis à centrifuger puis 

le surnageant est retiré, il reste alors dans le tube 500 µL de suspension contenant les 

nanoparticules d’or. Cette suspension est ensuite re-diluée dans 50 mL d’eau ultrapure. 

Ainsi, à chaque cycle, nous avons un facteur de dilution de 100. Comme nous réalisons 

cette opération huit fois, notre facteur total de dilution sera de 1008, soit 1x1016. Dès lors, 

nous voyons que, même s’il reste inévitablement des molécules organiques du macérât 

initial dans les solutions de nanoparticules d’or après nettoyage, les cycles de 

centrifugation - re-dilution permettent d’en enlever une quantité très importante. 

 

 

Figure 2.5 : Spectres d'absorption montrant l'impact des premiers cycles de nettoyage. 

 

Dans certains cas, comme sur la Figure 2.5, l’intensité du pic d’absorption des 

nanoparticules d’or diminue légèrement. En effet, cette méthode de nettoyage, bien que 

particulièrement efficace, peut conduire à retirer des nanoparticules d’or à chaque cycle 

(celles qui ne se sont pas suffisamment déposées au fond du tube, et qui sont donc 

aspirées à la pipette avec le surnageant). Notons que la perte en nanoparticules d’or est 

faible, et que les avantages de cette méthode compensent largement ce petit défaut. Par 
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conséquent, toutes les suspensions de nanoparticules ont été soumises à 8 cycles de 

nettoyage, afin d’assurer l’obtention d’échantillons propres. 

Il est difficile, voire impossible de se débarrasser en totalité des molécules 

organiques restantes du macérât d’Aloe Vera. Dès lors, il est évident que cette difficulté 

est tout aussi présente lorsqu’il s’agit de retirer des molécules de surfactant lors de 

l’utilisation des méthodes de synthèse nécessitant des surfactants toxiques comme le 

CTAB. 

 

2.1.1. Caractérisations optiques et structurales 
 

Une fois les particules synthétisées et nettoyées, et avant de les fonctionnaliser 

pour étudier leur impact sur les cellules végétales, il faut les caractériser précisément. 

Pour rappel, le choix de la méthode de synthèse s’était porté sur l’Aloe Vera comme agent 

réducteur en raison de la présence attendue de plaquettes en forme de nanotriangles. En 

effet, les nanotriangles (comme toutes les nanoparticules anisotropes de métaux nobles) 

présentent des propriétés optiques remarquables, donnant lieu à bon nombre 

d’applications[14]. Il convient dès lors de déterminer la structure, la taille et la forme des 

nanoparticules synthétisées, ainsi que leurs propriétés optiques.  

Comme nous l’avons vu précédemment, les nanoparticules d’or que nous 

synthétisons se présentent sous la forme de suspensions colloïdales de différentes 

couleurs allant du bleu-gris pour une concentration de 80 C0 au rouge orangé pour une 

concentration de 16 C0, comme cela est visible sur la Figure 2.6, qui montre une 

photographie de piluliers contenant les suspensions de nanoparticules d’or obtenues avec 

des concentrations de 16, 40 et 80 C0. La coloration des suspensions est directement 

corrélée aux propriétés plasmoniques de l’or, et donc à la taille et la forme des 

nanoparticules. Pour rappel, quand la dimension des particules est inférieure ou égale à 

la longueur d’onde d’excitation, ce qui est le cas dans cette étude, nous obtenons un 

plasmon de surface localisé, ce qui aboutit à deux conséquences expérimentales : une 

exaltation très intense et très localisé du champ électromagnétique à proximité des 

nanoparticules, et un pic d’absorption optique qui se trouve à la fréquence de résonance 

plasmonique[15]. 

 

 

Figure 2.6 : Suspensions de nanoparticules d'or synthétisées à différentes concentrations. 
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2.1.1.1. Structure, taille et forme des nanoparticules synthétisées 

 

Afin de déterminer la structure, les dimensions et les formes des nanoparticules 

d’or, nous avons utilisé les techniques de microscopies électroniques à balayage et en 

transmission. 

En microscopie électronique à balayage, 30 µL de solution ont été placés sur un 

substrat de silicium collé avec de la laque d’argent sur un plot MEB. La Figure 2.7 montre 

des nanoparticules d’or (concentration C0). On peut notamment voir une bipyramide 

(encerclée en rouge), ainsi qu’un « multipod », c’est-à-dire un assemblage de plusieurs 

nanostructures (encerclé en blanc). 

 

 

Figure 2.7 : Image MEB (électrons rétrodiffusés) de nanoparticules d'or (concentration C0). 

 

Pour les observations par microscopie électronique en transmission, 20 µL de la 

suspension à étudier ont été déposés sur une grille de cuivre recouverte d’une membrane 

de carbone à trous (Holey Carbon – Cu, 300 mesh, 50 µm) jusqu’à séchage complet.  

Ces observations ont été réalisées de façon systématique sur les échantillons pour 

les différentes concentrations, afin d’avoir une vision la plus complète et la plus 

représentative possible de la distribution et de la diversité de tailles et de formes des 

nanoparticules au sein des différentes suspensions.  
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La Figure 2.8a montre des clichés obtenus en STEM-HAADF à 80 kV d’un 

échantillon préparé à partir d’une suspension obtenue avec une concentration en agents 

réducteurs de 40 C0. La Figure 2.8b et la Figure 2.8c montrent des micrographies en champ 

clair (TEM) à 300 kV de deux échantillons préparés à partie des suspensions obtenues avec 

des concentrations en agents réducteurs de b) 20 C0 et c) 80 C0. Toutes les particules sont 

cristallisées, comme nous avons pu le voir en mode diffraction. 

 

 

Figure 2.8 : Clichés obtenus en a) STEM-HAADF à 80 kV d’un échantillon préparé à partir d’une 

suspension obtenue avec une concentration en agents réducteurs de 40 C0 (angle de convergence 

de 20,4 mrad et longueur de caméra de 115 mm), et b) et c) en TEM de deux échantillons 

préparés à partir des suspensions obtenues avec des concentrations en agents réducteurs de b) 

20 C0 et c) 80 C0. Les plaquettes sont identifiées par les étoiles blanches, les tétraèdres 

monocristallins par des étoiles noires, les icosaèdres par des points verts, les décaèdres par des 

points rouges et les cristaux formés par l’assemblage de plusieurs nanoparticules par des points 

noirs. 
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Sur les différents clichés, et comme attendu[16], nous pouvons observer des 

plaquettes de forme triangulaire ou hexagonale, indiquées par des étoiles blanches et 

présentant des défauts d'empilement. Leurs dimensions latérales dépendent fortement 

de la concentration en agents réducteurs utilisée lors de la synthèse, tandis que leur 

épaisseur reste inchangée et est de l’ordre de (12,0 ± 0,2) nm (moyenne obtenue par AFM, 

comme nous le verrons par la suite). Des tétraèdres monocristallins sont aussi visibles : ils 

sont représentés sur la Figure 2.8 par des étoiles noires.  

Beaucoup de nanoparticules comportent des macles, comme les décaèdres et les 

icosaèdres (respectivement indiqués par des points verts et rouges). Leurs dimensions 

dépendent également de la concentration. Nous avons aussi observé des bipyramides, 

comme nous pouvons le voir sur les images MEB (indiquée par un cercle rouge sur la 

Figure 2.7). Enfin, les « multipods » mentionnés dans la littérature et que nous 

appellerons polycristaux, constitués de l’assemblage de plusieurs nanoparticules, sont 

également observables. Ces derniers sont indiqués par des points noirs sur la Figure 2.8. 

Il est à noter que toutes ces formes sont habituelles pour des nanoparticules métalliques, 

et peuvent être trouvées dans la nature[17]. 

Nous avons observé des facettes {111} dans le cas de tétraèdres, d’icosaèdres, de 

décaèdres et des plaquettes, et nous avons observé des facettes {100} pour les 

bipyramides. L’analyse détaillée des nombreux clichés en STEM et TEM nous a permis 

d’une part d’obtenir des mesures statistiques sur les dimensions des nanoparticules, et 

d'autre part sur la répartition des formes structurales synthétisées aux différentes 

concentrations. 

Les dimensions moyennes des différentes nanoparticules synthétisées ont été 

mesurées comme montré sur la Figure 2.9. Dans le cas des plaquettes, nous avons mesuré 

la longueur d’une arête (l’arête la plus longue dans le cas de plaquettes tronquées). La 

même méthode a été utilisée pour mesurer les tétraèdres. En revanche, pour les 

décaèdres, les icosaèdres et les bipyramides droites, nous avons utilisé deux sommets 

opposés pour nos mesures. 

Les dimensions moyennes des nanoparticules ainsi que l’écart quadratique moyen 

sont montrés sur la Figure 2.10 , en fonction de la concentration en agents réducteurs lors 

de la synthèse. Pour les plaquettes, les longueurs des côtés sont de l'ordre du micromètre 

pour C0 (valeur moyenne de (786 ± 122) nm pour les plaquettes triangulaires et de 

(1010 ± 180) nm pour les plaquettes hexagonales), alors qu'à 40 C0, la longueur moyenne 

est de (157 ± 30) nm et (110 ± 17) nm respectivement) ; cette tendance se poursuit et à 

320 C0, les côtés des plaquettes triangulaires et hexagonales ont une taille de 

(38,9 ± 5,3) nm et (46,3 ± 7,1) nm respectivement.  
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Figure 2.9 : Schémas récapitulant la manière dont les dimensions des nanoparticules d'or ont été 

évaluées. Les dessins de gauche proviennent de [16]. 

 

 

Figure 2.10 : Tailles moyennes des différentes formes de particules observées en fonction de la 

concentration en agent réducteur. 
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De manière générale, la première information ressortant de la Figure 2.10 est que 

la taille des particules diminue quand la concentration en agent réducteur augmente. Ceci 

est dû à l’augmentation du nombre de points de nucléation aux fortes concentrations : 

les particules vont former des particules plus petites, mais bien plus nombreuses. Quand 

la concentration en agent réducteur augmente, nous obtenons ainsi une densité plus 

importante, et une taille moyenne de particules plus petite. Toutefois, si cette baisse est 

particulièrement marquée sur les plaquettes, elle l’est moins pour les autres particules 

cristallines. Les icosaèdres et les décaèdres passent respectivement de (50 ± 13) nm et 

(85 ± 20) nm à C0 à (20 ± 7) nm et (45 ± 9) nm à 20 C0 et à (18 ± 3) nm et (31 ± 4) nm à 

80 C0. Les bipyramides passent de (95 ± 16) nm à C0 à (52 ± 8) nm à 20 C0 et à (32 ± 7) nm 

à 80 C0. Enfin, les tétraèdres passent de (109 ± 30) nm à C0 à (59 ± 16) nm à 20 C0 et à 

(40 ± 9) nm à 80 C0. 

Afin d’évaluer l’épaisseur des plaquettes, nous avons réalisé des mesures par AFM 

en mode peak force. Comme nous pouvons le voir sur la Figure 2.11, nous avons 

effectivement observé une remarquable régularité de l’épaisseur des plaquettes qui vaut 

12 nm avec un écart-type de 0,2 nm, qu’ils soient triangulaires ou hexagonaux. 

 

 

Figure 2.11 : Image de hauteur par AFM (mode peak force) de nanoparticules d'or déposées sur 

mica et synthétisées à une concentration C0, et b) Profil de hauteur associé à la plaquette 

triangulaire de la Figure 2.11a), montrant sa planéité. 

Les proportions en nombre des différents types de nanoparticules ne sont pas 

identiques en fonction de la concentration en agents réducteurs présents lors de la 

synthèse. Considérons-les une à une. Nous pouvons voir sur la Figure 2.12, que le nombre 

de plaquettes a tendance à diminuer quand la concentration en agents réducteurs 

augmente. En effet, les plaquettes triangulaires représentent 24 % des particules 

synthétisées à C0, mais seulement 6 % des particules à 40 C0 et moins de 1 % à 320 C0. De 

même, les plaquettes hexagonales représentent 12 % des particules à C0, mais seulement 

4 % à 40 C0 et également moins de 1 % à 320 C0. Les icosaèdres, quant à eux, sont présents 

en quantités négligeables pour les faibles concentrations (0,22 % à C0, proche de 0 % à 

8 C0 et 0,97 % à 16 C0), mais représentent près de 20 % des particules à 40 C0, avant de 

voir de nouveau leur quantité diminuer à de plus hautes concentrations (4,33 % à 320 C0). 
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Figure 2.12 : Proportions des différentes formes de nanoparticules observées en fonction de la 

concentration en agent réducteur. 

 

 Les décaèdres sont également très peu présents à C0 (0,69 %) et 8 C0 (2,37 %), 

mais représentent 20 % des particules synthétisées pour des concentrations de 16 et 

20 C0. Leur proportion diminue ensuite à 40 et 80 C0 (environ 12 %), avant de tendre vers 

0 pour de plus grandes concentrations. Les bipyramides suivent une tendance assez 

similaire à celle des plaquettes : elles représentent 28 % des particules à C0, avant de se 

raréfier à 11 % des particules à 16 C0, 8 % à 20 C0, 4 % à 80 C0 puis disparaissent aux plus 

hautes concentrations. Il en est de même pour les tétraèdres, ils représentent 33 % des 

particules à C0, 10 % à 40 C0 et 2 % à 320 C0. Enfin, nous avons pris en compte les 

polycristaux synthétisés, formés généralement par l’assemblage de deux à trois cristaux 

des formes précédentes. Leur proportion en nombre augmente avec la concentration en 

agent réducteur : il est de 2 % à C0 de 40 % à 20 et 40 C0, et de 88 % à 160 C0 et 91 % à 

320 C0. Les polycristaux sont majoritaires dès que la concentration est au-dessus de 80 C0.  

Il y a différents aspects à prendre en compte lors de l’analyse de ces données. L'un 

des plus intéressants est l'importance des contributions thermodynamiques et cinétiques 

au cours de la synthèse. En effet, si nous devions ignorer totalement les contributions 

cinétiques au profit des contributions thermodynamiques, toutes les nanoparticules 

devraient avoir une forme de Wulff, c’est-à-dire la forme d’équilibre calculée pour un 

cristal d’un volume donné : la nécessité d’avoir une énergie de surface la plus faible 

possible amène à une orientation préférentielle de certains plans cristallins. Dans le cas 

de l’or, cela signifie que nous ne devrions observer que des octaèdres tronqués, puisque 

l'or est un système cubique à faces centrées[18]. Or, nous constatons que les bipyramides 

représentent certes 20 % de l'ensemble des particules synthétisées à C0, mais qu’elles 
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tombent à moins de 10 % à 20 C0 et continuent de diminuer par la suite, alors que 

certaines autres particules comme les icosaèdres sont en plus grand nombre. Il faut donc 

tenir compte de la taille de nos particules. Il a été calculé que les structures présentant 

plusieurs macles (comme les décaèdres ou les icosaèdres, dans notre cas) sont moins 

susceptibles de se former d'un point de vue thermodynamique[16]. Plus précisément, 

Ferrando et al. ont montré que les icosaèdres sont stables aux petites tailles 

(≤ 40 nm)[19], les décaèdres aux tailles moyennes (≤ 200 nm)et les bipyramides aux 

grandes tailles (≥ 200 nm) [20]. Comme la taille moyenne de nos nanoparticules diminue 

avec l'augmentation de la concentration, nous pouvons voir que nous avons produit plus 

d'icosaèdres à 40 C0 et 80 C0 alors que les décaèdres l’ont été davantage à 16 C0 et 20 C0, 

et enfin, les bipyramides l’ont été principalement à de plus petites concentrations. Ainsi, 

nos résultats montrent un grand accord avec les simulations de Ferrando mentionnées ci-

dessus. Il faut enfin noter que pour les concentrations au-dessus de 80 C0, la 

concentration en agent réducteur est si importante que peu de grains parviennent à se 

transformer en nanostructures, ce qui explique que la proportion d'icosaèdres ne 

continue pas à augmenter à des concentrations vraiment élevées. 

 

2.1.1.2. Propriétés plasmoniques des nanoparticules synthétisées 

 

Les spectres d’absorption de différentes suspensions de nanoparticules d’or en 

fonction de la concentration en agents réducteurs présents lors de la synthèse sont 

présentés sur la Figure 2.14. Les spectres ont été décalés verticalement pour une 

meilleure visibilité. 

Pour toutes les concentrations en agents réducteurs initialement présents lors de 

la synthèse, il existe une bande d’absorption située à (561 ± 5) nm. Pour la concentration 

en agents réducteurs de 320 C0, seule cette bande d’absorption est visible. Son maximum 

est bien situé à 561 nm et sa largeur à mi-hauteur est de 105 nm. Pour les concentrations 

en agents réducteurs entre C0 et 80 C0 en revanche, deux bandes d’absorption sont 

nettement visibles. Ces deux bandes d’absorption correspondent aux plasmons 

longitudinal et transversal des plaquettes triangulaires et hexagonales. La bande 

d’absorption située dans l’infrarouge, dont le maximum est situé vers 1300 nm pour C0 et 

à 870 nm pour 80 C0 correspond à la contribution du plasmon longitudinal des plaquettes. 

Nous pouvons noter ici que les positions de cette bande d’absorption en fonction de la 

concentration en agents réducteurs sont cohérentes avec les observations de la 

littérature sur des plaquettes d’or[21]. Pour ce qui est des autres contributions, nous 

pouvons observer sur les spectres que la forme des bandes d’absorption situées autour 

de 561 nm change en fonction de la concentration en agents réducteurs. Ceci est dû aux 

différentes contributions des nanocristaux synthétisés. Ainsi, pour une concentration C0, 

le pic observé correspond aux contributions des bipyramides et des tétraèdres 

principalement, ceux-ci constituant une part importante des particules synthétisées[22]. 

A 20 C0, puis à 40 C0, les contributions des décaèdres couplées aux variations de taille des 

nanocristaux de formes différentes également présents entraînent un élargissement du 
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pic d’absorption. Enfin, à 80 C0, les polycristaux devenant majoritaires, et il devient plus 

difficile de percevoir les différentes contributions (phénomène évidemment encore plus 

marqué pour une concentration de 320 C0). 

 

 

Figure 2.13 : Spectres d’absorption des suspensions colloïdales obtenues avec des concentrations 

en agents réducteurs de C0, 20 C0, 40 C0, 80 C0 et 320 C0. 

 

L’évolution des maxima d’absorption en fonction de la concentration du macérat 

d’Aloe Vera est tracée sur la Figure 2.14. Les carrés noirs correspondent aux valeurs 

mesurées en spectroscopie d’absorption UV-visible pour la bande du plasmon transverse, 

alors que les cercles blancs correspondent au plasmon longitudinal. Les traits pleins et en 

pointillés correspondent aux courbes de tendance respectives. Nous observons tout 

d’abord que la position en longueur d’onde du plasmon transverse n’évolue pas, et que 

son pic caractéristique est toujours observé vers 560 nm, ce qui implique une très faible 

évolution des dimensions hors du plan des plaquettes, ce qui est en accord avec les 

observations réalisées par TEM et AFM.  
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Figure 2.14 : Evolution de la longueur d’onde des maxima d’absorption des nanoparticules d’or 

en fonction de la concentration en agents réducteurs. 

 

De plus, les autres structures cristallines sont majoritairement plus épaisses (il faut 

aller vers de très fortes concentrations pour obtenir en majorité des épaisseurs plus 

petites, de quelques nanomètres), et ne présentent pas de variation d’épaisseur aussi 

importante que les plaquettes. D’où la faible évolution du signal d’absorption optique de 

la bande correspondant au plasmon transverse. En revanche, si nous nous intéressons au 

plasmon longitudinal (qui correspond aux dimensions dans le plan, donc directement relié 

aux tailles observées en microscopie électronique, en particulier des plaquettes), nous 

pouvons logiquement constater une très forte dépendance de sa fréquence en fonction 

de la concentration en agent réducteur. 

 

2.1.2. Impact de la durée de synthèse 
 

La durée de croissance des particules, au cours de la synthèse, est un paramètre 

auquel nous nous sommes également intéressés. En effet, la cinétique de réaction étant 

un paramètre critique pour la formation des nanoparticules d’or, nous pouvons supposer 

qu’un arrêt rapide de la synthèse permet de diminuer la taille moyenne des particules 

produites, facilitant par la suite leur internalisation. 

Pour étudier l’impact de ce paramètre, nous avons, pour différentes 

concentrations, arrêté la synthèse au bout de 30 min, 1 h et 2 h, et comparé les 

dimensions des particules avec celles obtenues après une synthèse complète (c’est-à-dire 

une durée de 24 h). 

