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Résumeé

La morphogenese dans le vivant est controlée pansemble complexe de processus, parmi
lesquels la physique joue un rble essentiel. Daratre de cette these, nous nous sommes
intéressé aux processus mécaniques d’auto-orgamisgui guident la morphogenése
gastrovasculaire de la méduserelia aurita Le systeme gastrovasculaire de cette méduse est
constitué d'un réseau branché de canaux, dontlée eét de distribuer les nutriments et
'oxygéne dans son ombrelle, et dont I'organisatest relativement simple. Nous avons
observé la croissance de ce réseau de canaux di€ @t structure et les propriétés
meécaniques des tissus qui les entourent. Les cageandissent dans un mince feuillet
cellulaire plat, 'endoderme, et sont entourés geta matrice extracellulaire. Ces différents
tissus sont comprimés périodiguement par des aditng musculaires. Des expériences de
macro- et microrhéologie ont montré que la matepparait comme un gel viscoélastique
mou, dont la structure et les propriétés mécaniguetient au cours du développement de la
méduse. Cette évolution peut étre mise en rapper ks contraintes physiques particulieres
subies par la matrice lors des contractions museslaPar ailleurs, nous avons montré par
microscopie optique et électronique que les car@aaissent localement par accumulation,
empilement et difféerenciation des cellules de l|aherme en cellules de canal. Des
simulations numériques et des résultats expérimgrgaggerent que ce processus est induit
par une accumulation locale des contraintes de mesaPn dans 'endoderme, a I'extrémité
des canaux en croissance, a chaque contractiorutainteae la méduse.

Mots Clés: méduse, morphogenese, mécanique, croissanceglasticité, différenciation



Abstract

Morphogenesis of living systems is controlled byanplex of processes in which also
physics plays an essential role. In this PhD theses have investigated mechanical self-
organized processes involved in gastrovascular hoggnesis of the jellyfisAurelia aurita
The gastrovascular system of this jellyfish is anshed network of canals, which role is to
distribute nutrients and oxygen in its umbrellagTdrganization of this network is relatively
simple. We have observed the growth of this camdvark and studied the structure and
mechanical properties of the surrounding tissuesald grow in a flat and thin cellular sheet,
the endoderm, and are surrounded by the extrageltubtrix. These different tissues are
periodically compressed by muscular contractionactd- and microrheology experiments
have shown that the extracellular matrix behavea asft viscoelastic gel, which structure
and mechanical properties evolve during jellyfiggvelopment. These changes can be put in
connection with physical constraints exerted in #dracellular matrix by muscular
contractions. Besides, we have shown by optic dectrenic microscopy that canals grow
locally by accumulation, stacking and differentatiof endodermal cells into canal cells.
Numerical simulations and experimental results ssgghat this process is induced by
compressive constraints, which are locally enharncetde endoderm, at the tip of a growing
canal, during each muscular contraction of thegfish.

Keywords: jellyfish, morphogenesis, mechanics, growth, @gasticity, differentiation

Title: gastrovascular morphogenesis of the jellyAghelia aurita
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Introduction

La morphogenése dans le vivant

La morphogenese, du grewrphé forme, etgenesis naissance, est I'étude de la genése des
formes. Elle correspond a I'ensemble des mécanisxgmuant I'apparition reproductible de
structures et contrélant leur forme [21].

La morphogenése d’'un organisme est I'ensemble meegsus biologiques qui lui permettent
d’acquérir sa forme, que ce soit lors du dévelomrgnmembryonnaire, au cours de la
croissance, ou a I'état adulte.

Les premiéeres études importantes exposant le Bdgubcessus physiques et mathématiques
dans la morphogenése dans le vivant ont été realisgr D’Arcy Wentworth Thompson et
Alan Turing. Dans ‘On growth and form’ [147], D’AydWentworth Thompson soutient que
la théorie darwinienne de I'évolution par la sélattnaturelle ne permet pas a elle seule
d’expliquer les formes des étres vivants. Suitecastat que I'on peut passer d'une forme
d'une espece a la forme d'une espece proche pgamesrtransformations géométriques, et
apres l'observation de corrélations entre des ferrblogiques et des phénoménes
mécaniques, il propose que la physique et la mgaanjouent un réle majeur dans la
constitution de la forme et de la structure dessétrivants. Dans ‘The chemical basis of
morphogenesis’ [150], Alan Turing propose un méxae de morphogenese gouverné par
des équations de réaction-diffusion : des subssamtémiques, distribuées spatialement,
diffusent et interagissent, ce qui conduit mathémpament a I'apparition de certaines formes,
les ‘structures de Turing'. Il affirme égalemenindaet article que quelques lois physiques
suffisent a expliquer de nombreux mécanismes qigrehénent la structure d’'un organisme.
Les équations de réaction-diffusion ont permis deride et de comprendre de nombreux
processus de morphogenése en biologie, de I'agi@an@ation des microtubul@s vitro [21]

a la formation des motifs sur les coquillages ou Iss pelages des animaux [84]. Les
nombreuses découvertes en génétique, biologie malée et biochimie ont permis par la
suite une compréhension beaucoup plus completgpmeessus de morphogenése dans le
vivant.

Ainsi, il est maintenant établi que la morphogendsses le vivant est gouvernée a la fois par
'information génétique, I'environnement chimiqueles contraintes mécaniques, et que ces
différents mécanismes de contrble sont étroiteroemplés les uns aux autres [21].

Notons que dans le vivant, la forme d’'un organesestvent étroitement liée a sa fonction.
Ainsi, les formes dans le vivant se comprennent senlement par les mécanismes
biologiques, chimigues et mécaniques qui gouverlemtapparition, mais également par les
fonctions gu’elles assurent, mises en place, sétewtes et transmises au cours de I'évolution
[21].
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Cadre scientifigue de notre étude

Le fil conducteur du travail présenté dans cetésé¢hest la compréhension des mécanismes
physiques impliqués dans la morphogenéese du sygastevasculaire de la médusarelia
aurita. Dans cette introduction, nous exposerons toutaith les travaux récents établissant
les liens entre contraintes mécaniques et morplesgemuis nous situerons notre travail dans
ce contexte scientifique, et enfin présenterongtages de notre étude.

Contraintes mécaniques et morphogenéese

Si l'information génétique et son expression jougamtdle crucial dans le développement des
étres vivants, expliquer la morphogenese a pasirlad seule description d’expressions
génetiques et de nombreuses cascades de réactammsniiques semble insuffisant et |l
apparait de plus en plus clairement que des factpbhysiques, comme les contraintes
meécaniques et les caractéristiques rhéologiqueisies sont a considérer, pour comprendre
la morphogenese dans le vivant.

Ainsi, a I'échelle d’'une cellule isoléen vitro, I'environnement mécanique gouverne la
différenciation cellulaire: des cellules souchedtivges sur des substrats d’élasticités
variables se différencient differemment, sansdiméntion de facteurs chimiques [47-49]. Sur
un substrat mou, de la consistance du cerveals sfledifférencient en neurones ; s'’il est
semi-rigide comme du muscle, elles donnent desleslimusculaires ; s’il est dur comme de
l'os, elles deviennent osseuses [47-49]. Dans ceegte, de nombreux travaux ont pour
objectif de sondein vitro I'adhésion, la migration, et la différenciationude cellule en
réponse a des contraintes mécaniques, que ceasoitep dispositifs de rhéologie cellulaire
[43,44,107,108], ou encore I'observation de l'adbtreset de la migration cellulaire sur des
substrats micro-stucturés, de rigidité contrélé:184,135].

Parallelement, des recherches réaliséesivo montrent que les propriétés mécaniques et
d’adhésion des différentes cellules jouent un gdsentiel dans la migration cellulaire et la
ségrégation des tissus lors de la morphogenéseyenmaire [90]. De plus, I'expression de
certains genes, dits ‘architectes’, c'est-a-diraiajt un rble clef tres tét dans le
développement, apparait comme une conséquencetedidEs contraintes locales de
compression liées aux mouvements embryonnaires foa$i, les mouvements qui donnent
sa forme a I'embryon sont liés a I'expression diaseg du développement, et ces mouvements
peuvent en retour influencer I'expression des gélaes les cellules.

Le lien entre contraintes physiques appliquéesléomant, sur une ou plusieurs cellules, et
expression génétique, peuvent étre expliguésjvo commein vitro, par deux mécanismes
cellulaires principaux : la mécanotransduction at rhécanotransmission [5]. Lors du
processus de mécanotransduction, I'informationléaest captée au niveau de la membrane et
transmise par signaux moléculaires des cascades de réactions, afin d’activer I'exgowas
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géneétique appropriée. La mécanotransmission camelsplle a une transmission mécanique
directe : la contrainte se transmet mécaniquenusgujau noyau, et la déformation de 'ADN
induit 'expression génétique [74]. Cette transimoissnécanique est assurée par les filaments
du cytosquelette, a savoir les microtubules, Idamiénts d’actine et les filaments
intermédiaires. Ces filaments, tels les poutresaties d’'une construction architecturale,
structurent et maintiennent la cellule (modele deségrité), qui elle-méme adhére a la
matrice extracellulaire [72]. L’interconnexion emtrla matrice extracellulaire et le
cytosquelette permet de transmettre les contramsesoscopiques a I'échelle microscopique,
I'échelle de la cellule [72]. Ainsi, les déformat®de la matrice se transmettent aux cellules,
et vice versa Ces constantes interactions a I'échelle cellelgermettent de guider la

croissance, la migration, la différenciation celitg, et donc la morphogenése [75].

Afin de pouvoir lier mouvements cellulaires, coiitas mécaniques et expressions
génétiques lors du développement, les techniguasriexentales de visualisation et d’analyse
d’'images, de micromanipulation, ainsi que de magqugénétique apparaissent cruciales, et
se sont considérablement développées ces dermienges. Les techniques de microscopie
actuelles, couplées a des algorithmes d’analyseadié trés poussés, permettent de suivre
individuellement les cellules lors du développen@#on organisme [21,52,98,105,114]. Ces
techniques permettent de retracer le lignage edlyl d’avoir acces a des mesures
guantitatives a I'échelle de la cellule [52,114{, peuvent étre combinées a des mesures
d’expressions genétiques dans 'embryon, dansd@sget dans le temps [21,98]. Par ailleurs,
le suivi individuel du mouvement de chaque cellatel’'étude de I'expression génétique
peuvent étre couplés a I'application locatevivo de forces sur I'embryon (ablation laser,
pinces magnétiques, micromanipulation d’'une aiguill [45,105,124,127].

L’'analyse des mouvements de morphogenése et de lems avec la mécanique peut
également étre réalisée sans suivi individuel dageé cellule : le mouvement global des
tissus, en lien avec leurs propriétés de viscaéitst[156] permet d’'appréhender la
morphogenese embryonnaire [17,37,54]. Parallelersamt observations, des modéles
physiques peuvent étre développés, par exemple lpoonodélisation de la morphogenese
pulmonaire [31,151], des vaisseaux sanguins [IdiBiube gastrique [138], des tumeurs [11],
ou encore des veines des feuilles [33]. Ces diitéseétudes, parmi d’autres, montrent que la
morphogenese dans le vivant semble étroitement diéla répartition des champs de
contraintes mécaniques dans les tissus. De plasrtsins travaux présentent les processus de
morphogenése comme étant le résultat de nombreéggisitions génétiques [23], ces études
proposent des modeles physiques simples, \gai,un nombre restreint de parametres,
permettent de rendre compte de I'émergence de focomplexes.

La méduse, un modele biologique pour I'étude de lmorphogenese des systemes
branchés dans le vivant

Dans le cadre de I'étude du rble des facteurs pbgsi dans la morphogenése d'un
organisme, notre travail se rapproche plus paréiceihent des travaux sur les facteurs
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physiques impliqués dans le développement deststescbranchées dans le vivant, comme
par exemple les vaisseaux sanguins, les poumores)amre les veines des feuilles [55].

Dans les vaisseaux sanguins, les contraintes délaisent induites par I'écoulement qui les
parcourt induisent des cascades de signalisatiovs dies jeunes cellules endothéliales,
permettant la création des artéres et des veirte89,807,110], et par la suite induisent une
adaptation du diametre des canaux au flux [36,88t. ailleurs, les gradients de contraintes
présents dans les tissus, ainsi que la croissagdissus entourant les vaisseaux, guident la
morphogenese vasculaire [4,113]. La morphogenédmomaire ou vasculaire peut étre
comprise et modélisée physiqguement comme une araissdans un champ laplacien
[31,113]. Enfin, la morphogenese des veines dedldgugrace a une analogie entre leur
géomeétrie et celle des réseaux de fractures, pgeaitn@délisée physiquement comme une
croissance dans un champ vectoriel, induit parodesraintes de compression isotropes au
sein de la feuille, liées a la prolifération cediué [34,55].

Dans le cadre de cette thése, nous avons étudidiphogenese d’'une structure branchée
particuliere : le réseau gastrovasculaire de laus@durelia aurita Chez la méduse, le
réseau gastrovasculaire est un réseau de canasenpréans son ombrelle, et chargé de
distribuer les nutriments et I'oxygéne. C’est usea@u ouvert sur I'extérieur, dans lequel
circule de I'eau de mer. Le systeme gastrovaseulddrla méduse est un modeéle intéressant
pour I'étude de la morphogenése des systemes dencaians le vivant. Les méduses figurent
en effet parmi les premiers animaux pluricellulaicennus (elles sont apparues il y a environ
600 millions d’années). Il est dés lors possible des mécanismes impliqués dans la
morphogenese gastrovasculaire de la méduseelia aurita soient fondamentaux et se
retrouvent chez d’autres especes plus évoluéessi,Aies étapes de son développement
gastrovasculaire (décrites en détail dans le preofiapitre) mettent en jeu des processus
voisins du développement vasculaire des vertélo@ame le bourgeonnement de nouveaux
canaux, leur croissance, puis leur connexion aearéde canaux existant [55]; les facteurs de
croissance du systeme gastrovasculaire sont égatigmuehes de ceux du systéme vasculaire
des vertébrés [140]. Par ailleurs, comme nousrmnre dans le premier chapitre, le réseau de
canaux de la méduskurelia aurita est particulierement simple, et se développe piesq
toujours de la méme facon, surtout lors des premséades de croissance. Enfin, le tissu
majeur de la médusd@urelia aurita a savoir la matrice extracellulaire, est quasimen
transparent, ce qui permet de visualiser aisénrentieroscopie optiqui vivo les structures
cellulaires, et parmi elles le systeme gastrovas@yl et ce sans le moindre marquage
cellulaire.

Les processus de contrble de la morphogenéese dutéyse gastrovasculaire : génétiques,
chimiques et mécaniques

Comme nous l'avons vu, la morphogenése dans lenwvigast un processus complexe, qui
implique des contrbles génétiques, chimiques, eamques.
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Contréles génétiques et chimiques

Les méduses sont des cnidaires, embranchememjrqgssierement, regroupe polypes, hydres
et méduses (chapitre 1). Les cnidaires ont étéiéstymhr les généticiens, notamment pour
leurs capacités de régénération. En effet, de diesvéydres entiéres et parfaitement
fonctionnelles peuvent pousser a partir de morceaugorps d’'une hydre originelle [64,91].
Ces capacités de régénération sont dues au faiegwellules épithéliales des hydres sont des
cellules souches: ces cellules peuvent a la fodif@rer indéfiniment par divisions
cellulaires, et se différencier en cellules spéssals (cellules des tentacules ou du pied de
I'hydre) [18,64]. Par ailleurs, les cnidaires étdat animaux dont I'organisation anatomique
est primitive et particulierement simple, les mésares génétiques et chimiques intervenant
lors le leur développement, notamment lors de lI'smdpenése [129,141,163] ou de la
strobilation [12-14,86], ont été tres étudiés. @&xanismes, ainsi que les genes responsables
du développement, ont été comparés en détail aaxec dautres organismes, afin d’étudier
leur évolution [19,80,81].

Dans le cadre de notre travail de recherche smnolgphogenese du systeme gastrovasculaire,
et parmi les nombreuses études de géenétique memelesdéveloppement des cnidaires, nous
nous sommes notamment intéressé aux travaux postantes protéines associées a la
croissance vasculaire. Ainsi, Seipel et al. mirentévidence l'existence d’analogues aux
‘Vascular Endothelial Growth Factor’ (VEGF) et “\tadar Endothelial Growth Factor
Receptor’ (VEGFR), dans la méduBedocoryne carnefll40]. Le VEGF est une protéine de
croissance particulierement importante dans la &ion des vaisseaux sanguins chez les
vertébrés. Les récepteurs au VEGF, les VEGFR, kmalisés a la surface des cellules
endothéliales, et permettent de stimuler la pnaltién et la migration cellulaires, ainsi que la
formation de tubes. Seipel et al. montrérent quinm¢éine proche du VEGF est associée a la
formation des structures tubulaires dans la médies tentacules, ainsi que les canaux du
systeme gastrovasculaire [140].

Contréles mécaniques

Comme nous 'avons vu précédemment, I'expressiotigue ne suffisant pas a expliquer le
développement des organismes, des facteurs phgsicumme les propriétés mécaniques des
tissus, sont a prendre en compte pour comprendn@iphogenese. Chez les cnidaires, Kraus
montra que la morphogenese embryonnaire est gaiddeaque stade par des informations
épigénétiques, telles que la structure spatialked®ryon, ou la distribution des contraintes
meécaniques au sein de 'embryon [85].

Les processus physiques impliqués dans la morplsgetiu systéme gastrovasculaire de la
méduse, n’ont, a notre connaissance, pas encoétuetiés.
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Plan de notre étude

Dans le cadre de cette these, qui est essentigiteexpérimentale, nous avons cherché a
mettre en rapport le développement des canaux dterag gastrovasculaire avec les
propriétés mécaniques des tissus de la médusegames contraintes qu’ils subissent.

Dans le chapitre 1, nous introduisons plus préuisd le sujet. Nous exposons dans un
premier temps l'anatomie, le cycle de vie et le aléppement de la méduse, puis les
techniques d’élevage en laboratoire. Nous terminpas la présentation du systéme
gastrovasculaire de la médusarelia aurita ainsi que par la description des observations
dont nous nous sommes proposees de rendre comptes dbncluons sur la nécessité
d’étudier les propriétés rhéologiques et le rOlecamégue des différents tissus entourant les
canaux du systéme gastrovasculaire, a savoir laghtés 'endoderme et les muscles.

Dans le chapitre 2, nous exposons notre étude dendaoglée: de ses propriétés
viscoélastiques, ainsi que de sa structure, auslléshmacroscopiques et microscopiques. S'il
est apparu que les propriétés mécaniques de lagiéésme semblent pas jouer un role direct
dans la morphogenése gastrovasculaire, nous awomsefire en évidence et décrivons un
phénomene de vieillissement de la mésoglée, enalver les contraintes physiques qu’elle
subit.

Dans le chapitre 3, nous nous intéressons en détail structure de I'endoderme, afin de
comprendre quels processus cellulaires sont imgdigdans la croissance du systéme
gastrovasculaire.

Dans le chapitre 4, nous décrivons dans un pretamaps les contraintes et déformations
subies par les différents tissus lors des contmastmusculaires. Nous présentons ensuite une
modélisation numérique simple de la répartition destraintes de compression lors des
contractions musculaires, ainsi que les premiesaltats d’'une expérience d’application de
forces externes sur les tissus. Les résultats slexqgériences, joints a ceux présentés dans les
chapitres précédents, permettent de discuter del gk semblent jouer les contraintes
induites par les contractions musculaires dansoigphogenese du systéme gastrovasculaire.

Enfin, nous concluons notre étude, et présentanexXpériences qui pourraient étre conduites
dans le futur, ainsi que les perspectives ouvedese travail de recherche.
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1. La méduseAurelia aurita

1.1. Les cnidaires

Les méduses sont apparues sur Terre il y a en@dOmillions d'années et figurent parmi les
premiers animaux pluricellulaires connus. Il exiatéuellement plusieurs centaines d'espéces
de méduses. Les méduses sont des cnidaires. Ldairesj qui sont regroupés dans
I'embranchemen€nidaria du régne animal, sont des espéces animales agemfpssédant
des cellules urticantes caractéristiques : lesonyigs. Plus de 10 000 espéces de cnidaires
sont connues.

Les cnidaires sont des animaux particulieremenplgisn: ils sont formés a partir de deux
feuillets cellulaires embryonnaires seulement, d@terme et I'ectoderme ; ce sont des
organismes diploblastiques. Les animaux plus ésolsént triploblastiques : I'embryon
s'organise en trois feuillets embryonnaires au sode la gastrulation, I'endoderme,
'ectoderme et le mésoderme. Chez les cnidairesjdex feuillets cellulaires endodermiques
et ectodermiques sont séparés par un tissu cohmgétatineux : la mésoglée [9]. Notons
toutefois que certaines structures des cnidairagr@ient étre d'origine mésodermique
[141,142].

L’embranchement Cnidaria se subdivise en plusieurs classes: les antosoailes
staurozoaires, les cubozoaires, les scyphozoairéss hydrozoaires [9].

Les cnidaires existent sous deux formes : les ferfixées, ou polypes (comme par exemple
les coraux, ou les anémones de mer) et les foritmes | ou méduses. Les méduses sont des
animaux plutot solitaires, se déplacant librememisd’eau, au gré des courants ; elles ménent
une vie pélagique. Elles ont une forme typique leohe, avec la bouche dirigée vers le bas.
Elles présentent une importante couche de mésdgbéepolypes vivent souvent en colonie,
fixés a un support, comme un rocher, un coquillagee algue..; ils menent une vie
benthique. lls ont une forme typique cylindriqueea la bouche dirigée vers le haut. Leur
couche de mésoglée est fine [16].

Qu'ils soient sous la forme polype ou méduse, ledaires peuvent étre vus grossiérement
comme un ‘sac gastrique’ ouvert sur le milieu egtér(I'eau de mer). La surface interne de
ce sac est constituée de cellules endodermiquesla esurface externe de cellules
ectodermiques. La mésoglée occupe I'espace erdreaex feuillets cellulaires [16] (figure
1.1).
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Figure 1.1 — Représentation schématique et simplifiée de I'améodu polype et de la
méduse en coupe longitudinale, le long de I'axd-abaral. A gauche (A) : polype. A droite
(B) : méduse.

En général, le cycle de vie des cnidaires présaenge alternance entre formes polype et
meéduse [9,16].

Les polypes peuvent se reproduire de maniére asexe clonage : ils produisent des
stolons, a partir desquels bourgeonnent de nouvpalypes. lls forment alors des colonies.
lls peuvent également se transformer pour donniesarace a des méduses. Ce processus est
appelé strobilation: des sillons annulaires appaedit sur le polype, qui finit par ressembler &
une ‘pile d’'assiettes’. Chaque ‘assiette’ est uasrd de méduse, appelée éphyrule. Les
éphyrules, par des contractions actives, se détathee aprés l'autre du corps du polype,
puis grandissent et deviennent des méduses adléss.colonies de polypes femelles
(respectivement males) donnent naissance a dessegdemelles (respectivement males).
Les meéduses adultes se reproduisent de maniereéesexles males liberent leurs
spermatozoides dans l'eau; les femelles conseneams ovules dans leur estomac, et
absorbent les spermatozoides portés par les ceunaatins. La fécondation a lieu dans
'estomac de la femelle. Les ceufs donnent naissandes larves, appelées planula. Les
planula sont recouvertes de cils, qui leur perméetie nager, jusqu’a pouvoir se fixer sur une
algue ou un rocher. Les planula se transformems & polypes. Et le cycle recommence...

