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RESUME

La préparation des coupes histologiques se fait en plusieurs étapes dont la fixation est une étape
cruciale pour préserver la structure et la composition moléculaire des tissus. Le Formol
commercialise, dilué a 10% est le fixateur le plus utilisé en laboratoire d’anatomie pathologie
et de recherche suite a son rapport efficacité/cout. Cependant, certains chercheurs histologistes
préferent utiliser d’autres concentrations du Formol ou carrément d’autres fixateurs. Dans ce
cadre, la présente étude a pour objectif la comparaison entre les résultats de 1’histologie de trois
organes vitaux fixés dans deux concentrations différentes du Formol, 5% et 10% chez un
modéle murin de souche Naval Medical Research Institute trés utilisé en laboratoire.

Apres sacrifices des souris, adultes méles et femelles et la réalisation de la technique
histologique sur les organes prélevés : poumons, foie et reins, 1’observation microscopique a
différents grossissement montre que la structure des trois tissus est préservee par le Formol et
la bonne concentration du fixateur differe selon le type du tissu. La structure du parenchyme
hépatique est trés nette avec le 5% en comparaison avec le 10%.

Ces résultats nous laissent suggérer que la concentration 10% n’est pas exclusive pour fixer
tous les organes et I’histologiste doit instaurer une liste des concentrations du Formol selon les

tissus a fixer.

Mots clés: Souris de souche Naval Medical Research Institute; Fixation; Formol ;

Concentration ; Histologie ; Tissus.



ABSTRACT

The preparation of histological sections is carried out in several steps, the fixation is the crucial
step to preserve the structure and molecular composition of the tissues. The marketed Formalin,
diluted at 10%, is the most widely used fixative in anatomy, pathology and research laboratories
due to its efficacy / cost ratio. However, some histological researchers prefer to use other
concentrations of formalin or squarely other fixatives. In this context, the objective of this study
is to compare the results of the histology of three vital organs fixed in two different
concentrations of formalin 5% and 10% in a mouse model of the Naval Medical Research
Institute strain widely used in the laboratory.

After sacrifices of mice, adult males and females and the realization of the histological technic
on the organs removed: lungs, livers and kidneys, the microscopic observation at different
magnifications shows that the structure of the three tissues is preserved by formalin and the
right concentration of the fixative differs depending on the type of tissue. The structure of the
hepatic parenchyma is very clear with 5% in comparison with 10%.

These results allow us to suggest that the 10% concentration is not exclusive for fixing all the
organs and the histologist must establish a list of formalin concentrations according to the

tissues to be fixed.

Keywords: Naval Medical Research Institute strain mouse; Fixation; Formalin; Concentration;
Histology; Tissue.
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A : Alvéoles.
Ah : Artere hépatique.
Ahl : Anse de Henlé.

Br : Bronchiole respiratoire.

Bt : Bronchiole terminale.
C : Cytoplasme.

Ca : Capsule rénale.

Cab : Capsule de Bowman.
Cal : Canal alvéolaire.

Cb : Canalicule biliaire.
Cc : Cellules de Clara.

Cg : Chambre glomérulaire.

Ch : Chorion.

ClI : Cloison intralvéolaire.
Cm : Cellule mesangiale.
Cs: Capillaire sinusoide.
Cx : Cortex.

Ep : Espace porte.

Fp : Feuillet pariétal.

Fv : Feuillet visceral.

G : Glomérule rénal.

H : Hématies.

Ht : Hépatocyte.

K : Cellules de Kupffer.
L : Lumiere.

Leu : Leucocytes.

M : Médulla.

Mi : Microvillosité.

MI : muscle lisse.

N : Noyau.

n : nucléole.

Ne : Cellule endothéliale.
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NMRI: Naval Medical Research Institute.
P : Podocytes.

P1 : Pneumocytes de type I.

P2 : Pneumocytes de type II.
Pn : Pneumocyte.

Pu : Pole urinaire.

Pv : Pole vasculaire.

Sa : Sac alvéolaire.

T : Travée hépatocytaire.

Tc : Tube collecteur.

Tcd : Tube contourné distal.
Tcp : Tube contourné proximal.
Tr : Tube rénal.

V¢ : Veine centrolobulaire.

Vp : Veine porte.

Vs : Vaisseau sanguin.
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INTRODUCTION



INTRODUCTION

Le cursus universitaire est une premiére phase vers la recherche scientifique ou les
étudiants ont besoin d'un baguage théorique et pratique. Cependant, en tronc commun
Sciences de la Nature et de la Vie, les étudiants rencontrent énormément de difficultés lors de
la réalisation des travaux pratiques a cause du manque de matériel nécessaire notamment en

matiére d’histologie ou les lames histologiques prétes pour 1’observation n’existent pas.

Auparavant, les laboratoires d’histologie étaient équipés par les lames histologiques
prétes systématiquement alors que maintenant cette opération est absente. Ce qui a laissé
certains chercheurs s’en passer des lames prétes en les confectionnant & partir des organes
d’animaux de laboratoires. La confection passe par la technique histologique qui englobe
plusieurs étapes dont la fixation est I’étape primordiale. La fixation est une méthode chimique
permettant de conserver le tissu dans un état fixe, le plus proche possible de 1’état
physiologique en empéchant la digestion des tissus par les enzymes présentes dans les cellules
(autolyse) ou par les bactéries (Janqueira et Carneiro., 2003). L’objectif principal de la
fixation est de préserver le protoplasme par sa coagulation, le rendant insoluble ainsi que le

durcissement du tissu afin que la section soit facile (Gurr, 1962 ;Leeson et Leeson., 1976).

Parmi plusieurs fixateurs, le Formol commercialisé, dilué a 10% est le fixateur de
références en laboratoire d'anatomopathologie depuis plus d'un siecle (Décret no 2001-97 du
ler février 2001) suite a son apport efficacité/cout, son pouvoir de préservation des tissus, sa

pénétration tissulaire rapide et son interaction rapide avec les molécules (Fox et al., 1985).

Cependant, malgré ses effets néfastes tels que sa susceptibilité de développer I’asthme
par ses effets irritants sur les voie aériennes, sa possibilité de développer des allergies cutanés
qui se manifestant généralement par un eczéma et sa probabilité de causer de grave troubles
physique pouvant aller jusqu’au développent de cancer en se fixant sur les protéines de la
peau du manipulateur (Runge, 1993) ; le choix d’un nouveau fixateur est loin d’étre facile
pour plusieurs raisons. En effet, il convient de vérifier que le substitut proposé n'est pas aussi,
voir plus dangereux que celui-ci et que son utilisation ne bouleverse pas les référentiels sur

lesquels est fondé le diagnostic des maladies (Cogliano, 2005).



Dans ce contexte, plusieurs questions ont été posees.