La Figure 2.15a montre plusieurs particules observées par MEB après une synthèse 

stoppée au bout d’une heure, la concentration en agents réducteurs étant de C0. Nous y 

remarquons notamment une plaquette de forme triangulaire, indiquée par une étoile 

blanche sur l’image, ainsi qu’un décaèdre indiqué par un point rouge, pour reprendre les 
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codes de la Figure 2.8. Leurs tailles sont effectivement plus petites que celles obtenues 

pour une synthèse complète : la longueur d’arête pour la plaquette est de 40 nm environ 

au lieu de 785 nm pour une synthèse terminée et de 43 nm au lieu de 85 nm dans le cas 

du décaèdre. La Figure 2.15b montre la position du maximum de la bande d’absorption, 

correspondant au pic plasmon, mesurée par spectroscopie d’absorption UV-visible pour 

des échantillons synthétisés avec une concentration en agents réducteurs de 80 C0 (nous 

ne montrons pas les données d’absorption à C0 en raison de la difficulté d’obtenir un 

signal, en raison de la très faible densité de nanoparticules d’or présente dans la 

suspension). La bande d’absorption du plasmon transversal pour une synthèse complète 

est toujours observée à 564 nm tandis qu’il se décale vers les plus basses longueurs 

d’onde pour des temps de synthèse plus faibles. Ainsi, pour une synthèse stoppée au bout 

de deux heures, ce pic est situé à 558 nm, contre 545 nm après 1 h et seulement 533 nm 

après 30 min. Plus le temps de synthèse est faible, plus la taille des nanoparticules est 

donc petite.  

 

  

Figure 2.15 : a) Image MEB (électrons secondaires) de particules d'or synthétisées, avec un arrêt 

de la synthèse au bout d'une heure (concentration C0). Nous y observons une plaquette identifiée 

par une étoile blanche et un décaèdre identifié par un point rouge. b) Evolution de la position de 

la bande d'absorption correspondant au plasmon longitudinal avec la durée de synthèse 

(concentration 80 C0). 

 

Nous aurions donc pu envisager de jouer davantage sur la cinétique de réaction 

afin d’obtenir de plus petites particules. Toutefois, un problème s’est rapidement posé, 

lié non pas à la taille mais à la forme. Pour de courtes durées de synthèse, de nombreuses 

particules n’ont pas le temps nécessaire de terminer leur croissance, et demeurent à l’état 

de germes maintenus ensemble. Sur la Figure 2.15a, nous avons certes vu des 

nanoparticules, mais rappelons qu’à cette concentration, nous n’avons que très peu de 

points de germination, entrainant une très faible densité de particules et par conséquent 

une très grande taille moyenne de particules. Même avec une synthèse stoppée 

prématurément, les atomes d’or se rassemblent sur les quelques points de nucléation 
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disponibles, ce qui explique la formation de quelques structures aux faibles 

concentrations. Dans la suite des travaux, nous nous sommes principalement intéressés 

aux concentrations plus élevées (40 C0 et 80 C0), car ce sont les concentrations offrant le 

meilleur compromis entre une taille moyenne faible des particules et une grande diversité 

de formes bien définies. Le choix a donc été fait de ne pas poursuivre cette étude, au 

profit du contrôle de la taille moyenne via la concentration du macérât d’Aloe Vera. 

 

2.2. Fonctionnalisation des nanoparticules d’or 
 

Si nous voulions étudier l’impact des nanoparticules juste après leur synthèse sur des 

cellules végétales, en mettant en contact les particules avec la plante sans étape 

intermédiaire, nous nous retrouverions très rapidement confrontés à un problème 

majeur : l’agglomération des nanoparticules. L’objectif de cette étape est donc d’obtenir 

une suspension colloïdale stable en greffant des molécules de charges électriques 

différentes sur les nanoparticules. Les molécules organiques choisies possèdent à une 

extrémité un groupement sulfure -SH qui va pouvoir former une liaison covalente Au-S. 

Un autre aspect qu’il est important de souligner est que nous n’avons pas utilisé de 

molécules réagissant spécifiquement avec les constituants de la paroi de la cellule 

végétale. Ainsi, si les processus de fonctionnalisation et d’internalisation s’avèrent réussis, 

il sera d’autant plus aisé de remplacer les molécules choisies par d’autres réagissant avec 

la paroi et présentant un intérêt pour une application donnée. 

 

2.2.1. Présentation des molécules utilisées pour le greffage 
 

Dans cette étude, la fonctionnalisation a été effectuée avec trois molécules 

différentes. Tout d’abord, nous avons utilisé de l’acide 16-mercaptohexadécanoïque 

(MHDA, de formule HS(CH2)15CO2H). La présence de la fonction acide carboxylique –COOH 

va induire une répulsion électrostatique entre les nanoparticules fonctionnalisées limitant 

leur agrégation, et permettre l’obtention d’une suspension colloïdale stable. A pH neutre 

et lors des expériences, les molécules sont donc chargées négativement. 

La deuxième fonctionnalisation réalisée a été effectuée avec la L-Cystéine 

(C3H7NO2S), un acide aminé présent naturellement dans un certain nombre de protéines. 

Celle-ci est une molécule nettement plus courte que le MHDA ayant des charges positives 

et négatives localisées. 

La troisième espèce chimique que nous avons utilisée a été la molécule 

fluorescente Alexa Fluor 405, de formule C46H69N5O15S3. Cette molécule fluoresce dans le 

bleu, présente un maximum d’excitation à 401 nm et un maximum d’émission à 

421 nm[23]. Celle-ci est greffée sur la L-Cystéine via son groupement chimique NHS-ester, 

entraînant une charge globale négative, et nous pourrons ainsi utiliser ses propriétés de 
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fluorescence en microscopie optique de fluorescence. La Figure 2.16 ci-dessous présente 

les structures semi-développées des trois molécules. Le groupement NHS-ester d’Alexa 

Fluor 405 est entouré de pointillés. 

 

Figure 2.16 : Structures semi-développées des trois molécules utilisées pour fonctionnaliser les 

nanoparticules d'or : a) Acide 16-mercaptohexadécanoïque (MHDA), B) L-Cystéine et C) Alexa 

Fluor 405 (le carré en pointillés entoure la fonction NHS-ester, exploitée lors de la réaction avec la 

L-Cystéine). 

 

Les trois molécules ont été observées par spectrométrie Raman. Dans ces 

manipulations, 20 µL de solution aqueuse de MHDA et de L-Cystéine (à une concentration 

de 10 mM) ont été déposés sur un substrat de silicium. La concentration choisie est la 

même que celle intervenant dans la fonctionnalisation. Dans le cas de la molécule 

Alexa Fluor 405, 5 µL de solution d’Alexa Fluor dans du DMF (N,N-diméthylformamide, de 

formule HCO - N(CH3)2) avec un rapport de 1 mg d’Alexa Fluor pour 500 µL de DMF ont 

été déposés sur le même substrat. Quant aux mesures, elles ont été réalisées à une 

longueur d’onde de 514 nm, avec une accumulation de 10 s pour une puissance sur 

échantillon de 1,5 mW, et une gamme de mesure allant de 100 à 4000 cm-1. 

Les spectres Raman du MHDA, de la L-Cystéine et d’Alexa Fluor 405 sont ainsi 

montrés sur la Figure 2.17, la Figure 2.18 et la Figure 2.19 respectivement. Les spectres 

ont été indexés, ce qui nous a permis de plus facilement identifier les pics lors de l’étape 

de fonctionnalisation, que nous présenterons peu après. 

La molécule de MHDA étant principalement constituée d’une chaîne carbonée, 

nous observons majoritairement sur la Figure 2.17 des liaisons typiquement associées aux 

carbones (contribution de la liaison C-S à 738 cm-1, C-C à 1116 cm-1, CH2 entre 2800 et 

3000 cm-1). 

En comparaison, la molécule de L-Cystéine présente un spectre Raman 

extrêmement dense, avec beaucoup de contributions des différentes liaisons la 

constituant (certaines communes avec le MHDA, dont les CH2 autour de 2900 cm-1). Nous 

pouvons noter sur la Figure 2.18 les contributions des liaisons NH3 à 370, 988, 1347, 1527 

et 1605 cm-1, ainsi que de la liaison S-S à 513 cm-1. Cette dernière ne devrait 

théoriquement pas être visible, la molécule de L-Cystéine ne comportant qu’un seul 

atome de soufre. Toutefois, il est tout à fait probable que de nombreux ponts disulfures 

se forment lors du dépôt de la goutte, amenant ce pic au spectre Raman. 
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Figure 2.17 : Spectre Raman du MHDA en solution aqueuse. 

 

 

Figure 2.18 : Spectre Raman de la L-Cystéine en solution aqueuse. Les indices str, rock, bend, tors 

et wagg correspondent aux vibrations d’élongation, de bascule, de déformation, de torsion et de 

balancement respectivement. Les indices sym et asym, quant à eux, correspondent aux vibrations 

symétriques et antisymétriques respectivement. 
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Sur ces deux figures, nous pouvons également voir la présence d’un pic 

caractéristique de la liaison S-H à 2544 cm-1. Ce pic est intéressant à garder en mémoire, 

car une fois la fonctionnalisation achevée, le soufre sera normalement lié à l’or des 

nanoparticules, et ce pic ne devrait idéalement plus être visible. 

Le pic de la liaison SH est absent du spectre de la molécule Alexa Fluor 405, comme 

nous pouvons le remarquer sur la Figure 2.19. C’est attendu, car la molécule ne comporte 

pas cette liaison. En effet, c’est via sa fonction NHS-ester qu’elle va se greffer sur les 

molécules de L-Cystéine. Le fait de ne pas voir ce pic n’est donc pas une surprise. 

D’ailleurs, par rapport à la Figure 2.18, nous n’observons logiquement aucune 

contribution associée au soufre, comme les pics associés aux modes d’élongation des 

liaisons C-S entre 800 et 1000 cm-1. 

 

 

Figure 2.19 : Spectre Raman d'Alexa Fluor 405 en solution dans du DMF. 

 

Après leur caractérisation en Raman, ces trois molécules ont donc été greffées sur 

nos nanoparticules d’or via un protocole de fonctionnalisation que nous allons à présent 

détailler. 
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2.2.2. Protocole de fonctionnalisation 
 

Nous allons détailler le protocole de fonctionnalisation dans le cas d’un greffage 

covalent de l’acide 16-mercaptohexadécanoïque. Ce protocole ne varie pas pour un 

greffage de la L-Cystéine (les concentrations utilisées ont été les mêmes). 

Préalablement, il est nécessaire de rompre les ponts disulfures potentiellement 

formés entre les molécules de MHDA pour permettre l’établissement de liaisons or-

soufre, tout en limitant la présence de dioxygène. Du dithiothréitol, ou DTT (C4H10O2S2), a 

été utilisé pour rompre les liaisons S-S[24].  

Dans un premier temps, tous les réactifs qui seront utilisés, à savoir la suspension 

de nanoparticules d’or, le dithiothréitol ainsi que le MHDA sont placés dans un 

dessiccateur sous vide primaire pour être dégazés et réduire au maximum la présence 

d’oxygène. Une solution aqueuse de MHDA et DTT est préparée. Les proportions sont 

ajustées pour que les concentrations soient de 10 mM pour le MHDA et 100 mM pour le 

DTT dans un volume total d’1 mL de solution. Ce mélange a été mis à dégazer durant 3 h.  

 

 

Figure 2.20 : Schéma explicatif des réactions à l'œuvre dans le mélange MHDA / DTT 

(d’après[24]). 

 

Comme nous pouvons le voir sur la Figure 2.20, en présence de liaison S - S, le DTT 

vient réagir avec la molécule contenant ce pont disulfure, et va s’oxyder, entraînant la 

formation d’une part d’une molécule de DTT oxydée, et d’autre part de deux molécules 

présentant un groupement - SH à une de leur extrémité, ce qui va permettre au greffage 

ultérieur de se dérouler correctement. 200 µL du mélange précédent sont pipetés, ajoutés 

à 1 mL de la suspension de nanoparticules d’or choisie et l’ensemble est soumis à des 

ultrasons en utilisant une sonde cup-horn (20 % de puissance pendant 30 s). La réaction 



66 
 

peut se poursuivre pendant 30 min sous agitation douce au bain à ultrasons, avant que 

les échantillons ne soient placés sur un support rotatif pendant une nuit entière, à une 

vitesse de rotation de 30 tour/minute. 

Dans le cas d’une fonctionnalisation avec la molécule Alexa Fluor 405, celle-ci est 

dans un premier temps dissoute dans du DMF, avec un rapport de 1 mg d’Alexa Fluor pour 

500 µL de DMF. 50 µL d’Alexa Fluor sont ajoutés à un échantillon de nanoparticules d’or 

fonctionnalisées à la L-Cystéine. La réaction se poursuit alors pendant 30 min. C’est l’ester 

succinimidylique (ou NHS-ester) d’Alexa Fluor qui se conjugue avec l’amine primaire 

(groupement NH2) de la L-Cystéine, permettant le greffage.  

 
 

2.2.3. Contrôle de la fonctionnalisation 
 

2.2.3.1. D’un agglomérat de particules vers une suspension colloïdale stable 

 

Il est indispensable de s’assurer du bon déroulement de la fonctionnalisation. Un 

premier test consiste à observer à l’œil nu les échantillons. Ainsi, les particules 

fonctionnalisées doivent former une suspension colloïdale stable tandis que celles non 

greffées se déposent au fond du tube. Ceci est illustré sur la Figure 2.21. Le pilulier de 

droite contient une suspension de nanoparticules d’or non fonctionnalisées qui vient 

d’être soumise à des ultrasons pour les disperser et le pilulier de gauche contient une 

suspension de nanoparticules fonctionnalisées avec de l’acide mercaptohexadécanoïque. 

Après soixante heures, les particules fonctionnalisées demeurent en suspension dans le 

pilulier de gauche, tandis que les particules non greffées se sont en immense majorité 

déposées dans le fond du pilulier de droite. Cette première observation permet déjà 

d’affirmer que la chimie de surface des nanoparticules a été modifiée lors du protocole 

de fonctionnalisation. 

 

 

Figure 2.21 : Evolution dans le temps de deux suspensions de nanoparticules d'or à 80 C0 

fonctionnalisées avec du MHDA (tube de gauche) et 80 C0 non fonctionnalisées (tube de droite) 

immédiatement après agitation aux ultrasons et 60 h plus tard. 

 

L’étape suivante a consisté à retirer l’excès des molécules organiques utilisées pour 

la fonctionnalisation des suspensions. A cause de la répulsion électrostatique des 
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nanoparticules d’or en suspension, la centrifugation est légèrement moins efficace, et 

plus de cycles de nettoyage sont nécessaires pour arriver au même niveau de propreté de 

l’échantillon. Récemment, le nettoyage des nanoparticules a même été effectué avec des 

filtres Vivaspin, avec un seuil de masse moléculaire de 5 kDa. Avec des cycles de 20 min à 

8000 g, le nettoyage est encore plus performant, et c’est donc cette procédure qui a été 

utilisée pour purifier les échantillons de nanoparticules d’or fonctionnalisées. 

 

2.2.3.2. Caractérisation par S(TEM) et STEM iDPC 

 

Les nanoparticules fonctionnalisées ont ensuite été caractérisées par microscopie 

électronique en transmission en utilisant les modes d’imagerie en champ clair TEM, le 

mode balayage couplé à un détecteur champ sombre annulaire à grand angle (STEM-

HAADF) et en mode de contraste de phase différentiel intégré (iDPC : integrated 

Differential Phase Contrast). 

 

Comme présenté dans la Figure 2.22, nous avons pu observer la couche de 

fonctionnalisation sur les nanoparticules quelle que soit la molécule greffée. La plupart de 

nos observations ont été réalisées à une concentration de 40 C0 car elle permet, comme 

expliqué précédemment, d'avoir une grande diversité de formes bien définies des 

nanoparticules synthétisées tout en permettant une grande quantité de nanoparticules 

observables. Sur les clichés de la Figure 2.22a et b, trois nanoparticules d’or sont 

clairement visibles (en clair sur le cliché de STEM-HAADF en raison du numéro atomique 

Z de l’or et présentant des contrastes de diffraction en STEM-i-DPC). Elles sont entourées 

d’une zone constituée d’éléments plus légers que l’or. Cette zone correspond aux 

molécules greffées composées d’atomes légers comme l’hydrogène, le carbone, l’azote, 

l’oxygène… Les clichés en STEM-iDPC de la Figure 2.22c et d permettent également de 

distinguer des nanoparticules entourées d’une couche homogène. Sur le cliché TEM de la 

Figure 2.22e, les nanoparticules d’or apparaissent en noir et gris foncé, tandis que les 

molécules organiques apparaissent en plus clair. L’épaisseur moyenne de la couche de 

fonctionnalisation dans le cas de l'acide 16-mercaptohexadécanoique est de 8 nm, dans 

le cas de la L-Cystéine de 4 nm et dans le cas de la fonctionnalisation avec Alexa Fluor 405 

entre 4 et 11 nm. Les molécules d’Alexa Fluor ne recouvrent donc pas entièrement les 

nanoparticules. 

Ainsi, grâce aux observations par STEM-HAADF et STEM-iDPC, nous avons pu mettre 

en évidence la présence d’une couche organique enrobant les nanoparticules. Ceci est 

vrai quelle que soit la concentration en agent réducteur, quelle que soit la taille et la forme 

des nanoparticules. Toutefois, il est encore nécessaire de s’assurer du greffage covalent 

des molécules organiques sur les nanoparticules d’or en détectant la présence de la liaison 

or-soufre qui a dû s’y être créée.  
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Figure 2.22 : Clichés de nanoparticules d’or fonctionnalisées à 40 C0 par de la L-Cystéine et de 

l’Alexa-Fluor 405 en a) STEM-HAADF et b) STEM-iDPC. Clichés de nanoparticules d’or 

fonctionnalisées à 40 C0 par de la L-Cystéine c) et d) par MHDA en STEM-iDPC (tension 

d’accélération de 300 kV, angle de convergence de 12,5 mrad et longueur de caméra de 

360 mm). e) Micrographie TEM de nanoparticules fonctionnalisées par MHDA (tension 

d’accélération de 300 kV). 

 

2.2.3.3. Détection de la liaison covalente or-soufre par spectrométrie Raman 

 

Dans le but de s’assurer du greffage covalent des molécules, des mesures par 

spectrométrie de diffusion Raman ont été réalisées. Les spectres de la Figure 2.23 ont été 

obtenus avec un spectromètre dispersif InVia de Renishaw avec une longueur d’onde 

d’excitation de 514 nm, une puissance sur échantillon de 50 µW sous objectif x 50. Par la 

suite, les lignes de base des spectres ont été soustraites via l’outil de traitement du logiciel 

WiRe (soustraction polynomiale). 

Un spectre caractéristique obtenu sur un échantillon de particules d’or 

fonctionnalisées avec chacune des trois molécules chimiques utilisées est montré sur la 

Figure 2.23. Plusieurs pics, indexés sur la figure, peuvent être attribués aux différents 

modes de vibration des molécules greffées par comparaison avec les spectres des 

molécules montrés sur la Figure 2.17, la Figure 2.18 et la Figure 2.19. Concernant les 

nanoparticules fonctionnalisées avec de la L-cystéine et avec de la L-Cystéine – Alexa 

Fluor, le pic correspondant au mode de vibration de la liaison S-H, situé à 2560 cm-1, a 

disparu et un nouveau pic positionné autour de 250 cm-1 apparait. Ce pic est attribué à la 

liaison covalente Au-S[25]. Dans le cas des nanoparticules d’or fonctionnalisées avec le 

MHDA, un nouveau pic est présent à 226 cm-1
 tandis que celui situé à 2560 cm-1 est 

toujours présent. Celui à 226 cm-1 peut être relié à la présence de liaisons Au-S. Nous 

pouvons donc en conclure que des molécules de MHDA et de L-Cystéine sont liées de 

manière covalente aux nanoparticules d’or. Un léger décalage du pic correspondant à la 
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liaison Au-S est mesuré entre les deux types de fonctionnalisation. Ceci s’explique par le 

fait que la constante de raideur de la liaison peut varier, entrainant une variation de 

fréquence de vibration de la liaison Au-S, le MHDA et la L-Cystéine étant deux molécules 

très différentes. De manière générale, la liaison Au-S est attendue dans la gamme située 

entre 220 cm-1 et 250 cm-1[25]. Ces résultats sont donc en accord avec la littérature. 