Notons toutefois que ce cycle de vie typique peésenter quelques variantes, d'une espece a
'autre [16]: chez certaines espéces de scyphaznale stade polype est inexistant, et les
méduses adultes donnent naissance directementnawelles méduses; les anthozoaires,
eux, n'ont pas de stade méduse, et les polypepsaduisent de maniére sexuée ; enfin, chez
certaines especes d’hydrozoaires, les médusestrdstées aux polypes et assurent la
reproduction sexuée.
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Dans la suite de ce manuscrit, nous nous inté@mssen détail durelia aurita qui, comme
la plupart des scyphozoaires, suit ce cycle detypgue (décrit en détail au paragraphe
1.2.3.3).

Ainsi, de nombreuses especes de cnidaires peuseapsoduire a la fois de maniére asexuée
sous la forme polype, et de maniére sexuée soderi@e méduse. Ce double mode de
reproduction assure aux cnidaires une importanfmai® reproductive. Par ailleurs, la

coexistence des formes polype et méduse leur pedmatsister a la prédation: peu de
prédateurs s’attaquent a la fois aux formes lilme$ixées. Enfin, ils peuvent occuper de

nombreuses niches écologiques : les fonds marimgepe étre colonisés par les polypes, et
les pleines eaux par les méduses.

1.2. Aurelia aurita : anatomie, physiologie

Ce travail de thése a été consacré a I'étude deolphogenése du systeme gastrovasculaire
de la médus@urelia aurita Le présent chapitre est consacré a I'anatormephysiologie, et

au cycle de viel'Aurelia aurita, dont la description est indispensable a la cohgargion des
études menées.

1.2.1. Aurelia aurita

Aurelia aurita aussi appelée méduse Aurélie, ou méduse lunenestidaire, de la classe des
scyphozoaires, ordre Semaeostomeae, famille Ulafiti33]. La médusiurelia auritaest

tres commune, et cosmopolite [96,133]. Présents gegsque tous les océans et mers de la
planete, elle affectionne les eaux tropicales miptrées. Elle nage généralement pres de la
surface, ou en tres faible profondeur, solitaireeawgroupes. On peut la rencontrer en pleine
mer ou pres des cotes. Elle dérive au gré des nmi@vec le plancton, et peut s’échouer sur
les rivages. Elle est reconnaissable & son aseducide, & son ombrelle d’'une dizaine de
centimeétres de diamétre, parcourue par le réseaarthux du systéme gastrovasculaire, et a
ses quatre poches gastriques en forme de fer alcbrwson centre (figure 1.2). Comme la
plupart des scyphozoaires, elle présente une signétraradiale.
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Figure 1.2—La méduse Aurelia aurita (extrait de [152]).

1.2.2. Anatomie de la médusé\urelia aurita

Comme décrit précédemment, les méduses peuvenviéregrossierement comme un ‘sac
gastrique’ ouvert sur le milieu extérieur ('eau dower). La surface interne de ce sac est
constituée de cellules endodermiques, et la suréxterne de cellules ectodermiques. La
mésoglée occupe l'espace entre ces deux feuilkdtalaires. Précisons cette description
sommaire [16] (figure 1.3).

Le ‘sac gastrique’ est appelé systéme gastrovaseul@de systéme comprend I'estomac, au
centre de la méduse, et un réseau de canaux,dsitigel’ombrelle de la méduse. L'estomac
est en contact direct avec la bouche, située atnecde 'ombrelle. La bouche est encadrée
par quatre bras oraux. L'ombrelle de la méduseemisturée par de nombreux tentacules. Ces
dernieres, tres urticantes, permettent d’attrageoblrriture, qui s’Taccumule sur le pourtour de
'ombrelle. Les bras oraux viennent alors cherdaenourriture, et 'amener a la bouche,
connectée a l'estomac. La nourriture est digérées da&stomac, puis distribuée dans
'ombrelle via le réseau de canaux. Le systeme gastrovasculsireugert sur le milieu
extérieur. Il est donc rempli d’'eau de mer. L'eaunder, ainsi que les nutriments, circulent
dans les canaux grace aux mouvements de battedentils des cellules ciliées qui tapissent
les canaux. Les cellules constituant le systemegayasculaire sont de type endodermique.

Les cellules ectodermiques sont présentes surrfaceuexterne de la méduse. L'ectoderme
est couvert de cellules urticantes et de cellulezes, permettant d’attraper la nourriture et de
'amener au bord de I'ombrelle, ou elle sera récépdoar les bras oraux. La partie inférieure
de l'ombrelle est couverte d'un réseau de cellulesveuses et de fibres musculaires,
permettant a la méduse de se contracter pour naggpartie supérieure de I'ombrelle est
appelée ex-ombrelle, et la partie inférieure sauselle.
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La mésoglée occupe I'espace entre I'ectoderme sydEme gastrovasculaire. La mésoglée
est constituée d'un réseau de fibres et d'un gelrphe de macromolécules gorgé d’eau. En
volume, la mésoglée forme le tissu principal denkduse. CheAurelia aurita la mésoglée
contient des cellules distribuées de maniére épamge les fibres, et isolées les unes des
autres. Notons que chez de nombreuses especesddsangla mésoglée ne contient aucune
cellule [143]. La mésoglée est responsable dalsparence de la méduse. Principal tissu de
la méduse, elle est constituée essentiellementdéEaqui explique que la méeduse soit a 95%
composée d'eau. Le reste correspond aux fibres, prat€ines et aux différents types
cellulaires.

Estomac Mésoglée

Ex-ombrelle Canal

Sous-ombrelle

Tentacules / Bouche

Figure 1.3—Schéma de I'anatomie de la méduse Aurelia aurita.

1.2.3. Physiologie de la médusAurelia aurita

Apres cette description sommaire des structurexipales de la médugeaurelia aurita nous
estimons nécessaire de décrire plus précisémentupse détails anatomiques et types
cellulaires importants. Pour faciliter la comprésien, nous avons pris le parti de les décrire
en relation avec leur fonction. Nous décrirons lgsrincipaux processus
physiologiques, correspondant aux fonctions de tiogla (locomotion et fonctions
sensorielles), de nutrition et de reproduction§®6,133].
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1.2.3.1. Fonctions de relation

Fonctions de locomotion

Les méduses nagent dans I'eau, afin de collecteolariture, d’échapper aux prédateurs, et
d’interagir lors de la reproduction.

Aurelia aurita nage par des contractions rapides et rythmiquesedemuscles. Chaque
contraction expulse I'eau sous la cloche forméd’'parbrelle, et pousse la méduse en avant.
Cette forme élémentaire de propulsion est appsiémpropulsion [38,60].

Les muscles permettant la nage sont situés auwned épiderme de la sous-ombrelle. Ces
muscles ont une structure striée [137] et formem large bande annulaire, située a la
périphérie de 'ombrelle (figure 1.4). Les fibresusoulaires sont constituées de cellules
epithéliomusculaires : ces cellules assurent @ik I& fonction de feuillet épidermique, et

d’organe musculaire [8,9].

Afin que les fibres musculaires se contractent #snément, un systeme de cellules
nerveuses coordonne l'action des cellules épithlsxulaires [66]. Ces cellules nerveuses
sont des neurones bipolaires qui forment un répaacourant toute la surface de la sous-
ombrelle [8,65].

La figure suivante (figure 1.4) représente l'orgation du feuillet de cellules
epithéliomusculaires chez la méduSganea capillatg8]. Les cellules épithéliomusculaires
sont jointives, de forme cubique. Les myofibrillgsj sont les unités contractiles des muscles,
sont situées a leur base. Le réseau de celluleseuses, en contact direct avec les
myofibrilles, circule entre les cellules épithéliogstulaires.

A B

I
Cellule épithélio-
musculaire

Fibres
musculaires

Fibre musculaire

Figure 1.4 — Structures musculaires chez la méduse. A gaucheg@)cture annulaire des
fibores musculaires chez Aurelia aurita. A droit (B structure du feuillet de cellules
épithéliomusculaires chez la méduse Cyanea capi(ttrait de [8]).
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Ainsi, Aurelia auritapossede une large bande annulaire de muscles, sitiéée sur la partie
inférieure de son ombrelle. Ces muscles sont dagstid’'une couche d’'une seule cellule
d’épaisseur. La méduse ne possede pas de mustdgemistes. Lors de la nage, son anneau
musculaire se contracte puis se relache périodignempres chaque contraction musculaire,
la méduse retrouve sa forme initiale grace aux n@tds mécaniques de la mésoglée : cette
derniere se déforme élastiquement a chaque cadotragctusculaire, et retrouve sa forme
initiale quand les muscles se relachent. Une fimeclbe de mésoglée, d’environ 200 pum
d’épaisseur, est située entre les muscles et l&mgsgastrovasculaire. Cette couche est
suffisamment solide pour permettre au feuilleti@gdiomusculaire de s’ancrer solidement aux
fibres de la mésoglée et suffisamment élastique peudéformer de maniere réversible a
chaque contraction musculaire. Une épaisse couehmésoglée, de I'ordre d'un centimétre
d’épaisseur chez la méduse adulte (de 10 cm deéth@n est située entre le systeme
gastrovasculaire et I'épithélium de I'ex-ombrelleette épaisse couche mésogléenne se
déforme élastiguement a chaque contraction et eskurrdle d’antagoniste musculaire
[26,60,106].

Fonctions sensorielles

Les contractions musculaires sont commandées apatentiels d’action circulant dans le
réseau de cellules nerveuses. Ces potentiels @hastint générés par des centres de controle
nerveux, eux-mémes en relation directe avec leanag sensoriels. Ces organes sensoriels
sont situés au niveau des rhopaliums, des strgcemeforme de batonnets de 100 um de
longueur. Ces rhopaliums, habituellement au nonderduit, sont situés sur le pourtour de
'ombrelle de la méduse. Chaque rhopalium regradge cellules sensibles a la lumiére, au
toucher et a des stimuli chimiques. Les organesas@ts permettent notamment a la méduse
de ressentir la direction de la gravité et de siter en fonction. Ainsi, chaque rhopalium
contient une poche de cristaux (le statocyste), ppuit ou non appuyer sur des cellules
sensibles au toucher en fonction de I'orientatienld méduse par rapport a la verticale. Ces
cellules sensibles peuvent stimuler le réseau ngrvet commander des contractions
musculaires susceptibles de modifier I'orientatiela méduse.

1.2.3.2. Fonctions de nutrition

Les méduses se nourrissent de petites proies (@eufmissons, larves de crevettes...), de
zooplancton, ou de substances organiques dissdtilies. tuent leurs proies grace a des
cellules particuliéres, propres aux cnidaires :deglocytes. Ces cellules, au contact d’'une
proie, injectent une substance urticante. Chaqig®cyte contient une capsule renfermant un
filament urticant (figure 1.5). Lorsque le cnidoest excité par contact, le filament urticant est
libéré et se plante dans la proie, tel une flechpasonnée.
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Figure 1.5—Schéma d’un cnidocyte (extrait de [112]).

La proie, une fois tuée, est engluée a la surfacka dnéduse dans du mucus. Elle est ensuite
dirigée vers le bord de I'ombrelle de la médusecgra I'action des cellules ciliées qui
tapissent la peau de la méduse. La nourriturecstaale dans des ‘poches de nourriture’
situées sur le pourtour de l'ombrelle, puis esupécée par les bras oraux et amenée a la
bouche en remontant les bras oraux grace a dksesetiliées. La nourriture est ensuite
digérée dans les quatre poches gastriques (fig@e lles nombreux filaments gastriques
(figure 1.6), qui tapissent les quatre poches gpes, assurent un brassage mécanique de la
nourriture. Conjointement, des enzymes sont s&esétpermettant une digestion chimique.
La nourriture digérée est distribuée dans le réslaganaux du systeme gastrovasculaire
(figure 1.6). Les fragments de nourriture, de m@&me I'eau qui les entoure, circulent grace
aux cellules ciliées qui tapissent les parois @egmox. La digestion est ensuite intracellulaire,
au sein des cellules gastrovasculaires qui forrfeepourtour des canaux. Les déchets sont
évacués par la bouche. Dans les canaux, une daidgi@ation particuliere permet la
distribution des nutriments et I'évacuation deshaéés : sur la moitié supérieure des canaux, la
nourriture circule de I'estomac vers le bord demltwelle, et sur la moitié inférieure, elle
circule en sens inverse [59,146]. La circulatiomptéte d’'un fragment de nourriture non
digéré par les cellules des canaux met environ 2Qites [16]. Les fragments de nourriture
non digérés sont ainsi ramenés dans les pocheggastpuis éliminés par la bouche.

bY

Conjointement a la nourriture, la circulation d’ede mer dans les canaux permet la
distribution d’oxygene. La méduse ne dispose d’aumtgane spécialisé pour la respiration.
La respiration se fait par diffusion : les tissumtsextrémement hydratés, et 'oxygene de
l'eau diffuse directement dans les cellules, qyettent ensuite dans I'eau le dioxyde de
carbone.
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Figure 1.6 — Visualisation d’organes gastriques. A gauche (s filaments gastriques. A
droite (B) : un canal, dans lequel circulent demgiments de nourriture.

1.2.3.3. Fonctions de reproduction

Les méduses se reproduisent de facon sexuée. Les ptafemelles ne présentent pas de
différences morphologiques apparentes. Les gonddseBcules ou ovaires, sont dans les
quatre poches gastriques, a proximité des filamgassriques (figure 1.7). Les cellules des
gonades sont d’origine endodermique.

Bouche

Filaments

Poche .
gastriques

gastrique

Figure 1.7 — Représentation schématique d’'une poche gastrigoetenant les gonades
(extrait de [133]).

Les spermatozoides sont produits par les testiclédes les poches gastriques, puis sont
libérés dans 'eau par la bouche. Les ovules, ptogar les ovaires, restent dans les poches
gastriques jusqu’a la fécondation. Les femelleodient les spermatozoides présents dans
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I'eau, et la fécondation a lieu dans les pochetrigass. Les ceufs restent un temps accrochés
aux bras oraux de la femelle, qui les nourrit (feg.8).

Une des
quatre
poches
gastriques

Un des
quatre
bras oraux

Poches
contenant
les ceufs

Figure 1.8—Visualisation des poches contenant les ceufs aaunides bras oraux (extrait de
[92]).

Les ceufs se développent : les cellules se divigasgu’'a donner une boule de cellules
appelée morula. La morula devient ensuite une spberuse remplie d’eau, formée d’'un
pavage monocouche de cellules: la blastula. Ldridason transforme la blastula en
gastrula. Cette derniére peut étre vue comme unbepodont les cellules externes sont de
type ectodermique et les cellules internes de ®péodermique. L'ectoderme se couvre
ensuite de cils : la gastrula devient une planiigaure 1.9). La femelle libere les planula, qui
se déposent au fond de la mer. La planula perdilsese fixe au substrat, et se transforme en

polype.

Figure 1.9—Visualisation d’'une planula (extrait de [122]).
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Le polype peut étre vu schématiquement comme undrg, dont une extrémité est fixée sur
un support (disque pédieux) et I'autre ouvertel'sxtérieur (figure 1.10). Elle constitue la
bouche du polype, entourée de tentacules urticamtspolype a une taille de quelques
millimétres.
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Figure 1.10 — Le polype d’Aurelia aurita. A gauche (A) : visuali®n d'un polype ; la
bouche et les tentacules sont au premier plan. Aitelr(B): schéma d'une coupe
longitudinale de polype (extrait de [133]).

Les polypes se reproduisent de facon asexuée :oumeau polype peut apparaitre par
bourgeonnement du corps du polype initial, ou beanger a partir de stolons émis a la base
du polype initial. Par la suite, le nouveau polgeedéveloppe et se détache du polype initial,
dont il est un clone. Les polypes forment alorsaw#snies de clones (figure 1.11).
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Figure 1.11— Reproduction asexuée par bourgeonnement des potypeselia aurita. Les
polypes ont été suivis au cours du temps (extea[Ld3]).

Les polypes peuvent également se transformer pooned naissance a des méduses. Ce
processus est appelé strobilation [14,120], et éargron un mois. Le corps du polype se

divise par une série de constrictions transversespolype perd ses tentacules, les

constrictions transverses se creusent progressivemiele polype finit par ressembler a une

‘pile d’assiettes empilées’ (figure 1.12). Chagassiette’ est une larve de méduse, une
éphyrule. Les éphyrules ont une forme d’étoile,antgirement a 8 branches [14], et ont une

taille de quelques millimétres (figure 1.13). Lgshyrules, par des contractions actives, se
détachent I'une aprés l'autre du corps du polypes,pen quelgues mois, grandissent et
deviennent des méduses adultes. Apres avoir litméries ses éphyrules (de I'ordre d’'une

dizaine), le pied du polype se développe et legatethes réapparaissent, pour redonner un
polype complet [120]. Ce polype pourra alors a ma@wvdonner naissance a de nouveaux
polypes et a des éphyrules.
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Figure 1.12—Visualisation de différents stades de strobilatitenpolypes d’Aurelia aurita. A
gauche (A) et au milieu (B) : polypes présentarst censtrictions transverses. A droite (C) :
éphyrules prétes a se détacher des polypes.

Figure 1.13— Visualisation d’éphyrules d’Aurelia aurita.

La strobilation est un phénoméne dépendant de remmbacteurs, comme la température, la
quantité de nourriture, l'intensité lumineuse, tacentration en iode... [13,86,133]. Dans la
nature, les polypes présentent un pic de strobilan hiver. Au laboratoire, la strobilation
des polypes est provoquée par une diminution rwatalla température de I'eau [86]. Dans la
mer, les éphyrules naissent ainsi majoritairemarttieer, puis grandissent et deviennent des
méduses adultes en été [133]. Ces méduses se uiganatgl les planula se fixent au fond de
l'eau, se transforment en polypes. Ces polypes demmnent en automne, puis donnent
naissance a de nouvelles éphyrules en hiver [133].

Le cycle de vie complet est représenté sur ladguivante (figure 1.14).
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Figure 1.14—Cycle de vie d’Aurelia aurita (extrait de [96]).
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Apres cette présentationAlirelia auritaet de son cycle de vie, et avant d’introduire @os
détail notre étude sur son systéme gastrovasculaings souhaitons présenter le systeme
d’aquariums développé lors de ma thése. Il nousraig d’élever les méduses au laboratoire
et de disposer en permanence d’animaux a difféstates de développement.

1.3. Elevage des médusesurelia aurita au laboratoire

En collaboration avec la Cité de la Mer de Cher@ypatl Pierre-Yves Bouis, Nicolas Cagnon
et toute I'équipe élévent des méduses, nous avismsmplace un systéme d’aquariums pour
éleverAurelia auritaau laboratoire : avec I'aide de Matthieu Recevaoys avons construit
des aquariums pour les polypes, les éphyrulesnéshises adultes, un circuit pour assurer un
courant d’eau dans les aquariums, un circuit deafibn et de refroidissement de l'eau, et
nous avons adapté les protocoles délevage de medis la Cité de la Mer a notre
installation.

1.3.1. Aquariums

L’aquarium pour les polypes est une simple boiteveme remplie d’eau de mer atrtificielle
(figure 1.15). Les polypes sont accrochés a desiltages ou des morceaux de plastique,
recouverts d’algues, suspendus dans I'aquarium.pggtiee pompe crée un léger courant dans
'aquarium. L'eau est a température ambiante (?€2125°C suivant les saisons).

sur des algues
recouvrant des
coquillages

Pompe

Figure 1.15—Photo de I'aquarium pour polypes.

Les aquariums pour éphyrules et méduses sont mogplexes. En effet, pour bien se
développer, elles doivent nager dans un couramiudi@s contrélé, une eau de bonne qualité,
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et une température constante d’environ 20°C. Patisfaire ces conditions, nous avons
construit I'installation photographiée et schéneisur les figures suivantes (figures 1.16 et
1.17).

-1 Chateau
Aquarium d’eau
pour méduses
adultes
Filtre .
Aquariums
pour petites
Réserve = Mméduses et
d'eau de mer éphyrules
Artemias pour Aquarium
nourrir polypes pour polypes

et méduses

Réfrigérateur

Figure 1.16—Photo de linstallation permettant I'élevage desdmges au laboratoire.
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Figure 1.17—Schéma de la circulation de I'eau dans les aquasium
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De la réserve d’eau de mer partent deux circugspriemier, représenté par des fleches vertes,
permet la filtration et le refroidissement de I'eha second, représenté par des fleches bleues,
permet le renouvellement de I'eau ainsi que I'ésskiment d’'un courant d’eau permanent
dans les aquariums. La réserve d’eau de mer (Bglrk6 et 1.17) contient environ 100 L
d’eau. Ce grand volume d’eau, par l'inertie qubinere a I'installation, permet d’éviter que

la qualité de I'eau de mer varie trop brusquemeantde temps.

Décrivons le premier circuit. Une pompe (pompe NHEF NJ3000) placée au fond de la
réserve d’eau de mer envoie I'eau dans le filtigufes 1.17 et 1.18 A), qui assure une
filtration a la fois mécanique et biochimique. Likré mécanique capture les poussieres et
débris en suspension et le filtre biochimique pérume dégradation biologique des déchets
(ce processus est détaillée dans le paragraphe.1l)3.R’eau est ensuite pompée depuis le
filtre jusqu’au réfrigérateur (réfrigérant pour agum TECO TR20), qui permet de maintenir
'eau a une température de 20°C dans les aquaffignses 1.17 et 1.18 B).

A B
Départ de
l'eau 4 Arrivéede  Arrivée
y l'eau de l'eau
Pompe Départ
de l'eau
Filtre . Réfrigérateur
mécanique Filtre
biologique

Figure 1.18— Photos du circuit de refroidissement et de filwati A gauche (A) : photo du
filtre. A droite (B) : photo du réfrigérateur.

Décrivons le second circuit. Une seconde pompe feoNEW-JET NJ3000), placée au fond
de la réserve d’eau de mer, envoie I'eau dans deah d'eau (figures 1.16 et 1.17). L'eau
dégringole ensuite depuis le chateau d’eau jusguoe ks aquariums coniques pour éphyrules
et petites méduses (figures 1.16, 1.17 et 1.1®#ans les grands aquariums pour meéduses
adultes (figures 1.16, 1.17 et 1.19 B). Le chatdaau permet d’avoir une pression d’eau
parfaitement constante et contrélée en amont deariagns. Le débit d’eau a la sortie du
chéateau d’eau est ajustable en amont de chacuagdesiums grace a des vannes. Le chateau
d'eau dispose d'un systeme de trop-plein, qui renVeau dans la réserve d’eau de mer.
L’eau, une fois parvenue dans les aquariums, tsavees filtres, puis rejoint la réserve d’eau
de mer par un systeme de trop-plein. Les trop-pleont en effet séparés des aquariums par
des filtres (crépine pour les aquariums coniqueiage pour les aquariums pour méduses
adultes), afin d’éviter que les méduses, qui suilescourants d’eau, ne s’engouffrent dans
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les trop-pleins (figures 1.17 et 1.19). Le chatd&dau et les aquariums coniques ont une
contenance de I'ordre de 10 a 20 L, et les aquaripmoir méduses adultes de 'ordre de 60 L.