- Le Formol dilué a 10% est le fixateur la plus utilisé en laboratoire d’histologie
pour fixer les tissus. Est-il le meilleur fixateur pour tous les organes ?
- Est-il possible d'utiliser d'autres concentrations du méme fixateur ?

- Peut-il trouver des concentrations bien déterminées pour chaque type de tissu ?

Afin de trouver une réponse a nos questions, nous avons tracé comme objectif, la
recherche de I’effet de la fixation avec le formol a 5% sur la structure de trois organes vitaux
des souris de laboratoire et le comparant avec ceux de la concentration 10%. L’animal de
laboratoire choisit pour cette étude est les souris albinos de la souche Naval Medical Research
Institute (NMRI). Ce choix revient a 1’utilisation de cet animal dans plusieurs recherches qui

se base sur I’étude histologique.

Notre travail comporte trois chapitres. Dans le premier, nous rapportons des rappels
bibliographiques sur le Formol commercialiséet les organes étudiés. Nous décrivons le
matériel et les techniques utilisés dans le deuxiéme chapitre. Les résultats obtenus sont
rapportés et discutés dans le troisieme chapitre. A la fin, une conclusion et des perspectives

sont présentées.
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RAPPELS BIBLIOGRAPHIQUES



Chapitre | Rappels bibliographiques

I.1. GENERALITES SUR LE FORMOL

Le formol est un composé organique de la famille des aldehydes, de formule chimique
CH20 (figure 1), il est une solution aqueuses de formaldéhyde (Ramos-Vara, 2005 ; Plénat,
2006 ; Hewitt, 2008).

O
1
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Figure 1 : Structure chimique du Formol (Ramos-Vara, 2005)

1.1.1. Propriétés physicochimiques

Le Formol est I’un des composés organiques les plus réactifs. C’est un liquide incolore,
d’odeurs irritantes et corrosives. Il est commercialisé sous forme de solutions aqueuses a des
concentrations de 30 a 55 % en poids contenant 37-38 % de formaldéhyde, 10-15 % de
méthanol, 48-53 % d’eau (Bonnard et al., 2006 ; Runge et al., 1993).

1.1.2. Domaine d’application

Le formol est utilisé pour la conservation des cadavres, des pieces anatomiques et des
plantes en préservant les organites cellulaires, les protéines et les acides nucléiques. Cependant
le formol seul ne peut pas préserver les lipides, les glucides, les oligosaccharides et les
glycoprotéines (Ramos-Vara, 2005 ; Plénat, 2006) c’est pour cela que divers tampons ont été
ajoutés au formol afin de neutraliser le pH comme le carbonate de magnésium, le phosphate, le

carbonate de calcium, le citrate (Hewitt, 2008).

1.1.3. Choix d’utilisation du Formol

I est vrai que le formol présente une certaine toxicité, cependant, c’est le fixateur le plus
disponible, le moins couteux, le plus économique et le plus efficace pour I’élimination des
microorganismes présents au sein de certains tissus tel que les bactéricides et les virucides
(Runge et al., 1993). De plus ses conditions d’utilisation sont minimes. Tout cela facilite le

travail des pathologistes.
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Le choix de nouveaux fixateurs pour remplacer le formol est tres difficile pour les

pathologistes a I’heure actuelle car d’une part, ils sont trés couteux et d’autre part, ils ne sont

pas validés pour plusieurs raisons :

IIs ont une toxicité différente et inconnu par rapport au formol donc ils peuvent avoir
des effets néfastes sur les soins des patients.

L’utilisation non controlée de ces fixateurs conduit a des faux résultats donc elle
entraine des conséquences médico-légales pour le pathologiste.

IIs sont trop chers et ne sont pas disponibles au niveau de tous les laboratoires.
L’utilisation récente des nouveaux fixateurs ne permet pas de répondre avec certitude a
plusieurs questions comme : ’antigénicité est-il stable plusieurs années apres la
fixation ? Permet-il  de faire  d’autres examens : histochimiques,
immunohistochimiques...aprés des années d’archivage ?

Le remplacement du formol dans les laboratoires doit modifier le référentiel

international et cela pourrais exclure les investigateurs (Hofman, 2009).

1.2. ANATOMIE ET STRUCTURE DE CERTAINS ORGANES DES MAMMIFERES

1.2.1. Anatomie du poumon

Les poumons (figure 2) sont situés dans la cavité thoracique de chaque c6té du ceeur et

d'autres structures médiatisnales (Kradin, 2017). Ils font parties de 1’appareil respiratoire. Ce

dernier est constitué de deux voies de conduction : La voie extra pulmonaire, constituée de

fosses nasales, pharynx larynx, trachée ainsi que les branches et la voie intra pulmonaire de

petit diametre composée de bronches, bronchioles et de bronchioles terminales. Ainsi qu’une

zone respiratoire exclusivement intra pulmonaire (Gartner, 1997).
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Brachioocephalic trunk

Right
cranial lobe

Right caudal lobe Accessory loba Raflactad diaphragm
and lver

Figure 2 : Anatomie du poumon chez la souris (Meyerholz et al., 2018).

Les poumons droit et gauche ont une anatomie similaire, bien qu’ils soient
asymeétriques. Chez I'homme, le poumon droit se compose de trois lobes : un lobe supérieur, un
moyen et un inférieur. Cependant, le poumon gauche ne comprend que deux lobes : le lobe
supérieur et le lobe inférieur. Chaque lobe est par la suite divisé en segments qui sont associés
a des bronches spécifiques (Mack et al., 2020). Chez la souris (figure 2 ; tableau 1), le poumon
droit se compose de quatre lobes : cranien, moyen, caudal et accessoire. Le poumon gauche n’a

qu’un seul lobe (Meyerholz et al., 2018).
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Tableau | : comparaison entre les systemes respiratoire humain et rongeur.
(Meyerholz et al., 2018 ; modifié).

Fonctionnalité Rongeurs Homme
Anatomie
Lobe pulmonaire Quatre a droite, un a gauche Trois a droite, deux a gauche.
Voie respiratoire Trachée et bronche primaire (extra Trachée a travers les petites
cartilagineuse pulmonaire uniquement) bronches intra segmentaires dans le
poumon.
Histologie
Bronchiole respiratoire Absent a rare chez la souris s’il est Présente.

présent, il est plus petit que celui des
humains

Chez le rat, absent au début de la vie,
mais détectable environ 3 semaines
apres la naissance, aussi plus petit que
celui des humains.

Ramification des voies Monopodiale. Dichotomie.

respiratoires

Cellules épithéliales des voies

respiratoires (nombre relatifs)
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Trachée.

Bronche primaire

Bronchiole terminale

Alvéoles

Non cilié >cilié >basal I’épithélium est
plus mince chez les souris que les

rats ; a la fois plus mince que chez
I’humain.

Non cilié > cilié > basal

Non cilié > cilié.