 

Figure 2.23 : Spectres Raman réalisés sur des nanoparticules d’or fonctionnalisées en solution 

aqueuse (40 C0). Les spectres ont été réalisés avec une fonctionnalisation a) au MHDA, b) à la L-

Cystéine et C) à la L-Cystéine et Alexa Fluor 405. Mesures réalisées à une excitation de 514 nm 

(après soustraction polynomiale de la ligne de base via l’outil intégré au logiciel WiRe). 



70 
 

Pour l’échantillon de nanoparticules fonctionnalisées par des molécules de MHDA, 

comme le pic correspondant aux liaisons S-H est encore visible, il reste des molécules de 

MHDA qui ne sont pas greffées sur les nanoparticules. Il semblerait que les cycles de 

centrifugation – re-dilution n’ont pas été suffisants pour retirer suffisamment l’excédent 

de molécules. 

Nous avons ainsi la preuve que nos particules ont bien été fonctionnalisées. 

Toutefois, avant de passer à l’étude des interactions avec des cellules biologiques, nous 

allons évaluer la capacité des nanoparticules d’or fonctionnalisées à présenter une 

exaltation de surface du champ électromagnétique. Cette propriété est tout à fait 

remarquable et d’un intérêt applicatif certain. 

 

2.2.4. Effet SERS 
 

L’exaltation de surface du champ électromagnétique peut être mis en évidence 

par des expériences de spectrométrie Raman. La présence d’un effet SERS (Surface-

Enhanced Raman Spectroscopy) a donc été étudiée. Comme nous l’avons expliqué dans 

le Chapitre 1, l’effet SERS est une exaltation très forte et localisée de la diffusion Raman 

de molécules due à la présence d’un substrat ou de nanoparticules à fortes propriétés 

plasmoniques, comme l’or nanométrique. 

Nous avons choisi d'étudier pour cette expérience des nanoparticules synthétisées 

avec une concentration en agent réducteur de 16 C0. En effet, à de plus faibles 

concentrations en agents réducteurs, le nombre de nanoparticules est plus faible tout en 

présentant des dimensions plus larges. Il est connu que des particules plus grosses ont 

tendance à induire une plus grande intensité SERS, à cause de leurs plus forte propension 

à présenter des aspérités de surface, entraînant une forme locale peu régulière et 

favorisant ainsi des exaltation de surface[26].  

 Pour les mesures par spectroscopie de diffusion Raman, 10 µL de suspension 

contenant des nanoparticules d’or fonctionnalisées sont déposées sur un substrat de 

silicium. Une fois l’échantillon asséché, un volume de 10 µL d’une solution de bipyridine 

2-2’ (NC6H4 - C6H4N), notée 22BY, de concentration égale à 10-4 M, préparée le jour même, 

y est déposé. Le signal Raman d’un cristal de bipyridine 2-2’ est visible sur la Figure 2.24, 

et est en adéquation avec les spectres présentés dans les travaux de Brolo et al [27] .  
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Figure 2.24 : Spectre Raman d’un cristal de 22BY observé en Raman : la mesure a été effectuée 

avec une longueur d’onde d’excitation de 633 nm, et une acquisition d’une seconde avec une 

puissance sur échantillon de 500 µW. 

 

Les spectres Raman obtenus sur les nanoparticules fonctionnalisées sont montrés 

sur la Figure 2.25. Ils sont tous enregistrés avec une longueur d’onde d’excitation de 

633 nm, pour limiter au maximum les effets de photoluminescence et d’échauffement 

(fréquents lors de l’exaltation du champ local), par 20 accumulations d’une seconde et 

avec une puissance sur l’échantillon de 50 µW en utilisant un objectif de x 50. Le spectre 

d’une solution asséchée de bipyridine et de concentration 10-4 M sur silicium est montré 

Figure 2.25a, celui des nanoparticules d’or non fonctionnalisées en présence de la 

bipyridine Figure 2.25b et ceux des nanoparticules fonctionnalisées par des molécules de 

MHDA, de la L-Cystéine, et de la L-Cystéine – Alexa Fluor en présence de bipyridine sur la 

Figure 2.25c. Le signal caractéristique de la 22BY est présent sur tous les spectres des 

nanoparticules, démontrant un effet SERS bien présent. En particulier, nous remarquons 

les pics qui émergent à 1489 cm-1, pics attribués aux modes d'étirement des deux cycles 

de pyridine (en particulier leurs liaisons C - C et C - N)[27].  
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Figure 2.25 : Spectres Raman a) de bipyridine 2-2’ déposée sur SiO2 / Si, b) de nanoparticules non 

fonctionnalisées, et c) de nanoparticules fonctionnalisées avec du MHDA, de la L-Cystéine et de la 

L-Cystéine et Alexa Fluor 405. 
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Cela nous apporte deux informations importantes. Premièrement, les particules 

présentent les propriétés plasmoniques attendues pour des nanoparticules d’or, et 

deuxièmement, cela confirme leur propreté. En effet, si nous avions eu un nettoyage 

insuffisant des nanoparticules, nous n'aurions pas pu observer une telle exaltation SERS, 

comme cela a été le cas pour certaines mesures (voir la Figure 2.26, où les pics sont 

nettement moins visibles et où l’exaltation est environ soixante fois plus faible que sur 

l’échantillon propre de la Figure 2.25b, dans les mêmes conditions expérimentales). 

 

 

Figure 2.26 : Spectre Raman de l'effet observé sur un échantillon de nanoparticules d'or non 

nettoyées et non fonctionnalisées mises en contact avec une solution aqueuse de 22BY à 10-4 M. 

 

Cet effet SERS a également été observé pour une concentration de 10-6 M, 

montrant un impact non négligeable à des concentrations en bipyridine très faibles, 

comme on peut le voir sur la Figure 2.27. Nous y voyons en effet les mêmes pics 

caractéristiques, notamment celui à 1489 cm-1, avec une intensité beaucoup moins 

importante (2500 coups pour le pic à 1489 cm-1 contre 95000 coups pour une 

concentration en bipyridine de 10-4 M), ce qui est attendu compte tenu de la 

concentration. 

 

0 250 500 750 1000 1250 1500 1750
-200

0

200

400

600

800

1000

1200

1400

1600

1800

In
te

n
s
it
é

Décalage Raman (cm-1)



74 
 

  

Figure 2.27 : Spectre Raman de nanoparticules d'or non fonctionnalisées en contact avec une 

solution aqueuse de bipyridine 2-2' à une concentration de 10-6 M. 

 

 

2.3. Conclusion 
 

Dans ce chapitre, nous avons détaillé la procédure de synthèse des nanoparticules 

d’or anisotropes utilisant un macérât d’origine végétal. Cette méthode de synthèse 

rapide, simple et peu coûteuse permet la formation d'un mélange de nanoparticules 

cristallisées de dimensions et de formes variées dépendant de la concentration en agents 

réducteurs lors de leur synthèse. Les observations réalisées par microscopie électronique 

en transmission, notamment en utilisant les nouvelles techniques récemment 

développées comme le STEM-iDPC, ont montré que nous avions un bon contrôle sur les 

dimensions moyennes des particules, ainsi qu’une grande diversité de formes présentes. 

L’analyse statistique réalisée à partir des observations en microscopie, couplée à l’analyse 

des spectres d'absorption UV-visible, nous a permis de connaître les dimensions et 

proportions de chaque type de structure, à chaque concentration, et de relier ces 

informations aux propriétés optiques mesurées par absorption UV-visible. Les 

nanoparticules d'or ont par la suite été fonctionnalisées avec trois molécules : de l’acide 

16-mercaptohexadécanoïque, de la L-Cystéine, et de la L-Cystéine – Alexa Fluor 405. Le 

greffage covalent des molécules à la surface des nanoparticules a été montré par des 

mesures par spectrométrie de diffusion Raman et la couche organique autour des 

nanoparticules a été observée par microscopie électronique en transmission à balayage 
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en modes STEM-HAADF et STEM-iPDC. Enfin, les nanoparticules synthétisées ont montré 

de bonnes propriétés optiques comme l’ont prouvées les mesures SERS réalisées sur les 

nanoparticules nues et fonctionnalisées. Cet effet SERS pourrait ouvrir la porte à de 

nombreuses applications, les nanoparticules d'or étant déjà utilisées dans le domaine 

biomédical[28][29][30], ou en vue d’utilisation comme nanocapteurs, thématique sur 

laquelle de nombreux travaux sont en cours de développement[31][32]. 

La suite du travail consiste en la mise en contact des nanoparticules 

fonctionnalisées avec la plante aquatique Egeria Densa, et en l’étude et au suivi des 

propriétés, principalement mécaniques, des feuilles de la plante.  
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Au Chapitre 2, le protocole de synthèse et de fonctionnalisation des 

nanoparticules d’or anisotropes a été détaillé. Nous avons ainsi abouti à différentes 

suspensions de nanoparticules d’or propres et optiquement actives. L’étape suivante 

consiste à étudier l’évolution des propriétés mécaniques des cellules végétales en 

présence de nanoparticules d’or à des concentrations suffisamment faibles pour qu’elles 

soient non cytotoxiques. En effet, l’exposition de cellules végétales à des nanoparticules 

d’or à fortes concentrations peut entraîner des dégâts sur la croissance et le 

développement des plantes[1]. Peu de travaux ont été menés sur les changements 

mécaniques induits par la présence de nanoparticules sur des cellules végétales, même si 

plusieurs études de toxicité de nanoparticules ont été réalisées[2][3][4][5][6], en 

particulier dans les champs dits des « omiques ». Cet ensemble de champs d’étude 

regroupe divers domaines comme la génomique qui s’intéresse au fonctionnement d’un 

organisme à l’échelle du génome, la métabolomique qui concerne un ensemble de 

métabolites primaires et secondaires… Pourtant, l’élasticité des cellules végétales 

constitue un remarquable indicateur de son état de forme[7]. Dans ce travail, nous avons 

choisi de réaliser des mesures d’indentation mécanique par AFM en enregistrant des 

courbes approche-retrait en mode cartographie de force sur la paroi de cellules de feuilles 

matures de la plante aquatique Egeria Densa exposées à des nanoparticules, puis après 

exposition [8]. 

 Dans ce chapitre, nous allons dans un premier temps détailler la préparation des 

échantillons et décrire la procédure d’acquisition et de traitement des courbes de forces. 

Ensuite, nous présenterons les mesures d’indentation, l’évaluation de la valeur du module 

élastique dynamique E* de la paroi des cellules en fonction du temps d’exposition aux 

nanoparticules fonctionnalisées, du type de fonctionnalisation, du type de cellules et de 

la concentration massique des nanoparticules présentes dans le milieu. Nous discuterons 

des résultats en justifiant le choix du modèle physique utilisé lors de la détermination de 

E*. Enfin, nous présenterons les résultats des mesures d’indentation en fonction du temps 

écoulé après avoir retiré les nanoparticules du milieu aqueux environnant la plante.  

 

3.1. Protocole expérimental 

 

Dans cette partie, nous allons détailler le protocole de préparation des 

échantillons avant de décrire la procédure de mesure par AFM. 

 

Deux types d’expériences ont été réalisés. D’une part, des mesures d’indentation 

par AFM ont été effectuées sur des échantillons de plantes d’Egeria Densa préalablement 

mis en présence d’une concentration massique donnée de nanoparticules d’or pendant 

une durée définie. D’autre part, des expériences de suivi des modifications de l’élasticité 

en fonction du temps écoulé depuis l’introduction des nanoparticules dans le milieu ont 

été réalisées, le démarrage de ces expériences se faisant alors avec un échantillon non 

exposé. 
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3.1.1. Préparation des échantillons 

 

Préparation des échantillons biologiques pour les mesures d’indentation par AFM 

 

Lors des expériences, deux aspects sont critiques quant à la préparation de 

l’échantillon : il faut nécessairement que la plante soit vivante et que la zone de la plante 

étudiée soit immobilisée pour pouvoir mener à bien les mesures par AFM. Les mesures se 

font dans de l’eau distillée[9]. 

Nous avons travaillé sur des échantillons constitués de plusieurs feuilles reliées à 

la tige de la plante. La présence de celle-ci permet une irrigation prolongée des feuilles, 

et donc une durée d’expérience plus longue. En effet, des essais réalisés sur des feuilles 

séparées de leur tige ont montré que la durée de mesure s’en trouvait sensiblement 

modifiée ; nous observons au bout de 5 h l’apparition d’une adhésion entre la pointe AFM 

et les cellules et une perte totale de fluorescence de l’échantillon, qui témoignent d’une 

forte dégradation des échantillons ; nous parlons donc de durée de vie moyenne dans le 

Tableau 3.1. Pour des feuilles encore reliées à la tige, les mesures ont pu être menées 

pendant plus de 12 h sans aucun signe optique de dégradation (voir Tableau 3.1). 

 

Echantillons utilisés Durée de vie moyenne observée 

Feuilles entières séparées de la tige 5 h 

Feuilles entières reliées à la tige > 12 h 

Tableau 3.1 : Durée de vie de la plante selon la méthode de préparation de l'échantillon. 

 

Pour garantir une parfaite stabilité de l’échantillon pendant les observations, nous 

avons immobilisé la plante grâce à un gel d’agarose. L’agarose, de formule C12H18O9, dont 

la structure est présentée sur la Figure 3.1, est un polymère soluble dans l’eau s’il est 

chauffé. Nous avons utilisé de l’agarose à bas point de fusion (température de gélification 

comprise en 26°C et 30°C et température de fusion du gel inférieure ou égale à 65°C). 

 

 

Figure 3.1 : Structure chimique de l'agarose. 
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Nous avons réalisé des gels d’agarose à 1 %, correspondant à une dissolution de 

1 g d‘agarose dans 100 mL d’eau distillée. Pour cela, 800 µL de la solution liquide obtenue 

après dissolution de la poudre d’agarose ont été déposés au fond d’une boîte de Pétri. Un 

fois le gel pris, une partie de la surface du gel (celle qui est au centre de la boite), est 

scarifiée avec une lame de rasoir. Un morceau de tige avec plusieurs feuilles du plant 

d’Egeria Densa sélectionnée pour l’expérience est inséré dans la zone scarifiée du gel, une 

goutte de solution d’agarose encore liquide mais proche de la température de 

solidification est déposée au niveau de la tige, puis d’autres gouttes sous les feuilles en-

dessous du gel déjà solidifié. Un pinceau est ensuite utilisé pour appuyer délicatement sur 

les feuilles. Nous attendons que les gouttes se solidifient et ajoutons ensuite 3 mL d’eau 

distillée dans la boite de Pétri. Le gel permet d’éviter l’assèchement de l’échantillon 

végétal et sert aussi à le maintenir immobile pour la suite de l’expérience. L’hydratation 

de l’échantillon est assurée en continu, d’une part grâce au gel d’agarose et d’autre part 

grâce à l’eau ajoutée dans la boite de Pétri qui immerge alors complètement l’échantillon. 

La Figure 3.2 montre la photographie d’un échantillon prêt à être analysé par AFM. 

 

 

Figure 3.2 : Echantillon d'Egeria Densa immobilisé sur gel d'agarose avant les mesures AFM (à 

gauche) et photographie par microscopie optique d'une partie d'une feuille d'Egeria Densa (à 

droite). 

 

Cette étape est délicate et cruciale : si le gel est mal réparti, si son épaisseur n’est 

pas constante, si la feuille n’est pas parfaitement maintenue par le gel ou si du gel 

recouvre les feuilles, les mesures par AFM ne pourront avoir lieu ou seront inexploitables.  

 

Masses des nanoparticules d’or fonctionnalisées mises en présence de la plante pour les mesures 

d’indentation 

 

Nous avons décidé de centrer les études sur des échantillons obtenus avec une 

concentration initiale en agents réducteurs de 40 C0 et 80 C0. Ce choix a été fait, tout 

comme dans le Chapitre 2, en raison de la très grande diversité de formes des particules 

observées ainsi qu’à leurs dimensions. Des particules de petite taille sont plus à même 

d’être internalisées au sein des cellules. Dans le cas d’Egeria Densa, il a été reporté que 

des nanoparticules d’or de 18 nm étaient parfaitement internalisées[10][11]. Or, à 40 C0 
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et 80 C0, les tailles moyennes des structures synthétisées (notamment les icosaèdres) sont 

de cet ordre. De plus, nous avons pu voir par microscopie électronique que des particules 

bien plus petites étaient également synthétisées ; il n’y a donc a priori aucun obstacle à 

l’internalisation des nanoparticules d’or par les plants d’Egeria Densa. Les formes, tailles 

et proportions des nanoparticules sont rappelées dans le Tableau 3.2 pour les deux 

concentrations.  

 

 40 C0 80 C0 

Forme de 

particules 

Dimension 

caractéristique 

Proportion en 

nombre 

Dimension 

caractéristique 

Proportion en 

nombre 

Icosaèdres ~ 20 nm ~ 30 % ~ 18 nm ~ 20 % 

Bi-pyramides 

Décaèdres 

Tétraèdres 

~ 40 nm ~ 20 % ~ 32 nm ~ 20 % 

Plaquettes Epaisseur : 

12 nm 

 

Longueur d’un 

côté : ~ 110 nm 

à ~ 160 nm 

~ 10 % Epaisseur : 

12 nm 

 

Longueur d’un 

côté : ~ 80 nm 

à ~ 100 nm 

~ 10% 

Polycristaux   ~ 40 %  ~ 50 % 

Tableau 3.2 : Rappel des dimensions caractéristiques et des proportions des nanoparticules d'or 

synthétisées aux concentrations 40 C0 et 80 C0. 

 

 Avant de procéder à la mise en contact des nanoparticules avec les échantillons 

biologiques, il est nécessaire d’évaluer la concentration massique des nanoparticules dans 

les suspensions précédemment obtenues afin de choisir au mieux la quantité de 

nanoparticules à mettre en contact avec les plantes. Pour ce faire, nous avons évalué la 

concentration massique en or lors de chaque étape de la synthèse et de la 

fonctionnalisation des nanoparticules. 

Voici le récapitulatif des différentes étapes de synthèse et de fonctionnalisation en 

faisant apparaitre le calcul des concentrations massiques (l’hypothèse retenue est de ne 

considérer aucune perte de masse d’or, ni lors de la synthèse, ni au cours du nettoyage, 

ce qui revient à surestimer les concentrations massiques) : 

 

1. Etape de synthèse : 

- La concentration massique de départ en or est de (4,74 ± 0,01) mg.mL-1 

(préparation de la solution avec le sel d’or). 
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- 0,5 mL de cette solution de sel d’or ont été prélevés pour être mélangés avec 

le macérat pour un volume final de solution de 10 mL (dilution d’un facteur 

20). Nous obtenons donc 4,74/20 = 0,237 mg.mL-1, soit 237 µg.mL-1. 

2. Première étape de nettoyage : 

- Le volume de départ est de 9 mL (1 mL a été conservé pour contrôle) et le 

volume à l’arrivée est de 3 mL (reconcentration d’un facteur 3). Nous 

obtenons donc une concentration de 237*3=711 µg.mL-1. 

3. Etape de fonctionnalisation : 

- 100 µL de la suspension de nanoparticules nettoyées ont été prélevés et 

ajoutés à 900 µL de la solution de fonctionnalisation (le mélange 

H2O + DTT + MHDA/L-Cys/AF405) (dilution d’un facteur 10). Nous obtenons 

donc une concentration de 711/10=71,1 µg.mL-1. 

4. Deuxième étape de nettoyage : 

- Enfin, lors du nettoyage, nous sommes passés d’un volume de 500 µL à un 

volume de 1 mL (dilution d’un facteur 2). Nous obtenons donc une 

concentration de 71,1/2 = 35,55 ± 2 µg.mL-1. 

 

Pour procéder à la mise en contact des nanoparticules d’or avec l’échantillon 

végétal, différents volumes de solution aqueuse de nanoparticules d’or fonctionnalisées 

sont ajoutés directement dans le tube rempli d’eau distillée contenant la plante, ou dans 

l’eau contenue dans la boite de Pétri en veillant à ne pas dépasser la concentration 

massique de 100 µg.L-1, pour rester si possible dans des conditions non cytotoxiques. En 

effet, même si dans le cas d’Egeria Densa, une exposition à 250 µg.L-1 d’or n’induit 

apparemment aucune toxicité[12], les études montrent que des concentrations 

massiques de nanoparticules d’or aussi faibles que (263 ± 157) µg.L-1 dépassaient le seuil 

de cytotoxicité pour des cellules de feuilles de peuplier, dans le cas de [13]. C’est pourquoi 

nous avons pris la décision de ne pas dépasser la valeur seuil de 100 µg.L-1. 