A B
Méduse {
adulte

Petites _|

méduses Arrivée de
I'eau
Départ
de l'eau

Figure 1.19 — Photos des aquariums. A gauche (A): photo de Haigm pour petites
méduses et éphyrules. A droite (B) : photo de Eaigum pour méduses adultes.

1.3.2. Parameétres a contrbler

Certains parametres doivent étre tout particuli@mnaontrolés, a savoir la qualité de I'eau de
mer artificielle ainsi que le courant.

1.3.2.1. Qualité de I'eau

L’eau de mer artificielle est obtenue en diluantgd@e sel synthétique (Instant Ocean) par
litre d’eau osmosée. On obtient une salinité autieud0, mesurée avec un réfractomeétre. On
controle les taux de nitrates (N nitrites (NQ), et d'ammonium (Ng), le pH et la
quantité d’oxygene dissous. Le pH doit étre autuB, la quantité d’'oxygene dissous autour
de 6 a 8 mg/L. Le taux d’'ammonium ne doit pas egc&dl mg/L, le taux de nitrite 0.1 mg/L,
et le taux de nitrate 10 mg/L. L’'ammonium n’est pengereux en tant que tel, mais
'ammoniac, qui est sa base conjuguée, détruitiaqueuses. Les nitrites induisent la mort
des poissons par suffocation. Les nitrates peuétnat tolérés a une concentration plus
importante que I'ammoniac et les nitrites, maistsoocifs a trop forte concentration. Par
ailleurs, comme décrit dans le paragraphe suiwentort taux de nitrate est le signe que I'eau
est trop ‘vieille’ et doit étre changée.

Une eau qui vient d’étre fabriquée respecte cemlatds. Cependant, la décomposition des
exces de nourriture et des déchets provenant ddeses altére chaque jour un peu plus la
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gualité¢ de l'eau. Notamment, le taux de nitrate naeigte. Les déchets organiques des
aguariums contiennent des dérivés azotés (acideesnprotéines, acides nucléiques...). Les
bactéries transforment ces déchets en ammoniumy’ JNéd ammoniac (Nk). Certaines
especes de bactéries, comme les Nitrosomonas, mixya@nmoniac en nitrites (N£.
D’autres, comme les Nitrobacter, oxydent les misriten nitrates (N£). Ces bactéries
colonisent le filtre biologique du filtre, qui esbmposé d’'un grand nombre de petites billes
poreuses. Les nitrates sont partiellement assirpéédes algues qui se développent sur les
parois des aquariums. Pour éviter que le taux tlateine dépasse le seuil et maintenir une
bonne qualité de I'eau, I'eau est réegulieremenbuerlée, comme indiqué dans le paragraphe
suivant.

Tous les jours, les parois des aquariums conigosrettoyées, afin d’enlever les restes de
nourriture. Les aquariums pour méduses adultesagudrium pour les polypes sont eux
nettoyés tous les mois. Ces opérations de nettpygagee font par siphonage, induisent une
baisse quotidienne de la quantité d’eau dans &vési’eau de mer. Pour a la fois compenser
cette perte d’eau et assurer le renouvellementedel,l environ 10 L d’eau ‘neuve’ sont
déversés chaque semaine dans la réserve d'eaurd®lanz-Alice Guédeau-Boudeville nous
a beaucoup aidé a renouveler I'eau régulierement.

1.3.2.2. Courant

S’il n’y avait aucun courant d’eau dans les aquasules éphyrules et méduses, qui sont
d’assez mauvaises nageuses, stagneraient au ferajdariums et finiraient par mourir. Pour

se développer et grandir correctement, elles osdibal’étre entrainées par un courant d’eau.
Il doit étre suffisant pour maintenir les éphyruégsnéduses au milieu des aquariums. Mais il
ne doit pas étre trop fort, car alors le débit d’'a@aravers les filtres de sortie deviendrait trop
important et les animaux s’écraseraient sur leg$l

Les directions et le sens des lignes de courarg @endifférents aquariums sont représentés
par des fleches bleues sur la figure 1.17. La fodesaquariums est ajustée pour obtenir un
certain profil de courant : circulaire dans lesatums pour méduses adultes et quasi vertical
dans les aquariums pour éphyrules et petites mgduses méduses adultes tournent en rond
doucement, et les éphyrules et petites médusessolavées par un léger courant ascendant.

1.3.3. Strobilation et temps de séjour dans les aquariums

Le systéme d’élevage permet de disposer en perroard@ méduses a différents stades de
développement. En effet, tous les 20 jours, un ilage supportant de nombreux polypes est
transféré de I'aquarium a polypes dans un bécHacgpau réfrigérateur a 10°C. Ce choc
thermique provoque la strobilation des polypes:[EBlviron 6 semaines apres avoir subi le
choc thermique, de nombreuses éphyrules naissgatgf1.20). Les naissances des éphyrules
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s’étalent sur environ 2 semaines. Le coquillagestpant les polypes est ensuite remis dans
'aquarium pour polypes, ou il restera au moins @snavant d’étre a nouveau transféré au

réfrigérateur. Les éphyrules, aprés leur naissasoef transférées dans les aquariums
coniques. Elles y grandissent, jusqu’a devenir elégs meduses, en environ 1 mois. Quand
ces derniéres atteignent une taille de I'ordre @en3de diamétre, elles sont transférées dans
les aquariums pour méduses adultes, ou elles gsaTd] jusqu’a ce que le diamétre de leur
ombrelle soit de I'ordre de 10 cm, ce qui nécessitdron 6 mois. Elles ont une durée de vie

de I'ordre d’1 an. De nouveaux polypes étant trémrésf au réfrigérateur tous les 20 jours, nous
récoltons de nouvelles éphyrules quasiment touples, ce qui nous permet de disposer en
permanence de toutes les tailles de méduses darajnariums.

Ephyrules venant de se
détacher des polypes

Polypes en
strobilation

Figure 1.20 — Photos de polypes en strobilation apres un choentfgpie, et d’éphyrules
venant de se détacher de ces polypes.

1.3.4. Nourrissage

Les polypes, éphyrules et méduses sont nourrislésusurs en semaine, et un jour sur deux
le week-end et lors des vacances. lls sont noaues des larves de crevettes, des artemias
(Artemia salina Ocean Nutrition, Belgique). Avant d’étre donnéesx méduses, les larves
d’artemia sont elles-mémes nourries pendant 24rhupa soupe de poisson tres riche, le
SELCO (Ocean Nutrition, Belgique), afin d’augmerigmr pouvoir nutritif.

Apres cette présentation de la méediAseelia aurita et de linstallation qui nous a permis
d’élever cet animal au laboratoire, nous pouvorigeemplus en détail dans le coeur de notre
sujet : la morphogenése du réseau gastrovascudairéa méduseAurelia aurita Nous
commencerons par décrire 'anatomie du systemerqyasiculaire, puis présenterons les
étapes de sa croissance, depuis I'éphyrule judquizéduse adulte. Enfin, nous présenterons
guels parameétres pourraient contréler cette cmoéEsa et introduirons le probleme
scientifique.
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1.4. Le systéme gastrovasculaire de la médusarelia aurita
Le systeme gastrovasculaire permet la digestiola d@@urriture ainsi que la distribution des
nutriments et de I'oxygene dans I'ombrelle de ladose. Il est composé des quatre poches
gastriques au centre de la méduse (présentéesragragzhe 1.2.3.2.), et d’'un réseau de

canaux, situé dans I'ombrelle [9,16,133,146]. Noass intéressons au développement de ce
réseau de canaux.

1.4.1. Présentation du réseau de canaux du systeme gastageulaire
1.4.1.1. Le systéme de canaux

Présentation

Le systeme de canaux est présent dans 'ombrella deeduse, comme on le voit sur la
figure suivante (figure 1.21).

Poches
gastriques

Canaux du systeme
gastrovasculaire

Figure 1.21 — Visualisation des canaux du systeme gastrovaseulddr la méduse Aurelia
aurita (extrait de [152]).

Ces canaux traversent la mésoglée. lls sont tastéeaucoup plus proches de la partie
inférieure de I'ombrelle (sous-ombrelle) que dedatie supérieure (ex-ombrelle) : la couche
de mésoglée qui sépare les canaux de la peauveunférest beaucoup plus fine que la couche
de mésoglée qui sépare les canaux de la peau asugé(épaisseur de 200 um pour l'une et 5
mm pour l'autre, chez la méduse adulte) [9,16,183,1
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Le systeme de canaux peut étre visualisé en reinotita méduse, est en regardant la sous-
ombrelle, dont il est trés proche. Il est représenir la figure suivante (figure 1.22). Nous

pouvons observer que les canaux sont en connexieatal avec les poches gastriques au
centre de la méduse. Nous pouvons distinguer desugaradiaux, alternativement branchés
(avec des bifurcations) et non branchés (tout sloitt un canal circulaire, qui fait le tour de

'ombrelle [133,146].

Canaux
radiaux
branchés

gastrique

LHBS) - Q\:Mﬁh Bras oral
Canaux radiaux #‘Q y f \ SRR

Figure 1.22— Schéma des canaux du systeme gastrovasculaire médase Aurelia aurita
(extrait de [133]).

Détaillons la structure des canaux sur une reptasen schématique d’'un quart d’'ombrelle
(figure 1.23). Nous observons que d’'une poche igastrpartent deux canaux non branchés,
appelé canaux adradiaux, et un réseau de cananghiésappelés canaux interradiaux. Le
canal interradial principal est relié a un des 8pdiliums (centres des organes sensoriels,
présentés précédemment au paragraphe 1.2.3.1r¢. IEstpoches gastriques, part un réseau
de canaux branchés, appelés canaux perradiauxaria perradial principal est relié a un
rhopalium. Comme la méduse a quatre poches gassriglies a donc 8 canaux adradiaux, 4
réseaux de canaux interradiaux et 4 réseaux daixgreradiaux. Ainsi, les 8 canaux non
branchés alternent avec les 8 réseaux de canaunchiéi (interradiaux et perradiaux),
connectés aux 8 rhopaliums.
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Poche gastrique

Canaux perradiaux

0 | \ \ \
, ’ .‘ ‘ Ct‘analycirculaire

\

Canaux adradiaux

Canal interradial Rhopalium

Figure 1.23 — Schéma de l'organisation des canaux du systémeogastulaire de la
méduse Aurelia aurita (extrait de [133]).

Visualisation

Le réseau de canaux de la médéAseelia aurita peut étre visualisé par la technique de
‘shadowgraph imaging’, qui permet d’augmenter lestkastes, et de rendre visibles les
irrégularités d’'un matériau transparent, commet llasméduse. La figure 1.25 A est une
image d'une portion de l'ombrelle d'une méduse, ualsée par la technique de
‘shadowgraph’ (annexe A). Les canaux sont trésestaent visibles.

Les canaux peuvent également étre visualisés eimextt a la loupe binoculaire (Leica, Z16
APOQO). Mais dans cette situation, le contraste n@stgénéral pas suffisant. Il doit étre
augmenté en réalisant I'observation apres que Busgéait mangé. En effet, comme indiqué
dans la partie précédente, les méduses sont royraie des artemias. Ces animaux sont
orangés, et colorent I'ensemble du systéme gasicolare de la méduse en orange aprés
ingestion. Cette couleur finit par disparaitre apgae la digestion soit finie. Un bon contraste
peut étre obtenu en observant les méduses entreetumieux heures aprés lingestion
d’artemias.

La figure suivante montre une photo du type d’'imalgnue (figure 1.24).
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Figure 1.24—Visualisation des canaux, colorés par les artemaas, loupe binoculaire.

1.4.1.2. Les canaux et I'endoderme

Il est crucial de noter que les canaux ne sontdeasimples tubes entourés de mésoglée. lls
sont en fait également entourés d’'un mince feudketcellules : I'endoderme [25,159,160].
Les figures suivantes permettent de comprendredatsre de I'endoderme.

La figure suivante présente une vue schématiqueedaoupe longitudinale de la méduse

(figure 1.25 B). Les plans de coupe sont indiquaisdes traits blancs sur la figure 1.25 A,

réalisée par Vincent Fleury : la coupe a été faitieoite a travers un canal radial non branché,
et a gauche entre deux canaux.

.

{ Plan de coupe a
travers
un ‘canal radial

Mésoglée
— Canal

= Endoderme
= Ectoderme

9
""5 ‘

Figure 1.25— Schéma d’une coupe d’une méduse. A gauche (A)deles plans de coupe

indiqués sur une méduse visualisée par la technipushadowgraph’. A droite (B) : coupe
longitudinale de la méduse.
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Sur le schéma de coupe longitudinale, le cerclegeoa gauche correspond a la coupe
longitudinale du canal circulaire. L’endoderme esprésenté en vert. Vu du dessus,
'endoderme est un mince feuillet plat de cellulés.feuillet relie entre eux tous les canaux :
a la jonction entre un canal et I'endoderme, leBules des parois des canaux sont
directement connectées aux cellules de I'endodénmas présenterons en détail notre étude
de la jonction canal/endoderme dans le chapitre 3).

Le schéma suivant représente la structure du beiwehbrelle dAurelia aurita et permet de
visualiser 'allure de I'endoderme (figure 1.26).

Ex-ombrelle : ‘ Canal radial

Tentacule BB -\ < |Endoderme

Fibres
musculaires

Canal circulaire

Sous-ombrelle

Figure 1.26— Schéma de I'anatomie du bord de 'ombrelle d’Awelurita (extrait de [25]).

Nous montrerons des images de I'endoderme dansafée psuivante, qui traite de la
croissance des canaux.

1.4.2. Les étapes de la croissance des canaux
La croissance des canaux se déroule en plusieape<t une premiere étape qui correspond

au passage de I'éphyrule a la méduse et une seauidaccompagne la croissance du
diamétre de 'ombrelle de la méduse.
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1.4.2.1. De I'éphyrule a la méduse

La transformation de I'éphyrule en méduse s’accajnpade nombreuses transformations

morphologiques et d’'une croissance particulierecd@sux, associée a ces transformations, et
décrite par Russel [133]. L'éphyrule a une formétaile a 8 branches, et la méduse une
forme de disque. Lors du passage de I'éphyrule i@adduse, les tissus entre les 8 bras de
I'éphyrule croissent plus rapidement que le redtesorte que I'étoile a 8 branches devient un

disque.

La figure suivante présente schématiquement lefgreiftes étapes de la croissance des
canaux de I'éphyrule a la méduse [133] (figure 1.Zeul un quart de la méduse est
représenté a chaque étape. Les canaux sont ref@®pan des traits noirs.

Figure 1.27 — Schéma des étapes de la croissance des canauxetiddaurita (extrait de
[133)]).

Au stade éphyrule (stade A sur la figure 1.27)cl@msaux ne sont pas encore connectés entre
eux. Un canal est présent dans chacun des 8 brbéptigrule. De plus petits canaux sont
également présents entre chacun des 8 bras. Casx¢arétant pas connectés entre eux, sont
des ‘impasses’ : I'eau et les fragments de nougiti circulent dedans font un ‘aller-retour’,
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circulant depuis le centre de la méduse vers ld bor la partie supérieure des canaux et dans
le sens inverse sur la partie inférieure. La figguazante (figure 1.28) présente la circulation
de I'eau et de la nourriture dans les canaux dehyeule [59]. Cette figure représente une
coupe longitudinale d’éphyrule : a droite, la coppsse a travers un bras, et a gauche, elle est
située entre deux bras de I'éphyrule. Le sens dwrilation de l'eau, a I'extérieur et a
l'intérieur de I'animal, est représenté par destes. Cette circulation, que ce soit sur la peau
de I'éphyrule ou dans ses canaux, est assuréeeparetiules ciliées.

Bouche Canal radial

Figure 1.28— Schéma d’une coupe longitudinale d’'une éphyrulelsguel est représenté le
sens de circulation de I'eau (extrait de [59]).

Lorsque I'éphyrule grandit, les différents canaadiaux situés dans les bras et entre les bras
se connectent entre eux : des canaux transverpesaggsent entre les bras des éphyrules
(stades B et C sur la figure 1.27). Les tissusede bras de I'éphyrule croissant plus vite que

le reste, les canaux transverses sont entrairEfarnés par la croissance des tissus (stade D
sur la figure 1.27). Puis, de nouvelles connectiosssverses apparaissent, afin de former le
canal circulaire (stade E sur la figure 1.27). Apeés différentes transformations, le motif des

canaux est le suivant : un canal circulaire autteit’ombrelle, et une alternance de canaux

branchés en forme de trident et de canaux non bésnd\ ce stade, les nouveaux canaux

apparaissent a partir du canal circulaire, entseclnaux existants, et grandissent vers le

centre de la méduse (stade F sur la figure 1.27).

Ces différents stades ont été visualisés chez ursnd de méduses, au cours de leur
développement. Les images ont été obtenues gréne foupe binoculaire, de 1 a 2 h aprées
que les méduses aient ingéré des artemias. Lesarmgvantes représentent les grandes
étapes de développement décrites précédemmerduesidu temps (figure 1.29).

On voit clairement I'apparition de la connexionnsaerse entre les canaux radiaux au cours
des dix premiers jours. Puis, ces connections $errdént, et de nouvelles connections
apparaissent pour former le canal circulaire (jdutset 13). Les canaux radiaux présentent
alors le motif caractéristique d’'une alternanceesninaux non branchés et canaux branchés
en forme de trident dont chaque canal du miliewcestecté a un rhopalium (jour 15).
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Jour 10

Figure 1.29 — Visualisation au cours du temps des étapes de désgance des canaux
d’Aurelia aurita, du stade éphyrule au stade méduse

1.4.2.2. Croissance des canaux de la méduse

Une fois que I'éphyrule est devenue une petite reédia croissance de nouveaux canaux se
fait a partir du canal circulaire : de nouveauxaanapparaissent entre les canaux existants,
depuis le canal circulaire, et grandissent verselgre. lls se connectent alors au réseau de
canaux existant.

Les images suivantes, toujours prises grace a anpel binoculaire lors du suivi du

développement d’'une dizaine de méduses, montrappdrition et la croissance de ces
nouveaux canaux, depuis le canal circulaire (figuB®).
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Figure 1.30 — Visualisation au cours du temps des étapes de désgance des canaux
d’Aurelia aurita au stade méduse.

Annemiek Cornelissen et Andrés Felipe Diaz Deldadifui a effectué son stage de
recherche de M2 dans notre équipe, ont suivi auscdu temps la croissance de plusieurs
meéduses, et I'apparition de leurs canaux. La figguwante (figure 1.31) montre la méme
meéduse, visualisée pendant deux jours consécl#fgigure 1.31 A correspond au premier
jour, et la figure 1.31 B au second. Dans les deasg sont observés a la loupe binoculaire
'ombrelle entiére de la méduse, ainsi que desildata deux régions du bord de I'ombrelle,
ou apparaissent des canaux. Ces régions sont @etiquar des cadres orange et vert. Ces
images confirment le fait que les canaux bourgeonaepartir du canal circulaire, entre les
canaux existants, et grandissent vers le centta de&duse. Il est intéressant de noter que la
croissance des canaux est associée a une croiggahake de 'ombrelle de la méduse. Ainsi,
sur la figure 1.31, nous pouvons observer qu’eoun le diamétre de la méduse est passée
environ de 1.4 a 1.5 mm, le canal de la zone oraege.3 a 0.6 mm, et le canal de la zone
verte de 0.1 a 0.2 mm. L’'ombrelle a donc grandghgliron 7%, et les canaux de 200%. Ainsi,
le taux de croissance des canaux est notablemestisur a celui des autres tissus : les
canaux ne grandissent pas seulement grace a latetidn globale liée a la croissance des
tissus de I'ombrelle, mais croissent également dlantbrelle, et ce plus rapidement que les
autres tissus.
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Figure 1.31 — Observation au cours du temps des étapes de lssawnce globale de
I'ombrelle d’'une méduse, et de deux de ses carugauche (A) : visualisation le premier
jour. A droite (B) : visualisation le jour suivant.

Annemiek Cornelissen et Vincent Fleury ont obséavéroissance de nombreuses méduses a
la Cité de la Mer de Cherbourg, et ont montré gsenbuveaux canaux grandissent dans une
direction déterminée : ils grandissent vers lesaganbranchés, et évitent les canaux non
branchés. La figure suivante (figure 1.32) mon&reroissance de nouveaux canaux chez la
méme méduse, suivie pendant 4 jours : comme préuadat, on observe que de nouveaux
canaux apparaissent depuis le canal circulairee é&$ canaux existants, et grandissent vers
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le centre de la méduse ; puis, ils se connectentcanaux en forme de trident, et évitent le
canal non branché situé a gauche. Pour plus d& clarcontour des canaux que I'on suit ont
été surlignés en noir.

Figure 1.32—Visualisation de la croissance d’'un canal au codustemps.

Par la suite, a chaque génération, le nouveau canabnnectera au canal de la derniere
génération, comme représenté sur la figure suiv@igiee 1.33).

Figure 1.33—Schéma de différentes étapes de la croissanceadesix.

Ainsi, un nouveau canal, qui croit entre deux ca&ndont I'un est jeune et l'autre vieux, se
connectera au plus jeune. Il est intéressant der e ceci est vrai dés le stade de ‘départ’,
lorsque canaux non branchés alternent avec canmadarme de trident. En effet, le canal
formant la branche centrale du trident est pluswigue les canaux des deux autres branches,
car les canaux des branches centrales des tridentsissus des tous premiers canaux,
présents dans les 8 bras des éphyrules (stade |A gure 1.27). Les canaux non branchés
sont également plus vieux que les canaux des deunches périphériques des tridents, car ils
sont issus des tous premiers canaux présentslestoeas des éphyrules (stade A sur la figure
1.27).

Le fait que chaque nouveau canal se connecte al dé@a formé le plus jeune conduit a une

organisation fractale du réseau gastrovascula8ke [ih méme motif de trident se répéte aux
différentes échelles (figure 1.34, réalisée parcckin Fleury).
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Figure 1.34—Visualisation de I'organisation fractale des canaux

Nous devons toutefois noter que, comme il arrivaveat dans le vivant, la régle de
croissance énoncée précédemment peut présenteadastes [29,78]: les canaux peuvent
parfois bourgeonner a partir d’'un canal radialsmé connecter a un autre canal radial, ou au
canal circulaire, et il peut arriver qu’un canal@anissance se connecte a vieux canal et non a
un jeune.

1.4.2.3. Croissance des canaux dans I'endoderme

Précisons a présent I'anatomie d’'un canal en @o@ss: comme nous l'avons vu dans le
paragraphe 1.4.1.2., les canaux sont reliés entxepar un mince feuillet de cellules :
'endoderme.

Un nouveau canal croit dans I'endoderme. La figuB5 B présente une vue schématique
d’une coupe longitudinale a travers un canal erssamce (a gauche) et a travers un canal non
branché (a droite). Les zones de la méduse comdapba ces coupes sont indiquées par des
traits noirs sur la figure 1.35 A.
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Mésoglée

Canal en
croissance

= Canal
= Endoderme
= Ectoderme

Figure 1.35— Schéma d’une coupe longitudinale d’'une méduse uslga(A) : les deux plans
de coupe. A droite (B) : coupe longitudinale denéduse.

La figure suivante (figure 1.36) présente une veielessus d’'un canal en croissance, observé
au microscope, a l'objectif 20X, en contraste iféemtiel différentiel (le principe de cette
technique est détaillé en annexe A). Sur la paitate de la figure (figure 1.36 B), les
contours du canal en croissance ont été surligras, plus de clarté. Le canal en croissance
est entouré par de nombreuses cellules (les bossespondent aux noyaux de ces cellules),
qui constituent les cellules de 'endoderme.