Chez le rat, cellule de type Il >
cellules de type I sont tres minces,
mais ont un volume cellulaire
beaucoup plus important que les
cellules de type Il. les nombres relatifs
de cellules ne sont pas bien définis chez la

souris.

Cilié > basale > non cilié et
muqueux. L’épithélium diminue de
la trachée proximale en bronches.
Cilié > non cilié > muqueux>basal.

Cilié > non cilié.

Cellules de type Il > cellules de
type I. les cellules sont mince mais
elles ont un volume plus important

que celle de type Il.

La circulation fonctionnelle de chaque poumon (figure 3) est assurée par une grosse

artéere pulmonaire principale et par deux veines pulmonaires.

Le poumon est drainé par les plexus lymphatiques superficiels et profonds.

L’innervation du poumon dérive de deux sources principales : le nerf phrénique provenant des

racines nerveuses cervicales C3, 4 et 5 (Chaudhry et Bordoni., 2021).

veine pulmonaire

artére pulmonaire

veine pulmonaire

Figure 3 : Vascularisation sanguine et lymphatique du poumon chez I’Homme (Leslie,

2018 ; modifiée).
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1.2.2. Structure du parenchyme pulmonaire

La zone respiratoire (figure 4a) correspond au parenchyme pulmonaire et comprend les
bronchioles respiratoires, les canaux alvéolaires, les sacs alvéolaires et les alvéoles (Meyerholz
et al., 2018). Elle débute par des bronchioles respiratoires qui possédent dans leur paroi des
invaginations sous forme de poche nommeées alvéoles dont les parois minces permettent les
échanges gazeux (Gartner et al., 1997).

A partir des bronchioles respiratoires, des canaux alvéolaires émergent. Ces derniers
sont tapisses par un épithélium pavimenteux simple et se terminent au niveau des sacs
alvéolaires constitués chacun d’alvéoles (Gartner et al., 1997). Ces structures constituent le
parenchyme pulmonaire (Mack et al., 2020).

L’épithélium des sacs alvéolaires ainsi que celui des alvéoles (figure 4b) est constitué
de deux types cellulaires : les pneumocytes de type | qui sont des cellules trés aplatis qu’on
trouve abondantes dans le sac alvéolaires et les alvéoles ainsi que les pneumocytes de type II,
responsable de la sécrétion du surfactant. Les alvéoles sont séparés les uns des autres par des
parois dites cloisons interalvéolaires. Des macrophages, cellules musculaires lisses et

fibroblastes sont présents dans ces cloisons (Gartner et al., 1997).

Figure 4 : Zone respiratoire de I'appareil respiratoire chez ’Homme ()
(Gartner et al., 1997).
Structure des alvéoles chez le rat, la souris et ’Homme (b) (Meyerholz, 2018).
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1.2.3. Anatomie du rein

Les reins sont des structures en forme d’haricot brun rougeatre situées rétro péritonéale
le long de la paroi abdominale postérieure. lls s'étendent de la 12e thoracique a la 3e vertebre
lombaire. Le rein droit occupe une position Iégerement inférieure en raison de sa relation avec
le foie. Sur le pble supérieur de chacun se trouve une glande surrénale. Le bord médial du rein
(figure 5) est concave et contient une fissure verticale profonde, appelée hile, a travers laquelle
entrent et sortent les vaisseaux et les nerfs rénaux et le bassin rénal (Gartner et al., 1997 ;
McBride et al., 2016).

Capsule

Figure 5 : Morphologie externe du rein chez ’Homme (Hallgrimsson et al., 2003 ;
modifiée).

Chaque rein est vascularisé par I’artére rénal (figure 6a) qui traverse le hile et se
subdivise en plusieurs branches qui elles-mémes se divisent en deux ou plusieurs artéres inter
lobulaires. Ces dernieres, progressent dans les colonnes de Bertin entre deux pyramides de
Malpighi et pénetrent dans le labyrinthe pour atteindre la capsule rénale et donnent naissances
a de plus petits vaisseaux, les artérioles afférentes glomérulaires (figure 6b) qui pénetrent dans
la capsule de Bowman et se résolvent en peloton capillaire glomérulaires (Gartner et al., 1997).
Ces capillaires fusionnent pour former une artériole efférente glomérulaire, qui donne naissance
a des réseaux capillaires, péritubulaires et vasa recta, entourant les néphrons. Généralement, le

flux veineux dans le rein suit un cours inverse au flux artériel (Ross et Pawlina., 2015).
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Figure 6 : (a et b) : Vascularisation rénale chez ’Homme (Ross et Pawlina., 2015 ;
McBride et al., 2016).

Les reins contiennent deux grands réseaux de vaisseaux lymphatiques. L’un des deux
est situé dans les régions externes du cortex et se draine dans les plus gros vaisseaux
lymphatiques de la capsule. L'autre s’enfonce plus profondément dans la substance du rein et
se draine dans les gros vaisseaux lymphatiques du sinus rénal (Ross et Pawlina, 2015).

L’innervation du rein dérive du systeme nerveux sympathique provenant des niveaux
T12 a L1 de la moelle épiniere. Ces fibres forment un plexus rénal le long de la surface des

arteres rénales et recoivent divers contribution (McBride et al., 2016).

1.2.4. Structure du parenchyme rénal

Chaque rein est entouré d'une capsule de tissu conjonctif faiblement attaché a sa
surface. La capsule comprend deux couches distinctes : une couche externe de fibroblastes et
de fibres de collagene, et une couche interne de myofibroblastes (Ross et Pawlina, 2015).

Le rein est formé de deux parties distinctes (figure 7) : le cortex externe et la médulla
interne, qui est diviseé en 8 & 12 pyramides rénales. Un segment cortical s’étend dans la médulla
entre deux pyramides de Malpighi pour former les colonnes de Bertin. Le cortex est constitué
de corpuscules rénaux et de divers segments du systéme tubulaire, notamment les tubes
contournés et droits du néphron, les tubes collecteurs et les canaux collecteurs. L'agrégation de
tubules droits et de canaux collecteurs dans le cortex forme des rayons médullaires dit
pyramides de Ferrein. Ces pyramides associées au tissu cortical qui les entourent forment le
lobule rénal (Ross et Pawlina., 2015 ; McBride et al., 2016).

10
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Artére rénale
Veine rénale
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Figure 7 : Structure du rein chez ’Homme (Ross et Pawlina., 2015 ; modifiée).

La médulla est constituée de zones triangulaires appelé pyramide de Malpighi dont le
sommet est perforé de plusieurs canaux papillaires dits tubes de Bellini (Ross et Pawlina.,
2015). L'association de ces pyramides et de leur tissu cortical environnant constitue un lobe
rénal (McBride et al., 2016).