Ainsi, pour les expériences durant lesquelles les temps d’exposition aux 

nanoparticules d’or fonctionnalisées sont supérieurs à 4 h et fixés, la procédure suivie 

consiste à ajouter 125 µL de la suspension de nanoparticules dans le tube contenant 

50 mL d’eau et un plant d’Egeria Densa (dilution d’un facteur 400). La concentration 

massique est alors de 88,88 ng.mL-1, soit 88,88 µg.L-1. 

Pour les expériences de suivi en temps, afin de travailler avec la même 

concentration, deux étapes successives de dilution ont été nécessaires : 

- Une première dilution est réalisée en injectant 200 µL de la suspension de 

nanoparticules d’or fonctionnalisées dans 530 µL d’eau ultrapure (dilution d’un 

facteur 2,66) 
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- 20 µL de cette suspension sont injectés dans les 3 mL d’eau, présents dans la boite de 

Pétri avec la plante (dilution d’un facteur 150) ; la dilution finale est alors équivalente 

(dilution totale d’un facteur 400) et la concentration massique vaut 88,88 µg.L-1. 

Par la suite, nous avons dilué la suspension finale 5, 10 et 20 fois ; les 

concentrations massiques d’exposition sont alors respectivement de 17,78 µg.L-1, 

8,89 µg.L-1 et 4,44 µg.L-1. 

 

Observation par microscopie optique et de fluorescence en cours d’expérience 

 

Un des objectifs principaux de ce travail était d’effectuer les mesures pour des 

concentrations massiques de nanoparticules qui n’entraînent pas de modification des 

paramètres physiologiques observables dans les conditions des expériences. Ainsi, des 

changements de l’aspect visuel des plants, du nombre de feuilles d’un même plant, ou de 

la fluorescence intrinsèque ne devaient pas être perceptibles lors de l’observation des 

échantillons à l’œil et par microscopie optique et de fluorescence.  

En effet, en procédant à des tests lors de la mise en contact de nanoparticules avec 

les plantes pour des concentrations importantes, des modifications significatives sont 

observées. Ainsi, pour une concentration en nanoparticules de 35,55 µg.mL-1, comme 

montré sur la Figure 3.3, au bout de 20 h, les feuilles de la plante B, exposée aux 

nanoparticules d’or, sont passées du vert au jaune, témoignant d’une perte de la 

chlorophylle, contrairement à l’échantillon de référence, noté A, qui n’a pas subi 

d’évolution notable visuellement. 

 

 

Figure 3.3 : Evolution de l'apparence d'un plant d'Egeria Densa après 20 h d'exposition à des 

nanoparticules d'or fonctionnalisées au MHDA pour une concentration de 35,55 µg.mL-1. 
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De même, comme nous le constatons sur la Figure 3.4, nous avons également pu 

observer par microscopie de fluorescence une perte de pigmentation des chloroplastes 

sur des surfaces importantes de la feuille, ce qui témoigne également d’une dégradation 

de l’échantillon. Nous pouvons voir sur la Figure 3.4b la fluorescence rouge provenant des 

chloroplastes, mais sur toute la zone centrale, qui apparaît noire, nous constatons les 

dégâts entraînés par la présence des nanoparticules d’or, en particulier lorsque nous la 

comparons aux références des Figure 3.4c) et d). 

Dès lors, pour toutes les expériences et durant l’intégralité de leur durée, l’aspect 

visuel de la plante et des feuilles, la fluorescence des chloroplastes, ainsi que leur 

mouvement à l’intérieur des cellules ont été observés. Ainsi, par exemple, si dès le début 

de l’expérience les chloroplastes ne montraient aucun déplacement, un autre échantillon 

était systématiquement préparé. 

 

 

Figure 3.4 : Images de microscopie optique d'une feuille d'Egeria Densa exposée à des 

nanoparticules d'or fonctionnalisées, montrant la dégradation de ses propriétés de fluorescence 

par rapport à une feuille non exposée. Les images a) et b) correspondent à l’échantillon exposé, 

et les images c) et d) à l’échantillon non exposé. Chaque échantillon est imagé sans filtre et avec 

un filtre B-2A laissant apparaître les chloroplastes en rouge, et mettant en évidence leur 

fluorescence. 
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3.1.2. Mesures d’indentation par AFM 

 

Mise en place et calibration 

 

Le microscope à force atomique que nous avons utilisé est un Nanowizard II de JPK 

Instruments, équipé du module CellHesion, qui permet d’effectuer des mesures de 

spectroscopie de force longue distance grâce à un scanner piézo-électrique spécifique 

permettant un déplacement de 100 µm. La diode laser a une longueur d’onde de 850 nm. 

Pour rappel, le microscope est monté sur un microscope optique inversé à 

épifluorescence. 

Les leviers que nous avons utilisés possèdent une pointe dont l’extrémité est 

terminée par une sphère en carbone haute-densité, d’un rayon de 50 nm (plus 

précisément les pointes Biospheres de Nanotools). Ces pointes sont solidaires de leviers 

de silicium de constante de raideur nominale 200 mN.m-1 et de fréquence de résonance 

nominale 13 kHz, dont les dimensions sont présentées sur la Figure 3.5. Le revêtement 

supérieur du levier est recouvert d’une fine couche d’or pour optimiser la réflexion du 

faisceau laser.  

 

 

Figure 3.5 : Dimensions du levier et des pointes utilisés lors des mesures AFM. Les dimensions du 

levier ne varient pas, et le rayon de la pointe est de 50 nm. En insert, image de microscopie 

électronique à balayage d’une pointe de rayon 50 nm (reproduit et adapté d’après [14]). 

 

La particularité de ces leviers est qu’ils sont pré-calibrés : le rayon 𝑟 de la sphère, 

la fréquence de résonance 𝑓 et la constante de raideur 𝑘 du levier sont connus avec 

précision. Les valeurs de 𝑟 et 𝑓 ont été mesurées respectivement par microscopie 

électronique à balayage et par vibrométrie Doppler laser et celle de 𝑘 a été calculée par 

la méthode de Sader[15].  

Ces informations sont nécessaires pour appliquer la procédure standardisée pour 

les mesures nano-mécaniques par microscopie à force atomique (SNAP pour Standardized 

Nanomechanical Atomic Force Microscopy for Measuring Soft and Biological 
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Samples)[16]. Cette procédure permet une détermination plus fiable et plus précise du 

module élastique des échantillons mous, notamment des échantillons biologiques, et de 

s’affranchir des variations de mesures liées à l’instrument lui-même, au laboratoire et à 

l’opérateur. 

Voici la procédure expérimentale détaillée : 

 

- Le levier AFM est mis en place et le faisceau laser est positionné pour être réfléchi par 

le dos du levier ; la position du miroir est réglée pour que le faisceau arrive ensuite sur 

la photodiode avec le maximum d’intensité. 

- Plusieurs courbes de force approche-retrait (signal de déflexion en fonction du 

déplacement du scanner piézoélectrique) sont enregistrées sur un substrat de verre 

propre ; cela permet de faire une première évaluation de la sensibilité de la 

photodiode, que nous appelons 𝑆𝑒𝑛𝑠𝑖𝑏𝑖𝑙𝑖𝑡é 𝑚𝑒𝑠𝑢𝑟é𝑒. 

- Une analyse du bruit thermique est réalisée et une constante de raideur intermédiaire 

𝑘𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟𝑚é𝑑𝑖𝑎𝑖𝑟𝑒 est calculée ; cela est réalisé en utilisant le programme d’acquisition 

standard du microscope, 

- La sensibilité de la photodiode est ensuite corrigée de telle sorte que la constante de 

raideur soit égale à celle mesurée par vibrométrie 𝑘𝑐𝑜𝑛𝑛𝑢𝑒 en utilisant la relation : 

𝑆𝑒𝑛𝑠𝑖𝑏𝑖𝑙𝑖𝑡é 𝑐𝑜𝑟𝑟𝑖𝑔é𝑒 = 𝑆𝑒𝑛𝑠𝑖𝑏𝑖𝑙𝑖𝑡é 𝑚𝑒𝑠𝑢𝑟é𝑒 ∗  √
𝑘𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟𝑚é𝑑𝑖𝑎𝑖𝑟𝑒

𝑘𝑐𝑜𝑛𝑛𝑢𝑒
 

- A ce stade, la déflexion verticale du levier est exprimée en pN, résultant du calcul :  

𝑠𝑖𝑔𝑛𝑎𝑙 𝑑𝑒 𝑑é𝑓𝑙𝑒𝑥𝑖𝑜𝑛 𝑠𝑢𝑟 𝑙𝑎 𝑝ℎ𝑜𝑡𝑜𝑑𝑖𝑜𝑑𝑒 (𝑒𝑛 𝑉)  ×  𝑠𝑒𝑛𝑠𝑖𝑏𝑖𝑙𝑖𝑡é 𝑐𝑜𝑟𝑟𝑖𝑔é𝑒 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑝ℎ𝑜𝑡𝑜𝑑𝑖𝑜𝑑𝑒 (𝑒𝑛
𝑛𝑚

𝑉
)

×  𝑘𝑐𝑜𝑛𝑛𝑢𝑒  (𝑒𝑛
𝑝𝑁

𝑛𝑚
) = 𝑑é𝑓𝑙𝑒𝑥𝑖𝑜𝑛 𝑣𝑒𝑟𝑡𝑖𝑐𝑎𝑙𝑒 (𝑒𝑛 𝑝𝑁). 

 

 

Courbes de force approche-retrait 

 

Grâce aux observations par microscopie optique et/ou de fluorescence, le levier 

AFM est positionné au-dessus du centre de la cellule à étudier (cellules épithéliales, 

idioblastes et tooth cells), et nous procédons alors aux mesures. Celles-ci ont été réalisées 

avec un déplacement du piézo-élément de 20 µm, une vitesse de 4,0 µm.s-1, une 

fréquence de 820 Hz et les courbes de force sont enregistrées pour une déflexion de 

300 pN. 

Les courbes sont ensuite traitées avec le logiciel JPK Data Processing suivant la 

procédure décrite ci-après :  

 La ligne de base est corrigée pour que la zone sans contact et en l’absence de 

forces corresponde bien à une force nulle. 
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 Il faut s’assurer que la courbe de force présente bien la déflexion verticale du levier 

en fonction de la distance entre la pointe et l’échantillon, et non pas simplement 

de la position du levier suivant l'axe z. 

 La position du point de contact (0 ; 0) est fixée. Cette étape détermine la zone où 

la pointe entre en contact avec l’échantillon. 

 La pente de la partie de la courbe correspondant à la zone d’indentation est 

calculée (voir les courbes présentées sur la Figure 3.6). 

La Figure 3.6 montre un exemple de courbes de force approche-retrait après 

traitement enregistrées en un point d’une cellule épithéliale non exposée à des 

nanoparticules. 

 

 

Figure 3.6 : Exemples de courbes de force obtenues par AFM. Les segments d'approche et de 

retrait ont été tracés en noir et en rouge respectivement. 

 

La courbe de retrait ne présente pas d’adhésion, comme c’est le cas dans la très 

grande majorité des courbes de force obtenues dans ce travail (la proportion des courbes 

présentant de l’adhésion a été évaluée à moins de 1 %). Les pentes des parties de courbes 

correspondant à l’indentation sont identiques pour les courbes d’approche et de retrait.  
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Dans la suite, seules les courbes d’approche seront montrées et les valeurs de 

pente données auront été mesurées sur ces mêmes courbes. La pente est directement 

reliée à la rigidité de la zone du matériau sondé. Un histogramme des pentes mesurées 

est présenté sur la Figure 3.7. Nous y voyons une relative uniformité des pentes mesurées 

(la valeur moyenne est de 1,66 nN.µm-1 pour un écart moyen de 0,12 nN.µm-1). L’étude 

des pentes et leur analyse nous permet d’avoir une mesure indirecte de la rigidité de 

l’échantillon. 

 

 

Figure 3.7 : Histogramme montrant les valeurs de pentes mesurées sur une cellule épithéliale non 

exposée à des nanoparticules d'or (total de 45 courbes collectées sur une zone de 10 x 10 µm). 

 

Détermination du module élastique E* - Choix du modèle d’analyse 

 

La Figure 3.8 montre des courbes d’approche caractéristiques collectées après 

quatre temps d’exposition à des nanoparticules d’or fonctionnalisées : 0 s, 10 min, 4 h et 

8 h. Les positions en z ont été recalées afin que l’indentation maximale corresponde 

toujours à une abscisse nulle. Nous voyons que l’indentation pour la référence est 

d’environ 30 nm, mais qu’elle est de 120 nm pour l’échantillon exposé aux nanoparticules 

durant 10 min. Dans la continuité, les échantillons exposés 4 h et 8 h présentent une 

indentation de 160 nm et 220 nm respectivement. 
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Figure 3.8 : Courbes d’approche enregistrées pour différentes durées d'exposition aux 

nanoparticules d'or. 

 

Cela nous donne déjà une indication sur le modèle à utiliser, sachant que lors des 

expériences menées, nous n’avons pas observé d’adhésion entre la poine et l’échantillon. 

En effet, dans la littérature, le modèle le plus souvent utilisé pour l’étude de propriétés 

mécaniques de cellules est le modèle de Hertz, en particulier dans le cas d’une pointe 

sphérique. La formule de ce modèle permet de relier la force appliquée 𝐹 à l’indentation 

𝛿0: 

𝐹 =
4

3
∗  

𝐸

1 − µ2
∗ √𝑅 ∗ 𝛿0

3, 

où 𝐸 est le module élastique (ou module de Young), µ le coefficient de Poisson 

(déformation de l’échantillon suivant la normale à la force appliquée sur cet échantillon, 

établi à 0,5 ici[17]), et 𝑅 le rayon de courbure de la pointe. 

 Le module de Young réduit est défini par la loi de Hooke exprimant le rapport entre la 

tension appliquée sur le corps et la déformation que le corps en question subit[18]: 

𝐸 =
𝐹

𝜀
, avec 𝐹 la tension appliquée et 𝜀 la déformation ; ce module s’exprime en Pa. Sa 

valeur est typiquement de l’ordre de 10 kPa sans adhésion pour des cellules végétales 

sondées par AFM avec une pointe sphérique de rayon 10 nm, une vitesse d’approche de 

20 µm.s-1 et un traitement avec le modèle de Hertz[19][20]. Une représentation 

schématique de la mesure du module de Young est présentée sur la Figure 3.9, dans le 

cas d’une force d’élongation appliquée verticalement notée 𝐹. Nous avons donc 
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l’allongement relatif qui s’exprime comme 𝜀 =  
𝐿−𝐿0

𝐿0
 et le module de Young réduit qui 

s’écrit 𝐸 =  
𝐹

𝜀
. 

 

Figure 3.9 : Représentation du module de Young. 

 

Le modèle de Hertz implique nécessairement que l’on se situe dans le régime 

élastique, et que l’échantillon sondé soit homogène ainsi que d’une épaisseur considérée 

comme infinie (c’est-à-dire très grande devant le déplacement de la pointe). Il est dit en 

général que le modèle peut s’appliquer pour une indentation inférieure ou égale à 10 % 

de l’épaisseur de l’échantillon [21], ce qui est notre cas vis-à-vis de l’épaisseur de la paroi 

végétale d’Egeria Densa. De plus, le modèle de Hertz est le modèle de référence quand 

on souhaite extraire les valeurs d’élasticité ou de rigidité de courbes de force lors de 

mesures AFM[22][23][24][25]. Ainsi, les valeurs du module de Young de différents 

matériaux que l’on peut lire dans la littérature sont à peu près systématiquement issues 

de données traitées à l’aide du modèle de Hertz. Dans ce contexte, nous avons donc pris 

la décision d’utiliser ce modèle lors de la phase de traitement de nos données. 

L’autre information que nous pouvons tirer de la Figure 3.8 est la signification 

physique des différentes pentes observées. Nous voyons que la pente diminue quand la 

durée d’exposition augmente, et que l’indentation est de plus en plus grande également. 

Cela signifie que, pour une durée d’exposition plus longue que 8 h, nous indenterons un 

volume trop important pour pouvoir raisonnablement utiliser le modèle de Hertz (ces cas 

seront traités dans le Chapitre 4 de ce manuscrit). Il nous faudra alors raisonner en terme 

de pente, comme nous l’avons fait pour l’histogramme de la Figure 3.7 (dont les valeurs 

après traitement par le modèle de Hertz correspondent à une moyenne de 

(14,16 ± 1,04) kPa. Enfin, la Figure 3.8 nous montre également que, si l’indentation 

augmente en fonction du temps à force égale, c’est parce que la rigidité de la cellule 

diminue, ce que nous allons à présent détailler. 
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3.2. Propriétés mécaniques de la paroi végétale d’Egeria Densa en 

présence de nanoparticules d’or fonctionnalisées 
 

Afin d’étudier les propriétés mécaniques des cellules des feuilles, nous avons 

commencé par effectuer, au cours des nombreuses expériences réalisées, une mesure de 

référence sur un échantillon non exposé, permettant un contrôle rapide de l’état général 

de celui-ci, et qui nous autorisera à comparer les résultats obtenus lors des mesures sur 

des feuilles d’Egeria Densa exposées à l’or. L’ensemble des mesures AFM présentées dans 

ce manuscrit constitue un total de N = 2577 cartographies pour près que 40 000 courbes 

de forces approche-retrait. Enfin, sauf indication contraire, tous les résultats présentés 

dans ce chapitre ont été obtenus avec des nanoparticules d’or synthétisées à la 

concentration de 40 C0. 

 

3.2.1. Détermination des modules de Young effectifs des cellules de feuilles 

d’Egeria Densa exposées ou non à des nanoparticules aux temps 

d’exposition de 4 h et 8 h 

 

Des cartographies de force de 8 x 8 pixels, soit 64 courbes approche-retrait, ont 

été enregistrées dans les deux heures ayant suivi le rinçage, avec une force maximale 

appliquée de 300 pN. Les courbes ont été analysées pour en extraire le module de Young 

effectif E*. La Figure 3.10, la Figure 3.11 et la Figure 3.12 montrent l’évolution des valeurs 

moyennes des modules de Young effectifs déterminées pour des cellules épithéliales, des 

tooth cells et des idioblastes respectivement en fonction du temps d’exposition aux 

nanoparticules d’or pour les trois fonctionnalisations. La concentration des 

nanoparticules d’or est de 40 C0, et la concentration en exposition est de 88,88 µg.L-1. Ces 

valeurs ont été obtenues en faisant une moyenne des différentes valeurs obtenues lors 

des mesures par AFM, et les barres d’incertitudes correspondent à l’écart-moyen mesuré 

sur l’ensemble des modules de Young effectifs mesurés. Les valeurs du module de Young 

effectif déduites des mesures sur les échantillons d’Egeria Densa de référence (à t = 0 s) 

correspondent aux valeurs trouvées dans la littérature (de l’ordre de la dizaine de 

kPa[19]). Pour les cellules épithéliales, le module de Young effectif est de 

(14,26 ± 4,47) kPa à t = 0 s et de (0,946 ± 0,138) kPa, (1,05 ± 0,31) kPa et (1,12 ± 0,23) kPa 

pour une fonctionnalisation au MHDA, à la L-Cystéine et à la L-Cystéine + Alexa Fluor 405 

respectivement à t = 4 h. A noter ici que des expériences dans des conditions similaires 

ont été réalisées sur des échantillons synthétisés à la concentration de 80 C0, et ont donné 

des résultats analogues (passage de (13,54 ± 3,45) kPa à (0,894 ± 0,227) kPa après 4 h 

d’exposition à des nanoparticules d’or fonctionnalisées au MHDA). 
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Figure 3.10 : Modules élastiques d'échantillons exposés à des nanoparticules d'or 

fonctionnalisées après divers temps d’exposition pour les cellules épithéliales (moyenne sur 9 

feuilles et 27 cellules). 

 

Lorsque les feuilles sont exposées aux nanoparticules d’or pendant une durée de 

4 h et 8 h, le module de Young effectif moyen des cellules épithéliales et des tooth cells 

diminue donc nettement en comparaison de celui des mêmes types de cellules sur les 

échantillons de référence. Ceci est valable quelle que soit la fonctionnalisation des 

nanoparticules. 