A

Figure 1.36-— Visualisation d’'un canal en croissance, entouré’dedoderme. Sur I'image
de droite (B), les contours du canal sont surlignés

La structure détaillée de I'endoderme, de la jamcttanal/endoderme, et les processus de
croissance d'un canal dans I'endoderme seront lidStadans le troisieme chapitre de ce
travail.
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Comme nous l'avons vu en introduction, la morph@gendans le vivant est un processus
complexe qui implique des contrbles génétiquesnichues, et mécaniques. Dans le cadre de
cette thése, nous avons étudié les facteurs phesiguouvant jouer un rdle dans la
morphogenése du systéme gastrovasculaire de lasmAdtelia aurita Nous nous sommes
intéressé aux propriétés meécaniques des diffétemsiss entourant un canal en croissance, et
avons cherché a comprendre leur role dans la direde croissance d’un nouveau canal. Ces
différents tissus sont la mésoglée, 'endodermesemnuscles (figure 1.37).

I
/ l Mésoglée
— Canal en
55 croissance
— Endoderme
/77 Muscles

Figure 1.37—Schéma des tissus entourant un canal en croissance.

Dans le chapitre suivant, nous exposerons notréeétie la mésoglée et de ses propriétés
mécaniques. Puis, nous présenterons dans lesresaqiivants notre travail sur I'endoderme,
et son comportement mécanique en réponse aux chotramusculaires de la méduse.
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2. La mésoglée

2.1. Introduction

La mésoglée est située entre les feuillets cetkdaépidermiques et endodermiques. En
volume, elle correspond au tissu principal de lalusé. Elle est essentiellement constituée de
matrice extracellulaire [9]. Che&urelia aurita elle contient également des cellules mobiles,
isolées, et distribuées de maniére éparse entfibtes, les cellules mésogléennes [143].

2.1.1. La matrice extracellulaire

La matrice extracellulaire désigne I'ensemble desénmux extracellulaires présents dans les
tissus. Elle se trouve notamment dans les tissnfrctifs, dont on peut donner comme
exemple chez 'homme les tendons, la cornée, Imeleles tissus adipeux, les cartilages, les
0s... La matrice extracellulaire est composée dedilet de macromolécules.

Parce que ses constituants ont de nombreux domaénkaison avec les cellules, la matrice
extracellulaire joue un réle crucial pour le somt®ructural, 'adhérence, la migration, la
régulation et la communication cellulaire [15,7FL5Ainsi, les intégrines (protéines

présentes sur la membrane cellulaire), peuveriksedux protéines du milieu extracellulaire,

ce qui conduit & l'activation de nombreuses cascadie signalisation dans la cellule,

conduisant a sa différenciation, sa prolifératisg migration... [30,58,69,162]. Les

interactions entre cellules et matrice ne sontseasement biochimiques, mais également
meécaniques : les propriétés viscoélastiques deataaa extracellulaire jouent un réle majeur
dans les comportements cellulaires, l'organisaties tissus, la morphogenése et le
développement [47,54,75].

2.1.2. Composition et role de la mésoglée

La mésoglée est constituée de cellules mésogléesinde matrice extracellulaire. Cette
derniere est un gel fibreux extrémement hydratéec@mt entre autres des fibres de collagéne
[20,26,27,133,144], des microfibrilles riches entpines analogues a la fibrilline [128] et des
macromolécules telles que les mucopolysacchari¥s [Les fibres de collagene donnent a la
meésoglée sa rigidité, et les microfibrilles de iflore son élasticité [106]. Les cellules
meésogléennes participent a la production des filbeda mésoglée [143].

Comme pour les vertébrés, la matrice extracelllde la méduse est un support cellulaire
[20], permettant le soutien structural du corpd’deimal, et joue un réle essentiel dans le
contrle de la migration cellulaire, la différent@m et la morphogenese
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[56,82,136,139,145,149]. Elle permet égalementrémsport des nutriments [20] et la
régulation de la flottabilité de la méduse [42]r Bidleurs, elle est essentielle a la nage de la
méduse. La méduse n'a en effet pas de muscles omigtas, et aprés une contraction
musculaire, la méduse retrouve sa forme initiafegrma I'élasticité de la mésoglée : certaines
des fibres qui la constituent se comportent come®erdssorts qui se compriment sous I'effet
de la contraction musculaire et qui se détendergteiuvent élastiguement leur forme initiale
des que les muscles se relachent [26,60,106].

2.1.3. Présentation de notre étude de la mésoglée

Le rbéle des propriétés mécanigues de la matriceaeeltulaire étant essentiel dans la

morphogenese, et la mésoglée étant le principsdl Gl entoure les canaux en croissance,
nous avons cherché a comprendre le réle de sawstuet de ses propriétés viscoélastiques
dans la morphogenéese du systéme gastrovasculaits &/ons vu en effet dans le chapitre
précédent que les canaux avaient une directiorralssance déterminée : ils croissent vers,
puis se connectent aux canaux les plus jeunes. Nous sommes demandé si la matrice
extracellulaire n’était pas plus rigide autour dasaux les plus vieux, ce qui aurait conduit

les canaux en croissance a éviter ces vieux camduxse connecter aux plus jeunes. Nous
avons également cherché a savoir si une éventgjlisation particuliere des fibres de la

matrice aurait pu guider la croissance d’un nouveal dans une certaine direction.

Nous avons par conségquent cherché a mesurer lgsigdés mécaniques de la matrice
extracellulaire, et a visualiser son organisatlars de notre étude, nous avons été amenées a
mesurer les propriétés physiques et a observegafisation fibreuse de la mésoglée de
méduses a différents stades de développement. Blowss constaté une évolution des
propriétés mécaniques et structurelles de la méspgintre les méduses juvéniles et les
méduses adultes. Une méduse juvénile est une médusent de quitter le stade éphyrule
pour atteindre le stade méduse ; son ombrelleast tbnde, elle a un diamétre de I'ordre de

1 cm, et son age est entre 3 semaines et 1 magsimdduse adulte est une méduse capable de
se reproduire ; elle a un diametre de I'ordre derhQet son age est d’environ 6 mois.

Si nos études ne semblent pas avoir mis en évidemeeontribution simple et directe des
propriétés meécaniques de la mésoglée a la diredgotroissance des canaux, il nous a paru
intéressant d’approfondir cette question du veskiment de la mésoglée. Nous avons pu la
décrire, I'interpréter et la mettre en rapport alex contraintes mécaniques subies par la
mésoglée lors des contractions musculaires de Buseé Cette étude a été publiée dans
Biophysical Journal57]. L’article est reproduit en annexe B.

Par ailleurs, comme nous le verrons par la suiteaditre 4), I'étude des propriétés

mécaniques de la mésoglée s’est avérée partiquigrieimportante pour la compréhension
de la structure mécanique des tissus entouractatesux, afin de pouvoir élaborer un modele
de croissance.
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Nous présenterons en premier lieu nos expérieneegisialisation de la structure et de
'organisation de la mésoglée. Puis, nous exposenoos mesures de ses propriétés
mécaniques, aux échelles macroscopiques et mig@iogmEs. Enfin, nous interpréterons et
discuterons les résultats obtenus.

2.2. Structure de la mésoglée

La mésoglée est quasiment transparente, et c’'astqpoi sa structure est difficilement
observable.

Les fibres de la mésoglée de différentes especenédieises ont pu étre observées par des
techniques variées : Chapman a pu visualisertessfiprincipales de la mésoglé@eéguorea
vitrina, Aurelia aurita Cyanea LamarckeChrysaora mediterraneaet Calliactis parasitica
apres fixation, coupe et marquage histologique g €fePelagia noctilucaaprés découpe de
tranches fraiches de méduse et observation ausoape a contraste de phase [26]; Weber et
Schmid ont pu observer les fibres larges et finePdlyorchis penicillatuset Aglantha
digitale par des méthodes histochimiques et par micros@&eatronique a balayage [160].

Nous avons pour notre part pu observer les fibregipales de la mésogléeAlirelia aurita
par microscopie a contraste interférentiel difféidn et les petites fibres fines par
microscopie électronique a balayage.

2.2.1. Observation par microscopie a contraste interférenel différentiel des fibres
larges

Nous présenterons tout d’abord le principe de laroscopie a contraste interférentiel
différentiel, puis le protocole suivi, et les obs#ions des fibres principales de la mésoglée.

2.2.1.1. La microscopie a contraste interférehtigférentiel

La microscopie a contraste interférentiel différginest une technique optique qui permet

d’augmenter le contraste d’échantillons transparer@ette technique est basée sur

linterférométrie, qui permet de voir les légéremriations de chemin optique a travers un

échantillon et ainsi de visualiser des détails mpsseraient sinon inapercus. Cette technique
est présentée en annexe A.

La microscopie a contraste interférentiel différeintest adaptée a des échantillons
transparents et relativement homogenes, présedtafiaibles variations d’indice. Elle est
particulierement adaptée a la visualisation deutadlin vitro, et n’est normalement pas
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recommandée pour l'observation de tissus épaisseptant d’'importantes variations de
propriétés optiqgues. Cependant, la méduse présem¢aminces couches cellulaires et une
épaisse couche de mésoglée, transparente et assemydne, la microscopie a contraste
interférentiel différentiel s’est avérée trés adepa la visualisation de cet animalyivo. La
figure 2.1 présente une visualisation d'un canatlet’endoderme, avec et sans contraste
interférentiel différentiel. Il apparait que ledféientes structures, quasiment invisibles en

microscopie standard, deviennent apparentes enosgimpie a contraste interférentiel
différentiel.

Limite canal- Limite canal-
endoderme endoderme

Endoderme Endoderme

Figure 2.1 — Visualisation d’un canal et de 'endoderme. A gaud®) : visualisation en
microscopie, sans le contraste interférentiel diffdiel. A droite (B) : visualisation de la
méme zone en microscopie, avec le contraste inatfél différentiel.

2.2.1.2. Protocole

La microscopie a contraste interférentiel différeinhous a permis de visualiser les fibres
larges présentes dans la mésoglée des médusessadult
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Coupe
transversale
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longitudinale

Axe oral-
aboral

Mésoglée

Figure 2.2 — Schéma d’'une méduse et des plans de coupes langitickt transversale
réalisés pour I'observation des différentes fibdesla mésoglée.

Nous avons découpa vivo des tranches de meésoglée chez des méduses dduitesit un
diamétre de l'ordre de 10 cm, et sont agées de i6 srviron). Ces tranches avaient une
longueur typique de quelques centimetres, et uassgur de I'ordre de quelques millimetres.
Elles ont été coupées le long de l'axe oral-abofabupe longitudinale), ou
perpendiculairement a cet axe (coupe transver§iédeye 2.2). Elles ont été observées par
microscopie a contraste interférentiel différentiicroscope Leica DMI 3000 B et objectif
Leica PL Fluotar 20X/0.40 Corr). Les images ontaxquises par une caméra (caméra Scion
CFW-1612M), controlée par le logiciel ImageJ. Leanthes devaient étre observées
relativement rapidement et ne pas rester trop égngs sous le microscope (pas plus de 15
min) afin de ne pas sécher.

2.2.1.3. Observations

Les tranches de meéduse, observées en contrastééramdiel différentiel, ont permis
d’observer les fibres larges présentes dans lagi@saNous avons observé que, comme cela
a été décrit dans d’autres especes de médusesgslzgl@e est traversée par des fibres larges
qui ont une organisation particuliére [27,60,100]18Veber et Schmid ont décrit en détail le
réseau fibreux de la matrice extracellulaire denkdusePolyorchis penicillatus[160] et
Chapman celui dé®elagia Noctiluca[26]. Nous avons trouvé la méme architecture chez
Aurelia aurita(figure 2.3): des fibres larges traversent la mis® verticalement
parallelement a l'axe oral-aboral, entre la peaul'dg-ombrelle, et I'endoderme. Au
voisinage de I'ex-ombrelle, les fibres larges \cates se divisent, deviennent branchées, et
pénétrent dans un enchevétrement de fibres déplotg@eentiellement, dans toutes les
directions. Aucune orientation des fibres larges pu étre observée entre la sous-ombrelle et
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'endoderme. Chez les méduses juvéniles (qui ontliamétre de I'ordre de 1 cm, et sont
agées de 1 mois environ), la résolution de la mapie a contraste interférentiel différentiel
était insuffisante pour observer correctement Haecture des fibres larges, qui étaient plus
fines que chez les méduses adultes ; cependargt,avons pu occasionnellement obsemer
vivo quelques fibres verticales traversant la mésaggéanéduses juveéniles.

Les fibres sont ancrées aux couches cellulairestderme de I'ex-ombrelle et 'endoderme)
[160]. Nous avons observé de nombreuses celluls®giéennes, distribuées aléatoirement,
et qui sont visibles sur la figure 2.4. Le diameties fibres larges est variable, et peut
atteindre 12 um. Nous avons pu observer que lessfilarges semblent étre elles-mémes
constituées de fibres un peu plus fines : les gibeeges peuvent se diviser, comme nous
pouvons le voir sur la figure 2.4. Elles sont ené@s par un dense réseau tridimensionnel de
fibres fines qui emplit le volume de la mésogléett€ structure de fibres fines est
transparente a la lumiére, mais peut étre obsgraémicroscopie électronique a balayage.

1cm
10 cm

o —— -'
4D

.v

L/

T mm
Tcm

Figure 2.3— Schéma de l'organisation des fibres de la mésodl&arelia aurita. Pour des
raisons de clarté, le dessin des fibres ne respeasdes dimensions véritables. Les longueurs
caractéristiques de I'organisation fibreuse sordiquées en noir pour les méduses adultes et
en gris pour les méduses juvéniles. Endoderme; (erjombrelle (ex) ; fibres fines (ff);
fibres larges tangentielles (ft) ; fibres largesrti@les (fv) ; muscles de la sous-ombrelle
(mu). Figure adaptée de [160].
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Figure 2.4—Visualisation de I'organisation des fibres larges ld mésoglée d’Aurelia aurita
en microscopie a contraste interférentiel différelntA gauche (A) : visualisation des fibres
verticales. A droite (B) : visualisation des fibriemgentielles. Les deux fleches indiquent des
points de division des fibres.

2.2.2. Observation par microscopie électronique a balayagees fibres fines

Nous présenterons tout d’abord le protocole spivis les observations des fibres fines de la
mésoglée en microscopie électronique a balayageBjMBEotons que le principe de cette
technique est détaillé en annexe A.

2.2.2.1. Protocole

La microscopie électronique a balayage nous a gedmivisualiser les fibres fines présentes
dans la mésoglée des méduses. La préparation Hastilons et leur visualisation ont été
réalisées sur la plateforme de microscopie éleicfugna balayage du batiment de chimie de
I'Université Paris VII, avec David Montero. Spéséd de la préparation et de la visualisation
d’échantillons biologiques en MEB, il nous a beayraidées a élaborer un protocole
permettant de préparer au mieux les méduses pahsdivation en MEB. Nous détaillons ici
ce protocole.

Avec l'aide de Nathalie Luciani, nous avons fixé deéduses juvéniles entieres, ainsi que des
morceaux de mésoglée de méduses adultes, prélangdadrégion centrale, traversée par les
fibres verticales. La solution de fixatif était uselution de glutaraldéhyde a 5%, dans une
solution de cacodylate a 0.1 mol/L [24]. Un 1 mlumk telle solution était obtenu en

mélangeant 200 pL de glutaraldéhyde a 25 % (solatthetée chez Sigma, référence C4945)
a 800 pL de cacodylate a 0.125 mol/L. La masseineala cacodylate étant de 214 g/mol, 40

mL de cette derniere solution étaient obtenus ssotliant 1.07 g de cacodylate en poudre
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dans 40 mL d’eau distillée. L’'osmolarité de cetduson, mesurée par un osmometre, était
voisine de 1050 mOsm, donc avait une osmolaritéineide celle de I'eau de mer artificielle
de nos aquariums, qui se situe entre 1000 et 1106mm Eviter un choc d’osmolarité permet
en effet de préserver au mieux les tissus biolagd95]. Afin que la fixation puisse étre
efficace, les échantillons sont immergés dansxatifipendant 1 h & température ambiante,
puis toute la nuit a 4°C. Les échantillons sontugasincés. La solution de rincage est une
solution de cacodylate a 0.5 mol/L. 40 mL de cetdaition peuvent étre obtenus en dissolvant
4.28 g de cacodylate en poudre dans 40 mL d’edillébs Cette solution a également une
osmolarité voisine de 1050 mOsm. Les échantillamé sncés une premiere fois pendant 1 h
a 4°C, puis une seconde fois toute la nuit a 4%dnt ensuite déshydratés et séchés.

Pour cela, il convient tout d’abord de remplacesdéution de rincage dans laquelle baignent
les échantillons par de I'acétone. Les échantilkors immergés dans des bains successifs de
10 min chacun, dans lesquels la concentration dmllation de rincage diminue tandis que
celle d’acétone augmente. Une fois que les éclamtikont dans des bains d’acétone pure, ils
sont séchés par la méthode de contournement dti gridigue : I'acétone est remplacée par
des bains successifs de concentration croissant€@eliquide dans de l'acétone. La
miscibilité de I'acétone et du GQiquide rend ce remplacement possible. Une fois lgs
échantillons sont dans du @uide pur, une transition de phase par contauerg du point
critigue, c'est-a-dire en passant par ['état sufigpge, permet de faire passer
progressivement le CCen phase vapeur. Ce contournement évite une tiansie phase
brutale de liquide & gaz, qui abimerait les écHanf. Les échantillons sont alors
parfaitement déshydratés : tout le liguide a étéptacé par de l'air. Ne restent que les
architectures cellulaires et fibreuses.

Afin d’observer la structure fibreuse de la méseghbus avons soulevé délicatement la peau
des méduses juvéniles déshydratées. Cette opéemétinréalisée a I'aide d’'une fine aiguille
et sous une loupe binoculaire, en différents etglrde I'ombrelle. Cela nous a permis
d'observer le fin maillage fibreux, situé enviromtre 100 et 400 pum au-dessus de
'endoderme. Les échantillons ont ensuite été nisdal par du platine. Les observations ont
éte realisées avec un microscope électronique aydge a émission par effet de champ
(microscope MEB Zeiss Supra 40).

2.2.2.2. Observations

En raison de la grande quantité d’eau présente ldansnésoglée, les méduses subirent une
diminution de volume importante, quasiment d’urtéac deux, lors des différentes étapes de
fixation, déshydratation a I'acétone, et partia@ient lors du séchage par contournement du
point critique. Cette diminution de volume a étéaz$ee a un plissement de leur peau (figure
2.5). Ainsi, les dimensions du maillage fibreuXest diametres des fibres observés en MEB
sont sans doute inférieurs aux dimensionsvivo [119,126]. Cependant, malgré cette
diminution de volume de la mésoglée, les obsematitaites avec la MEB donnent des
informations intéressantes sur I'architecture @iganisation du réseau fibreux [160].
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Figure 2.5—Visualisation d’'une méduse Aurelia aurita entienengicroscopie électronique a
balayage. Dans la zone marquée par le cercle rolmypeau a été soulevée afin de pouvoir
visualiser I'organisation des fibres.

La figure 2.6 montre la structure fibreuse de |lsogie d’'une méduse juvénile, observée en
MEB, dans la zone de la mésoglée traversée pdibles larges verticales. Nous pouvons
observer des fibres larges, qui émergent d’'un m@tiement de fibres fines. Ces fibres larges
semblent formées par des agglomérations des fflires environnantes. Ce phénomeéne fut
aussi observé par Weber et Schmid dans la méeoiserchis penicillatug160]. La figure
2.6 B montre une cellule mésogléenne entourée siearede fibres fines. Nous pouvons
observer que ces dernieres sont distribuées aléatent, et de facon hétérogene et isotrope.
Par ailleurs, la taille du maillage du réseau fibresemble tres variable. Une organisation
similaire a pu étre observée dans des morceawédegtée provenant de méduses adultes.

Figure 2.6 — Visualisation de I'organisation des fibres finesldemésoglée d’Aurelia aurita
en microscopie électronique a balayage. A gauche (Asualisation de fibres larges qui
émergent d’'un entremélement de fibres fines. Atelr@) : visualisation d’une cellule
mésogléenne entourée de fibres fines.
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La visualisation des fibres de la mésoglégultlia auritanous a ainsi permis de montrer que
sa structure est formée de fibres larges organisé@e$ibres transversales et verticales,
entourées d’un réseau de fibres fines distribuédagbn hétérogene et isotrope.

Nous exposerons dans les parties suivantes nosresedas propriétés mécaniques de la
mésoglée, tout d’abord a I'’échelle macroscopiqués localement, a I'échelle microscopique.

2.3. Propriétés mécaniques macroscopiques de la mékum

Afin d’avoir un premier apercu des propriétés mégaes de la mésoglée, nous les avons
mesureées globalement, a I'échelle macroscopiguenésoglée est un matériau complexe, et,
comme de nombreux tissus vivants, peut étre déweitaniquement comme un matériau
viscoélastique [4]. Afin d’avoir une premiere mesule I'ordre de grandeur de I'élasticité et
de la viscosité de ce tissu, nous avons réaliséexigdriences de macrorhéologie, au moyen
d’'un rhéométre.

Nous rappellerons tout d’abord quelgues élémentshdelogie ainsi que le principe du
rhéometre, puis nous présenterons le protocoleestekpériences réalisées, et enfin les
résultats obtenus.

2.3.1. Larhéologie, le rhéomeétre

2.3.1.1. Quelques rappels de rhéologie

Le principe des expériences de rhéologie est dggl une contrainte connue a un matériau,
et de mesurer la déformation correspondanteyicel versa La relation entre contrainte et
déformation nous renseigne sur les propriétés nifwas intrinseques du matériau, comme
son élasticité ou sa viscosité. Si la contrainteassez faible, la déformation est réversible, et
les mesures sont alors dans le domaine linéairda $ontrainte est trop importante, le
matériau peut alors étre endommagé irréversiblemeintia relation entre contrainte et
déformation n’est alors plus reproductible. Nousrev cherché a réaliser nos expériences
dans le domaine linéaire.

Afin de caractériser les propriétés mécaniques anatériau dans le domaine linéaire, un
cisaillement oscillant correspondant a une défammat(t) = y, cos(wt) d’amplitudey, et
de pulsationw connues est appliqué a différentes fréquencerdajue la déformation est
sans unité, car elle est égale au déplacement diisaillement divisé par la hauteur de
I'échantillon. La contrainter(t) correspondant a cette déformation est mesuréaokation

61



complexe,y(t) = y,e'®! et la contrainte et la déformation sont liées eerdlles par la
relation [115]:

a(t) = Gy (1) = [G'(w) +iG (@)]y(t) 2.1

ou G* est le module viscoélastique complexe. La padale de ce module;’, est appelée
module élastique, &t”, la partie imaginaire, est appelée module visqu&inon écrit que
y(t) = yo,e“t dans I'équation 2.1, on obtient, en notation g2ell

a(t) = Gy (t) = y,[G'(w) cos(wt) — G"(w) sin(wt)] 2.2
Comme, en notation réellg(t) = y, cos(wt), I'équation 2.2 peut également s’écrire [115]:

o) = 6O + =7 (1) 23

Pour un matériau purement élastique, I'équation 2&8rita(t) = G'y(t), ce qui justifie
l'utilisation de G' pour caractériser I'élasticité d’un matériau. Lenttaintes(t) est alors
proportionnelle a la déformatigr(t).