Le néphron (figure 8) est I'unité structurelle et fonctionnelle fondamentale du rein (Ross
et Pawlina., 2015). Chez I'homme, il en existe environ deux millions dans la partie corticale et
forme I'urine (Gartner et al., 1997 ; McBride et al., 2016). Il est constitué de glomérule
(corpuscule de Malpighi), de tube contourné proximal, de I’anse de Henlé, du tube contourné

distal, du tube collecteur et de I’appareil juxtaglomérulaire (Gartner et al., 1997 ; Ross et
Pawlina., 2015).

11
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burdure en brosse

tube collecteur

anse de Henlé
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Figure 8 : Structure du néphron chez ’Homme (Hallgrimsson et al., 2003 ; modifiée).

Le corpuscule de Malpighi (figure 9) est délimité par la capsule de Bowman, qui est
formée d’un feuillet pariétal histologiquement fait d’un épithélium pavimenteux simple et d’un
feuillet viscéral fait de grosses cellules dites podocytes. Ces cellules émettent des
prolongements cytoplasmiques enveloppant des capillaires fenétrés constituant le peloton
glomérulaire et développent de nombreux processus secondaires appelés pédicelles ou
processus du pied (Gartner et al., 1997 ; McBride et al., 2016). L’appareil juxtaglomérulaire
est une structure microscopique endocrine se trouvant juste a 1’extérieur de la capsule de
Bowman, il est constitué de la macula dansa, des cellules mesangiales juxtaglomérulaires et des
cellules sécrétrices de la rénine, il régule la fonction de chaque néphron (Ross et Pawlina.,
2015).

12
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Figure 9 : Structure du corpuscule de Malpighi chez ’Homme (Ross et Pawlina, 2015).

Le tube contourné proximal est composé d’un €épithélium cubique simple qui est en
continuité avec 1’épithélium du feuillet pariétal. La membrane plasmique de ces cellules forme
au pole basal des striations riches en mitochondries. Au pble apical, elle présente des
microvillosités hautes et nombreuses en forme de bordure en brosse.

L’anse de Henlé est subdivisée en deux parties, la premicre dite branche descendante
gréle, avec une structure semblable a celle du tube contourné proximal. Le deuxiéme partie de
I’anse dite branche ascendante gréle est la continuité de la branche descendante en remontant
vers le cortex. Sa constitution est semblable a celle du tube contourné distal avec des cellules
étroites et hautes, des noyaux rapproché les uns aux autres et forme la macula densa du tube
distal (Gartner et al., 1997).

Le tube contourné distal est formé d’un épithélium cubique simple. Ses cellules
contiennent de courtes microvillosités a la face apicale (McBride et al., 2016).

Les tubes collecteurs rassemblent plusieurs tubes distaux. Ils sont formés d’un
épithélium cubique simple dont les membranes de ses cellules sont claires a voir sous
microscope, un ensemble de tubes collecteurs décents vers la pyramide de Malpighi pour se
réunir et former les tubes de Bellini. Ces derniers s'ouvrent dans une région perforée de la
papille connue sous le nom de zone cribrosa. Chaque papille se projette dans le calice mineur,
une branche du calice majeur qui a son tour est une division du bassinet rénal (McBride et al.,
2016).

13
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1.2.5. Anatomie du foie

Le foie est le viscere le plus grand de ’organisme (Ellis, 2011). Il fait partie du
systeme digestif (Gartner et al., 1997) avec une forme semblable au prisme, dont sa base est a
droite son sommet s’étale vers la gauche. Son poids corporel est environ 1,5 kg chez 1’adulte
humain (Sparks, 2017). Le foie est enveloppé par une capsule conjonctive appelée la capsule
de Glisson qui projette des travées en le devisant en quatre lobes inégaux (figure 10) : le lobe
hépatique droit, le lobe gauche, le lobe carré et le lobe caudé (Kruepunga et al.,
2018). Chaque lobe est devisé en lobules. La vésicule biliaire se situe a la limité du lobe droit

et le lobe carrée (Gartner et al., 1997).

Inferior vena cava

a Nttt
ortery 3

Gigiro-
duodenal
arery

|
Splenicnntery

Figure 10 : Anatomie du foie chez ’Homme (Ellis, 2011).

Cet organe est trés vasculaire (figure 11), il recoit le sang de deux vaisseaux majeurs :
’artére hépatique provenant du cceur et la veine porte provenant de 1’estomac et les intestins,
en pénétrant dedans par le hile hépatique. Ces vaisseaux se divisent en plusieurs ramifications
jusqu'a former un trés dense réseau extrémement fin dit capillaires sinusoides pour alimenter
les différentes parties des lobes (Gartner et al., 1997 ; Mitra et Metcalf, 2012 ;Mahadevan,
2014).

14
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Figure 11 : Vascularisation du foie (Abdel-Misih et Bloomston, 2010).
L'innervation du foie se fait par le plexus hépatique, qui est la plus grande branche du
plexus cceliaque. Le plexus hépatique contient des sympathiques afférents et efférents (T7

eT9) et fibres parasympathiques a travers les nerfs vagues (Mitra et Metcalf., 2012).

1.2.6. Structure du foie

Le lobule hépatique (figures 12 et 13) constitue 1’unité structurale fonctionnelle du
foie. Il est de forme hexagonal et constitué par les espaces portes qui contiennent I’artére
hépatique, la veine porte et le canal biliaire a la périphérie. Le lobule hépatique est centré par
la veine centrolobulaire qui pénétre a I’intérieur du foie sous forme d’un réseau appelé
capillaires sinusoides séparant les travées hépatiques formés des hépatocytes (Gartner et al.,
1997 ; Mitra et Metcalf., 2012 ; Mahadevan, 2014).

15
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Figure 12 : Structure du parenchyme hépatique (Gartner et al., 1997 ; modifiée).
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Figure 13 : Répartition cellulaire dans le foie (Frevert et al., 2005).
Les hépatocytes constituent environ deux tiers des populations cellulaires totales du
parenchyme hépatique. Elles sont des cellules métaboliques présentant un cytoplasme

éosinophile, granuleux et riche en organites. Leurs noyaux sont volumineux, centraux et
arrondis (Gartner et al., 1997).
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Les cellules endothéliales tapissent les capillaires sinusoides, les veines et les arteres.
Elles sont de forme cytoplasmique extrémement aplati, dépourvues d’une lame basale et
fenétrées avec un noyau aussi aplati (Wise et al., 1985).

Les cellules de kupffer, de grosses cellules de la paroi sinusoidale dans la zone
périportale, riches en prolongements cytoplasmiques. Leurs noyaux sous forme d’haricot, leur
cytoplasme contient un nombre important de vacuoles. Ces cellules sont dispersées entres les
cellules endothéliales des capillaires sinusoides (Racanelli et al., 1987).

Les cellules biliaires ou cholangiocytes sont des cellules épithéliales constituant les
parois des canaux biliaires. Elles sont de forme cubique avec un noyau arrondi et central
(Esteller 2008 ; Glaser et al., 2009).