 

 

Figure 3.11 : Modules élastiques d'échantillons exposés à des nanoparticules d'or 

fonctionnalisées après divers temps d’exposition pour les tooth cells (moyenne sur 9 feuilles et 27 

cellules). 
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En ce qui concerne les idioblastes, nous constatons sur la Figure 3.12 une évolution 

différente du module de Young effectif : la rigidité de ces cellules ne semble pas ou peu 

impactée par la présence des nanoparticules d’or fonctionnalisées. Là où les autres 

cellules subissent une baisse d’un facteur quasiment égal à 10 de leur module de Young 

effectif, les idioblastes, en moyenne, ne subissent pas d’évolution majeure, quelle que soit 

la fonctionnalisation utilisée. Peut-être est-ce dû à leur composition différente : les 

idioblastes ne contiennent pas de chloroplastes contrairement aux tooth cells et aux 

cellules épithéliales. Leur fonction est aussi très différente : ce sont des cellules de 

défense, comme présenté dans le Chapitre 1.  

 

Figure 3.12 :Modules élastiques d'échantillons exposés à des nanoparticules d'or fonctionnalisées 

après divers temps d’exposition pour les idioblastes (moyenne sur 9 feuilles et 27 cellules). 

 

Des mesures à des temps plus longs (une semaine) montrent que le module de 

Young effectif E* ne varie quasiment plus après 8 h d’exposition. A noter que ceci n’est 

pas dû à une limite de détection de l’instrument.  

Afin d’étudier plus en détail l’évolution de la rigidité des cellules durant les 

premières heures d’exposition, et donc de travailler sur la cinétique, nous avons réalisé 

des mesures de suivi en temps des propriétés mécaniques des cellules par AFM lors de 

l’exposition aux nanoparticules. Ces mesures de suivi ont été réalisées sur tous les types 

de cellules présents à la surface des feuilles d’Egeria Densa.  

 

3.2.2. Suivi en temps - étude cinétique 

 

3.2.2.1. Procédure expérimentale des prises de mesure 

 

Pour mener à bien cette étude, la préparation de l’échantillon, ainsi que 

l’immersion du levier et la phase de calibration ont été effectuées avec des feuilles non 
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exposées à des nanoparticules d’or. Nous avons ensuite ajouté un volume adéquat de la 

suspension de nanoparticules d’or directement dans le volume de 3 mL d’eau contenu 

dans la boîte de Pétri. Ensuite, à des intervalles très courts (toutes les minutes pendant 

les 10 premières minutes, puis toutes les 5 minutes jusqu’à une durée de 4 heures, puis 

enfin tous les quarts d’heure jusqu’à la fin de l’expérience), nous avons collecté des 

cartographies de force. En raison de ces intervalles de temps courts (une minute), nous 

avons dû ajuster la quantité de mesures enregistrées pour une cartographie ; par 

conséquent, les cartographies ont une taille de 2 x 2 pixels pour les dix premières minutes, 

et de 4 x 4 pixels par la suite. Par la suite, les valeurs mesurées ont été moyennées cellule 

par cellule afin de bâtir une étude statistique. 

La Figure 3.13 présente l’évolution des valeurs du module de Young effectif calculé 

à l’aide du modèle de Hertz pour des échantillons de référence (non exposés aux 

particules d’or fonctionnalisées). Le module de Young évolue peu, fluctuant entre 

(10,39 ± 1,12) kPa et (17,32 ± 2,91) kPa pour les cellules épithéliales, (12,32 ± 0,710) kPa 

et (16,06 ± 0,683) kPa pour les tooth cells, et (13,75 ± 0,624) kPa et (16,10 ± 0,811) kPa 

pour les idioblastes.  

 

 

Figure 3.13 : Evolution du module de Young en fonction du temps pour un échantillon de 

référence, non exposé à des nanoparticules d’or selon le type de cellules. 

 

3.2.2.2. Etude cinétique 

 

La premier résultat dont nous allons discuter est présenté sur la Figure 3.14. Nous 

pouvons y voir les valeurs des modules de Young déterminées en fonction du temps sur 

une cellule épithéliale exposée à 88,88 µg.L-1 de nanoparticules d’or fonctionnalisées avec 
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la L-Cystéine (points noirs). Les valeurs des modules de Young pour une cellule épithéliale 

non exposée est rajoutée à titre de comparaison (points verts). Nous constatons une 

diminution progressive du module de Young effectif sur la première heure d’exposition, 

avant que celui-ci n’atteigne un plateau.  

Encore une fois, le même type de mesures réalisé sur des nanoparticules 

synthétisées à 80 C0 a donné des résultats très similaires, la diminution étant du même 

ordre et la cinétique équivalente aux mêmes concentrations ((12,29 ± 0,381) kPa à t = 0 s 

et baisse jusqu’à (0,981 ± 0,148) kPa à t = 70 min pour l’échantillon 40 C0 fonctionnalisé à 

la L-Cystéine avec une concentration d’exposition de 88,88 µg.L-1, et (13,01 ± 0,178) kPa 

à t = 0 s pour une baisse jusqu’à (0,876 ± 0,117) kPa à t = 60 min pour l’échantillon 80 C0 

avec les mêmes conditions expérimentales. 

 

Figure 3.14 : Evolution du module de Young en fonction du temps pour un échantillon de 

référence (points verts) et un échantillon exposé à des nanoparticules d'or fonctionnalisées avec 

de la L-Cystéine avec une concentration d’exposition de 88,88 µg.L-1 (points noirs) lors d’une 

expérience de suivi en temps par AFM. 

 

Afin d’approfondir ce premier résultat, nous avons de nouveau fait varier tous les 

paramètres (concentration d’exposition, type de cellule, type de fonctionnalisation, …), 

en étudiant dans chaque cas l’évolution de la rigidité en fonction du temps.  

Commençons par le type de fonctionnalisation des nanoparticules d’or. Sur la 

Figure 3.15, nous voyons l’évolution du module élastique effectif en fonction du temps 

selon la molécule utilisée pour la fonctionnalisation, à concentration d’exposition égale 

(88,88 µg.L-1). Il ressort de cette figure que les nanoparticules fonctionnalisées avec le 
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MHDA, la L-Cystéine et l’ensemble L-Cystéine – Alexa Fluor 405 provoquent toutes un 

assouplissement de la paroi cellulaire.  

Tout d’abord, pour les nanoparticules d’or fonctionnalisées au MHDA, le module 

élastique effectif est stable (E* = (14,96 ± 1,26) kPa en moyenne) durant les 20 premières 

minutes d’exposition, puis diminue lentement pour atteindre un plateau 

(E* = (2,78 ± 0,414) kPa) au bout de 135 min. La diminution est donc d’un facteur 5. 

Ensuite, pour une fonctionnalisation à la L-Cystéine, le module élastique effectif est stable 

(E* = (12,56 ± 0,416) kPa) durant les 7 premières minutes d’exposition, puis diminue pour 

atteindre un plateau (E* = 0,818 ± 0,0669 kPa) au bout de 70 min. La diminution est donc 

d’un facteur 15. Enfin, pour L-Cys + Alexa Fluor 405, le module élastique effectif est stable 

(E* = (13,44 ± 1,02) kPa) durant les 6 premières minutes d’exposition, puis diminue pour 

atteindre un plateau (E* = (1,32 ± 0,601) kPa) au bout de 80 minutes. La diminution est 

donc d’un facteur 10. 

A noter que sur la Figure 3.15, les zones situées entre 150 et 180 min ne contenant 

aucune donnée s’expliquent par le fait que les mesures ne sont pas automatiques mais 

nécessitent une présence près de l’appareil. Aussi, il nous a été difficile de réaliser ces 

mesures de façon continue. 

 

 

Figure 3.15 : Evolution du module de Young en fonction du temps pour un échantillon d'Egeria 

Densa exposé à des nanoparticules d'or fonctionnalisées avec chacune des trois molécules 

testées au cours d’une expérience de suivi par AFM. Concentration massique en nanoparticules 

d’or fonctionnalisées de 88,88 µg.L-1. 
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Ainsi, le type de fonctionnalisation a une incidence sur la cinétique de diminution 

du module élastique effectif, tandis que le facteur de diminution reste quant à lui proche 

pour les trois molécules utilisées. 

Pour expliquer cela, nous pouvons nous intéresser aux charges des différentes 

molécules utilisées lors de la fonctionnalisation. Le MHDA est chargé négativement, alors 

que la L-Cystéine est chargée positivement, et quant à la fonctionnalisation L-Cystéine et 

Alexa Fluor 405, elle est également chargée positivement, mais la charge totale est 

inférieure à celle de la L-Cystéine. Ainsi, l’internalisation dans les plantes, dont la paroi est 

négativement chargée, est plus favorable aux nanoparticules d’or fonctionnalisées avec 

de la L-Cystéine, ce que l’on semble bien retrouver[26]. De plus, nous pouvons avoir des 

phénomènes d’agrégation des suspensions de nanoparticules d’or qui sont dépendantes 

de leur fonctionnalisation. Ces phénomènes d’agrégation, plus visibles pour une 

fonctionnalisation au MHDA, peuvent également expliquer les différentes cinétiques 

observées. 

Par la suite, nous avons réalisé le même type de suivi sur les différents types de 

cellule d’Egeria Densa, les cellules épithéliales, les idioblastes et les tooth cells. Les 

résultats sont reportés sur la Figure 3.16. Nous voyons que la rigidité des tooth cells évolue 

de manière analogue à celle des cellules épithéliales. Ce n’est pas surprenant, car en 

termes de composition cellulaire, les tooth cells et les cellules épithéliales sont 

extrêmement proches, comme expliqué dans le Chapitre 1. En revanche, nous retrouvons 

le résultat précédent (Figure 3.12) concernant le comportement des idioblastes. En effet, 

les modules élastiques effectifs passent d’une valeur initiale de (15,55 ± 1,80) kPa à 

t = 0 min à une valeur finale de (10,86 ± 1,90) kPa à t = 420 min, soit une diminution de 

seulement 30,16 % ; nous sommes donc bien loin de la diminution de 94,7 % observée 

pour les deux autres types de cellules. 



100 
 

 

Figure 3.16 : Evolution du module de Young effectif en fonction du temps pour chacun des trois 

types de cellules. Les échantillons ont été exposés à une concentration de 88,88 µg.L-1 en 

nanoparticules d’or fonctionnalisées à la L-Cystéine. 

Enfin, le dernier paramètre que nous avons fait varier, et qui s’est avéré être celui 

ayant l’impact le plus net est la concentration massique de nanoparticules d’or à laquelle 

ont été exposées nos échantillons d’Egeria Densa. En effet, si nous savons qu’une 

concentration trop importante aboutit à des dégradations visibles de la plante, la question 

est alors de savoir comment sont modifiées les propriétés mécaniques des cellules 

exposées à des concentrations de nanoparticules d’or très faibles ? Les évolutions du 

module élastique effectif en fonction du temps d’exposition aux nanoparticules sont donc 

montrées sur la Figure 3.17 pour différentes concentrations massiques en nanoparticules 

fonctionnalisées par la L-Cystéine. 
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Figure 3.17 : Impact de la concentration d’exposition en nanoparticules d’or fonctionnalisées à la 

L-Cystéine sur la cinétique de l’assouplissement observé sur des cellules épithéliales. 

 

Nous pouvons voir sur la Figure 3.17 que la cinétique de l’assouplissement que 

subit la paroi cellulaire est directement dépendante de la concentration massique de 

nanoparticules à laquelle les échantillons sont exposés. En effet, nous observons que le 

palier bas est atteint au bout de t = 75 min pour une concentration de 88,88 µg.L-1 

(symboles noirs), de t = 115 min pour une dose de 17,78 µg.L-1 (symboles marrons) et au 

bout de t = 200 min pour une concentration de 8,89 µg.L-1 (symboles rouges) soit, en 

première approximation, au bout de respectivement une, deux, et trois heures. Pour une 

concentration de 4,44 µg.L-1 (symboles oranges), nous observons une très faible 

diminution de la rigidité, qui passe ainsi de (10,36 ± 0,416) kPa à t = 0 s à (9,92 ± 0,341) kPa 

à t = 420 minutes. Dans le cas des autres fonctionnalisations, nous n’avons pas observé 

de différences, l’impact de la concentration d’exposition (sans la concentration de 

17,78 µg.L-1, qui n’a été testée que pour la fonctionnalisation à la L-Cystéine) sur la 

cinétique de l’assouplissement étant le même. Dans la littérature, aucun signe de toxicité 

n’est observé pour des concentrations de l’ordre de 100 µg.L-1, comme mentionné 

précédemment. Ainsi, pour des concentrations plus faibles, nous pouvons être convaincus 

que nous sommes bien à des concentrations non cytotoxiques. 

 Des mesures similaires de suivi en temps ont été réalisées sur des cellules 

épithéliales d’Egeria Densa dans le cas des molécules seules, afin de confirmer que 

l’assouplissement est bien dû à la présence des nanoparticules d’or, et non pas 

uniquement à celle des molécules. Pour cela, un volume de 20 µL de chaque solution de 

fonctionnalisation a été ajouté dans les 3 mL dans lesquels sont effectuées les mesures. 

Les résultats, présentés sur la Figure 3.18, montrent qu’un léger assouplissement est 
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observé, mais dont l’ampleur est bien moins importante que ce qui est visible avec l’or 

sur la Figure 3.15. En effet, une feuille exposée au MHDA seul subit une diminution de 

(13,45 ± 3,01) kPa à t = 0 s jusqu’à (10,44 ± 0,633) kPa à t = 420 min. De même, les 

mesures sur L-Cystéine seule montrent une diminution de (13,74 ± 3,11) kPa à t = 0 s 

jusqu’à (6,32 ± 0,717) kPa à t = 420 min et le mélange L-Cystéine et Alexa Fluor 405 subit 

quant à lui une baisse de (14,23 ± 3,21) kPa à t = 0 s jusqu’à (9,14 ± 0,774) kPa à 

t = 420 min. Il est également utile de préciser que, sur une durée d’une heure (ce qui 

correspond à la durée au bout de laquelle le palier est atteint pour les mesures réalisées 

avec particules), les valeurs ne diminuent presque pas : la baisse la plus importante, due 

à la L-Cystéine, est d’environ 10 % (passage d’environ 10 kPa à 9 kPa). Nous sommes donc 

très loin de la diminution d’un facteur 10 observée avec les particules. Enfin, nous pouvons 

aussi constater qu’au bout de 7 h, le palier n’est toujours pas atteint. Toutefois, l’ordre 

d’assouplissement observé, avec un impact plus important de la L-Cystéine par rapport 

aux autres molécules, est le même que celui présenté sur la Figure 3.15, ce qui confirme 

l’importance de la charge des molécules utilisées pour la fonctionnalisation. Nous voyons 

donc que la diminution du module de Young d’un ordre de grandeur est bien due à la 

présence de particules et pas simplement à celle des molécules, d’autant que la 

concentration en molécules est ici plus importante que lors des expériences avec les 

nanoparticules d’or fonctionnalisées. 

 

Figure 3.18 : Impact de la présence de molécules de fonctionnalisation sur le module de Young de 

cellules épithéliales d'Egeria Densa. 

En conclusion de ce paragraphe, nous observons un impact très net de la présence 

de nanoparticules d’or fonctionnalisées sur les propriétés mécaniques de la surface des 

cellules de la plante Egeria Densa.  

- Pour les cellules épithéliales et les tooth cells : 

 Nous observons un net assouplissement de la paroi végétale (dans les 

expériences décrites, l’indentation est inférieure à 250 nm, ceci indique 

que nous sondons uniquement la paroi végétale des cellules). Au vu des 

dimensions des nanoparticules (de l’ordre de 20-30 nm pour les 
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concentrations utilisées, avec une majorité d’icosaèdres, donc des petites 

structures), les particules peuvent tout à fait avoir été internalisées, et 

provoquer directement ou indirectement cet assouplissement. 

 Le module élastique effectif E* diminue d’un facteur 10 au bout d’un 

certain temps d’exposition dépendant de la concentration massique des 

nanoparticules mises en contact, de leur type de fonctionnalisation. 

 La concentration de 4,44 µg.L-1 est suffisamment faible pour ne pas induire 

de changement important du comportement mécanique de la surface de 

la paroi des cellules. 

 

- Pour les idioblastes : 

 Aucune modification importante de E* n’a été observée au cours des 

expériences menées. 

L’assouplissement de la paroi végétale pourrait avoir plusieurs origines. D’une 

part, d’un point de vue physique, nous pouvons envisager un élargissement des pores 

et/ou un changement d’épaisseur de la paroi. D’autres part, des liaisons chimiques 

pourraient être rompues suite à la surproduction d’espèces réactives de l’oxygène (noté 

ROS en anglais pour Reactive Oxygen Species)[27][28]. 

 

3.2.2.3. Fluctuations du module élastique effectif E* 

 

Nous pouvons remarquer sur les graphes présentés sur les figures allant de la 

Figure 3.13 à la Figure 3.17 que la valeur du module élastique effectif de la paroi des 

différentes cellules des feuilles fluctue au cours du temps, que les feuilles soient ou non 

exposées à des nanoparticules fonctionnalisées. Pour une meilleure visibilité de cet effet, 

une partie des données des Figure 3.14 et Figure 3.17 est à nouveau présentée sur la 

Figure 3.19. Nous pouvons y voir les valeurs de E* (Figure 3.19a) ainsi que l’histogramme 

des amplitudes calculées (Figure 3.19b) pour une cellule épithéliale non exposée à des 

nanoparticules. De manière analogue, la Figure 3.19 (c et e) montre les valeurs de E* pour 

une cellule épithéliale exposée à une concentration massique de nanoparticules de 88.88 

µg.L-1 et de 4,44 µg.L-1
 respectivement. Les histogrammes des amplitudes calculées 

correspondant à chacun des deux cas sont eux montrés sur la Figure 3.19 (d et f). Les 

amplitudes 𝐴 sont calculées à partir de la formule suivante :  

𝐴 =
𝐸𝑚𝑎𝑥

∗ −𝐸𝑚𝑖𝑛
∗

2
, avec 𝐸𝑚𝑎𝑥

∗  la valeur mesurée maximale de E* et 𝐸𝑚𝑖𝑛
∗  la valeur 

mesurée minimale de E* sur une période.  

Sur la Figure 3.19 (a, c et e), nous pouvons clairement observer des oscillations de 

E* autour d’une valeur moyenne. En analysant précisément les mesures, nous avons pu 
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déterminer que les oscillations de E* étaient périodiques avec une période moyenne 𝑇𝑚 

de (28,5 ± 5,8) minutes.  

 

Figure 3.19 : Valeurs de E* en fonction du temps pour une cellule épithéliale a) non exposée à des 

nanoparticules, b) et c) exposée respectivement à une concentration massique de 88,88 µg.L-1 et 

de 4,44 µg.L-1. Les histogrammes montrant les amplitudes des oscillations de E* correspondant 

aux données de a), c) et e) sont reportés en a), d) et f) respectivement.  

 

Les amplitudes moyennes Am calculées à partir des données de la Figure 3.19 sont 
présentées dans le Tableau 3.3, ainsi que le pourcentage de variation du module élastique 

effectif, donné par la relation % =
𝐴𝑚

𝐸𝑚
∗ × 100. 
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Conditions 
Amplitude 

moyenne Am (en 
kPa) 

Pourcentage de 
fluctuations moyen 

Cellules non exposées (vert) (0,894 ± 0,336) kPa (6,10 ± 2,22) % 

Cellules exposées à 88,88 µg.L-1 de 
nanoparticules fonctionnalisées avec de 
la L-Cystéine (noir) 

(0,073 ± 0,009) kPa (8,68 ± 0,97) % 

Cellules exposées à 4,44 µg.L-1 de 
nanoparticules fonctionnalisées avec de 
la L-Cystéine (orange) 

(0,818 ± 0,170) kPa (8,05 ± 1,66) % 

Tableau 3.3 : Récapitulatif des amplitudes et des pourcentages de fluctuations moyens pour des 

cellules non exposées et exposées à des nanoparticules d’or fonctionnalisées à la L-Cystéine 

(concentrations d’exposition de 88,88 µg.L-1 et 4,44 µg.L-1). 

 

Nous constatons que le pourcentage de variation de E* est constamment situé 

entre 6 % et 9 %. Les oscillations de E* au cours du temps sont observables sur l’ensemble 

des mesures et quelles que soient les conditions expérimentales. A l’heure actuelle, nous 

n’en connaissons pas l’origine, mais, nous pouvons affirmer qu’elles ne sont pas dues à la 

présence des particules d’or puisqu’elles sont également observées pour les échantillons 

non exposés.  