Pour un matériau purement visqueux, elle s’éxi) = %y(t), ce qui justifie l'utilisation de

G'' pour caractériser la viscosité d’un matériau. dat@intes (t) est alors proportionnelle au
taux de déformation(t).

Lors d'une déformation, I'énergie peut étre emmangaes par élasticité ou dissipée par
viscosité.
Considérons la partie élastique de I'équation 2at) = Gy(t). L'énergie élastique
emmagasinée par unité de volume par un matériauwrdéfde 0 ay, est égale a [115]:

Yo , ']/02 2.4

Eelas(t) = J- Gydy =G 7

0
Cette énergie élastique emmagasinée est propoetierat'.
De méme, considérons la partie visqueuse de l'@qu&t.3 : o(t) =%y(t). Quand une

déformation sinusoidale est appliqguée a un matérdignergie volumique perdue par
dissipation visqueuse sur une période est egdlgés:[

2n/w G" . d 2m/ " . . "
Evise(t) = [, Sy(®) L dt = [T [=6 "y, sin(wt)][-yow sin(wt)] dt = G'my? 22

0 0

Cette énergie perdue par dissipation visqueugeregortionnelle &".
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2.3.1.2. Lerhéometre

Un rhéomeétre, utilisé en mode d’oscillation, perrdet mesurer le module viscoélastique
complexe. L'échantillon est placé entre deux plagupii ont une géométrie définie, par
exemple une géométrie plan-plan, comme celle qua seilisée pour la mésoglée des
méduses. Dans une géométrie plan-plan, I'échamidsa placé entre deux disques de métal de
guelques centimétres de diametre, séparés entralewguelques millimétres. Comme les
propriétés mécaniques peuvent dépendre de la tampg&run thermostat permet de fixer la
température des plaques, et donc de I'échantillafin d’'imposer une déformation
sinusoidale, comme décrit dans la partie précédntisque supérieur oscille autour de son
axe. Le rhéometre contréle et mesure le couplagléade rotation, et la vitesse angulaire, et
en déduit la contrainte, la déformation, et le tdexdéformation [35,115]. Dans le domaine
linéaire, si la déformation s’exprime comm@) = y, cos(wt), la contrainte s’exprime alors
comme :

o(t) = 0y (w)cos(wt + §(w)) 2.6

ol gy(w) est 'amplitude de la contrainte, &w) le décalage de phase.etG"” peuvent étre
déduits des mesures de I'amplitude de la contraahwu décalage de phase. En effet, si on

combine les équations 2.2 et 2.6, on trouve @ue= U‘;—(“))cos d(w) etG"= 0°y—((°)sin 6(w).
0 0

Ainsi, les mesures du déphasaqe), ainsi que du rapport des amplitué%%”—) entrey(t) et
0

o(t), permettent de déduir® etG"” [35,115].
Le rhéometre peut fixer I'amplitude de la déforroatou de la contrainte, ou la fréquence.
Afin d’éviter que I'échantillon glisse, des plaguegueuses peuvent étre utilisées.

2.3.2. Protocole

Les expériences de rhéologie ont été réaliséesogenmd’un rhéometre (TA Instruments, réf
ARES G2), dont Alain Ponton nous a expliqué le fmmmement. Nous avons mesuré les
propriétés mécaniques de la mésoglée des méduseka auritaadultes avec une géométrie
plan-plan. Pour ce faire, nous avons découpé laghés des méduses adultes, afin d’obtenir
des cylindres d’environ 25 mm de diameétre et 2 memhdut. Ces tranches fraiches de
meésoglée ont été prélevees sur des méduses vivanteslieu de la mésoglée, dans la zone
des fibres verticales, loin des tissus cellulaisxdodermiques et endodermiques. Les
échantillons ont été découpés a l'aide d’'un cyknde métal creux, permettant d’obtenir des
tranches de mésoglée de diamétre contrdle, de 28ersrametre (figure 2.7).

Les mesures ont été réalisées a 20°C, avec uneégi@@plan-plan, un diametre de disques
de 25 mm, et un espacement entre les disques tbenximm (figure 2.8). Afin d’éviter tout
glissement de I'échantillon, nous avons utilisé desjues rugueux, et appliqgué une faible
force normale constante pendant toute la durée€eapdrience. Un cache humide, placé
autour de I'’échantillon, permettait d’éviter autgoe possible toute évaporation.
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Morceau de
mésoglée

Mésoglée

Figure 2.7 — A gauche (A) : photo du cylindre de métal creuxnpeitant de découper un
cylindre de mésoglée dans une méduse adulte. fedB®) : schéma d’'une méduse adulte et
du cylindre de mésoglée prélevé pour les expérgedeanacrorhéologie.
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Figure 2.8 — Schéma d'un morceau de mésoglée dans un rhéomiaimeplan pour les
expériences de cisaillement.

Les modules élastiques et visqueux ont été détésrpar des mesures en oscillation : une
déformation sinusoidale, de fréquence connue pgdigaée ; la contrainte correspondante est
mesurée, puis, a partir de ces mesurést G" sont calculés (voir le paragraphe précédent).

Afin que les échantillons ne soient pas endommagésnos mesures, nous avons cherché a
nous placer dans le domaine linéaire, donc a ddefaidéformations. Afin de déterminer la
plage de déformations correspondant a ce domaimegs avons mesuré’ et G a une
frequence d’oscillation fixée (f = 1 Hz), et dedaténations croissantes (de 0.01 a 100%). La
zone ouG' et G" sont indépendants de la déformation correspordzane linéaire. Au-deld,

G' et G"” diminuent quand la déformation augmente, et neespondent donc plus a des

64



caractéristiques intrinseques du matériau permettiédtablir une correspondance entre
contrainte et déformation indépendamment de lauvalle la déformation (ou de la
contrainte). Dans la zone linéairg,et G"" ne dépendent que de la frequence de déformation a
laquelle le matériau est soumis. La figure 2.9 gméss les mesures d&E et G’ en fonction de

la déformation, obtenues pour différentes tranceemésoglée, a une fréquence d’oscillation
de 1 Hz. Nous pouvons observer d@iieet G sont quasiment indépendants de la déformation
appliguée, tant que cette derniere reste infériaut®o. Au-delai’ et G décroissent avec la
déformation. Les morceaux de mésoglée sont dons danrégime linéaire pour des
déformationy < 1%.
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Figure 2.9 — Modules élastiques G’ (cercles) et visqueux G’'r(és) en fonction de la
déformation, a une fréquence d'oscillation de 1 Bhaque courbe G’ et G” correspond a
une expérience faite avec un échantillon de mésatjféérent.

2.3.3. Résultats

Apres avoir déterminé que le régime linéaire cqoesait a des déformations inférieures a
1%, nous avons choisi d’effectuer nos mesure&'det G” a une valeur de déformation de
0.3% : cette valeur est inférieure a 1%, pour siassd’étre dans le régime linéaire, sans étre
trop faible, afin que les déformations soient safifites et les mesures associées fiables.

Nous avons mesuré la dépendance en fréquence diegesi@lastique) et visqueux ') a

une valeur de déformation de 0.3%, et pour desapaiss de 0.13 a 20 rad/s. Les expériences
ont été faites sur 18 tranches différentes de niéspgrovenant de 6 méduses adultes.
Chaque morceau de mésoglée avait été découpéalamdnie zone : la région traversée par
les fibres larges verticales. Chaque échantill@semtait le méme comportement mécanique :
dans la gamme de fréquences étudiBesgtait supérieur &", et G’ augmentait légérement
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avec la frequence. Nous avons observé une vat@blidis résultats relativement faible entre
les différents échantillons. Sur la figure 2.10us@vons traceé les valeurs moyennes et

G'" en fonction de la fréquence ; les barres représeres écarts quadratiques moyens,
traduisant la variabilité entre les différents éthimns.

Les résultats des expériences de macrorhéologiseptés sur la figure 2.10, montrent que la
mésoglée est un matériau viscoélastique [155]. Dmgamme de fréquences étudiéégest
supérieur & ", et la mésoglée est donc un matériau plus élastige visqueux. Entre 1 et 20
rad/s, G' et G augmentent en fonction de la fréquence en suivaet loi de puissance
identique, caractérisée par un exposant voisin dé.0Des comportements en loi de
puissance, qui sont la signature d’'un gel, onbétervés dans de nombreux polyméres [158],
notamment des biopolymeres [131]. Le comportemeritégjuence des modules élastiques et
visqueux de la mésogléeAlirelia auritaest trés voisin de celui de gels de collagéne (eoi
paragraphe 2.5.1.1.).

we—

10! 1

G'(w), G"(o) (Pa)

100 L L PR L . R |
107 100 10!
o (rad/s)

Figure 2.10— Modules élastiques G’ (cercles) et visqueux G'r(és) de la mésoglée en
fonction de la pulsation, a une déformation de @3 Les courbes correspondent a des
moyennes faites sur 18 tranches différentes degléesd_es barres correspondent aux écarts
guadratiques moyens, qui traduisent la dispersies imhesures.

Une comparaison avec d’autres études mécaniquesSemenr la mésoglée de méduses n’est
pas évidente. En effet, si les travaux concerriéhide de la composition ou de la structure

de la mésoglée sont nombreux, rares sont ceuxrgterit de ses propriétés rhéologiques.

Nous avons relevé les travaux d’Alexander [6], @étudié le fluage de la mésoglée, et ceux
de Megill et al. [106], qui ont étudié son élagécen compression. Alexander étudiait les

propriétés mécaniques des méduses dans le donminénéaire : leur mésoglée était étirée

guasiment d’'un facteur deux [6]. C'est pourquaidlus est difficile de comparer ses résultats
aux nétres, qui sont obtenus par des mesures lfdiseis dans le domaine linéaire.
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Cependant, nous pouvons, dans une certaine mdssirepmparer aux résultats obtenus par
Megill et al. [106]. En effet, ces auteurs, par dessures de compression, ont trouvé un
module de Young moyen de 340 Pa dans la mésogldeolyerchis penicillatus Si une
comparaison exacte de cette valeur avec nos megdaresacrorhéologie n’est pas possible,
nous pouvons estimer grossierement le module @lestde la mésoglée deolyorchis
penicillatusa partir de son module de Young mesuré par Megidll., et le comparer a nos
mesures. Si on considere en premiere approximajios,la mésoglée, malgré ses propriétés
visqueuses et I'orientation des fibres larges guidmpose, peut étre vue comme un matériau
purement élastique, isotrope et incompressiblgalaur de son module élastique serait égale
au tiers de son module de Young [115]: le modussté&ue de la mésoglée @®lyorchis
penicillatus serait d’environ 110 Pa. Si nous avons mesuré aduie élastique plus faible
chezAurelia aurita(voisin de 20 Pa a une pulsation de 1 rad/spiddses de grandeur de ces
modules élastiques sont voisins. La différence peatvenir de la différence de taille et de
forme entreAurelia aurita et Polyorchis penicillatusconduisant & une organisation fibreuse
[160] et & des propriétés mécaniques differenfagrelia auritaa la forme d’une soucoupe,
de 10 cm de diametre, Bolyorchis penicillatusa la forme d’une petite torpille de 3 cm de
diamétre [106,160].

2.4. Propriétés mécaniques microscopiques de la méseg

Si les quelques études réalisées précédemmergsprdpriétés mecaniques de la mésogléee
se sont toujours intéressées a I'échelle macrogaepiaucune étude rhéologique n’avait
auparavant été réalisée a I'échelle microscopi@ependant, I'étude du rdle des propriétés
mécaniques de la mésoglée dans la morphogenédertame étude rhéologique a I'échelle
cellulaire, que nous avons réalisée grace a urteitpee de microrhéologie, et que nous
présentons dans la partie suivante. Le principeette technique, le matériel expérimental a
utiliser, ainsi que les techniques d'interprétatides résultats, nous ont été donnés par
Bérengére Abou, qui est une spécialiste de micabolgée, et avec qui nous avons travaillé en
collaboration. Elle utilise cette technique poursomer les propriétés viscoélastiques de
liquides biologiques [3], ou pour étudier des phéanes hors équilibre, comme la transition
vitreuse [1,2,32]. Nous exposerons tout d’abordiecipe de la microrhéologie, puis le
protocole utilisé, les résultats, et enfin les eigrees de contrdle.

2.4.1. La microrhéologie
2.4.1.1. Principe et utilisations
Les technigues de microrhéologie ont été largeméhsées ces derniéres années, afin de

mesurer les propriétés viscoélastiques de gels mowséchantillons biologiques a I'échelle
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du micron [22,100]. Ces techniques permettent diétues propriétés mécaniques de tissus,
de cellules [39,50,104,156,161], de sécrétionsogigues dont on ne dispose que d’un faible
volume [3], et permettent de mesurer les hétéraggEnéle I'échantillon [148,154]. Des
microsondes (billes, aiguilles...) sont insérées dauhantillon, et permettent de mesurer, a
I'échelle microscopique, la relation entre contraifvia la force exercée par la sonde) et
déformation yia la position de la sonde). Afin d’appliquer unec®rsur I'échantillon, la
sonde peut étre manipulée de diverses faconsdgsamteractions magnétiques [93], ou par
piégeage laser [155]. Il est aussi possible deasegp d’'une excitation externe et d'utiliser le
mouvement brownien intrinseque des microsondes][ID&ns ce cas, la force motrice est
thermique. La position de la sonde peut étre mespia¢ visualisation au microscope [3], ou
par des techniques de diffusion dynamique de lade1j103,116].

Dans le cadre de notre travail, nous avons messrropriétés mécaniques de la matrice
extracellulaire en injectant des microbilles et emregistrant leur mouvement brownien
visualisé au microscope. La force motrice est thguey avec une énergie de l'ordre IgeT,

kg étant la constante de BoltzmanrT'da température, exprimée en Kelvin. Cette foremet
faible, la réponse viscoélastiqgue est mesurée ldash@maine linéaire. Les modules élastiques
(G") et visqueux ") locaux peuvent étre déduits des déplacementgapigues moyens des
microbilles [101].

2.4.1.2. Théorie sous-jacente

Présentons a présent les éléments de théorie guietient de comprendre le lien entre le
déplacement quadratigue moyen d’une microbilleestrhodules élastique&’] et visqueux
(G") de son environnement local. Nous nous placemuisdtabord dans le cas simplifié d’'un
fluide purement visqueux, donc de module élastimqulepuis nous généraliserons au cas d’un
fluide viscoélastique.

Cas du fluide purement visqueux

Considérons une microbille immergée dans un flpdeement visqueux. Cette bille a un
mouvement brownien, di aux nombreuses collisionsc ades particules du fluide. Le
mouvement de la microbille dans le fluide visqueeut étre décrit par une équation de
Langevin. Pour simplifier, nous considérons le aag&limensionnel (les résultats pourront
ensuite étre généralisés au cas tridimensionnel)principe fondamental de la dynamique
conduit a I'équation de Langevin unidimensionngl23]:

m% = F(t) — mlv(t) 2.1

68



oum etv(t) sont la masse et la vitesse de la bille.

mcv(t) correspond au terme de dissipation visqueuseog#icientm( est lié a la viscosité
du fluiden et au rayon de la bill& par la loi de Stokes. Cette derniére permet eet eff
d’exprimer les forces de frictionE; subies par une bille de ray@en déplacement a une
vitessev dans un fluide de viscositgde la facon suivante :

F,=—6mR% - ml=6mR 2.8

F(t) est une force aléatoire, résultant des nombreraksions avec les particules du fluide.
Nous posons que cette force a une distributiongg@amse de moyenne nulle :

(F(t))=0 2.9

Les crochets indiquent une moyenne sur un grandoreme billes, situées toutes dans le
méme environnement macroscopique, dont sont col@suparameétres thermodynamiques,
comme la température. Nous supposons égalemeritéghelle de temps caractéristique de
variation deF (t) est bien plus courte que I'échelle de temps cératigue du mouvement
des billes. En conséquence, les distributions dese$ a deux instants donnés sont
découplées. Cela peut étre exprimé mathématiqueshedatfacon suivante :

(F(OF(t))=g6(t —1t) 2.10

ou 4 (t) est une fonction de Dirac, gtune constante.

Si la position initiale de la bille est notég et sa vitesse initiale,, la résolution de I'équation
de Langevin (équation 2.7) conduit a I'expressioinante de la vitesse de la bille en fonction
du temps :

1 (¢ , 2.11
v(t) = voe <t + —f e EOF(t)d t
mJ

Nous pouvons déduire de I'équation 2.11 I'exprassle la vitesse quadratigue moyenne en
fonction du tempgAv?(t)) :

(Av2(0)) = (v(£)?) — ((1))? =

g - 2.12
1—e %

L’équation 2.12 montre que la vitesse quadratigwyenne atteint une constante a temps
long :

g 2.13
2m?{

lim (Av?(6)) = (Av? (e0)) =
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A temps long, la vitesse moyenne de la bille eier{{w(«)) = 0), et la bille est en équilibre
avec son environnement, qui est a températulee théoreme d’équipartition de I'énergie a
une dimension conduit par conséquent a :

1 1 _1 _ 9 2.14
Em(AUZ(OO» = Em(vz(oo)) =5 keT = ame

ou kg est la constante de Boltzmann.

L’équation 2.14 relie la friction a la température.

Nous pouvons a présent exprimer le déplacementrgtigquae moyen de la bille en fonction
de la viscosité et de la température. Si la comlitnitiale de la position est fixéexg = 0,
l'intégration de I'équation 2.11 conduit a :

1—e¢t 1t ¥ o 2.15
x(t) = xg———+— | dt’ | dt’e IR
4 mJjy 0
Nous pouvons déduire de I'équation 2.15 que :
g 1—e ¢t 1—e 2t 2.16

(*(0) = () = (KO =5

[t —2

; tT ]

L’équation 2.16 montre qu’a temps long, les bitbes un mouvement diffusif, caractérisé par
un coefficient de diffusiom :

=20t - D=—2 2.17

20y = 9
(a6 =~ o

Afin d’exprimer D en fonction d€’, et non en fonction dg, que I'on ne peut pas mesurer,
nous combinons les équations 2.14 et 2.17, et obgen

_ kgT 2.18
=

Nous pouvons egalement exprinigren fonction de la mobilitg¢. Si on applique une force
externeF, sur la bille, sa vitesse résultante sera uF,. La loi de StokesF, = 6mnRv,

conduit a lier la mobilité au terme de dissipatioisqueuse de la facon suivante:
”:e;]R:mi;' Par conséquent, nous pouvons déduire de I'démua®.18 I'équation

d’Einstein :
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D
DT 2.19
U

Afin de mesurer la viscosité du fluide par I'obssdion du mouvement brownien des billes,
nous cherchons a exprimer la relation entre leogis€ et le déplacement quadratique moyen.
La loi de Stokes (équation 2.8), et les équatiohg 8t 2.18 conduisent a :

kT 2.20

(ar?(6) =3

L’équation 2.20 est a une dimension, et peut &regalisée a d-dimensions ainsi :

dksT 2.21

() =50

L’équation 2.21 montre que si la température didéwet le diametre de la microbille sont
connus, nous pouvons deéduire la viscosité du flgpideement visqueux environnant de la
mesure du déplacement quadratique moyen en fondtidemps.

Cas du fluide viscoélastique

Considérons une microbille immergée dans un fluideoélastique. Son mouvement peut
étre décrit par une équation de Langevin. Pour Iffieyp nous considérons le cas

unidimensionnel (les résultats pourront ensuite ggnéralisés au cas tridimensionnel). Le
principe fondamental de la dynamique conduit auampn de Langevin unidimensionnelle

[103,123]:

2.22

mi—f =F(t) — ftmg“(t —tHv(t)dt

oum etv(t) sont la masse et la vitesse de la bille. Cettatému (équation 2.22) permet de
prendre en compte I'élasticité et la viscosité diliemn par I'intégration de la fonction de
mémoire temporelle{(t). Cette fonction correspond a la dissipation visigee(de maniére
analogue au terme vu dans le paragraphe précéstmfion 2.7), et son intégration rend
compte de I'histoire des forces appliquées a ldiquée, et de la possibilité que I'énergie
emmagasinée dans le milieu environnant a un instanhé soit retournée a la particule
ultérieurement, ce qui correspond au comportemémstigue. La borne inférieure de
l'intégrale est0, instant auquel la bille a été introduite dansfliede. Comme dans le
paragraphe précéderit(t) est une force aléatoire, résultant des nombrexdésions avec
les particules du fluide. Nous posons que cetteefan une distribution gaussienne de
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moyenne nulle. La vélocité de la bille a un instaest le résultat des nombreuses collisions
avec des particules du fluide aux instants prédéd€iela impliqgue que la distribution des
vitesses au tempsg est découplée de la distribution des forces alést@aux temps, > t;.
Cela peut étre exprimé mathématiquement de la measigvante :

(voF(t))=0 pour t>0 2.23

Comme précédemment, les crochets indiquent une mmeysur un grand nombre de billes,
situées toutes dans le méme environnement macigsepmont sont connus les parameétres
thermodynamiques, comme la température. Nous pogoeades billes sont initialement au

repos :

(x(0))=0 et (v(0))=0 2.24
Multiplier les deux membres de I'équation 2.22 pgi0), lui appliquer une moyenne
d’ensemble, puis prendre en compte I'équation 2d2®luit a la relation suivante :
dv t ) , , 2.25
Grvon == [ &t - @) de
0

En appliquant la transformation de Laplace a I'dgma2.25, nous pouvons obtenir une
relation entre la fonction de mémoitgt) et la fonction d’autocorrélation de la vitesse

(v(©)v(0)).