Les cellules étoilées ou cellules de Ito se localisent dans 1’espace de Disse entre les
hépatocytes et les cellules endothéliales. Elles sont de forme étoilée, leur cytoplasme riche en

lipides dans le but de réguler le flux sanguin sinusoidal (Hendriks et al., 1987).
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Chapitre 11 Materiel et Méthodes

Il. MATERIEL ET METHODES

Notre travail vise a comparer la qualité de fixation de deux concentrations du formol
commercialisé afin de chercher la bonne concentration en rapport avec le type tissulaire
destiné & 1’étude histologique. L’animal choisit pour cette étude est les souris albinos de la
souche Naval Medical Research Institute (NMRI).

L’expérimentation animale est réalisée au niveau de la station expérimentale de la Faculté
des Sciences de la Nature et de la Vie a 1’université de Blida 1 et au laboratoire de Cytologie a
I’hopital universitaire N’FFISSA HAMOUD a Hussein Day a Alger pendant deux mois

d’avril a juin.

Il. 1. MATERIEL

11.1.1. Matériel biologique

Notre étude est menée sur 20 souris albinos adultes de sexe confondu, 10 méles et 10
femelles, de souche NMRI. Ces souris, agées de deux mois, leur poids corporel moyen est de

36,6 g pour les males et de 29,4 g pour les femelles.

11.1.2. Matériel non biologigue

Une gamme de matériel non biologique est utilisée afin de réaliser notre travail

expérimental. Ceci est détaillé dans I’annexe 1.

I1.2. METHODES

Les manipulations effectuees sur les souris sont réalisées dans le respect de leur bien-
étre, excluant tous type de stress susceptible d’interférer avec les résultats. Ces manipulations
expérimentales sont menées conformément a la législation algérienne de la protection des
animaux d’expérimentation utilisées a des fins scientifiques [loi n°12-235/2012 ; Décret
exécutif n° 10- 90].
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11.2.1. Sacrifice et Prélevement des échantillons

Les sacrifices des souris sont réalises par décapitation rapide sans anesthesie la
matinée pour éviter les variations hormonales au cours de la journée. Les organes vitaux y
compris les poumons, le foie et les reins sont rapidement prélevés, rincés a I’eau

physiologique et plongés dans le milieu fixateur pour les utilisés en étude histologique.

11.2.2. Etude histologigue

Une étude histologique est effectuée afin d’obtenir des lames tissulaires prétes a étre
colorées et observées au microscope optique. Cette étude passe par plusieurs étapes qui ont

été déja décrites par Martoja et Martoja (1967).

11.2.2.1. Fixation et rincage

La fixation a pour but la conservation des tissus dans un état aussi proche que possible de
leur état vivant tout en maintenant leurs structures morphologiques et intégrité chimique. Elle

permet aussi le durcissement de 1’organe.

Apreés le prélevement, les fragments d’organes sont fixées dans du Formol commercialisé
a 36° a des concentrations différentes & savoir 5% et 10% (annexe 1) pendant 48h. La
premiere concentration est choisie au hasard alors que la deuxiéme est utilisée usuellement

par les laboratoires d’histologie.

Apres fixation, les fragments sont rincés a 1’eau courante pendant 24 heures et mis dans

des cassettes afin de faciliter le passage des liquides lors de la manipulation.

11.2.2.2. Déshydratation et éclaircissement

Ces deux étapes sont réalisées a 1’aide d’un automate de circulation au laboratoire de
cytologie.

Les fragments doivent étre déshydratés afin d’éliminer 1’eau intracellulaire pour
permettre par la suite I’imprégnation a la paraffine. La déshydratation est faite par passage
dans trois bains d’éthanol de concentrations croissantes :

- Un bain d’alcool 70° pendant 1 heure.
- Un bain d’alcool 95° pendant 1 heure.
- Un bain d’alcool 100° pendant 1 heure.
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L’éclaircissement est ensuite effectué dans un bain de xylene pendant 1 heure. Cette

étape permet d’éliminer 1’alcool a partir des tissus.

11.2.2.3. Inclusion et mise en bloc

Afin de faciliter la réalisation des coupes ainsi que la conservation des tissus a long
terme, les fragments sont imprégnés dans deux bains successifs de paraffine pure, durant une

heure chacun, placés dans une étuve réglée a 58°C.

Les fragments sont délicatement retirés des cassettes a I’aide d’une pince puis déposés
au fond des moules métalliques recouverts d’une petite quantité de paraffine fondue a une
température allant de 55 a 65°C. Les cassettes sont ensuite déposées sur les fragments en
remplissant les moules en paraffine. Ces cassettes présentent le type d’organe, le type et la
durée de fixation. Par la suite, les moules sont démoulés apreés refroidissement sur une plaque

métallique.

11.2.2.4. Confection des coupes

Les blocs obtenus sont coupés a I’aide d’un microtome de type « Leica » avec une
épaisseur de 3um. A chaque avancée du couteau sur le bloc de paraffine contenant le
prélévement, une coupe est réalisée. L’ensemble de ces coupes forment un ruban qui par la

suite est récupéré sur un pinceau.

11.2.2.5. Collage des rubans et séchage

Les rubans sont étalés dans un bain marie (37°C), afin d’éviter la formation des plis.
Puis, ils sont récupéreés et collés sur des lames propres plongées perpendiculairement, sur les
quelles sont gravées le type d’organe ainsi que le type et la durée de fixation. Les lames sont
séchées dans une étuve réglée a 45°C pendant 24 heures pour faire fondre la paraffine et

éliminer les résidus d’eau.

11.2.2.6. Déparaffinage et réhydratation

Le déparaffinage sert a retirer la paraffine du tissu et la remplacer par 1’eau pour
permettre la pénétration des colorants. Les lames sont ainsi plongées dans trois bains de

xylene de 10 minutes chacun.
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La réhydratation permet de retirer le xyléne du tissu et de le remplacer par 1’eau. Ainsi

les lames sont mises dans 3 bains d’éthanol a degrés décroissants comme suit :

- Alcool 100 ° pendant 5 minutes.
- Alcool 90° pendant5 minutes.

- Alcool 70° pendant5 minutes.
11.2.2.7. Coloration

Le but de la coloration est d’accentuer les contrastes afin de visualiser les différents
composants tissulaires et cellulaires. Dans notre étude, nous avons choisi 1’hématoxyline-
éosine qui est une coloration topographique adoptée quotidiennement au service de cytologie.
Cette coloration permet de visualiser la morphologie des cellules en colorant le noyau en bleu
et le cytoplasme en rose violacé afin de déterminer leur répartition, architecture et structure.

Les ¢étapes de la coloration sont présentées dans 1’annexe 1.