 

3.2.3. Propriétés mécaniques des cellules après une phase d’exposition à des 

nanoparticules d’or fonctionnalisées 

 

Après avoir étudié les modifications mécaniques que subit Egeria Densa lors d’une 

exposition à des nanoparticules, nous nous sommes intéressés à ce qu’il se passait lorsque 

la plante n’est plus exposée aux nanoparticules, pour savoir si la diminution du module 

élastique effectif est permanente. Afin de répondre à ces questions, nous avons réalisé 

une première série d’expériences supplémentaires dans lesquelles : 

- D’une part, nous avons effectué des mesures d’indentation de suivi en temps comme 

précédemment décrit. 

- D’autre part, en parallèle, dans un tube de centrifugation contenant une branche du 

même plant d’Egeria Densa plongé dans de l’eau distillée, nous avons ajouté la même 

solution de nanoparticules d’or que celle utilisée dans l’expérience se déroulant en 

simultané. De cette manière, les deux échantillons, celui sondé en AFM et celui dans 

le tube sont exposés à la même dose des mêmes nanoparticules d’or fonctionnalisées 

pendant exactement la même durée. Quand l’expérience de suivi est arrivée à son 
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terme, le second échantillon est sorti du tube et est plongé à plusieurs reprises dans 

un autre tube contenant uniquement de l’eau distillée. Nous préparons de la manière 

la plus efficace possible un échantillon avec la plante qui a été rincée, et nous 

poursuivons par des mesures d’indentation de suivi temporel par AFM avec ce nouvel 

échantillon. 

Cette procédure permet de travailler avec le même plant et avec la même 

concentration de nanoparticules d’or. Ainsi, les mesures sur les deux échantillons sont 

corrélées. Certes, les mesures ne sont pas réalisées sur la même cellule, et le temps de 

préparer le second échantillon et d’immerger de nouveau la pointe, quelques points de 

mesure sont inévitablement perdus. La Figure 3.20 présente les évolutions du module de 

Young de cellules épithéliales en fonction du temps et pour deux concentrations 

massiques en nanoparticules fonctionnalisées avec de la L-Cystéine (88,88 µg.L-1 et 

8,89 µg.L-1), obtenues avec la procédure expérimentale décrite ci-dessus. 

 

  

Figure 3.20 : Evolution du module de Young effectif de cellules épithéliales de feuilles d'Egeria 

Densa exposées à des nanoparticules d'or fonctionnalisées à la L-Cystéine avant et après l'étape 

de rinçage lors de deux expériences couplées de suivi en temps par AFM. L’instant correspondant 

à l’étape de rinçage est indiqué par une flèche noire (t = 420 minutes). Cet instant correspond 

également au changement d’échantillon. 

 

Nous observons une diminution du module de Young effectif lors de l’exposition 

aux nanoparticules sur une durée qui dépend de la concentration massique en 

nanoparticules, conformément aux observations déjà faites précédemment. Le module 

de Young effectif se stabilise autour de la valeur de 0,8 kPa pour les deux concentrations 

massiques. Une fois le changement de solution effectuée (étape de rinçage) et au bout de 

2 h environ, le module de Young commence à ré-augmenter (abscisse t = 540 min) pour 
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se stabiliser à une valeur stable 2 heures après (t = 660 min). De plus, nous pouvons 

constater que l’augmentation de E* s’effectue avec la même cinétique pour les deux 

concentrations massiques. En fin d’expérience (t = 900 min), le module de Young effectif 

de l’échantillon exposé à une dose de 88,88 µg.L-1 atteint une valeur de (16,97 ± 1,10) kPa 

(correspondant à 138 % de sa valeur initiale) et celui exposé à une dose de 8,89 µg.L-1 une 

valeur de (8,03 ± 2,80) (correspondant à 67 % de sa valeur initiale). 

Pour s’assurer que l’augmentation du module de Young effectif observée soit bien 

due au rinçage en lui-même, et pas au changement de cellule sondée, nous avons mis en 

place une nouvelle procédure et réalisé une expérience d’indentation sur une seule et 

même cellule épithéliale, exposée d’abord à des nanoparticules, puis après rinçage. Pour 

cela, nous avons creusé des entailles sur les bords des boîtes de Pétri. Ces entailles ont 

permis d’insérer deux petits tuyaux en son sein. A l’extrémité de ces tuyaux, nous avons 

fixé deux embouts de pipette. Ces embouts ont servi à ajouter et à pomper de l’eau 

distillée. De cette manière, l’eau peut être ajoutée et retirée de la boîte de Pétri sans avoir 

besoin de sortir le levier de l’eau et sans changer de cellule analysée. Le dispositif 

expérimental est présenté sur la Figure 3.21. 

 

 

Figure 3.21 : Photographie du dispositif expérimental utilisé pour le suivi de l'impact de la 

présence de nanoparticules d'or et de l'impact du rinçage sur une unique cellule. 

 

Au démarrage de l’expérience, les nanoparticules d’or fonctionnalisées sont 

insérées dans le milieu et les mesures d’indentation par AFM sont réalisées durant les 180 

premières minutes, puis une grande quantité d’eau contenue dans la boîte de Pétri est 

aspirée tout en veillant à ce que la pointe reste immergée et que l’échantillon reste 

hydraté. Un volume d’eau équivalent sans nanoparticules est alors introduit dans la boîte 

de Pétri. Cette étape est répétée ensuite quatre fois. A l’issue de ces étapes de rinçage, 

nous pouvons procéder aux mesures d’indentation sur la cellule maintenant non exposée 

à des nanoparticules.  

Les résultats d’une expérience sur une cellule épithéliale sont montrés sur la Figure 

3.22. La concentration massique de nanoparticules d’or fonctionnalisées à la L-Cystéine 

utilisée lors de l’expérience, 88,88 µg.L-1, a été choisie pour permettre la réalisation de 
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celle-ci. En effet, sa durée totale a été de 9 heures et demie, et il nous fallait choisir une 

concentration permettant d’atteindre un palier le plus rapidement possible. 

 

 

Figure 3.22 : Evolution du module de Young effectif moyen en fonction du temps lors de 

l'expérience de suivi de l’impact du rinçage sur une unique cellule épithéliale par AFM. 

 

L’évolution des valeurs de E* au cours du temps est la même que lors des 

expériences précédentes. Ainsi, le module élastique, d’une valeur initiale de 

(9,47 ± 0,42 kPa) à t = 0 min diminue au cours de la première heure d’exposition aux 

nanoparticules avant d’atteindre la valeur de (1,14 ± 0,12) kPa à t = 60 min, soit une 

diminution d’un facteur supérieur à 8. Notons que la cinétique de diminution de E* est 

conforme aux expériences précédentes. Les valeurs de E* restent alors stable tant que 

l’échantillon est exposé aux nanoparticules (jusqu’à t = 180 min). Nous avons procédé au 

rinçage après 3 h d’exposition aux nanoparticules. Durant la première demi-heure post-

rinçage, nous n’avons pas observé d’évolution significative de E*, les valeurs variant entre 

(0,813 ± 0,258) kPa et (0,842 ± 0,085) kPa sur l’intervalle temporel allant de t = 180 min à 

t = 210 min. En revanche, à partir de cet instant, E* augmente de manière régulière 

jusqu’à atteindre une valeur de (7,30 ± 0,54) kPa déterminée pour t = 450 min. Par la 

suite, le module de Young effectif se stabilise entre les valeurs (7,21 ± 0,12) kPa et 

(8,02 ± 0,76) kPa. 

A noter que nous observons une chute assez brutale du module de Young effectif 

entre t = 315 min et t = 360 min. Cette chute a été provoquée par une diminution de l’eau 

dans la boite de Pétri et perturbant l’hydratation de l’échantillon. Ceci a été réglé par un 

ajout d’eau dans la boîte de Pétri. 
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Cette expérience confirme donc les résultats des expériences précédentes : 

lorsque la plante n’est plus exposée aux nanoparticules, les cellules retrouvent peu à peu 

leur élasticité initiale. 

 

3.3. Conclusion 
 

Dans ce chapitre, nous avons caractérisé les propriétés mécaniques de la paroi 

végétale constituant les cellules à la surface des feuilles de la plante Egeria Densa lorsque 

des nanoparticules d’or fonctionnalisées sont présentes dans le milieu aquatique. La 

spectroscopie de force par AFM et l’observation en microscopie optique ont été 

combinées pour permettre d’enregistrer des courbes de force approche-retrait sur les 

parois de cellules épithéliales, de tooth cells et d’idioblastes. Nous avons utilisé un levier 

avec une pointe dont l’extrémité est terminée par une sphère de rayon connu et avons 

appliqué la procédure standardisée pour les mesures nano-mécaniques en vue de 

déterminer de manière fiable et précise le module élastique effectif E* des parois, tout en 

utilisant le modèle de Hertz. 

Nous avons exposé les feuilles à des nanoparticules d’or, de structure et de forme 

connues, fonctionnalisées avec de l’acide 16-mercaptohexadécanoïque (ou MHDA), de la 

L-Cystéine et de la L-Cystéine couplée à la molécule Alexa Fluor 405. Les concentrations 

massiques dans le milieu aqueux ont toutes été inférieures à 100 µg.L-1. Des mesures ont 

été réalisées à différents temps d’exposition par prélèvement de l’échantillon biologique 

à l’instant désiré. Nous avons ainsi montré que l’exposition aux nanoparticules d’or 

fonctionnalisées entraînait une diminution de la rigidité de la paroi des cellules 

épithéliales et des tooth cells, pour tous les paramètres que nous avons fait varier. Pour 

des concentrations massiques en nanoparticules entre 8,89 et 88,88 µg.L-1, les valeurs de 

E* sont divisées par 10 dans les trois heures qui suivent le début de l’exposition. En 

revanche, en ce qui concerne les idioblastes, il n’y a pas de modification notable de la 

rigidité de la paroi. Des mesures de suivi en temps réel ont permis de suivre la diminution 

du module élastique effectif E* dans chacun des cas plus précisément. La vitesse à laquelle 

cette diminution a lieu dépend à la fois de la fonctionnalisation des nanoparticules d’or et 

de leur concentration massique dans le milieu. Ainsi, E* diminue plus rapidement dans le 

cas des nanoparticules fonctionnalisées avec la L-cystéine. La diminution de E* est enfin 

plus rapide lorsque la concentration en nanoparticules est plus importante. En effet, sa 

valeur basse est atteinte au bout d’une heure pour une concentration de 88,88 µg.L-1, 

alors qu’elle n’est atteinte qu’au bout d’un temps trois fois plus long (3 heures) pour une 

concentration dix fois plus faible. Enfin, pour une concentration massique de 4,44 µg.L-1, 

E* diminue très faiblement : il passe de 10,36 kPa à 9,92 kPa au bout de 7 heures 

d’exposition. Lorsque les nanoparticules sont retirées du milieu environnant les plantes, 

E* commence à augmenter au bout de 2 heures suivant le renouvellement de l’eau, quelle 

que soit la concentration massique en nanoparticules, avant de se stabiliser 2 heures 

après à une valeur proche de celle sans exposition aux nanoparticules. Ceci a également 
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été confirmé grâce à une expérience sur une seule et même cellule épithéliale d’une 

même feuille. 

Parallèlement à ces mesures, nous avons observé que la rigidité de la paroi 

végétale des différentes feuilles fluctue périodiquement au cours du temps, qu’elles 

soient exposées ou non à des nanoparticules d’or fonctionnalisées. Ainsi, la période des 

oscillations de E* est de l’ordre de 25 à 30 minutes, et les valeurs de E* varient de 6 % à 

9 %.  

Pour finir, après avoir montré qu’une diminution de la rigidité des parois des 

cellules épithéliales et des tooth cells a lieu en présence de nanoparticules d’or 

fonctionnalisées, nous allons dans le Chapitre 4 nous intéresser aux propriétés 

mécaniques à une profondeur plus importante que celle sondée jusque-là. Pour cela, des 

courbes de force seront enregistrées en appliquant des forces plus importantes sur les 

échantillons (de l’ordre de 1 nN), ce qui nous a conduit à développer localement la 

technique de tomographie par AFM[29]. 
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Dans le Chapitre 3, les mesures par AFM ont permis de mettre en évidence une 

nette évolution de la rigidité au niveau de la paroi cellulaire en présence de nanoparticules 

d’or fonctionnalisées. Plus particulièrement, la rigidité de la paroi des cellules épithéliales 

et des tooth cells, présentes à la surface des feuilles d’Egeria Densa, diminue d’un facteur 

10 environ après une heure d’exposition à des nanoparticules fonctionnalisées avec de la 

L-Cystéine à une concentration de 88,88 µg.L-1. De plus, nous avons observé que la rigidité 

de la paroi des cellules augmentait de nouveau après une étape de rinçage, pour retrouver 

une valeur proche de celle qu’elle avait initialement. Toutefois, ces différentes mesures 

se sont concentrées uniquement sur une épaisseur relativement réduite en raison de la 

faible force appliquée de 0,3 nN. L’épaisseur indentée avoisine au maximum les 200 nm 

lorsque l’échantillon a été exposé aux nanoparticules d’or fonctionnalisées pendant 8 h. 

Seule une partie de la paroi végétale des cellules a donc été sondée.  

Lorsque les temps d’exposition sont plus grands, de l’ordre d’une journée ou d’une 

semaine, ou lorsqu’une force plus importante est appliquée sur la surface de l’échantillon 

(1 nN dans notre cas), le volume indenté par la pointe va naturellement être lui aussi plus 

important. Cette augmentation du volume sondé entraîne davantage de précautions à 

prendre lors de l’analyse des courbes par rapport à ce qui a été présenté dans le Chapitre 

3. 

Nous allons présenter, dans une première partie de ce chapitre, les mesures par 

AFM effectuées hors du régime élastique, en présentant, d’une part, la méthode utilisée, 

appelée tomographie par AFM dans la littérature[1], et, d’autre part, les résultats des 

mesures effectuées sur des cellules épithéliales exposées ou non à des nanoparticules. 

Puis, dans une seconde partie du chapitre, nous présenterons les mesures Raman 

réalisées en focalisant le faisceau sur la paroi végétale et à l’intérieur même des cellules 

épithéliales. 

 

4.1. Mesures mécaniques hors du régime élastique 
 

La principale différence des mesures présentées dans ce chapitre par rapport aux 

mesures réalisées auparavant réside dans le changement de régime et, par extension, de 

la méthode d’analyse. Ici, nous ne nous situons plus dans le régime élastique, et cela va 

impacter le traitement des données et leur analyse ; en effet, le modèle de Hertz ne 

s’applique plus, d’une part parce qu’il n’y a clairement pas de relation linéaire entre la 

contrainte appliquée et la déformation dans le domaine d’indentation[2], et, d’autre part, 

parce que le volume indenté est supérieur aux 10 % du volume total[3].  

Reprenons les courbes de forces collectées sur une cellule épithéliale sans 

exposition et après 10 min d’exposition à des nanoparticules d’or fonctionnalisées avec 

de la L-Cystéine, déjà présentées dans le Chapitre 3 (sur la Figure 3.8). Elles sont visibles 

sur la Figure 4.1. Nous y avons ajouté des courbes enregistrées après une journée et une 

semaine d’exposition aux mêmes nanoparticules et avec la même concentration massique 

d’exposition de 88,88 µg.L-1. Nous constatons sans difficulté que l’indentation augmente 
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drastiquement : environ 1 µm pour une journée d’exposition et 4 µm pour une semaine 

d’exposition. 

 

 

Figure 4.1 : Evolution de l’allure des courbes de forces pour différentes durées d'exposition aux 

nanoparticules d'or fonctionnalisées à la L-Cystéine et pour une concentration d’exposition de 

88,88 µg.L-1. 

 

Il est parfaitement clair et bien visible sur la courbe à une semaine d’exposition 

(courbe verte) qu’il n’y a pas de relation linéaire entre la force appliquée et la profondeur 

d’indentation. De plus, l’épaisseur sondée est supérieure aux 10 % de l’épaisseur de la 

paroi. La Figure 4.2 montre des images en champ clair obtenues par microscopie 

électronique en transmission avec le mode d’imagerie filtrée en énergie. Elles ont été 

enregistrées sur des coupes d’un échantillon enrobé de feuilles d’Egeria Densa (la 

préparation des échantillons, la coupe et l’observation ont été réalisées par Patricia 

Bertoncini). La paroi cellulaire y est visible, et l’intérieur de la cellule a été indiquée par 

une flèche. L’épaisseur de la paroi cellulaire varie entre 700 nm et 950 nm, ce qui est en 

accord avec la littérature[4].  
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Figure 4.2 : Images en champ clair filtrée en énergie par microscopie électronique en 

transmission de la paroi de cellules d'Egeria Densa. 

 

L’épaisseur sondée par spectroscopie de force AFM est donc bien supérieure à celle de la 

paroi végétale. 

 

4.1.2.  Tomographie par AFM 
 

La tomographie par AFM, développée en 2009 par Roduit et al.[1] pour pouvoir 

distinguer des structures de différentes rigidités présentes dans le volume d’un 

échantillon plus massif, est un mode particulier et parfaitement adapté à notre situation. 

Cette technique a notamment été utilisée avec succès pour bâtir un profil mécanique des 

feuilles de la plante Arabidopsis Thaliana[5], ainsi que pour l’étude de signature 

nanomécanique de cellules humaines cancéreuses[6], ou encore pour l’étude de 

cartilages articulaires[7], et présente la particularité d’utiliser l’AFM en vue de réaliser des 

mesures non destructives en volume[8][9][10][11]. Nous allons commencer par en 

présenter le principe de mesure et les précautions à prendre pour une exploitation 

correcte des données obtenues. 

La tomographie par AFM permet d’accéder aux propriétés mécaniques d’un échantillon 

aux différentes profondeurs sondées par la pointe AFM lors de l’indentation. Ce mode 

d’imagerie est basé sur l’analyse segmentée des courbes de force enregistrées. Ainsi, la 

pente de chaque segment de courbe est calculée. Illustrons cela par un exemple. Une 

courbe de force est montrée sur la Figure 4.3. La partie de la courbe correspondant à 

l’indentation peut être divisée en trois segments. Dans ce cas, il est possible d’associer au 

segment ①, correspondant aux 95 premiers nanomètres indentés, la valeur de sa pente, 

et aux segments ② et ③, correspondant à des longueurs de 145 nm et 110 nm 

respectivement, deux autres valeurs de pente. La même procédure est ensuite appliquée 

à chaque courbe de force enregistrée dans la cartographie en (X, Y).  
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Figure 4.3 : Segmentation d'une courbe d'approche d’Egeria Densa non exposée aux 

nanoparticules d’or pour une force appliquée de 1 nN. 

 

Les valeurs de pente sont alors insérées dans une matrice à trois dimensions 

représentant la zone sondée de l’échantillon. Cette matrice peut être représentée comme 

un volume pour mettre en évidence les propriétés mécaniques de la surface et de 

l’intérieur de l’échantillon. 

 

4.1.2. Acquisition et traitement des données 
 

Nous avons préparé nos échantillons suivant exactement le même protocole que 

celui présenté dans le Chapitre 3. Afin d’obtenir une vue tridimensionnelle des propriétés 

mécaniques d’Egeria Densa, nous avons réalisé des cartographies de force sur une zone 

de 10 µm X 10 µm d’une cellule épithéliale. Les déplacements latéraux du levier vont ainsi 

permettre de sonder l’échantillon en X et Y, et la force appliquée va permettre de définir 

la profondeur suivant Z. Les courbes de force sont ensuite analysées avec une 

segmentation en trois parties : la longueur des segments est systématiquement ajustée 

en fonction de l’indentation et de la résolution des courbes de force. Les valeurs des 

pentes des segments des différentes courbes sont ensuite insérées dans une matrice à 

trois dimensions. Sa représentation en volume est montré sur la Figure 4.4. Une couleur 

est attribuée à chaque valeur de pente calculée. Ainsi, à une seule courbe de force 

correspondent trois cubes colorés positionnés verticalement (présentés à gauche de la 

Figure 4.4). Pour construire le volume total, il suffit de procéder de la même manière pour 
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chaque courbe de force en (X, Y) (ce qui est montré sur la partie droite de la Figure 4.4). 

Dans la suite du chapitre, les couches correspondant aux trois segments ont été nommées 

couches ①, ②, ③, 1 étant associée à la couche la plus superficielle et 3 à la couche la 

plus profonde de l’échantillon, en référence à la notation de la Figure 4.3. 