Rappelons I'expression de la transformée de Lagfésked’ une fonctionf (t) :

fs) = f f(t)e stdt 2.26
0
Le terme de gauche de I'équation 2.25 devient :
N (% v(0)) e~Stdt = [e =S w(D)v(0))5+[, se™ (v()v(0))dt 297

= s(B(s)v(0)) — (v(0)?)

ou 7(s) est la transformée de Laplacewg). Le terme de droite de I'équation 2.25 est une
convolution, est sa transformée de Laplace €&ts)(#(s)v(0)) de telle sorte que la
transformée de Laplace de I'équation 2.25 conduit a

. (v(0)?%) 2.28
(W(s)v(0)) = —=—
s+ <(s)
Le théoreme d’équipartition de I'énergie relie éanpérature a la vitesse moyenne des billes.
Il peut étre écrit, & une dimension, de la facoivasue :%m(v(O)z) = %kBT, ouT estla

température du systéemekgt la constante de Boltzmann. Insérer cette relataors I'équation
2.28 conduit a la relation :
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kT 2.29

(T(s)v(0)) = m

Le terme d’inertie de I'équation 2.29 est néglidealmis a part a tres haute fréequence (MHz),
si bien que 'équation 2.29 devient :

kyT 2.30
mc(s)

(T(s)v(0)) =

La fonction d’autocorrélation de la vitesse peut &xprimée en fonction du déplacement
quadratique moyethx2(t)) [102]. En une dimension, on obtient :

19%(Ax? 2.31
(w(ew() =5 e

Comme les billes sont immobiles a l'instant 0 (équation 2.24), nous obtenons, apres une
transformation de Laplace de I'équation 2.31:

s2(A%X2(s)) 2.32

() = ——

En combinant les équations 2.30 et 2.32, nous oh&mne relation entre la fonction de
mémoire et le déplacement quadratique moyen :

2ksT 2.33

Oh ms2(Ax?(s))

Il nous faut & présent établir le lien entre laction de mémoire et la viscoélasticité linéaire
d’un fluide complexe. Le comportement viscoélasgigst complétement décrit par le module
de relaxation des contraintégt), qui lie la contraintes(t) a un instantt au taux de
déformationy (t) aux instants passeés [115] :
t 2.34
o(t) = f G(t—t)y ()dt
0

La viscosité complexq(w) est définie pour un mouvement oscillatoire pér) = n(w)y(t)
et est liee au module de relaxation des contraiptes)(w) = fOOOG(t)e“""’t dt [115]. 1l

apparait que la viscosité complexe est la transderde Fourier du module de relaxation des
contraintes. Ainsi, si on prend la transformée dplace de I'équation 2.34, nous obtenons :

G(s) = sn(s)7(s) 2.35

Le module viscoélastigue complex@& est défini pour un mouvement oscillatoire par
a(t) = G*(w)y(t) . Dans le domaine de Laplace, nous obtenons laloetation suivante :
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G*(s) = s7i(s) 2.36

Dans le cas limite d’'une suspension diluée de qdes sphériques de rayon R, immergée

dans un solvant purement visqueux, le coefficienfrittion et la viscosité sont liés par la loi
de Stokest = %. Nous posons qu’un fluide viscoélastique obéir@me comportement,

et généralisons cette loi a toutes les fréquerld@3] |

B mZ’(s) 2.37

1i(s)

En combinant les équations 2.36 et 2.37, la loBtlskes généralisée peut étre écrite de la
facon suivante :

smc(s) 2.38

G*(S) - 67R

En combinant les équations 2.33 et 2.38, nous ohtela relation recherchée entre le module
viscoélastiqgue complexe et le déplacement quadiatigpyen :

~ kgT 2.
G (s) =—2— 39
3nRs(AX?(s))

Si on considére un milieu a d-dimensions I'équathB9 peut étre écrite de la fagon
suivante [22]:

~ dkgT 2.4
G*(S) = 0
3nRs(AT2(s))

L’équation 2.40 est une généralisation de l'équmtie Stokes-Einstein pour les fluides
complexes.

La plupart des mesures de module viscoélastigueepagpar une excitation sinusoidale de
'échantillon a une pulsationn, permettant d’obtenir les modules élastiqu&sw) et
visqueux G"(w). Afin de pouvoir comparer les résultats de microtbgie et de
macrorhéologie*(s) peut étre exprimé dans le domaine de Four@t(w). L’équation
2.40 devient alors :

d kgT 2.41
3nRiw(AT?(w))

G (w) =

ou (A7?(w)) est la transformée de Fourier tfer?(t)). La partie réelle de I'équation 2.41
correspond &' (w) et sa partie imaginaired’ (w).
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Interprétation des courbes de déplacement quadeatipyen

Remarquons que I'équation 2.40 permet de retroukéguation 2.21 décrivant le
comportement diffusif d’une bille dans un milieur@oent visqueux.

En effet, dans un fluide purement visqueux, deoggé donnée, I'équation 2.3 devient :

GI’ .
o®) = —(®) = ¥ (D) =2

Dans le domaine de Laplace, I'équation 2.42 devient

G(s) = nsy(s) 2.43
Or I'équation 2.35 estd(s) = s1(s)7(s)
Nous en déduisons donc que :
n(s) =n 2.44

d kgT

Or, les équations 2.36 et 2.40 conduisent &(s) = s7(s) = IR

Par conséquent :

d kgT 2.45

(AP%(s)) = 3nRsZ

Dans le domaine temporel, 'équation 2.45 donne :

d kBTt 2.46
3R

(Ar? (1) =

Nous retrouvons I'équation 2.21, obtenue pour uidé purement visqueux. L'équation 2.46
montre que dans un milieu purement visqueux, ldagément quadratique moyen d’une
microbille est linéaire au cours du temps [22].

Par ailleurs, dans le cas d’'un milieu purementtigjas, de module élastigue’, I'équation
2.3 devient :

a(t) =G'y(t) 2.47

Dans le domaine de Laplace, I'équation 2.47 devient
6(s) =G'7(s) 2.48
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Or I'équation 2.35 estd(s) = s1(s)7(s)
Nous en déduisons donc que :

_ G’ 2.49
N(s) = ?
d kgT

Or, les équations 2.36 et 2.40 conduisent &(s) = s7(s) = IR

Par conséquent :

dkyT 2.50

(AF2()) = 3 2 s

Dans le domaine temporel, 'équation 2.50 donne :

d kyT 2.51
37RG’

(Ar? (1)) =

L’équation 2.51 montre que dans un milieu puren&astique, le déplacement quadratique
moyen d’une microbille est constant au cours dipe[@z2].

Ainsi, la pente du déplacement quadratique moyercaurs du temps tracé en échelle
logarithmique est de 1 dans un milieu purementuasg et de 0 dans un milieu purement
élastique. Dans un milieu viscoélastique, cettegoea situe entre 0 et 1 [22]. Le mouvement
d’'une microbille est alors sous-diffusif.

2.4.2. Protocole

Avoir présenté le principe et la théorie de la mibgologie, nous souhaitons détailler le
protocole permettant de réaliser nos expériencesmitzorhéologie dans la matrice
extracellulaire des meéduses. Ce protocole se canples trois parties : l'injection des
microbilles, puis I'observation de leur mouvemenbvmien, et enfin l'analyse de ce
mouvement brownien, afin d’extraire les modulestid@es et visqueux, en se basant sur les
éléments de théorie exposés précédemment.

Les expériences ont été réalisées sur des médusaslgs (d’environ 1 mois, et 1 cm de
diameétre), et des méduses adultes (d’environ 6,mnebi$0 cm de diameétre). Si les méduses
juvéniles peuvent étre observéesivo au microscope, les méduses adultes sont trop ggand
C’est pourquoi la mésoglée de ces dernieres aéetdugée, dans la région centrale des fibres
larges verticales, et les expériences de microdgimlont été réalisées sur des morceaux de
méduses adultes, alors qu’elles I'ont i&té&ivo pour les méduses juvéniles. Notons toutefois
gue le fait que ces différences de protocole gienaffecter les résultats a été étudié dans le
cadre de nos expériences de contrbles présentgesagraphe 2.4.4.
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2.4.2.1. Injection

La solution de microbilles utilisée est une solatide microbilles fluorescentes, avec un
groupement de surface amine (donc chargées poséivig, et ayant un diametre de 1 um
(Invitrogen, réf F8765). Cette solution a une conegion voisine de TOmicrobilles par
millilitre d’eau de mer atrtificielle.

Cette solution est injectée a I'aide de micropgetiont I'extrémité a une taille de quelques
microns. Elles sont fabriquées au laboratoire, tegaré un capillaire en verre borosilicate, de
diameétre externe 1 mm et interne 0.58 mm (Harvgpgahatus, réf GC100-15), au moyen
d'un étireur de pipettes (Narishige, réf PB-7). Quiropipettes sont montées sur un
dispositif de microinjection (Eppendorf, CellTramil)Q et sont guidées au moyen d’un
micromanipulateur (Narishige, réf MN-151) (figure.2).

Porte-pipette

‘ Porte-pipette

Microma-

nipulateur L Micropipette
Echantillon
Micromani-
pulateur

Systeme

d’injection

Figure 2.11— Photos du systéme de microinjection sur le micrpscé gauche (A) : photo
d’ensemble. A droite (B) : photo plus en détail.

Les détails de la procédure d’injection sont pré&ssern figure 2.12.
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Figure 2.12 — Schéma de l'injection de microbilles dans une médusénile. Endoderme
(en) ; ex-ombrelle (ex) ; lamelle (Ia) ; mésogléae] ; microbilles (mb) ; micropipette (mi) ;
objectif (ob) ; sous-ombrelle (so).

Les méduses juvéniles sont tout d’abord paralyeédgs plongeant pendant une dizaine de
minutes dans une solution a 7.5% en volume de Mdiilée dans un rapport 1/1 dans une
solution d’eau de mer artificielle. Elles sont dtesuplacées sur une lamelle de verre,
l'ombrelle étant étalée, et la sous-ombrelle éamtcontact avec la lamelle de verre. Cette
position de la méduse nous permet dinsérer lati@pgans la mésoglée a travers l'ex-
ombrelle (comme représenté sur la figure 2.12).blessure est ainsi limitée et peut étre
soignée facilement par la méduse. En effet, uneciign a travers la sous-ombrelle aurait
endommageé les fibres musculaires, le systeme gastrolaire et I'endoderme.

Quelgues nanolitres de la solution de microbillest $snjectés, ce qui correspond a quelques
centaines de microbilles. Afin d’éviter a la méduke sécher, I'injection doit étre réalisée
aussi rapidement que possible (en 10 minutes arvilges billes sont injectées dans la
mésoglée environ 200 um au-dessus de I'ectoderngsiris-ombrelle, soit environ 100 pm
au-dessus de I'endoderme. Elles sont ainsi biegrées dans la mésoglée, loin des couches
cellulaires, mais a une profondeur suffisammentléa{200 um) pour étre inférieure a la
distance de travail d’'un objectif & immersion det fgrossissement, qui a une résolution
suffisante pour la visualisation du mouvement briewnNous avons choisi un objectif a
immersion, avec un grossissement de 63X, une awreenumérique de 1.30, et une distance
de travail de 280 um (Leica, PL APO 63X/1.30 GLYORR).

Nous avons veérifié que I'injection des microbilles semblait pas affecter la morphologie et
le comportement normal des méduses juvéniles.

Concernant les méduses adultes, des morceaux degléesont découpés dans la région
centrale traversée par les fibres larges vertickd@sdes couches cellulaires (environ 1-2 mm
au-dessus de I'endoderme). Ces morceaux de mesogléeontiennent pas de fibres
musculaires, et n'ont donc pas besoin d’étre paéalyar du MgGl Sinon, I'injection se fait
comme pour les méduses juvéniles, mis a part guadl fait directement dans la mésoglée,
sans avoir a traverser de couches cellulaires.
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2.4.2.2. Observations

Quand réaliser les observations ?

Aprés l'injection, les méduses juvéniles sont repés dans I'eau de mer artificielle (isolées
dans un aquarium conique vide, ou dans un béattempgent librement pendant une journée.
L’observation du mouvement brownien des billes ntéslisée que le lendemain du jour de
I'injection.

Nous avons en effet observé que le mouvement bemnaes billes juste aprés l'injection est
différent de celui mesuré une journée apres, osl pjuste apres l'injection, les microbilles ne
sont pas encore toutes bien insérées dans la matipeuvent se trouver dans des poches de
la solution d’eau de mer injectée avec elles. Batre, un jour apres injection, le mouvement
brownien des microbilles est plus confiné, et noabservons plus de mouvement brownien
correspondant & des billes dans des poches dleast. én de méme pour les jours suivants :
les résultats de microrhéologie obtenus un jour,ptusieurs jours apres injection, sont
similaires. Ces résultats seront présentés au izeutag) 2.4.4.1. Ainsi, I'eau de mer injectée
avec les microbilles diffuse progressivement, et belles peuvent alors étre insérées
localement dans la matrice extracellulaire ; um purés l'injection, ce processus est achevé.

Par ailleurs, il convient de ne pas attendre tmmiemps entre I'injection des billes et leur
observation (pas plus de un ou deux jours), cacddiales mésogléennes phagocytent peu a
peu les microbilles (figure 2.13). Ces cellulestsmmeffet capables de mouvement amiboide,
et de phagocytose [143]. Nous avons observé quaemeaine apres injection, quasiment
toutes les billes injectées avaient été phagocyteless sont alors dans des corps cellulaires,
ne sont plus dans la matrice extracellulaire, eebgpériences ne peuvent plus étre réalisées.

Figure 2.13— Visualisation de microbilles dans la mésoglée etsdane cellule mésogléenne.
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Concernant les morceaux de mésoglée des médudéssadous avons observé, comme dans
le cas des méduses juvéniles, que I'observatioaitiétre faite un jour aprés injection : nous
devons attendre que l'eau injectée ait eu le tedepdiffuser, et nous devons éviter que les
cellules mésogléennes aient phagocyté toutes lemlilies. Ainsi, aprés linjection, les
morceaux de mésoglée sont conservés pendant unegoau réfrigérateur, pour les préserver
des bactéries et permettre la diffusion de l'eajeckée. Nous avons Vérifié que la
microinjection et le séjour au réfrigérateur n'atent pas la forme des échantillons et le
comportement des cellules mésogléennes. Weber . ebnél d’'ailleurs montré que des
morceaux de meésoglée peuvent étre conservés pemgasieurs semaines a basse
température [159].

Comment réaliser les observations ?

Un jour apres injection, les méduses juvéniles aambuveau paralysées, puis placées sur une
lamelle de verre, dans la méme position que pnjettion : leur ombrelle est étalée, et leur
sous-ombrelle est placée en contact avec la lardelleerre (voir figure 2.14). Les morceaux
de mésoglée ne sont pas paralyseés, et sont simglel@posés sur la lamelle de verre. Une
chambre fermée, transparente sur les faces inférietusupérieure (figure 2.14), est placée
autour de I'échantillon, afin d'éviter toute évagiion lors de I'expérience. Le montage
expérimental est placé sur une table anti-vibratioafin de réduire le bruit lors des
expériences de suivi du mouvement brownien des oiltes. La fluorescence des
microbilles nous permet de retrouver aisémentde tle I'injection. La fluorescence de ces
microbilles étant proche de celle de la ‘Green Fdgoent Protein’, elle est visualisée au
moyen d’'un microscope a fluorescence (Leica, DMIB8), équipé de filtres permettant de
voir la Green Fluorescent Protein (cube de filtrekca GFP). Si certaines microbilles ont été
phagocytées par les cellules mésogléennes, la rpligmnt toujours dans la matrice
extracellulaire. Il est tres facile de voir si umgcrobille est dans une cellule ou dans la
matrice extracellulaire (figure 2.13), et seules teicrobilles insérées dans la matrice sont
prises en compte pour les expériences de micrarfieol
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Figure 2.14— Visualisation des microbilles dans une méduse jie:éh gauche (A) : schéma
de la visualisation des microbilles. Chambre ferrteg#e; endoderme (en) ; ex-ombrelle (ex) ;
lamelle (la) ; mésoglée (me) ; microbilles (mb)ujextif (ob) ; sous-ombrelle (so). A droite
(B) : photo d’'une méduse juvénile dans la chambmmée.

Le mouvement brownien des microbilles dans la mateextracellulaire est visualisé a
température ambiante (T=21°C £ 2°C), en lumiéregmsise, au moyen de l'objectif a
immersion de grossissement 63X. Il est enregisraéupe caméra CMOS (Photron, Fastcam-
Ultima 1024) a une vitesse de 500 images par sesopendant 8 secondes, sur un champ de
vision de 100X100 um2. Entre 5 et 30 microbilleayant étre visualisées en méme temps sur
un méme champ de vision (figure 2.15). Les billeagncytées ou agrégées entre elles ne sont
pas prises en compte. De plus, afin d’améliorerdpport signal sur bruit, seules les
microbilles situées dans le plan focal de l'objeatt donc nettes, sont prises en compte
(figure 2.15).

Cellule
mésogléenne

Billes
agglomérées

Billes dans le
plan focal

Cellule
mésogléenne

Billes en dehors
du plan focal

Figure 2.15—Visualisation de microbilles dans la mésoglée etsdane cellule mésogléenne.
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2.4.2.3. Analyse

Une fois que le mouvement brownien des microbiflegté enregistré, il doit étre analyse.
Dans un premier temps, les images sont analystematiquement afin d’extraire la position
de chaque microbille en fonction du temps. Puis,puogramme permet de corriger le
mouvement de translation di a un inévitable glissdrde I'échantillon, ainsi que de calculer
le déplacement quadratique moyen de chaque béke nhiodules élastiques et visqueux locaux
peuvent ensuite étre déduits des déplacementsajicpas moyens.

Loqiciel de suivi des particules

Un logiciel développé au laboratoire par Olivierrd@@eso et Bérengere Abou, sous la forme
d’un plugin sous ImageJ [125], permet de suivremtmivement brownien bidimensionnel de

plusieurs microbilles a la fois. Le mouvement desrobilles est suivi grace a une meéthode
classique de corrélation croisée. L’algorithmeisdilpermet d’obtenir une résolution sur la

position des billes inférieure au pixel [3]. Ladig suivante montre un exemple de suivi de la
position d’une microbille pendant 8 secondes (fg2r16).

0,8 —

0,6 +
£ o4+
>

0,2 +

0 I I : :
0 0,2 0,4 0,6 0,8
X (um)

Figure 2.16 — Trajet du mouvement brownien bidimensionnel d’unierahille dans la
meésoglée d'une méduse juvénile pendant 8 s. Lea®pknt quadratique moyen de cette
bille & t =2 s est de I'ordre de 0.1 pm=.
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Correction de la translation et calcul du déplaggmeadratique moyen

La méduse juvénile paralysée, ou le morceau de giessoplacés sur la lamelle de verre,

glissent doucement, en raison de leur forte hytoataCe glissement peut étre diminué en

graissant légérement la surface du verre afin derldre hydrophobe ; mais elle ne doit pas
étre trop graissée afin de ne pas altérer sestémaptiques. Un léger glissement ne peut
souvent pas étre evité, et le mouvement des bélesus du mouvement brownien, présente
alors une composante de translation a une vitesgerdre de 0.2 um/s. Nous avons écrit un

programme sous Matlab pour supprimer cette compessn translation. Le principe est de

calculer le mouvement moyen des microbilles ; sidenbre de billes est suffisamment grand
(au moins une dizaine), ce mouvement moyen correspa mouvement de translation, car la
moyenne d’ensemble du mouvement brownien des lafiesulle. Ce mouvement moyen est

alors soustrait au mouvement de chacune des billes.

Apres cette correction de la translation, le dégilaent quadratigue moyen bidimensionnel est
calculé. Pour chaque bille, de position au courstetupsx(t) et y(t), le déplacement
quadratique moyen bidimensionnel s'exprime de lagofia suivante {Ar2(t)), =
([x(t +t) —x()]* + [yt +t) — y(t)]?)r. La moyenne est une moyenne temporelle, faite
sur le temps d’enregistrement du mouvement browdénbilles, qui est de 8 secondes (donc
t <8sett' +t < 8s). Cette moyenne permet d’améliorer la précisiatisgique. Afin que
cette moyenne temporelle puisse étre calculéersumombre de données suffisant, elle n’est
réalisée que pour des temps 2 s, sur un enregistrement de 8 secondes.

Nous avons réalisé des expériences de microrhéottagis des solutions de glycérol, afin de
vérifier a la fois que notre méthode permettaitsdastraire correctement le mouvement de
translation, et également pour nous assurer quplai® secondes, la précision statistique
était suffisante pour évaluer correctement le dipleent quadratigue moyen. Nous avons
choisi le glycérol, car c’est un fluide newtoni@oyement visqueux, de viscosité connue.

Nous avons réalisé des enregistrements de mouvdmewnhien des microbilles dans des
solutions de glycérol soumises a un mouvement aeslation (obtenu par un déplacement
manuel léger de la platine du microscope). Noushsveérifi€é que notre programme

permettait d’extraire le mouvement de translatibdesretrouver le déplacement quadratique
moyen correspondant au mouvement brownien original.

La figure suivante (figure 2.17) montre les dépfaents quadratiques moyens de plusieurs
microbilles dans une solution de glycérol, ainsieqgla moyenne des déplacements
guadratiques moyens. Chaque courbe correspond avement d’'une bille. La courbe tracée
avec les cercles noirs pleins est la courbe moyesistenue en moyennant les déplacements
guadratiques moyens des différentes billes. Cettebe a une pente de 1, ce qui est en accord
avec la théorie : le glycérol est un fluide puretngsqueux, le mouvement d’'une microbille
est alors purement diffusif et son déplacement qi@gie moyen au cours du temps est
linéaire. Comme nous pouvons l'observer, les diffiés déplacements quadratiques moyens
commencent a diverger les uns des autres et adrithee moyenne a des temps 2 s. Ainsi,
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pour des temps < 2s, le déplacement quadratique moyen d’une bille pérde rendre
compte correctement de la nature du milieu enviaohn mais au-dela, pour des temps
2s <t < 8s, I'échantillonnage statistique est insuffisant pobtenir des résultats fiables.
Ceci justifie de ne tracer les courbes de déplansnguadratigues moyens que pour des
tempst < 2s.
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Figure 2.17 — Déplacement quadratigue moyen de différentes bdkss du glycérol en
fonction du temps sur 8 s. La courbe tracée avec acles noirs pleins est la courbe
moyenne. La pente de la droite représentée est de 1

La figure suivante (figure 2.18) présente les dggleents quadratiques moyens de différentes
microbilles (comme précédemment, chaque courbegspond a une bille) dans du glycérol,
avec et sans translation, et avec et sans comedtida translation. La figure du haut (2.18 A)
montre les déplacements quadratiques moyens déeylsisbilles obtenus en analysant
directement I'enregistrement de leur mouvements satraire le mouvement de translation :
a temps courts, la pente des courbes est de Li o®mespond au régime diffusif attendu ; a
temps longs, la pente est de 2, ce qui correspondauvement de translation. La figure du
milieu (2.18 B) montre les déplacements quadraiqueyens de ces billes, obtenus apres
soustraction du mouvement de translation : la pdetecourbes est de 1, comme attendu. La
figure du bas (2.18 C) montre les déplacementsratigdes moyens de billes dans la méme
solution de glycérol, mais sans mouvement de tatinsl. Nous pouvons observer que les
déplacements quadratiques de ces billes sont qiergtia ceux présentés dans la figure du
milieu. Notre technique nous semble donc pertingrdar soustraire le mouvement de
translation des billes di au glissement de I'édhant
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Figure 2.18 — Déplacement quadratique moyen de billes dans doégty en fonction du
temps. En haut (A) : mouvement de translation ronge ; pentes des droites de 1 a temps

court et 2 a temps long. Au milieu (B) : mouvententranslation corrigé ; pente de la droite
de 1. En bas (C) : sans mouvement de translatpemte de la droite de 1.
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Programme pour en déduire G’ et G”

Afin de comparer les mesures faites en macrorhéoley microrhéologie, les modules
élastiques et visqueux et leur dépendance en fnégusont calculés a partir des déplacements
guadratiques moyens.

Comme nous l'avons vu au paragraphe 2.4.1.2.,l#ior de Stokes Einstein généralisée
donne la relation entre le module viscoélastiqgusplexe et le déplacement quadratique
moyen. Comme ce dernier est bidimensionnel, 'éqona.40 devient [40,101,103]:

G(s) = 2kB~T 2.52
3nRs(AT2(s))

ou, rappelons-lek; est la constante de Boltzmarih,la températureR le rayon de la
microbille, s la fréquence de Laplacé\#?(s)) la transformée de Laplace du déplacement
quadratique moyegAr?(t)), et G*(s) la transformée de Laplace du module viscoélastique
complexeG*(w). Rappelons qué* = G'(w) + iG" (w), ouG’ est le module élastique, @t

le module visqueux.