11.2.2.8. Montage et observation

Aprés la coloration, les lames sont plongées dans un bain de xyléne pour
I’éclaircissement. Une lamelle est fixée sur chaque lame par I’Eukitt. A la fin, les lames sont

nettoyées au xylene puis séchées sous la hotte et rangees dans une boite porte lames.

L’observation au microscope photonique (OPTIKA) est réalisée aux différents
grossissements (x100, x400 et x1000). La prise des photos est effectuée a 1’aide d’un appareil

photos numérique.
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Chapitre 111 Résultats et discussion

1. RESULTATS ET DISCUSSION

Ce chapitre comporte I’ensemble des résultats issus d’une étude histologique sur trois
organes vitaux a savoir le poumon, le foie et le rein dans le but de trouver la concentration
idéale du Formol commercialisé qui maintient la structure de base d’un tissu et convient a
chaque type tissulaire. Ces résultats seront présenter sous forme de photomicrographies puis

comparer et discuter selon la littérature.

I11.1.Structure du parenchyme pulmonaire

L’observation microscopique des coupes histologiques du parenchyme pulmonaire des
souris blanches de sexe confondue a permis d’observer une structure classique avec un aspect
général normal. Cet aspect est similaire avec les deux concentrations du formol utilisé lors de

la fixation a savoir les 5% et 10%.

La structure de base du parenchyme pulmonaire est identifiée par la présence des
bronchioles terminales qui sont les plus petites voies aériennes de conduction, a différents
diametres et formes, dotées d’un épithélium simple (figures 14a, b, ¢ et d). Ces derniers se
ramifient en bronchioles respiratoires dont la paroi est plus fine et se termine dans des canaux
alvéolaires qui possedent des sacs alvéolaires dont chacun d’entre eux contient généralement
trois a quatre alvéoles (figures 14b et c). Ces alvéoles ont un aspect vide et séparés les uns des
autres par une fine cloison interalvéolaire (figures 16a, ¢ et d). La lumiére des bronchioles
terminales est tapissée d’un épithélium prismatique simple contenant les cellules de Clara
dont leur contour est plus au moins net. Le cytoplasme est plus ou moins important et
granuleux (figure 16b). Les noyaux ont un aspect plus au moins aplatit (figure 16b).

Les sacs alvéolaires ne possédent pas une propre paroi (figure 15a). De petites bronchioles
sont également visibles mais nous ne pouvons pas préciser leur types avec certitude a cause
du faible grossissement (figures 14a et c). Plusieurs vaisseaux sanguins appelés branches de la

circulation pulmonaire sont reconnus par la présence des hématies (figures 14c, d et 16d).

Le chorion est fin et entoure par du muscle lisse (figure 15b). Les sacs alvéolaires sont

tapissés d’un épithélium composé de cellules dites pneumocytes (figures 15a, c et d).

22



Chapitre 111 Résultats et discussion

)
X S !
S %{ th
VTR \_\y’ ™~
Figure 14 : Structure du parenchyme pulmonaire chez la souris blanches de souche
NMRI (aetc: males; b etd : femelles). Fixateur : formol 5% (a et b) ; 10 % (c et d).
Coloration : Hématoxyline Eosine ; Grossissement : X100 ; Micrographie originale.

Bt : bronchiole terminale ; Br : bronchiole respiratoire ; Vs : vaisseaux sanguins ; L : lumiere ;
Sa : sac alvéolaire ; Cal : canal alvéolaire.
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Figure 15 : Structure du parenchyme pulmonaire chez la souris blanche de souche
NMRI (a et c males ; b et d femelles). Fixateur : formol 5% (a et b) ; 10 % (c et d).
Coloration : Hématoxyline Eosine ; Grossissement : X400 ; Micrographie originale.

Bt : bronchiole terminale; Sa: sac alvéolaire; Cal: canal alvéolaire; A: alvéoles; H:
hématies; L: lumiére; Cc: cellules de Clara; Pn: pneumocytes ; Cl: cloison

interalvéolaire ; Ml : muscle lisse ; Ch : chorion.
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Figure 16 : Structure du parenchyme pulmonaire chez la souris blanche de souche
NMRI (a et c males ; b et d femelles). Fixateur : formol 5% (a et b) ; 10 % (c et d).
Coloration : Hématoxyline Eosine ; Grossissement : X1000 ; Micrographie originale.
Bt : bronchiole terminale ; Cal : canal alvéolaire ; A : alvéoles ; Vs : vaisseaux sanguins ; H :
hématies ; Cl : cloisons interalvéolaires ; P1 : pneumocytes de type | ; P2 : pneumocytes de
type Il ; Cc : cellules de Clara ; N : noyau ; C : cytoplasme ; Ch : chorion.
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I11.2. Structure du parenchyme renal

La structure générale du parenchyme rénal est apparue similaire lors de 1’observation

des photomicrographies en utilisant les deux concentrations avec les deux sexes.

Le parenchyme rénal révéle une organisation structurale normale avec une fine ligne
externe claire dite capsule rénale (figures 17a, b et d). Une partie sombre plein de petites
vésicules est situee juste sous la capsule est le cortex (figure 17d). Ces veésicules plus au
moins arrondies, bien apparus sont appelées glomérule (corpuscule de Malpighi) (figures 17a,
b et d; 18d et 19b). Ces formations sont limitées en périphérie par une capsule la capsule de
Bowman. Cette capsule est formée d’un feuillet pariétal par un
épithélium pavimenteux simple qui s’est réfléchi pour donner un feuillet viscéral. Ce dernier
est marqué par la présence d’un nombre trés important de grosses cellules qui recouvrent les
parois des capillaires : les Podocytes. Entre ces deux feuillets se situe une cavité donnant un
aspect net : la chambre glomérulaire qui se termine vers le pole urinaire. Au centre se situe
une touffe de petits capillaires sanguins dans lesquels circulent les globules rouges. Ces

capillaires sont reliés par des cellules mesangiales (figure 19b).

La partie claire est la médullaire rénale (figure 17d). Elle constitue un ensemble
compacte de petites formations arrondies d’aspect tubulaire dit tubes rénaux (tubes
proximaux, distaux et anse de Henlé) en coupe axial et longitudinale (figures 17c ; 18a, b, ¢ et
d; 19a, b, c et d). Les tubes contournés proximaux sont de forme d’épingle a chevaux ou
d’anneaux selon la coupe histologique. Ils sont constitués d’un épithélium simple dont les
cellules sont aisément reconnaissables au microscope optique du fait de la bordure en brosse
de leur partie apicale et un cytoplasme moins apparent avec des noyaux basaux (figures 18a,
b, cetd; 19a et d). Les tubes contournés distaux sont présentés par leur lumiére qui est plus
grande que celle des tubes proximaux. Ils présentent un cytoplasme d’un aspect granuleux
avec des noyaux apicaux (figures 18b, c et d ; 19b et d). Nous avons aussi pu voir 1’anse de
Henlé qui est de forme arrondis un petit nombre de noyau et sa petite lumiére (figure 18c).
Les tubes collecteurs sont distingués par leur grande lumiere. Ses cellules sont plus au moins

net avec des noyaux plus au moins arrondis et centraux (figure 19c).