 

 

Figure 4.4 : Principe de la tomographie par AFM appliquée à la cartographie de force. 

 

4.1.3. Analyse mécanique en profondeur 
 

De manière analogue à ce que nous avons présenté dans le Chapitre 3, nous avons 

procédé à deux types de mesures distinctes. D’une part, nous avons exposé les plants 

d’Egeria Densa à des solutions aqueuses de nanoparticules d’or fonctionnalisées pendant 

une durée donnée, avant de préparer les échantillons pour les mesures par AFM. Les 

mesures sont ensuite effectuées dans les 2 h qui suivent l’arrêt de l’exposition. Les 

cartographies ont été réalisées sur des zones de 10 µm x 10 µm avec une résolution de 

8 x 8 pixels. D’autre part, nous avons procédé à des suivis en temps, afin d’étudier 

l’évolution temporelle de la rigidité d’une cellule épithéliale de feuille d’Egeria Densa. 

Dans ce cas, comme lors du Chapitre 3, nous avons réalisé des cartographies de 2 x 2 pixels 

lors des 10 premières minutes, puis des mesures de 4 x 4 pixels. Ces expériences, 

complémentaires de celles du Chapitre 3, nous ont permis d’analyser la rigidité de la paroi 

cellulaire de façon plus complète, plutôt que de nous concentrer sur un volume restreint 

à la surface de la feuille. 

 

4.1.3.1. Cartographie en z 

 

Dans un premier temps, nous allons comparer les résultats de tomographie par 

AFM obtenus sur des échantillons d’Egeria Densa avant et après exposition à des 

nanoparticules d’or fonctionnalisées. Les mesures présentées ont été réalisées, comme 

dans le Chapitre 3, pour des nanoparticules d’or synthétisées à la concentration de 40 C0. 

Toutefois, quelques expériences ont été réalisées avec des nanoparticules d’or à la 

concentration de 80 C0, pour des résultats similaires. La Figure 4.5 présente le profil 

mécanique d’une cellule épithéliale d’Egeria Densa sans exposition aux nanoparticules 

d’or, pour une force d’application de 1 nN ; cette figure, ainsi que la Figure 4.6, la Figure 
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4.7 et la Figure 4.8 correspondent à la moyenne de 6 cartographies réalisées sur 6 cellules 

différentes provenant de deux échantillons différents (3 et 3), avec des segments ①, ② 

et ③ de longueurs respectives 100 nm, 150 nm et 100 nm. Chaque point des 64 points 

de la cartographie est ainsi une moyenne de six résultats. Nous voyons sur cette figure 

que la rigidité de l’échantillon augmente avec la profondeur ; la couche ①, en surface, 

présente une pente moyenne de 1,22 nN.µm-1, la couche ② une pente moyenne de 

2,15 nN.µm-1 et la pente ③, la plus profonde, une pente moyenne de 4,81 nN.µm-1. Cette 

observation est attendue parce que la surface est toujours sondée, nous avons donc une 

accumulation des informations dans le volume de l’échantillon. Toutefois, ce dernier 

aspect ne nous empêche pas d’effectuer des comparaisons entre les différents 

échantillons. 

 

Figure 4.5 : Profil mécanique d'une cellule épithéliale d'Egeria Densa n'ayant pas été exposée à 

des nanoparticules d'or fonctionnalisées établi par tomographie par AFM. 

 

Sur la Figure 4.6, nous voyons donc le même type de profil mécanique réalisé avec 

les mêmes paramètres de mesure, mais sur un échantillon ayant été exposé à des 

nanoparticules d’or fonctionnalisées avec du MHDA pendant 4 h (à une concentration 

d’exposition de 88,88 µg.L-1), avec les trois segments de longueur 200 nm. Si nous 

repensons aux observations du Chapitre 3, au bout de 4 h, le palier de rigidité est 

normalement atteint. Les pentes moyennes des couches ①, ② et ③ sont 

respectivement 0,88 nN.µm-1, 1,91 nN.µm-1 et 3,73 nN.µm-1. Ainsi, les valeurs des pentes 

des différentes couches ont diminué de 38 %, 32 % et 39 %. Nous constatons aussi que les 

valeurs obtenues sont plus faibles que celles de la référence, et ce quelle que soit la 

couche considérée. 

Nous voyons également que l’épaisseur sondée est plus importante : la pointe 

pénètre dans l’échantillon sur une profondeur de 600 nm au lieu des 350 nm de 

l’échantillon témoin. Tout cela confirme que les effets observés en surface de la paroi se 

ressentent également en profondeur de l’échantillon. 
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Figure 4.6 : Profil mécanique d'une cellule épithéliale d'Egeria Densa ayant été exposée à des 

nanoparticules d'or fonctionnalisées avec du MHDA (concentration d’exposition de 88,88 µg.L-1) 

pendant 4 h, établi par tomographie par AFM. 

 

La Figure 4.7 présente les résultats obtenus sur des cellules épithéliales exposées 

à des nanoparticules fonctionnalisées avec de la L-Cystéine, dans les mêmes conditions, 

avec des segments ①, ② et ③ de longueurs respectives 200 nm, 350 nm et 250 nm. 

Nous observons rapidement que les valeurs de pentes sont plus faibles que 

précédemment, et tout particulièrement en profondeur. En effet, si nous n’observons que 

peu de variations à la surface de la cellule de la plante par rapport à la Figure 4.6, les 

couches plus en profondeur sont davantage impactées. Nous obtenons ainsi des pentes 

moyennes de 0,47 nN.µm-1, 1,38 nN.µm-1 et 2,56 nN.µm-1 pour les couches ①, ② et ③ 

respectivement. Ce phénomène d’assouplissement, déjà observé dans le Chapitre 3, peut 

s’expliquer par le fait que, contrairement au MHDA, la L-Cystéine est chargée 

positivement, ce qui va favoriser son interaction avec la paroi des cellules chargées 

négativement[12][13][14]. 

 

Figure 4.7 : Profil mécanique d'une cellule épithéliale d'Egeria Densa ayant été exposée à des 

nanoparticules d'or fonctionnalisées avec de la L-Cystéine (concentration d’exposition de 

88,88 µg.L-1) pendant 4 h, établi par tomographie par AFM. 
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La Figure 4.8 tend à donner du crédit à cette hypothèse. En effet, nous y 

présentons le troisième et dernier profil mécanique, cette fois pour des nanoparticules 

d’or fonctionnalisées avec de la L-Cystéine à laquelle a été liée de l’Alexa Fluor 405, encore 

une fois dans les mêmes conditions avec des segments ①, ② et ③ de longueurs 

respectives 150 nm, 350 nm et 300 nm. Il ressort que l’assouplissement mécanique est 

perceptible en profondeur, ce qui était déjà le cas pour les deux fonctionnalisations 

précédentes, et que son intensité est intermédiaire entre les fonctionnalisations au MHDA 

et à la L-Cystéine. Les pentes des couches ①, ② et ③ sont en effet respectivement de 

0,63 nN.µm-1, 1,60 nN.µm-1 et 3,19 nN.µm-1. Ainsi, nous retrouvons l’importance 

première de la charge électrique des nanoparticules. Concernant la charge, nous pouvons 

faire remarquer que les nanoparticules d’or fonctionnalisées avec l’ensemble L-Cystéine 

et Alexa Fluor 405 sont positivement chargées, mais qu’elles présentent moins de charges 

positives qu’une fonctionnalisation à la L-Cystéine seule. 

 

Figure 4.8 : Profil mécanique d'une cellule épithéliale d'Egeria Densa ayant été exposée à des 

nanoparticules d'or fonctionnalisées avec de la L-Cystéine couplée à Alexa Fluor 405 

(concentration d’exposition de 88,88 µg.L-1) pendant 4 h, établi par tomographie par AFM. 

 

Le récapitulatif des pentes calculées par tomographie AFM est présenté dans le 

Tableau 4.1. 

 

 
Fonctionnalisation 

 

Rigidités des couches (en nN.µm-1) 

① ② ③ 

Sans 
fonctionnalisation 

1,22 2,15 4,81 

MHDA 0,88 1,91 3,73 

L-Cystéine 0,47 1,38 2,56 

L-Cystéine + Alexa 
Fluor 

0,63 1,60 3,19 

Tableau 4.1 : Récapitulatif des pentes mesurées par tomographie AFM. 
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La diminution de la rigidité, que nous avions observée en surface des parois 

cellulaires dans le Chapitre 3, est observée sur la totalité de leur épaisseur. Nous n’avons 

donc pas simplement observé un effet de surface, mais bel et bien un effet de volume au 

sein des échantillons. 

 

4.1.3.2. Suivi temporel 

 

Nous nous sommes ensuite intéressés à la cinétique de l’assouplissement observé. 

Pour cela, nous avons procédé de manière analogue à la procédure détaillée dans le 

Chapitre 3. 

Sur la Figure 4.9, nous présentons l’évolution de la pente mesurée (donc de la 

rigidité) pour chacun des trois segments de la courbe d’approche (correspondant aux trois 

couches des profils mécaniques), dans le cas de d’une exposition de la plante à des 

nanoparticules d’or fonctionnalisées à la L-Cystéine, avec une concentration d’exposition 

de 88,88 µg.L-1. Les trois couches, numérotées ①, ② et ③, correspondent toujours à 

la couche la plus en surface, la couche centrale et la couche la plus interne de la paroi 

cellulaire. Les pentes calculées des différentes couches diminuent au cours de temps 

avant d’atteindre un palier autour de 60 minutes après le début de l’exposition. Pour la 

couche ①, nous retrouvons d’ailleurs ici les durées évaluées dans le Chapitre 3. Nous 

pouvons voir encore une fois que l’assouplissement est bel et bien réparti sur l’ensemble 

du volume sondé, mais également que la cinétique ne semble pas extrêmement 

dépendante de la profondeur d’indentation. Nous observons également que la rigidité 

atteint un palier au cours de l’assouplissement au bout de 30 min. Il est possible que nous 

observions là-encore les variations périodiques de la rigidité que nous avions mises en 

évidence dans le Chapitre 3, comme présentées dans la partie 3.2.2.3. 

La paroi cellulaire subit donc une diminution de sa rigidité dans la totalité de son 

épaisseur. Nous profitons pour rappeler ici que les mesures ont été réalisées à des 

concentrations attendues comme non cytotoxiques. Il est donc important maintenant 

d’étudier l’évolution chimique de la paroi des cellules soumises à la présence de 

nanoparticules d’or. 
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Figure 4.9 : Cinétique de l'assouplissement pour chacune des trois couches issues de la 

segmentation, dans le cas de cellules épithéliales d'Egeria Densa exposées à des nanoparticules 

d'or fonctionnalisées à la L-Cystéine (concentration d'exposition de 88,88 µg.L-1). 

 

4.2. Signal Raman de cellules végétales 
 

En complément des mesures d’indentation par AFM et pour avoir accès à des 

informations sur la composition chimique de la paroi végétale à une échelle 

micrométrique, nous avons démarré une étude par spectroscopie de diffusion Raman. 

Cette technique permet en effet d’obtenir des informations sur les plantes et leurs 

structures électroniques. Cette technique a donc logiquement été utilisée pour 

l’identification et la caractérisation de nombreuses espèces chimiques présentes dans des 

cellules végétales[15][16][17]. Dans ce paragraphe, nous présentons la procédure de 

préparation des échantillons biologiques, les conditions de mesure et d’enregistrement 

des données ainsi que le spectre caractéristique de la paroi végétale et des chloroplastes. 

 

4.2.1. Préparation des échantillons biologiques 
 

La préparation des échantillons, permettant à la fois de maintenir la plante 

hydratée en continu et de l’observer par microscopie optique, est la suivante : 
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 800 µL d’une solution à 1 % de gel d’agarose sont déposés dans une boite de Pétri, 

suivant la procédure décrite dans la partie 3.1.1, en prenant garde de ne pas en 

déposer au centre de la boîte où un morceau de silicium d’environ 1 cm2 est placé. 

 Une fois le gel solidifié, quelques microlitres de la solution d’agarose sont alors 

déposés sur le substrat de silicium, qui y formera une couche de gel de faible épaisseur 

après quelques instants. 

 L’échantillon biologique est délicatement déposé sur la fine couche de gel au-dessus 

du substrat de silicium. 

 Enfin, de l’eau est ajoutée pour hydrater l’échantillon et une lamelle de verre est 

positionnée au-dessus, conformément au schéma de la Figure 4.10. 

 

 

Figure 4.10 : Vue en coupe de l’échantillon d'Egeria Densa préparé pour effectuer les mesures par 

spectrométrie de diffusion Raman. 

 

L’ajout du silicium présente plusieurs avantages : son fort pouvoir réfléchissant 

dans la gamme visible permet d’augmenter la quantité de lumière au niveau de 

l’échantillon, et donc d’en améliorer l’observation au microscope optique[18] et la bande 

de vibration caractéristique du silicium, à 520,6 cm-1, visible sur les spectres Raman peut 

servir de référence interne. 

De cette manière, nous avons pu réaliser des mesures sur des échantillons 

facilement observables, ce qui nous a permis de positionner le faisceau plus facilement 

sur les zones à analyser. 

Nous pouvons voir sur la Figure 4.11 un bord de feuille, avec une tooth cell. 

Nous pouvons effectivement constater que les cellules sont facilement discernables, mais 

nous pouvons également voir les chloroplastes ainsi que les parois entre les cellules. De 

cette manière, nous pouvons nous repérer dans le plan rapidement afin de sonder un 

endroit précis.  
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Figure 4.11 : Capture d’écran d’une tooth cell observée en microscopie optique sur le 

spectromètre Raman. 

 

4.2.2. Choix de la longueur d’onde 
 

Le choix de la longueur d’onde d’excitation Raman est un point essentiel qui doit 

prendre en compte de nombreux paramètres en fonction du type de mesure souhaité. 

Dans notre cas, nous en avons pris en compte quatre principaux : 

 

 Tout d’abord l’efficacité de la diffusion Raman est proportionnelle à la puissance 

quatrième de la fréquence d’excitation. Ainsi, il vaut mieux choisir de faibles longueurs 

d’onde pour optimiser le rapport signal sur bruit des spectres obtenus. 

 Ensuite, comme déjà mentionné dans le Chapitre 1, la résolution spatiale que l’on peut 

atteindre est proportionnelle à la longueur d’onde. Un faisceau laser ayant une faible 

longueur d’onde illuminera donc une zone plus réduite, augmentant ainsi la précision 

de localisation. 

 Un autre point, plus spécifique à notre étude, est la réponse plasmonique des 

nanoparticules d’or. Si nous choisissons une longueur d’onde pour laquelle la réponse 

plasmonique est la plus forte, l’exaltation locale du champ électrique risque de 

provoquer une élévation de température qui entraînerait inévitablement une 

dégradation partielle, voire totale, des cellules végétales. 

 Enfin, une des principales contraintes avec les échantillons biologiques est leur 

fluorescence intrinsèque qui peut masquer complètement le signal Raman. En effet, 

contrairement à la diffusion Raman qui est un processus à deux photons, l’émission 

de fluorescence est un processus à un photon, statistiquement beaucoup plus 
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probable, donc d’intensité bien plus importante. Afin de l’éviter, on préfère ainsi très 

souvent travailler à des longueurs d’onde assez grandes (proches de l’infrarouge) pour 

empêcher l’absorption des photons et l’émission résultante. On peut également 

travailler à faible longueur d’onde pour au contraire provoquer cette absorption, en 

faisant en sorte que l’émission soit hors de la gamme de nombre d’onde analysée. 

Sur la Figure 4.12, nous voyons les spectres d’absorption des substances présentes 

dans les feuilles vertes (à gauche) et les spectres de fluorescence correspondant (à 

droite)[19].  

 

Figure 4.12 : Spectre d’absorption des substances présentes dans les feuilles vertes (à gauche) et 

spectre d’émission de fluorescence correspondant (à droite). Sur les spectres de fluorescence, la 

bande à 440 nm, avec un épaulement à 520 nm, est principalement due à l’acide férulique situé 

dans les parois cellulaires. La double bande, avec des maxima à 690 nm et 740 nm, est due 

majoritairement à la chlorophylle a. La longueur d’onde d’excitation doit être inférieure à 400 nm 

pour observer toutes les bandes. Cette figure est extraite de [19]. 

 

La zone où il y a le moins de fluorescence, et où le signal Raman sera donc le plus 

élevé, se situe aux longueurs d’onde comprises entre 500 nm et 650 nm. Dans cette 

gamme, deux longueurs d’onde d’excitation sont disponibles sur l’instrument : 514 nm et 

633 nm. En effectuant des mesures sur une feuille d’Egeria Densa avec ces deux longueurs 

d’excitation, il est apparu que la fluorescence était plus importante pour la longueur 

d’onde de 633 nm. Nous avons donc choisi de travailler avec une longueur d’onde de 

514 nm. 
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4.2.3. Déplacement du point focal 
 

La position de l’échantillon par rapport au point focal de l’objectif du microscope 

optique est un paramètre crucial lors des mesures Raman (voir la Figure 4.13). En effet, 

comme nous l’avons expliqué dans le Chapitre 1, le rayonnement incident est focalisé en 

un point de l’échantillon, et la lumière diffusée inélastiquement et collectée par le 

détecteur rend compte des liaisons chimiques présentes autour de ce même point. De 

plus, l’utilisation du mode confocal du microscope réduit de façon significative le volume 

sondé. Dès lors, une variation suivant l’axe z de la position de l’échantillon par rapport à 

ce point permet de disposer d’informations chimiques à différentes profondeurs.  

 

 

Figure 4.13 : Schéma montrant le décalage du point focal de l'objectif obtenu en variant la 

position verticale de l’échantillon, permettant de sonder en spectrométrie Raman différentes 

profondeurs de la plante Egeria Densa. 

 

4.2.4. Spectre Raman de la paroi végétale 
 

Nous avons enregistré plusieurs spectres Raman en nous focalisant optiquement 

sur la paroi végétale de différentes cellules épithéliales et en veillant à ne pas induire des 

modifications de l’échantillon durant la mesure (notamment une augmentation de 

fluorescence en cours d’acquisition). Un spectre caractéristique brut est montré sur la 

Figure 4.14. 

Pour améliorer le rapport signal sur bruit, nous avons ensuite sommé 16 spectres. 

Le spectre résultant est montré sur la Figure 4.15. La ligne de base y a été soustraite. Nous 

y discernons les raies caractéristiques de trois composants majeurs de la paroi végétale, 

à savoir la pectine, la cellulose et la lignine, ainsi qu’une des raies du β-carotène, à 

1520 cm-1, qui est un pigment présent dans les chloroplastes. Ainsi, nous pouvons voir sur 

la Figure 4.15 repérés par un astérisque gris les pics issus des modes de vibrations de la 

cellulose à 1034 cm-1 et à 1095 cm-1 (élongations des C-O-C), ainsi qu’à 1151 cm-1, 

1334 cm-1 et 1378 cm-1 (déformations des HCC, HCO et HOC). De même, nous avons 

repéré par des astérisques rouges les pics attribués aux modes de vibrations de la pectine 

à 834 cm-1 (déformations des C-O-H des cycles), à 854 cm-1 (les déformations de la chaîne 
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principale O-C-O-C-C) et enfin à 896 cm-1 (déformations des CCH et des COH) [15][16][20] 

[21][22]. 

 

Figure 4.14 : Spectre Raman brut d'une paroi cellulaire d'Egeria Densa non exposée à des 

nanoparticules d’or. 

 

 

Figure 4.15 : Spectre Raman somme d’une cellule épithéliale d'Egeria Densa sans exposition à des 

nanoparticules d'or. En insert, agrandissement du spectre dans la gamme allant de 100 cm-1 à 

2000 cm-1, avec des astérisques indiquant les modes de de la pectine (en rouge), de la cellulose 

(en gris), du β-carotène (en orange) et de la lignine (en vert). La puissance sur échantillon est de 

15 mW par spectre. Ces mesures ont été réalisées avec une longueur d’onde d’excitation de 

514 nm. Le pic de la raie du silicium à 520,6 cm-1 est indiqué par la référence Si. 
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4.2.5. Spectre Raman des chloroplastes 
 

La Figure 4.16 montre une photographie de cellules épithéliales, telles que nous 

pouvons les observer sous le microscope couplé au spectromètre de diffusion Raman. 