Le module viscoélastique complexe peut étre dédoiplement du mouvement des billes si
le déplacement quadratique moyew?(t)) des microbilles peut étre décrit localement par
une loi de puissance [101]. Cette méthode est eglidur des courbes d@ar2(t)) ne
présentant pas de variations brusques. Son avamistge’'éviter d’avoir a calculer des
transformées de Laplace, calcul qui peut étre sodferreurs. En effet, le déplacement
guadratique moyen n’est connu que sur une gamntenaes limitée, et la transformation de
Laplace requiert une intégration temporelletde 0 at — o. La transformation numérique
des données est faite sur un temps limité, cengluiit des erreurs de troncature. Par ailleurs,
'analyse requiert souvent l'utilisation d’une fdaion arbitraire pour faire un ajustement de

G*(s) [40,101].

Le comportement en loi de puissance est détermiparér de la dérivée temporelle du
déplacement quadratigue moyen en échelle logaqieni La pente du déplacement
guadratique moyen en fonction de temps tracé eallédogarithmique est comprise entre 0
et 1, pour des microbilles passivement mues pa@itéaion thermique (fin du paragraphe
2.4.1.2.). Une pente de 0, donc un déplacementrgtique moyen constant avec le temps,
correspond a un confinement dans un milieu pureristique. Une pente de 1, donc un
déplacement quadratique moyen linéaire avec le deroprrespond a un mouvement de
diffusion dans un milieu purement visqueux. Si I'décrit localement, donc pour chaque
tempst (correspondant a une pulsation= 1/t), le déplacement quadratique moyen par une
loi de puissance, les modules élastiq@ééw) et visqueuxG''(w) peuvent étre calculés
analytiquement. En effet, si le déplacement quagiratmoyen peut étre déecrit localement par

une loi de puissance, il s’écrit au voisinage del/w :
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(Ar2(0)) = (Ar2(1/w)) w™ @) tol@) 2.53

La transformée de Laplace du déplacement quadeatispyen(A72(s)) s'écrit alors :

(AF2(s)) = (Ar?(1/w)) @@ s~ @I T[] 4 o(w)] 2.54

L’équation 2.52 conduit alors a :

& 2kpT 54 2.55
(s) = 37R w™® (Ar2(1/w))T[1 + a(w)]
Par conséquent :
6'(w) = 2kpT ina ()2 2.56
3nR (Ar?2(1/w)) T[1 + a(w)]
Les modules élastiqués (w) et visquewG'' (w) sont alors les suivants :
a(w 2.57
G (w) = IG*(a))Icos7T ()
et
a(w 2.58
6" (@) = [G* ()] sin )
Avec
2kgT 2.59

1G*(w)] = 3nR(AT2(1/w))[1 + a(w)]

oU(Ar2(1/w)) est la valeur déAr?(t)) at = 1/w ; T désigne la fonction gamma(w) est
'exposant de la loi de puissance locale, évalupadir de la dérivée temporelle du
dln [(Ar2())]

déplacement quadratique moyean(w) = oln [

t=1/w

2.4.2.4. Résolution spatiale du montage expéritaén

Apres avoir présenté les techniques d’injectiombdérvation, et d’analyse mises au point
pour réaliser les expériences de microrhéologies dies méduses, nous donnons la limite de
résolution spatiale de notre systeme expérimental.

Nous avons déterminé la limite de résolution spatide notre montage expérimental
(microscope, caméra, logiciel d’analyse) par degéagnces de microrhéologie dans des
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solutions de glycérol. Ces expériences ont étésged dans les mémes conditions que les
mesures effectuées dans la mésoglée des méduseédimres et conditions de visualisation
des billes et d’analyse des résultats identiques).

La visualisation du mouvement des microbilles dasssolutions de glycérol et le tracé de
leur déplacement quadratique moyen nous permet &erndiner la limite spatiale de
résolution de nos expériences. Le glycérol estiquide purement visqueux, et de viscosité
connue. Cette grande viscosité est associée aihla tefficient de diffusion : 'amplitude
du mouvement brownien des billes est limitée et ¢placement quadratique moyen est
faible, particulierement pour les temps courtstraeé théorique du déplacement quadratique
moyen d’une bille dans du glycérol en coordonn@gmrithmiques est normalement une
droite de pente 1. Notorkla limite de résolution du systéme (microscopenéa, logiciel
d’analyse...). Des valeurs du déplacement quadratigmeen(Ar?(t)) < §2 ne peuvent étre
détectées correctement, et par conséquent cesrsyaent mesurées comme constantes au
cours du temps, égales & (figure 2.19 A). Nous avons mesuré dans le glycéro
déplacement quadratique moyen en fonction du tgradaitement linéaire. Cela signifie que
la valeur de la limite de résolution spatiale deéenonontaged, est au plus égale a la racine
carrée du plus petit déplacement quadratique moesuré (3 x 18 pm?2), qui est d’environ

5 nm. Ainsi, les courbes de déplacements quadediquoyens dont les valeurs sont
supérieures a 3 x Toum? sont fiables, et celles dont les valeurs §ufétieures a 3 x 10
um?2 sont a écarter.

La figure 2.19 B montre une courbe typique de dépteent quadratique moyen d’une bille
dans le glycérol, et indigue la valeur du plustpldplacement quadratigue moyen mesuré.
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inférieure a cette valeur: 3 X 107 ym?
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t 10-3 10-2 101 100

t

Figure 2.19 — Déplacement quadratique moyen de billes dans doégty en fonction du
temps. A gauche (A) : schéma du déplacement quadeamoyen en fonction du temps quand
la limite de résolution est d& A droite (B) : déplacement quadratique moyencertion du
temps dans du glycérol. La pente de la droite repnéée est de 1.
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Apres avoir exposé en détail le protocole développér réaliser les expériences de
microrhéologie, présentons a présent les résuliatees expériences dans la mésoglée des
méduses juvéniles et des méduses adultes.

2.4.3. Résultats

Comme nous I'avons mentionné en introduction (pagiee 2.1.3.), afin de pouvoir décrire et
approfondir le processus de vieillissement de laagi&e, nous avons effectué les expériences
de microrhéologie dans la matrice extracellulaiee 30 méduses juvéniles et 6 méduses
adultes. Les microbilles ont systématiquement axiées loin des feuillets cellulaires, dans
la région de la mésoglée caractérisée par la présias fibres larges verticales.

Nous présenterons tout d’abord les résultats obtelanms les méduses juvéniles, puis ceux
obtenus dans les méduses adultes, et nous les @om® Puis nous comparerons les
résultats de macro- et de microrhéologie obtenns s méduses adultes.

2.4.3.1. Méduses juvéniles

La figure 2.20 A montre les résultats d’une expeéreetypique de microrhéologie dans la
meésoglée d’'une méduse juvénile. Sont représengésidplacements quadratiques moyens
(Ar?(t)) en fonction du temps de 11 microbilles. Ces biiesété injectées ensemble dans la
matrice extracellulaire, puis ont été visualiséasjaur apres l'injection. Les déplacements
guadratiques moyens sont représentés en échellatlogique. Les pentes locales de toutes
les courbes sont inférieures a 1 : les billes anmouvement sous-diffusif (une pente de 1
correspond a un mouvement purement diffusif). Ggaifie que la matrice extracellulaire est
un milieu viscoélastique [40], ce qui est en accaveéc les mesures de macrorhéologie.
Cependant, le résultat le plus notable est la ditéeedes comportements des microbilles. Nous
avons pu observer qu’elles ont des mouvements beowimes variés : certaines ont un
mouvement beaucoup plus libre que d’autres, cecgnduit a la diversité des courbes de
déplacements quadratiques moyens visible sur lardig2.20 A; les déplacements
guadratiques moyens les plus importants corresponaigx billes les plus mobiles. Ces
variations locales des comportements des micrghi@ieelent I'hétérogénéité mécanique de la
matrice extracellulaire a I'échelle du micron. @etétérogénéité spatiale est cohérente avec
les observations de microscopie €lectronique aybhghl qui révélaient d'importantes
hétérogénéités de l'organisation fibreuse a I'dehehicroscopique (voir le paragraphe
2.2.2.2).
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2.4.3.2. Méduses adultes
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Figure 2.20 — Déplacement quadratique moyen de billes en fonctiontemps dans la
mésoglée de méduses. Les pentes des droites megesasont de 1. A gauche (A) : résultat
typique d’'une expérience de microrhéologie dansmgéduse juvénile. A droite (B) : résultat
typique d’'une expérience de microrhéologie dansméduse adulte.

La figure 2.20 B montre les résultats d'une exp@getypique de microrhéologie dans la
meésoglée d’'une meéduse adulte. Sont représentédél@acements quadratiques moyens
(Ar?(t)) en fonction du temps de 13 microbilles. Comme nbasons observé dans la
meésoglée des méduses juvéniles, les microbillesuantnouvement sous-diffusif, ce qui
montre que la matrice extracellulaire est un mil&coélastique. Nous pouvons également
noter une grande diversité des courbes de déplateguadratique moyen. Cependant, la
dispersion de ces courbes est plus importante ldamgsoglée des méduses adultes que dans
celle des méduses juvéniles. Notamment, certainesliles ont un mouvement brownien
de trés faible amplitude, et leur déplacement catagire moyen est trés faible (€1im?) et
guasiment constant au cours du temps. Nous avaii@\g'il était supérieur a la limite de
résolution du systéme. Ces billes sont étroitenpeégées dans le réseau fibreux de la
matrice, et leur déplacement quadratique moyen maami’elles sont insérées localement
dans un milieu quasiment purement élastique. Legsabilles ont un mouvement brownien
plus libre et leurs déplacements quadratiques nwgent proches de ceux mesurés dans les
méduses juvéniles.
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2.4.3.3. Modules viscoélastiques aux échelles msopiques et microscopiques

Nous avons réalisé des expériences de macro- eticterhéologie dans la mésoglée de
méduses adultes. Afin de comparer les mesures éelodie réalisées aux différentes
échelles, nous avons déterminé les modules élasti§i(w)) et visqueux " (w)) locaux a
partir des mesures de déplacements quadratiquesnsales expériences de microrhéologie
(voir équations 2.57, 2.58 et 2.59 a la fin du geaphe 2.4.2.3.). L’équation 2.59 a été établie
pour un milieu homogéne, ér?(1/w)) doit &tre estimé par une moyenne temporelle et une
moyenne d’ensemble sur plusieurs billess=21/w. Cependant, la matrice extracellulaire de
la méduse est un milieu trés hétérogene, comme detren la diversité des courbes de
déplacement quadratique moyen (figure 2.20). Gh#igersion des courbes correspond a une
hétérogénéité mécanique de la matrice extracekylait donc des modules viscoélastiques
locaux [148]. Par conséquertyr?(1/w)) est évalué pour chaque bille indépendamment, et
la moyenne est alors uniquement temporelle [148]pls, afin que la moyenne temporelle
puisse étre statistiquement correcte, comme naw®rls expliqué au paragraphe 2.4.2.3.,
nous restreignons notre analyse aux tetrg<2 s, donc aux pulsations > 3.14 rad/s.

La figure 2.21 montre les modules élastiques etjuasx moyens obtenus a I'échelle
macroscopique au moyen du rhéometre (paragraph®.)2.8t les compare a des modules
locaux obtenus par les expériences de microrhémldis ont été déterminés a partir du
déplacement quadratique moyen de deux microbillescamportements tres différents : une
premiére bille dont le mouvement brownien est tcemfiné, et une seconde dont le
mouvement est beaucoup plus libre. Sur la figur20 2B, la courbe de déplacement
guadratique moyen correspondant a la bille qui bqueu (mouvement lent) est tracée avec
des carrés, et présente les valeurs de déplacemggdsatigues moyens les plus basses. La
courbe de déplacement quadratique moyen corresporidda bille qui bouge beaucoup
(mouvement rapide) est tracée avec des cerclegdomte les valeurs de déplacements
guadratiques moyens les plus élevées. Les ordregrateleur des modules élastiques et
visqueux mesurés avec le rhéométre sont voisingeles calculés a partir du mouvement de
la microbille étroitement confinée dans le réseatetix de la matrice. Par contre, la bille
bougeant plus librement explore un microenvironrmanieaucoup plus mou, aux modules
viscoélastiques locaux plus faibles (figure 2.Zlihsi, la mésoglée apparait comme beaucoup
plus rigide a I'échelle macroscopique que ne lg sembre de microenvironnements de sa
structure fibreuse.
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Figure 2.21 — Modules élastiques G’ (cercles) et visqueux G’r(éa) en fonction de la
pulsation aux échelles macroscopigues et microse@s. En gris : modules viscoélastiques a
I'échelle macroscopique, mesurés par un rhéométre.noir : modules viscoélastiques a
I'échelle microscopique mesurés a partir du mouvendéune bille qui bouge beaucoup. En
blanc : modules viscoélastiques a I'échelle micopsgue mesurés a partir du mouvement
d’une bille qui bouge peu.

2.4.4. Limites de la technique et contrbles réalisés

Nous présenterons tout d’abord la limite principddela technique de microrhéologie, liée a
son caractére invasif, et les expériences réalisé@egrant que, malgré cet inconvénient, cette
technique peut étre utilisée dans notre cas.

Par ailleurs, nous avons Vvérifié, par des expéegme contréle, que la nature (groupements
chimiques de surfaces) des microbilles n'affecfzls les résultats, afin d’exclure que
d’éventuelles interactions chimiques entre leebiit la matrice aient pu affecter les résultats.
Enfin, nous avons vérifié que les différences destogoles employés pour réaliser les
expériences de microhéologie dans les médusesiles@t les méduses adultes n’étaient pas
responsables des différences de résultats obtenues.

2.4.4.1. Limite de la technigue de microrhéolegi

Nous avons mesuré les propriétés mécaniques deésmgiée a I'échelle du micron en
injectant des microbilles dans la matrice extrataile de la méduse et en suivant leur
mouvement brownien. L'inconvénient de cette techeigst que I'injection des billes est un
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processus invasif et pourrait endommager localemeeréiseau fibreux. Aussi, le mouvement
brownien des microbilles a été visualisé un joueapnjection. Nous avons en effet mesuré
gue le mouvement brownien des billes était plusfioénun jour aprés, que juste apres
I'injection. De plus, les résultats de microrhéadogbtenus un jour, ou plusieurs jours apres
l'injection, étaient similaires.
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Figure 2.22 — Déplacement quadratigue moyen de billes en fonctiontemps dans la
mésoglée d’'une méduse mesurés a intervalles régalpges injection. Les pentes des droites
représentées sont de 1. En haut a gauche (A) lteéguste apres injection. En haut a droite
(B) : résultat un jour apres injection. En bas aughe (C): résultat deux jours aprés
injection. En bas a droite (D) : résultat trois j@uapres injection.
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La figure 2.22 montre des résultats de microrhéelaiptenus dans une méduse juvénile a
différents instants : juste aprées l'injection, 11jo2 jours, et 3 jours aprées l'injection. Chaque
courbe correspond au mouvement d’une microbilleidNmouvons observer que les valeurs de
déplacements quadratiques moyens sont plus élgwaesapres l'injection qu’un ou plusieurs

jours aprés. Ce résultat correspond au fait quadavement des microbilles est beaucoup
plus important juste aprés linjection: les billeent alors plus libres, car elles sont
immergées dans une matrice localement gonflee dd@au’injection, et elles ne sont pas

encore bien insérées dans le réseau fibreux, mpielait leur mouvement. Par contre, les
résultats un ou plusieurs jours apres injectiont sdentiques. Les billes sont alors bien

insérées dans la matrice extracellulaire.

Ainsi, malgré le caractére invasif de l'injectidas billes peuvent s’'insérer progressivement
dans la matrice. L'eau de mer injectée avec l#ssbdiffuse progressivement, la matrice
retrouve localement son état antérieur, et lesahiies s’insérent dans le réseau fibreux. Ce
processus est achevé un jour apres l'injectionvdrigage de cette technique est que les
microbilles, introduites au sein de la matrice,tsem contact direct avec elle. Ses propriétés
mécaniques peuvent étre mesurées directementadtioent.

2.4.4.2. Expériences de microrhéologie avec déssdde polystyrene

La chimie de surface des microbilles peut affedésr résultats de microrhéologie. Les
microbilles employées dans nos expériences eétalent billes fluorescentes d’l um de
diameétre, avec un groupement de surface amine. flearescence nous permettait de
retrouver aisément le lieu d'injection des billaBn de réaliser les observations un jour aprés
injection.

Nous avons vérifié que la chimie de surface degahilles n’affectait pas nos résultats de
microrhéologie. Nous avons répété nos mesures deonnéologie avec des billes de
polystyrene, non fluorescentes, de 1 um de dianf&€trermo Fisher Scientific, réf 4009A).
Nous les avons injectées et visualisées dans lagiéesde 5 méduses adultes et 5 méduses
juvéniles, en employant le méme protocole que adiilisé pour les billes fluorescentes au
groupement amine. La figure suivante (figure 2.28pntre que les résultats de
microrhéologie sont similaires en employant lesrobdles fluorescentes au groupement
amine ou les billes de polystyréne, et ce, a la flsins la mésoglée des meduses juvéniles et
dans celle des méduses adultes. Il apparait doaclepu différences observées dans les
expériences de microrhéologie entre méduses jegatl méduses adultes ne sont pas dues a
d’éventuelles interactions entre les fibres et desupements de surface des billes, mais
révélent un durcissement des microenvironnementésiau fibreux de la méduse adulte.
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Figure 2.23 — Expériences de contrble de microrhéologie avec lnbdss de 1 um avec
différents groupes de surface. Déplacement quaglratimoyen des billes en fonction du
temps dans la mésoglée de méduses juvéniles eédleses adultes. Les pentes des droites
représentées sont de 1. En haut a gauche (A) Iltedswvec les billes de polystyrene dans une
méduse juvénile. En haut a droite (B) : résultat@les billes fluorescentes au groupement
amine dans une méduse juvénile. En bas a gaucher¢8litat avec les billes de polystyréne
dans une méduse adulte. En bas a droite (D) : téswavec les billes fluorescentes au
groupement amine dans une méduse adulte.
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2.4.4.3. Expériences de microrhéologie dans desaeaux de meduses juvéniles

Les expériences de microrhéologie réalisées sumkduses juvéniles ont été réalisées
vivo, sur des méduses paralysées, afin d’étre aussingasif que possible. Par contre, les
expeériences sur les méduses adultes ont été eEsaksé des morceaux de mésoglée, car les
méduses adultes sont trop grandes, et il n'ess @las possible de réaliser les expériemntes
vivo.

Les différences observées dans les résultats deonméologie pourraient étre une
conséquence de ces différences de conditions exgétales. En particulier, les tranches de
mésoglée de méduses adultes ont été conservéemnpendour au réfrigérateur, et les billes
n'ont donc pas été exposées a un environnementdguoa. Par contre, les billes injectées
dans des méduses juvéniles ont été placées daesvinonnement dynamique, subissant
d’'importantes contraintes mécaniques lors des aotbns. Ces contraintes périodiques ont
pu modifier la distribution finale des billes ddegéseau fibreux de la mésoglée des méduses
juvéniles, et modifier les résultats de microrh@a@o Afin de s’affranchir d’'un éventuel biais
dans la distribution des billes, les expériencesnilrorhéologie ont été répétées dans les
méduses juvéniles dans les mémes conditions que Ipsuméduses adultes. Ainsi, des
morceaux de mésoglée ont été découpés dans 5 rm§dusailes, dans la région traversée
par les fibres larges verticales, et les microsilfieiorescentes ont été injectées dans ces
échantillons. lls ont été ensuite conservés unengmiau réfrigérateur, puis le mouvement
brownien des microbilles a été visualisé le jouivant l'injection. Ainsi, le protocole
expérimental était identique pour les méduses jilegpt les méduses adultes.
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Figure 2.24— Expériences de contréle de microrhéologie. Déplagnguadratique moyen
de billes en fonction du temps dans la mésogléméthuses juvéniles. Les pentes des droites
représentées sont de 1. A gauche (A) : résultat des billes injectées et visualisées dans un
morceau de mésoglée. A droite (B) : résultat avechilles injectées et visualisées in vivo.
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Les observations de microscopie ont révélé quevifennement dynamique des billes
injectées dans la mésoglée des méduses juvénilesnmaait pas avoir modifié la répartition
des billes dans la matrice extracellulaire. Pdewis, comme le montre la figure 2.24, les
résultats de microrhéologie étaient identiques desmisnéduses juvéniles observéesivo et
dans les morceaux de mésoglée de méduses juveéniles.

Ainsi, les différences de caractéristiques mécarsdacales des microenvironnements de la
matrice extracellulaire des méduses juvéniles naeduses adultes ne semblent pas provenir
d’'artéfacts dues aux différences de conditions exmitales. Elles seront interprétées
comme étant le résultat d’'une progressive agréaugales fibres de la matrice accompagnant le
vieillissement de la mésoglée (cela sera discuigaaagraphe 2.5.3.).

Aprés avoir présenté les résultats de notre éteda dtructure et des propriétés mécaniques
de la mésoglée, aux échelles macroscopiques ebso@piques, nous souhaitons mettre en
relation ces mesures les unes avec les autres ettérpréter.

2.4.5. Résumé des résultats

Rappelons tout d’abord brievement les résultatsnoige étude. Nous avons mesuré les
propriétés mécaniques de la mésoglée a difféeréuatealles, et avons trouvé que la mésoglée
se comporte comme un gel viscoélastique a I'écm#leroscopique, et comme un matériau
viscoeélastique beaucoup plus mou et hétérogénéchdlle microscopique. Par ailleurs, des
visualisations de [I'architecture fibreuse par mscapie a contraste interférentiel et
microscopie électronique a balayage ont montrédpsefibres larges dont 'architecture est
organisée traversent la mésoglée, et qu'elles sptdurées par un réseau de fibres fines
distribuées de maniére hétérogéne et aléatoiran,Enbus avons mesuré I'évolution des
propriétés rhéologiques de la matrice a I'échelle micron, a différents stades de
développement de la méduse, et nous avons meseardegnombreux microenvironnements
de la matrice extracellulaire de la méduse adub&mdt plus rigides que ceux de la méduse

juvénile.

2.5. Interprétation des résultats

Nous mettrons tout d’abord en relation les propaémnécaniques de la mésoglée avec sa
structure. Puis, nous exposerons le lien entrepcegrietés meécaniques et la nage de la
méduse. Ensuite, nous montrerons que nos résyivettent de mieux comprendre
comment la mésoglée vieillit. Enfin, nous présemtsr a la lumiére de ces résultats, quel réle
semble jouer la mésoglée dans la croissance deancalu systéme gastrovasculaire de la
méduse.
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2.5.1. Interprétations des propriétés mécaniques de la méglée en lien avec sa
structure

Nous montrerons tout d’abord que la structure tibeede la mésoglée rend ses propriétés
mécaniques trés proches de celles d’'un gel degawia Puis, nous présenterons le lien entre
son architecture fibreuse et les différences der@ites mécaniques observées aux échelles
macroscopiques et microscopiques.