Des structures arrondis et tubulaires fines entourant les tubes rénaux, sont les vaisseaux

sanguins ou circulent les hématies (figures 17a, b, cetd; 18a, b, cetd ; 19a et d).
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Figure 17 : Structure du parenchyme rénale chez la souris blanche de souche NMRI (a
et c males ; b et d femelles). Fixateur : formol 5% (a et b) ; 10 % (c et d).

Coloration : Hématoxyline Eosine ; Grossissement : x100 ; Micrographie originale.

Ca: capsule rénale ; Cx : cortex ; M : médulla ; G : glomérule rénal ; Vs : vaisseau sanguin ;
Tr : tube rénal.
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Figure 18 : Structure du parenchyme rénale chez la souris blanche de souche NMRI (a
et c méles ; b et d femelles) Fixateur : formol 5% (a et b) ; 10 % (c et d).

Coloration : Hématoxyline Eosine ; Grossissement : x100 ; Micrographie originale.

G : glomérule; Cg: chambre glomérulaire; Tcp: tube contourné proximal ; Tcd: tube
contourné distal ; Tc: tube collecteur ; Ahl: anse de Henlé; Vs: vaisseau sanguin; H:
hématies.
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Figure 19 : Structure du parenchyme rénale chez la souris blanche de souche NMRI (a
et c méles ; b et d femelles). Fixateur : formol 5% (a et b) ; 10 % (c et d).

Coloration : Hématoxyline Eosine ; Grossissement : x1000 ; Micrographie originale.

N : noyau ; C: cytoplasme ; Mi : microvillosité ; Tcp : tube contourné proximal ; Tcd : tube
contourné distal ; Ne : cellule endothéliale ; H : hématies ; Vs : vaisseau sanguin ; Pv : pole
vasculaire ; Pu : pole urinaire ; G : glomérule ; Fp : feuillet pariétal ; Fv : feuillet viscéral ; P :
podocytes ; Cm : cellules mesangiale ; L : lumiére ; Tc: tube collecteur ; Cab : capsule de
Bowman.
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111.3. Structure du parenchyme hépatique

En général, I’observation microscopiques des coupes au niveau du foie des souris
males et femelles a montré des lobes caractérisés par la présence de plusieurs veines
centolobulaires (figures 20a, b, c et d; 21a, b et d) entourées des cellules endothéliales et
possedent des lumiéres importantes (figures 21a ; b et d) ou circulent les hématies (figures 21a

et b) et les leucocytes (figure 21a).

Les lobes sont délimités en périphérie par des espaces portes contenant une veine
porte, un canal biliaire (figure 22a) et I’artére hépatique (figures 20a et ¢ ; 21c). La veine porte
constituée d’une paroi trés fine bordée d’une couche de cellules endothéliales et d’une lumiére
ou les hématies et les leucocytes circulent. A proximité de cette veine se trouve les canalicules
biliaires d’ou chaque canal est constitué¢ d’une seule assise de cellules d’aspect allongé. Leur

lumiere est plus petite que celle de la veine (figure 22a).

Nous observons aussi dans le parenchyme des travées hépatocytaires plus ou moins
nettes disposées sous forme d’un réseau d’hépatocytes séparé par des capillaires sinusoides
(figures 20a, b et d ; 21b et d ; 22a et b). Les hépatocytes ont une taille de noyaux variable
(figures 22a, b, c et d), avec une forte présence de cellules binucléés (la figure 22b en
particulier). Les noyaux sont majoritairement moyens, arrondis avec une chromatine
généralement dispersée (figure 22a et b) témoignant 1’aspect actif du noyau. Le contour des
cellules est plus au moins net (figure 22a) avec un cytoplasme d’aspect condensé (figure 22b)
et granuleux (figure 22a) ce qui est différent de la (figure 22c) ou le cytoplasme est peu
apparent et les cellules sont mal déelimitées (figures 22c et d). Les capillaires sinusoides sont
bordées de cellules endothéliales (figure 22c) et présentent des hématies (figures 22b et c).
Les cellules de kupffer sont observées dans certains capillaires (figure 22b).

Il faut signaler que la comparaison entre les résultats obtenus des deux concentrations
du formol a montré que la fixation a 5% conserve mieux la structure des cellules hépatiques :
le cytoplasme est bien délimité et les noyaux, la chromatine et les nucléoles sont bien visibles.

Cette fixation nous a permis méme de voir les cellules endothéliales des capillaires.

30



Chapitre 111 Résultats et discussion

Figure 20 : Structure du parenchyme hépatique chez la souris blanche de souche NRI
(aetcmales; b et d femelles). Fixateur : formol 5% (aetb) ; 10 % (c et d).

Coloration : Hématoxyline Eosine. Grossissement : x 100. Micrographie originale.

V¢ : veine centrolobulaire ; Ep : espace porte ; Vp : veine porte ; Ah : artére hépatique ; Cb :

canal biliaire ; Cs: capillaire sinusoide ; T : travée hépatocytaire.
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Figure 21 : Structure du parenchyme hépatique chez la souris blanches de souche NMRI
(aetcmales ; b et d femelles). Fixateur : formol 5% (a et b) ; 10 % (c et d).

Coloration : Hématoxyline Eosine. Grossissement : x 400. Micrographie originale.

Vc : veine Centro lobulaire ; Ep : espace porte ; Vp : veine porte ; Ah : artére hépatique ; Cb :
canal biliaire ; Cs: capillaire sinusoide ; Lh: lames hépatocytaires; Ht: hépatocyte; N:
noyau ; C : cytoplasme ; H : hématie ; Ne : cellule endothéliale ; Leu : leucocytes.
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Figure 22 : Structure du parenchyme hépatique chez la souris blanche (a, b et d males ;
c : femelles) de souche NMRI fixées avec du formol (aetb : 5% ; cetd: 10 %).
Coloration : Hématoxyline Eosine. Grossissement : x1000. Micrographie originale.

Vp : veine porte ; H : hématie ; Leu : leucocytes ; N : noyau ; C : cytoplasme ; n: nucléole ;
Cs : capillaire sinusoide ; K: cellules de kupffer; Cb: canalicule biliaire ; Ne: cellules

endothéliales ; Ht : hépatocye ; T : travée hépatocytaire.
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CONCLUSION ET PERSPECTIVES

Notre travail vise a comparer la qualité de fixation de deux concentrations du formol
commercialisé afin de chercher la bonne concentration en rapport avec le type tissulaire

destiné a 1’étude histologique.
Les résultats obtenus nous ont permis de tirer les conclusions suivantes :

v La possibilité d’utiliser différentes concentrations du formol commercialisé pour
fixer les organes.

v" Les deux concentrations choisies du formol donnent les mémes résultats avec les
reins et les poumons.

v Le parenchyme hépatique est bien fixer avec le formol a 5%.