Comme nous pouvons le voir, avec un objectif x 50, nous distinguons sans mal les 

chloroplastes à l’intérieur des cellules, et nous pouvons donc facilement positionner notre 

échantillon de façon à viser les chloroplastes avec le spot laser, afin de réaliser les mesures 

Raman. Dans la suite, nous avons soustrait le fond de photoluminescence sur les spectres 

pour faciliter leur analyse. 

 

 

Figure 4.16 : Photographie de cellules épithéliales d’une feuille. Des chloroplastes sont visibles à 

l’intérieur des cellules. 

 

Les principaux pics attendus en Raman sont caractéristiques du β-carotène (de 

formule C40H56), pigment présent dans les thylakoïdes, constituants des chloroplastes[23]. 

La structure chimique du β-carotène est présentée sur la Figure 4.17. 

 

 

Figure 4.17 : Structure chimique du β-carotène. 
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Un exemple de spectre obtenu est reporté sur la Figure 4.18. Ce spectre affiché 

correspond à une somme de 16 spectres de 2 s pris à une excitation de 514 nm avec une 

puissance sur échantillon de 75 µW. 

 

 

Figure 4.18 : Spectre résultant de la somme de 16 spectres enregistrés chacun sur un chloroplaste 

différent d’une cellule d’Egeria Densa, présentant les caractéristiques des caroténoïdes présents 

dans les chloroplastes. 

 

 On note en particulier les trois pics Raman principaux, situés à 1002 cm-1, 

1150 cm-1 et 1520 cm-1, qui peuvent être atribués aux modes d’élongation C-CH3, C-C et 

C=C du β-carotène respectivement[24]. On note égalemement à plus hauts nombres 

d’onde des bandes de vibrations correspondant à des harmoniques et des combinaisons 

de ces modes fondamentaux, ainsi qu’aux élongations C-H. Le pic issu de combinaisons le 

plus marqué est sur la Figure 4.18 le pic qui est situé à 2670 cm-1, formé par une 

combinaison des pics situés à 1150 cm-1 et 1520 cm-1 (une addition donne bien 

1150 + 1520 = 2670 cm-1). La forte intensité de ce pic est attendue, car les deux pics le 

constituant sont également les plus intenses des pics principaux. Pour ce qui est des 

harmoniques, nous pouvons prendre l’exemple du pic localisé à 2300 cm-1, qui est une 

harmonique du pic des liaisons C-C situé à 1150 cm-1 (même principe, un simple calcul 

donne bien 2 * 1150 = 2300 cm-1). Il faut noter qu’il s’agit de Raman résonant ce qui 
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explique l’intensité très importante des bandes observées, ainsi que la présence aussi 

nette sur le spectre des pics issus de combinaisons et d’harmoniques. Notons que la 

chlorophylle, bien que pigment majoritaire dans les chloroplastes, n’est pas visible. C’est 

toujours le cas lorsque les molécules de chlorophylles sont bien localisées dans les 

photosystèmes.  

 

4.2.6. Détermination de l’épaisseur des cellules épithéliales 
 

En mode confocal, en déplaçant de façon régulière l’échantillon et en enregistrant 

systématiquement le signal Raman, nous avons pu estimer l’épaisseur d’une cellule 

épithéliale en détectant l’apparition et la disparition du signal Raman des chloroplastes, 

comme présenté sur la Figure 4.19. Les mesures ont été réalisées à 514 nm avec une 

accumulatation d’une seconde pour une puissance sur échantillon de 0,15 mW. Pour sept 

des dix courbes présentées, nous pouvons clairement observer des pics caractéristiques 

des caroténoïdes, témoignant de la présence des chloroplastes. En revanche, pour des 

hauteurs de 0 µm, 30 µm et 90 µm, nous ne distinguons que très peu, voire pas du tout 

ces pics. Cela indique que le faisceau est alors focalisé au niveau de la paroi végétale, qui 

ne contient pas de chloroplastes. Nous avons donc évalué l’épaisseur des deux couches 

de cellules sondées à environ 60 µm et 30 µm (90 - 30 = 60 µm et 30 – 0 = 30 µm), ce qui 

est proche des valeurs observées en microscopie optique et trouvées dans la 

littérature[25]. 

 

 

Figure 4.19 : Spectres Raman enregistrés en balayant en profondeur une feuille d'Egeria Densa. 
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4.2.7. Evolution des caractéristiques des signaux Raman de la paroi végétale et 
des chloroplastes en présence des nanoparticules d’or fonctionnalisées 

 

Nous avons commencé, lors du stage de Master 1 de Thibault Legal (avril – juillet 

2021) des mesures par spectroscopie de diffusion Raman de la paroi végétale et des 

chloroplastes de cellules épithéliales et de toothcells, en l’absence et en présence de 

nanoparticules d’or fonctionnalisées à différents temps d’exposition. Systématiquement, 

le signal a été enregistré sur plusieurs cellules d’une même feuille d’Egeria Densa et 

plusieurs zones d’une même cellule. Grâce à une première série de mesures, nous avons 

observé des variations d’intensité des différentes raies Raman présentes sur les différents 

spectres en fonction des temps d’exposition aux nanoparticules, mais également en 

fonction des zones sondées. Il existe aussi des variations d’intensité du signal Raman pour 

des cellules non exposées à des nanoparticules. Aussi, une analyse poussée des données, 

qui est actuellement en cours, est nécessaire pour être en mesure de conclure sur cet 

aspect. 

 

4.2.8. Localisation des nanoparticules d’or au sein des cellules 
 

Nous sommes parvenus à mettre en évidence la présence de nanoparticules d’or 

fonctionnalisées au sein des cellules d’Egeria Densa par des mesures de spectrométrie 

Raman.  

La Figure 4.20 montre un spectre Raman de l’intérieur d’une cellule épithéliale 

d’Egeria Densa dans laquelle nous avons détecté la présence de la liaison or-soufre. Ce 

spectre a été collecté avec une mesure de 10 s effectuée à une longueur d’onde 

d’excitation de 514 nm et une puissance sur échantillon de 0,75 mW. La plante avait au 

préalable été exposée à des nanoparticules d’or fonctionnalisées avec de la L-Cystéine 

pendant une journée. Nous pouvons voir sur le spectre le signal issu des liaisons C–H, aux 

alentours de 3000 cm-1, et les pics caractéristiques des caroténoïdes à des décalages 

Raman d’environ 1000, 1150 et 1520 cm-1 (indiqués par des astérisques). Nous pouvons 

également y voir à 226 cm-1 le pic de la liaison or – soufre, déjà présenté dans le Chapitre 

2. 

Ainsi, l’observation de la liaison or-soufre montrée sur le spectre précédent nous 

permet de confirmer que nous observons des nanoparticules présentes au sein même des 

cellules, et non à l’extérieur, le faisceau laser étant focalisé à l’intérieur de l’échantillon. 

 



133 
 

 

Figure 4.20 : Spectre Raman de l'intérieur d'une cellule épithéliale d'Egeria Densa, montrant la 

liaison or - soufre des nanoparticules d'or fonctionnalisées ainsi que le signal des caroténoïdes 

provenant des chloroplastes. 

 

 

4.3. Conclusion 
 

Dans ce chapitre, en utilisant le mode tomographie par AFM, nous avons montré 

que les modifications de la rigidité de la paroi végétale, lorsque la plante Egeria Densa est 

exposée à des nanoparticules, sont effectives dans toute son épaisseur. La paroi végétale 

devient de plus en plus souple en présence des nanoparticules d’or fonctionnalisées, 

avant d’atteindre un seuil au bout de plusieurs dizaines de minutes.  

De plus, nous avons mis en évidence la présence de nanoparticules d’or 

fonctionnalisées à l’intérieur des cellules végétales, grâce à la présence du pic 

caractéristique de la liaison Au-S sur différents spectres Raman enregistrés lorsque le 

faisceau était focalisé à l’intérieur des cellules des feuilles. 

Ainsi, les nanoparticules d’or fonctionnalisées interagissent avec la paroi des 

cellules végétales et arrivent à pénétrer dans les cellules. Les dimensions des 

nanoparticules d’or fonctionnalisées sont supérieures à 20 nm (cf. la Figure 2.10 et le 

Tableau 3.2 du Chapitre 2 et du Chapitre 3 pour les dimensions avant fonctionnalisation). 

Il est attendu que ces dimensions sont supérieures aux tailles des pores naturellement 

présents dans la paroi des végétaux[26][27][28]. Cela nous amène à considérer que les 

nanoparticules d’or fonctionnalisées ont induit des modifications de l’architecture et de 
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la porosité de la paroi, et, par voie de conséquence, des modifications de sa composition 

chimique. Afin d’approfondir cela, nous avons démarré la caractérisation des échantillons 

par spectroscopie de diffusion Raman, après avoir déterminé les meilleures conditions 

expérimentales pour la prise de mesure. Une première série de mesures a été prise et est 

en cours d’analyse. Il conviendra bien sûr de compléter avantageusement ces données 

par de nouvelles mesures. 

 Afin d’aller plus loin, il sera intéressant, et des expériences ont été enclenchées à 

ce sujet, d’appliquer une force plus importante sur les cellules afin de presser davantage 

la totalité de la paroi, voire de passer outre. Pour cela, nous avons changé de pointe AFM 

pour prendre des pointes colloïdales de rayon plus important de 150 nm. 
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Conclusion 
 

Les travaux présentés dans ce manuscrit s’inscrivent dans le contexte général des 

études dédiées à la compréhension des interactions entre nanoparticules et végétaux. 

L’objectif est d’approfondir les connaissances des propriétés biophysiques et mécaniques 

de cellules végétales de feuilles mises en contact avec des nanoparticules d’or. Nous avons 

choisi de travailler avec des nanoparticules d’or fonctionnalisées en raison de leur 

utilisation potentielle dans diverses applications, en tant que traceurs, biocapteurs, … 

Dans un premier temps, nous avons synthétisé des nanoparticules d’or de 

dimensions et formes variées, à l’aide d’un macérât obtenu à partir d’une feuille d’Aloe 

Vera et utilisé comme agent réducteur, et l’acide tétrachloroaurique (HAuCl4) comme 

précurseur d’or. Cela permet de ne jamais utiliser de surfactant au cours du processus de 

synthèse. La suspension de nanoparticules a ensuite été nettoyée par plusieurs cycles de 

centrifugation - dilution. Il s’en est suivi une étude approfondie de leurs propriétés 

structurales et optiques par microscopie électronique, spectrométrie Raman et 

spectroscopie d’absorption UV-visible. Ces différentes techniques ont permis de montrer 

que les nanoparticules d’or sont anisotropes, cristallisées et qu’elles présentent une 

grande diversité de formes : plaquettes, tétraèdres, décaèdres, icosaèdres, bipyramides 

et polycristaux. Les dimensions moyennes des nanoparticules sont ajustables via la 

quantité d’agents réducteurs ajoutés pour démarrer la synthèse. Ainsi, plus la 

concentration en agent réducteur est importante, plus les nanoparticules sont petites. De 

plus, nous avons pu réaliser une étude statistique à partir des micrographies obtenues par 

microscopie électronique en transmission. Celle-ci a permis de mettre en évidence que 

les facteurs cinétiques et thermodynamiques entraînent la formation de nanoparticules 

de caractéristiques différentes (monocristaux, cristaux comportant une macle, et les 

différentes structures que sont les plaquettes, tétraèdres, décaèdres, icosaèdres ou 

bipyramides), et d’évaluer leurs proportions en nombre selon la concentration en agent 

réducteur choisie lors de la synthèse. Les nanoparticules ont ensuite été fonctionnalisées 

avec de l’acide 16-mercaptohexadécanoïque, de la L-Cystéine ou encore de la L-Cystéine 

à laquelle a été couplée de l’Alexa Fluor 405. Le succès de cette étape a été validé par une 

étude croisée par spectroscopie de diffusion Raman et par microscopie électronique en 

transmission à balayage, dans les modes HAADF et i-DPC. Le greffage covalent de ces 

molécules a été prouvé par la détection du pic Raman correspondant aux liaisons or-

soufre. Les micrographies STEM montrent une couche organique entourant les 

nanoparticules d’or.  

Dans un deuxième temps, les interactions entre les nanoparticules d’or 

fonctionnalisées et les cellules végétales constituant les feuilles de la plante aquatique 

Egeria Densa ont été étudiées par microscopie à force atomique en milieu liquide et par 

spectrométrie de diffusion Raman. Considérons tout d’abord les résultats des mesures de 

spectroscopie de force par AFM. Nous nous sommes concentrés sur les propriétés 

mécaniques de la paroi cellulaire des trois types de cellules présentes sur les feuilles 
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d’Egeria Densa : les cellules épithéliales, les tooth cells et les idioblastes, après plusieurs 

périodes d’exposition à des nanoparticules en faible concentration massique (moins de 

88,88 µg.L-1). Les mesures montrent une diminution de la rigidité de la paroi des cellules 

épithéliales et des tooth cells exposées à des nanoparticules pour toutes les 

concentrations massiques (entre 4,44 et 88,88 µg.L-1) et pour les trois types de 

fonctionnalisation. En revanche, aucune modification de la rigidité de la paroi cellulaire 

des idioblastes n’a été observée. Pour les mesures effectuées avec une faible force 

appliquée (de 0,3 nN), nous avons montré que la valeur du module élastique effectif E*, 

évaluée en utilisant le modèle de Hertz, est divisée par 10 au bout d’un certain temps 

d’exposition dépendant de la concentration massique des nanoparticules mises en 

contact (entre 8,89 et 88,88 µg.L-1) et de leur type de fonctionnalisation. Pour la 

concentration égale à 4,44 µg.L-1, le comportement mécanique de la surface de la paroi 

des cellules est très faiblement impacté par la présence des nanoparticules, même 

pendant un temps long (au moins 7 heures). Un suivi en temps a permis de montrer que 

la dose d’exposition en nanoparticules fonctionnalisées avait un impact important sur la 

rigidité de la paroi cellulaire. En effet, après environ 10 minutes d’exposition, la rigidité 

commence à baisser avant d’atteindre un palier, la durée au bout de laquelle ce palier est 

atteint dépendant directement de la dose d’exposition. De plus, en procédant à une 

expérience de rinçage, nous avons pu montrer qu’une cellule de feuille ayant 

préalablement perdu de sa rigidité au niveau de sa paroi lors d’une exposition aux 

nanoparticules d’or peut retrouver sa rigidité initiale au bout de 4 heures si les 

nanoparticules sont retirées du milieu environnant. Des mesures en mode tomographie 

par AFM ont permis de sonder la paroi cellulaire végétale dans son ensemble. Ce mode 

particulier consiste à appliquer une force plus importante sur les cellules des feuilles 

(force appliquée de 1 nN par rapport à 0,3 nN) et à analyser les courbes de force de 

manière segmentée pour établir un profil mécanique. Nous avons ainsi pu montrer que 

les modifications de la rigidité de la paroi cellulaire végétale, lorsque la plante Egeria 

Densa est exposée à des nanoparticules, sont effectives dans toute son épaisseur. La paroi 

végétale devient de plus en plus souple en présence des nanoparticules d’or 

fonctionnalisées, avant d’atteindre un seuil s’échelonnant d’une à trois heures selon la 

concentration massique des nanoparticules présentes. Un autre résultat important est la 

mise en évidence de la présence de nanoparticules d’or fonctionnalisées à l’intérieur des 

cellules végétales, grâce à la présence du pic caractéristique de la liaison Au-S sur 

différents spectres Raman enregistrés lorsque le faisceau était focalisé à l’intérieur des 

cellules des feuilles. Il est donc clair que les nanoparticules d’or fonctionnalisées 

interagissent avec la paroi des cellules végétales et arrivent à pénétrer à l’intérieur des 

cellules. L’assouplissement de la paroi végétale pourrait avoir plusieurs origines. D’une 

part, d’un point de vue physique, nous pouvons envisager un élargissement des pores 

naturellement présents dans la paroi, modifiant ainsi son architecture. D’autre part, des 

liaisons chimiques ont pu être rompues suite à la surproduction d’espèces réactives de 

l’oxygène. 

La principale poursuite de travaux à mener est bien évidemment la compréhension 

totale du phénomène à l’origine des variations de la rigidité des cellules d’Egeria Densa. 
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Comme mentionné, l’un des effets bien documentés des interactions entre des 

nanoparticules et des plantes est le stress oxydant avec une surabondance des espèces 

réactives de l’oxygène (ROS), en particulier dans le cas des plantes aquatiques[2]. Dans le 

but de tester cette hypothèse, nous avons récemment débuté la synthèse de nano-sondes 

pour la détection des radicaux ROO., .OH, O2
.- et 1O2[3] en fonctionnalisant des 

nanoparticules d’or avec du para-aminothiophénol (PATP). Par la suite, l’idée est de 

mettre en contact les nano-sondes avec les cellules d’Egeria Densa, l’éventuelle présence 

de ROS entraînant alors la formation de doubles-liaisons N=N entre les molécules de PATP, 

que nous pourrions détecter par spectroscopie de diffusion Raman. Cela nous permettrait 

donc de confirmer ou d’infirmer l’hypothèse d’un assouplissement dû à la production de 

ROS par la plante. 

Une fois ces éléments rigoureusement étudiés et la phénoménologie mieux 

comprise, cela ouvrirait la voie à davantage d’applications exploitant au mieux 

l’extraordinaire potentiel des nanoparticules métalliques, tout en garantissant une 

utilisation saine et viable pour les échantillons biologiques, que ce soit via une production 

de particules sans surfactant, ou une bonne connaissance des dégâts engendrés sur la 

plante par les nanoparticules utilisées. 
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Résumé : Les travaux de cette thèse 
s’inscrivent dans le cadre de l’usage de plus en 
plus répandu de nanoparticules (NPs) d’or dans 
des secteurs émergents tels que les 
biotechnologies, en raison de leurs propriétés 
optiques remarquables. Pour ces applications, 
les NPs sont mises en contact avec diverses 
espèces vivantes, comme les végétaux, et 
encore trop peu d’informations sont disponibles 
sur leur impact sur les propriétés mécaniques 
des plantes vivantes à des concentrations non 
cytotoxiques. Nous avons synthétisé par voie 
verte, sans surfactant, des NPs d’or avant de les 
fonctionnaliser. Leurs propriétés structurales et 
morphologiques ont été déterminées par des 
observations et mesures par microscopie 
électronique en transmission et spectrométrie 
de diffusion Raman. 

Les modifications mécaniques des cellules des 
feuilles de la plante Egeria Densa en présence 
de ces NPs d’or fonctionnalisées ont ensuite été 
étudiées par spectroscopie de force par AFM 
sur des cellules présentes sur l'épiderme de 
feuilles matures d'Egeria Densa immergées 
dans une solution aqueuse contenant des NPs 
d'or fonctionnalisées. Des cartographies de 
force ont révélé une diminution de la rigidité de 
la paroi cellulaire quelle que soit la 
fonctionnalisation des NPs, diminution qui peut 
atteindre un ordre de grandeur avec une forte 
concentration en NPs et un temps d'exposition 
important. Après exposition aux NPs, la rigidité 
de la paroi cellulaire revient quasiment à sa 
valeur initiale après 4 heures. Ces résultats 
montrent ainsi que les modifications de la rigidité 
des parois sont bien dues à la présence des 
NPs. 

 

Title:  Gold nanoparticles and aquatic plants: fundamental interactions and mechanical properties 
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Abstract :  Gold nanoparticles are frequently 
used in emerging fields such as biotechnologies 
due to their remarkable optical properties. For 
such applications, these particles are brought in 
contact with various living samples, such as 
plant cells. However, little information is 
available about their impact on the mechanical 
properties of living plants at sub-cytotoxic levels. 
 
Gold nanoparticles were synthesized without 
surfactant, before being functionalized. Their 
structural and morphological properties were 
determined by observations and measurements 
by transmission electron microscopy and 
Raman spectroscopy. 

The mechanical modifications of Egeria Densa 
plant leaf cells in the presence of these 
functionalized gold NPs were then studied by 
AFM force spectroscopy. Measurements were 
carried out on cells present on the epidermis of 
mature Egeria Densa leaves immersed in an 
aqueous solution containing functionalized gold 
NPs. Force mapping revealed a decrease in cell 
wall stiffness regardless of NPs 
functionalization, a decrease that can reach an 
order of magnitude with high NPs concentration 
and high exposure time. After exposure to 
nanoparticles, the rigidity of the cell wall returns 
almost to its initial value after 4 hours. These 
results thus show that the modifications of the 
rigidity of the walls are indeed due to the 
presence of nanoparticles. 
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