En perspectives, il serait intéressant d’¢largir 1’étude en :

Recherche de I’effet du formol a 5% sur les autres organes.
Recherche la concentration idéale pour fixer chaque tissu.
Recherche d’autres fixateurs a part le formol.

Chercher I’influence du temps de la fixation.

AN N NN

Chercher d’autres solutions qui remplacent I’eau.
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Annexe 1

Matériel et réactifs

. Réactifs et solutions

Hématoxyline.

Eosine 0,5%.

Fixateur formaldéhyde a 36°.

Ethanol 70% 95% et 100%.

Paraffine.

Eau distillé et eau du robinet.

Xyléne.

Eukitt (résine synthétique de montage).
Eau physiologique.

Huile d’émersion.

. Appareillages

Microtome (Leica).

Plaque chauffante (Leica).

Plaque refroidissante (Leica).
Etuve (Panasonic).

Microscope photonique (OPTIKA).
Balance électrique.

Automate de circulation (Leica).

Hotte aspirante pour le montage (Chem FAST).

Bain marie.

. Autre matériel

Cassettes d’inclusion en plastiques.
Portes lames.

Bacs et paniers de colorations.
Lames porte objet et lamelles.
Graveur.

Cages.

Paire de ciseaux.

Pinces.

Moule en métal.

Pinceau.

Panier porte lames.

Trousse de dissection.

Boite de pétri en verre.
Eprouvette graduée.

Bécher.

Pissette d’eau désilée.

Matériel et méthodes
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Figure 24 : Eau physiologique. Figure 25 : Huile d'émersion.

fn
=
Figure 26 : Paraffine. Figure 27 : Ethanol. Figure 28 : Eukitt.

Figure 31 : Cassette d'inclusion
en plastigue.

Figure 32 : Porte lames. Figure 33 : Microtome (LEICA).
HIrE =S . ( ) Figure 34 : Plaque refroidissante.
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Figure 35 : Bain marie. Figure 36 : Etuve (PANASONIC).  Figure 37 : Hotte aspirante
(ChemFAST).

xe —

Figure 38 : Microscope

photonique (OPTIKA). Figure 39 : Boite de pétri en

Verre.

. ] 1 Figure 44 : Lames, porte objets et
Figure 42 : Moule v lamelles.

i . i i en métal.
Figure 41 : Trousse de dissection. Fiqure 43 ° Graveur.
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I1. Préparation du Formol

Deux différentes concentrations du Formol 36° commercialisé sont préparées afin

d’assurer la fixation des organes.

11.1. Préparation du Formol en solution 5 %

1v (Formol) /4v (eau d’eau distillée)

Premiérement on verse un volume de Formol 36° dans une éprouvette graduée. Puis

on lui rajoute quatre volumes d’eau distillé et on mélange délicatement.

11.2. Préparation de Formol en solution 10%

1v (Formol) /9v (eau d’eau distillée)

Premierement on verse un volume de Formol 36° dans une éprouvette graduée. Puis

on lui rajoute neuf volumes d’eau distillé et on mélange délicatement.

I11. Fiche technique de la Coloration

I11.1. Hématoxyline-éosine

- Réhydratation progressive dans de I’eau courante. 2 bains 3 minutes chacun.
- Coloration des lames dans I’hématoxyline pendant 30 secondes.

- Ringage dans de I’eau courante.

- Coloration des lames dans 1I’Eosine pendant quelques secondes.

- Ringage dans de I’eau courante.
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Tableau I1: Table pour la dilution de I’alcool (Table de Gay-Lussac) appelée aussi Table de

mouillage de l'alcool.

Concentration initiale

| 100 | 99 | 98 | 97 | 96 | 95 | 90 | 85 | 80 | 75 | 70 | 65 | 60 | 50
Concentration/95|6,5 |5,15 (3,83 2,53 |1,25
finale  'g9p13,25 11,83 [10,43 9,07 [7,73 6,41

85/20,54 19,05 17,58 16,15 [14,73 13,33 6,56 |
80|28,59 27,01 |25,47 [23,95 |22,45 20,95 |13,79 |6,83
75/37,58 |35 |34,28 [32,67 |31,08 |29,52 |21,89 14,48 7,2 |
70(47,75 45,08 (44,25 |42,54 |40,85 (39,18 31,05 |23,14 |15,35 7,64
65/59,37 |57,a9 |55,63 [53,81 |52 50,22 41,53 |33,03 |24,66 |16,37 |8,15
072,82 70,80 |68,8 (6585 64,92 63  [53,65 44,48 [3544 26,47 17,58 8,76
55/88,6 |86,42 |84,28 [82,16 (80,06 |77,99 67,87 57,0 |48,07 |38,32 |28,63 |19,02 9,47 |
50|107,44 105,08 102,75 |100,44|98,15 (95,89 |84,71 73,90 |63,04 52,43 41,73 [31,25 20,47 _
45|130,26 /127,67 125,11/122,57|120,06 117,57|105,34/93,30 |81,38 69,54 |57,78 |46,00 34,46 (11,41 |
40)158,56/155,68|152,84|150,02(147,22 144,46(130,8 |117,34/104,01 90,76 |77,58 |64,48 51,43 |25,55
35/194,63/191,39|188,19 185,01 |181,85 178,71 163,28 |148,01|132,88 117,82|102,84/87,93 73,08 |43,59
_30 242,38|238,67 (234,99 231,33|227,70224,08|206,22 |1188,57|171,05 153,61 136,04 (118,94 101,71 67,45 |
35/308,9 304,52|300,18 295,86|291,56 287,28 266,12 245,15|224,3 203,61|182,83)162,21 141,65|100,73
20|408,5 |403,13|397,79/392,47|387,17|381,9 |355,8 |329,84|304,01 278,26|252,58 226,08 201,43 (150,55
.15‘5?4,75_56?,43 560,53 553,55 545,59_539,56 505,27 471 435,85 402,81 (368,83 334,91_301,0? 233,64
10/907,09 896,73 886,4 876,1 |865,15/855,15/804,5 753,65702,89 652,21|601,6 |551,06/500,50|399,85

Les chiffres en noir indiquent la quantité d'eau en mL a ajouter a 100mL d'alcool de
concentration initiale x (en bleu) pour obtenir la concentration désirée.

Exemple : la table indique qu'il faut ajouter 105,34 ml d'eau a 100 mL d'alcool a 90°
pour obtenir de l'alcool a 45°. Attention : Le volume final est inférieur a la somme des
volumes mis en jeu ! C'est le phénoméne dit de « contraction de volume », variable en

fonction du titre de 1’alcool initial.