2.5.1.1. La mésoglée et les gels de collagéne

La mésoglée &urelia aurita est un systéme fibreux partiellement composé bieedi de
collagéne [20,26,27,133,144]. Les fibres de colagéprésentes dans les cnidaires sont
proches de différents types de fibres de collagprésents chez les vertébrés. Ainsi, Miura et
Kimura [109] trouverent des fibres voisines chingment du collagéne de Type V dans la
méduseStomolophus nomurides analogues au collagene de type |, |l, etritlété trouvés
dans différentes espéces d’hydres [46,144]. A noorenaissance, la structure chimique des
fibres de collagéne Aurelia auritan’a pas été étudiée.

bY

Nos mesures de macrorhéologie dans la matriéeirdlia aurita sont similaires a celles
obtenues dans des gels de collagéne reconstitudyme | [67,76,83,155]. Méme si les
valeurs précises des modules viscoélastiques déperdke la concentration du gel de
collagéne [76], les auteurs mesuréerent dans desdgetollagene des ordres de grandeurs de
G' et G"" proches de nos valeurs. lls trouvérent, comme ,noasmodule élastiqueG()
supérieur au module visqueux'(), et Iégérement croissant avec la fréequence. iPeurs, ils
trouverent une loi de puissance décrivant le cotepment des modules viscoélastiques
similaire a la nétre. Nous avons en effet mesurémre 1 et 20 rad/q;’ et G' croissaient
avec la fréquence en suivant une loi de puissafegasant 0.16. Cet exposant est tres
proche des exposants de loi de puissance mesurésdda gels de collagéne reconstitués de
Type |, dans la méme gamme de fréquence : Knagb. ¢83] mesureérent un exposant de
0.13, et Velegol et Lanni [155] de 0.15.

Velegol et Lanni [155], et Parekh et Velegol [11ofjit également déterminé le module

élastique de gels de collagene de Type | a I'éehalicroscopique par des techniques de
piégeage laser. lls mesurérent d'importantes vanatdes modules élastiques d’'un endroit a
l'autre, traduisant des hétérogénéitészdele deux ordres de grandeur a I'échelle du micron.
Nous avons également mesuré une importante dispedss propriétés mécaniques de la
mésoglée a I'’échelle microscopique (figure 2.21).

Le systéme fibreux de la mésoglée de la méduse cependant pas exclusivement composé
de fibres de collagene, mais contient égalemenitida protéines, telles que la fibrilline, qui

forme des fibres élastiques [106]. Hsu et al. [@&surerent les propriétés viscoélastiques de
gels de collagéne dans lesquels 10% de protéinsgagtles (élastine) ont été ajoutés. A 25°C,
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ils n'ont pas trouvé de différence rhéologique enes gels de collagene pur et les gels
contenant également de I'élastine.

Ainsi, d'un point de vue rhéologique, la mésoglé&t wes similaire a un simple gel de
collagéne.

2.5.1.2. La mésoglée aux échelles macroscopicesicroscopiques

Les propriétés mécaniques de la mésoglée sontdides architecture fibreuse, aux échelles
macroscopiques comme microscopiques.

Nous avons vu que le réseau fibreux de la mésatjierelia aurita est traversé par des
fibres larges verticales entourées d’'un réseaintedsionnel de fibres fines (paragraphes
2.2.1.3. et 2.2.2.2.). Weber et Schmid [160] ordrilda matrice comme pouvant étre vue
mécaniquement comme un matelas mousseux flexibferc® par des poutres verticales. Les
expériences de microrhéologie ont mesuré prinaipate les propriétés mecaniques du
réseau de fibres fines, tandis que les expérieteasacrornéologie ont mesuré les propriétés
viscoélastiques de la mésoglée dans son ensentbie, eh incluant les fibres larges. Ces
expériences ont montré que la mésoglée se comparime un gel viscoélastique a I'échelle
macroscopique, et comme un matériau viscoélastimaicoup plus mou et hétérogéne a
I'échelle microscopique. Ainsi, comme le réseaufidees fines est trées mou et hétérogene, la
rigidité de la mésoglée a I'échelle macroscopicggtesans doute assurée par I'architecture des
fibres larges qui structure la mésoglée.

2.5.2. Nage de la méduse, et propriétés mécaniques de lésoglée

En sus du maintien et du renforcement mécaniquia daésoglée, les fibres larges de la
matrice extracellulaire jouent un réle importannhslda nage de la méduskurelia aurita
nage par propulsion en éjectant de I'eau de mdragjue contraction musculaire [38]. Les
muscles, de disposition annulaire, situés dansdégme de la sous-ombrelle, essentiellement
a la périphérie de l'ombrelle, compriment et cisail la mésoglée dans le plan
perpendiculaire a I'axe oral-aboral, et I'étiremidng de cet axe oral-aboral (figure 2.25) [60].
Bien que les déformations de la mésoglée lors dealge soient complexes, le plan de
cisaillement lors de la nage correspond au placiskllement employé dans les expériences
de macrorhéologie. Aux fréquences des contractioasculaires (~1 rad/s), les résultats de
macrorhéologie montrent que la mésoglée est pastiglie que visqueusé'(est environ 10
fois plus grand quer”’). Bien que la microstructure contienne des micvobennements
visqueux (figure 2.21), la structure macroscopigaequasiment purement élastique, ce qui
confirme le fait que I'énergie emmagasinée par boefle & chaque contraction musculaire
soit relaxée essentiellement élastiquement [26060160].
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Figure 2.25— Schéma des contraintes subies par une tranchedecigie de mésoglée dans
une méduse au repos et en contraction.

2.5.3. Vieillissement de la mésoglée

Chaque contraction de la meéduse induit une comipressotable du réseau fibreux
radialement, et un étirement dans la directionesatlorale, ce qui conduit a un allongement
des fibres verticalement. Les contraintes indugas des contractions musculaires répétées
modifient progressivement I'architecture du résébreux, et conduisent a la formation et a
I'organisation des fibres larges verticales [160].

Nos observations au microscope chez des médusasipset des méduses adultes ont révélé
gue les fibres larges verticales sont plus fineszcles méduses juvéniles que chez les
méduses adultes. Par ailleurs, nos observationsienoscope électronique a balayage ont
montré que les fibres larges proviennent de 'atéage de fibres fines (paragraphe 2.2.2.2.),
ce qui fut également observé par Weber et Schrmd dae autre espéce de méduse [160]. Il
a par ailleurs été montré dans des gels de cokagggonstitués de Type | que les fibres de
collagéne s’alignent perpendiculairement a la timacde la contrainte appliquée [117,153].
Ce processus apparait dés I'échelle microscopmuaiveau des fibres fines. Ces dernieres
s’agrégent ensuite, pour former des fibres plugelsrqui s’épaississent sous la contrainte au
cours du temps. Ces résultats suggéerent que lowgediissement de la mésoglée, les fibres
fines s’agregent progressivement, et forment dasdilarges, qui s’épaississent peu a peu au
cours du temps.
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Dans nos expériences de microrhéologie, les Ipilsgees dans un microenvironnement assez
rigide et presque purement élastique dans la méatlidee sont sans-doute piégées au milieu
de fibres épaisses. Les autres billes bougent phrement dans la matrice, et leur
déplacement quadratique moyen est similaire danméluses juvéniles et dans les méduses
adultes. Il semble que ces microbilles explorestrderoenvironnements d’un maillage lache
de fibres fines qui ne sont encore que peu agrégeéies elles. Nous en déduisons que ce
durcissement progressif de la matrice extracetielajui a lieu a I'échelle microscopique,
reflete le vieillissement de la mésoglée.

Par ailleurs, nous n'avons observé aucune différeardre les résultats de microrhéologie

réalisés dans des méduses juvéniles 1 jour aprgsction et 3 jours apres, les méduses
juvéniles ayant nagé librement tout ce temps. Ggjaifie que le durcissement mécanique

des microenvironnements de la matrice extracetkilassocié a I'agglomération graduelle

des fibres, n'est mesurable de maniére signifieatjue sur de longues échelles de temps,
vraisemblablement de I'ordre de plusieurs semaines.

Notons que si les contractions musculaires favoti$agrégation des fibres, les cellules
mésogléennes, qui tirent, adhérent et se dépladant la matrice extracellulaire, sont
vraisemblablement également responsables d'un relagel progressif de sa structure,
conduisant a accroitre les inhomogénéités du mgailfibreux et a modifier les propriétés
mécaniques de la mésoglée [76,93].

2.5.4. Réle de la mésoglée dans la croissance des canaux

Comme nous l'avons vu au paragraphe 2.1., les igtépr viscoélastiques de la matrice
extracellulaire jouent un réle majeur dans les comgments cellulaires, I'organisation des
tissus, la morphogenese et le développement [IMBAA,135]. Les processus de migration
cellulaire et de morphogenese ayant lieu a I'éehelicroscopique, nous devons considérer
les propriétés mécaniques locales de la matrica@itulaire a I'échelle du micron.

Chez la médus@urelia aurita nous avons observé, par des expériences de h@éoiogie,
gue la matrice extracellulaire est assez moll@résente des propriétés viscoélastiques trés
hétérogeénes a I'échelle microscopique (paragraph8.2 Cette hétérogénéité mécanique est
vraisemblablement liée a la grande hétérogénéitémdillage fibreux des fibres fines
(paragraphe 2.2.2.2.). Par ailleurs, quel quel'soitiroit ou nous avons injecté les billes dans
la matrice extracellulaire, par rapport a l'orgamisn du systeme gastrovasculaire (au
voisinage d’un vieux ou d’un jeune canal, ou exige canaux), nous n’avons relevé aucune
différence notable des propriétés mécaniques Iscdée la matrice. Partout, nous avons

observé une grande hétérogénéité des propriéEslastiques a I'’échelle microscopique.

Ainsi, il n"apparait pas qu’'un éventuel gradientriggdité de la matrice ait pu guider un canal
dans sa croissance pour le conduire a se conrectecanaux les plus jeunes. Par ailleurs,
I'architecture fibreuse, composée de fibres langaticales traversant la mésoglée, de fibres
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larges tangentielles sous I'ombrelle, et de fikiass distribuées de maniere hétérogene a
I'échelle de micron, ne semble pas présenter umg@anisation susceptible de guider la
croissance d’'un nouveau canal dans une certaieetidin.

Par conséquent, il apparait que la morphogenéséssau gastrovasculaire de la méduse ne
peut pas étre expliquée simplement et directemegudrér de la structure et des propriétés
mécaniques de la mésoglée.

C’est pourquoi, dans les chapitres suivants, nows sommes intéressé au réle joué par les
autres tissus qui entourent un canal en croissangayoir I'endoderme et les muscles. Il nous
est apparu que si la mésoglée ne détermine padeatirent la direction de croissance d’'un
canal, elle joue un réle indirect, en assurantrdadmission des contraintes provenant des
contractions musculaires dans I'endoderme et leawadu systéme gastrovasculaire.

Nous présenterons dans le chapitre 3 notre étudex déructure de I'endoderme, et des
processus de croissance d'un canal dans l'endodeRuis, dans le chapitre 4, nous
montrerons comment les contraintes musculairesnmeses a I'endoderme peuvent jouer un
réle important et permettre de comprendre la magphese du systéme gastrovasculaire.
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3. L'endoderme et les canaux

Comme nous l'avons vu dans le chapitre 1, les canenissent dans I'endoderme, qui est un
mince feuillet cellulaire. Afin de comprendre commhe’effectue cette croissance, nous avons
cherché a visualiser la structure de I'endoderrmegmment au niveau de sa jonction avec les
canaux. Nous avons également visuailisgivo, au cours du temps la croissance d’'un canal
dans I'endoderme.

Nous avons notamment cherché a comprendre comnmntstuucture tridimensionnelle,
comme un canal, pouvait croitre dans un feuilledt,pljuasi bidimensionnel, comme
'endoderme. L’endoderme est peut-étre constituéelex feuillets monocellulaires accolés,
pouvant se détacher I'un de l'autre, afin de peimaed un canal de croitre. Nous avons
egalement cherché a comprendre comment s’effectatié croissance : les cellules de canal
se divisent-elles pour repousser les cellules eledbderme et prendre leur place ? Une autre
hypothése serait que les cellules de I'endoderniivigent et se différencient en cellules de
canal.

Nous présenterons dans une premiere partie lesienpés que nous avons réalisées afin de
mieux comprendre la structure de I'endoderme dadenction canal/endoderme. Dans une

seconde partie, nous présenterons les expériercdasudlisation de la croissance des canaux
dans I'endoderme.

3.1. Structure de I'endoderme et de la jonction can&ndoderme

La structure de I'endoderme et de la jonction entrecanal et 'endoderme chez la méduse
sont peu connues. Dans de nombreux travaux, |'erdosl est mentionné comme étant un
mince feuillet cellulaire (dénommé ‘lamelle endod&ue’, ou ‘endoderme plat’), connecté a
tous les canaux [24,25,99,141,160]. Si la structle® canaux, et des cellules ciliées qui les
tapissent, sont relativement connues [9,16,61]e c#¢ I'endoderme et notamment de sa
jonction avec les canaux, n’a, a notre connaissgaeéte décrite.

Nous exposerons tout d’abord les expériences les $inples a réaliser, et qui donnent une
premiere idée de l'organisation de I'endodermeexst danaux: les observatioms vivo au
microscope optique, par microscopie a fluorescestc& contraste interférentiel différentiel.
Puis, nous présenterons les visualisations de sduptwlogiques. Enfin, nous détaillerons les
observations réalisées au microscope électronégbelayage, et a transmission.
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3.1.1. Visualisation in vivo par microscopie a fluorescence

La microscopie a fluorescence permet I'observatigthantillons fluorescents. Certaines
structures cellulaires de I'échantillon biologiqaeobserver peuvent en effet étre rendues
fluorescentes par marquage par des molécules foenees.

Le principe de la microscopie a fluorescence estilten annexe A.

3.1.1.1. Protocole

Les expériences ont été effectuées sur des mépsgmiles. Comme nous I'avons mentionné
au chapitre 2 (paragraphe 2.1.3.), une méduseijav&st une méduse qui vient de quitter le
stade éphyrule pour atteindre le stade meéduse ;osdirelle est donc ronde, elle a un
diamétre de I'ordre de 1 cm, et son age se sittre 8rsemaines et 1 mois.

Afin d’observer la structure cellulaire de I'endoae, nous avons marqué les noyaux des
cellules de la méduse. Nous avons pour cela utigséDAPI, ou 4',6'-diamidino-2-
phénylindole, qui est une molécule fluorescenteabbpde se lier a 'ADN (figure 3.1). Le
DAPI absorbe la lumiere UV et émet une fluorescdrieae. Il permet de détecter 'ADN, et
donc de visualiser le noyau des cellules.

> O i
kil NH NH,

NH,

Figure 3.1—Structure du DAPI.

Les cellules d’'une méduse juvénile sont marquéefaisant nager la méduse pendant 30
minutes dans un microtube contenant une solutiddAtfel (Invitrogen, D1306) a 70 pmol/L,
dans de I'eau de mer artificielle. Nous obtenomslLlde cette solution en mélangeant 1 mL
d’eau de mer artificielle a 5 puL d’une solutionmmée DAPI a5 mg/mL (soit 14 mmol/L).

La méduse est ensuite paralysée en étant immeeg@apt 10 minutes dans une solution de
MgCl, a 7.5% en volume, diluée dans un rapport 1/1 pdiedu de mer artificielle.

La méduse est alors placée sur une lamelle de,\amerelle étalée, dans la méme position
gue celle utilisée pour les expériences de micaldyge (chapitre 2, figure 2.14). Afin que la
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méduse ne glisse pas trop sur la lamelle, nousomestia I'aide d’'une pipette un maximum
d’eau de mer autour d’elle, sans I'abimer.

Les méduses sont observées par un microscoperastemce (Leica, DMI 3000 B), équipé
de filtres permettant de voir le DAPI (cube derd# Leica A4). Le filtre d’excitation
sélectionne les UV (Bande Passante centrée suni@6@e largeur 40 nm), et le filtre d’arrét
ne laisse passer que la lumiére émise, qui estldagu (Bande Passante centrée sur 470
nm, de largeur 40 nm). Les noyaux des cellules sbaervés par un objectif a immersion
grossissant 63X (Leica, PL APO 63X/1.30 GLYC CORIRs images sont acquises par une
caméra CCD de haute résolution (Andor, iXon3 88%. fluorescence des cellules de
'endoderme, plongées dans la mésoglée, étant dag®e, un temps d’acquisition de la
caméra de 1 seconde est nécessaire pour pouveisiegdiser correctement. La méduse doit
étre immobile pendant ce temps, afin que l'imag& sette. C'est pourquoi il est
indispensable de la paralyser et de retirer I'aad’gntoure afin de limiter son glissement. La
méduse peut étre observée pendant une dizainerdgesi Au-dela, elle commence a sécher,
et doit étre réhydratée par quelques gouttes dleamer pour pouvoir étre maintenue en vie.
Aprés avoir été observée, la méduse peut étrecépldans I'eau de mer, et nager a nouveau
librement. Macroscopiquement, le DAPI ne semble gasir altéré la méduse, qui peut
continuer a vivre normalement.

3.1.1.2. Reésultats

La figure 3.2 B est une visualisation des noyaux ckdlules de I'endoderme et d’'un canal,
marqués au DAPI. Nous pouvons observer que lesispai®s canaux sont formées de
nombreuses cellules, trés proches les unes dessalitcontrariq la densité cellulaire dans
'endoderme est beaucoup plus faible. Les noyawsxca#ules sont trés éloignés les uns des
autres (sur la figure 3.2 B, ils sont espacés enired’'une distance de l'ordre de 40 um). Les
cellules de I'endoderme peuvent méme sembler isdEeunes des autres. Ce n’est en fait
pas le cas, comme nous le verrons par la suite.

Nous avons essayé de marquer les membranes ddesdk I'endoderme, afin de déterminer
I'épaisseur cellulaire du feuillet endodermique.ulloavons essayé plusieurs marqueurs
membranaires. Le Bodipy (Invitrogen, C34556) eDie4-Anepps (Invitrogen, D1199) se
sont avérés étre de bons marqueurs chez la médafieeureusement, si les membranes des
cellules ectodermiques étaient bien marquées, wbranes des cellules de I'endoderme
n'étaient que trés faiblement visibles, et ce mé@prés une augmentation de la concentration
du marqueur ou du temps de marquage.
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3.1.2. Visualisation in vivo par microscopie a contraste interférentiel différatiel

Il est cependant possible, dans de bonnes conslit@iobservation, de visualiser les
membranes des cellules de I'endoderme par micraseéogontraste interférentiel differentiel.

Le principe de la microscopie a contraste interféet différentiel est décrit en annexe A.

3.1.2.1. Protocole

Comme précédemment, les expériences ont été eftecaur des méduses juvéniles entiéeres,
d’environ 1 cm de diameétre, et agées d'environ lismbha méduse est paralysée par

immersion pendant 10 minutes dans une solution g€lja 7.5% en volume, diluée dans un

rapport 1/1 par de I'eau de mer artificielle. Edist ensuite placée sur une lamelle de verre,
ombrelle étalée, toujours dans la méme position aplle utilisée pour les expériences de

microrhéologie (chapitre 2, figure 2.14). L’eau mier autour de la méduse est retirée, afin
gu’elle ne glisse pas trop sur la lamelle.

Les méduses sont observées par un microscope asteninterférentiel différentiel (Leica,
DMI 3000 B) et un objectif grossissant 20X (Lei€d, Fluotar 20X/0.40 Corr). Les images
sont acquises par une cameéra CCD de haute réso(étnalor, iXon3 885).

3.1.2.2. Reésultats

La figure suivante (figure 3.2) est une visualsatdes cellules de I'endoderme et d’'un canal.
Une visualisation de la méme région en microsca@piftuorescence et en microscopie a
contraste interférentiel différentiel permet de tngeten évidence le fait que les bosses
observées en microscopie a contraste interféredifigrentiel (figure 3.2 A) correspondent
aux noyaux des cellules, visibles en microscopliaaxescence (figure 3.2 B).

Nous pouvons observer sur la figure 3.2 A que, cerpnécédemment, les parois des canaux
sont formées de nombreuses cellules, trés proesesnes des autres, et que les cellules de
'endoderme sont moins ‘tassées’ les unes consraderes.
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Endoderme Endoderme Endoderme

Figure 3.2 — Visualisation de I'endoderme et d’'un canal. A gaudh) : visualisation par
microscopie a contraste interférentiel différentiehu milieu (B): visualisation par
microscopie a fluorescence. A droite (C) : imagest 8 combinées, I'image A étant en rouge
et la B en vert.

Sur la figure 3.3, nous pouvons également obserggrines parois cellulaires. Elles sont
indiguées par des fleches noires et blanches. Nbsarvons que ces parois ne semblent pas
mettre en évidence une structure dans laquellediigles seraient simplement accolées les
unes aux autres. Notamment, certaines parois aedal peuvent passer par-dessus le
cytoplasme et le noyau des cellules voisines (8sdblanches sur la figure 3.3). Ainsi, les
cellules semblent plutét étre ‘les unes sur leseaufjue ‘les unes a c6té des autres’, comme
semblent I'étre les cellules des canaux (figurg.3l4est difficile de déterminer si le feuillet
endodermique est ou non d’épaisseur monocellulRiae.ailleurs, si les cellules des canaux
sont petites et rondes, d’'une taille de l'ordreldepum, les cellules de I'endoderme sont
beaucoup plus grandes, d’une taille de I'ordre @@ &, et tres plates. Elles semblent avoir un
noyau circulaire protubérant, d’'une taille de l'mdde 10 pum, entouré par un corps
cytoplasmique tres fin, et trés étalé. Nous pouvanss les représenter comme ayant l'allure
d’'un ‘ceuf au plat’, comme représenté sur la figdiee (sur cette figure, nous avons choisi de
représenter I'endoderme et les parois du canal ecomhes feuillets monocellulaires, ce qui
sera justifié par la suite). Ces diverses obsaymatiseront confirmées et étayées par les
observations réalisées en microscopie électroraguansmission (paragraphe 3.1.5.).

107



Figure 3.3 — Visualisation de I'endoderme par microscopie a caste interférentiel
différentiel. Les fleches noires et blanches indigudes membranes cellulaires. Les fleches
blanches indiquent des parois cellulaires qui pasger-dessus le cytoplasme des cellules
voisines.

A B

Cellules de canal

Noyau W Cellules de I'endoderme
Intérieur du canal W

Noyau Cytoplasme
Cytoplasme {‘I’I.I.]

Figure 3.4—Schéma des structures cellulaires d’'un canal ditesteloderme.

Les expériences de visualisation par microscopiigo@ ont montré que les cellules des
canaux sont rondes, tassées densément les unes lesrautres, et semblent jointives ; celles
de I'endoderme sont plates, plus grandes, et lgpagme d’'une cellule de I'endoderme peut
glisser par-dessus celui de sa voisine.

Si ces expériences donnent des renseignemenis suiutture des canaux et de I'endoderme,
elles ne donnent pas d’information sur la structleda jonction canal/endoderme.

Afin de mieux comprendre I'organisation des ceBute I'endoderme, des canaux, et de la
jonction entre un canal et 'endoderme, il est séa&e de réaliser des coupes longitudinales
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de la méduse, a travers 'endoderme, les canaua,j@hction canal/endoderme. Nous avons
visualisé les structures cellulaires par des coumstlogiques, et des expériences de
microscopie électronique a balayage et a transomssi

3.1.3. Visualisation de coupes histologiques

3.1.3.1. Principe

Le principe est de fixer une méduse juvénile, pigisemplacer le liquide qui la baigne par de

la cire liquide. Cette derniére refroidit, se sifig] et la méduse est alors prise dans la cire. A
'aide d’'un microtome, des coupes longitudinales gieelques microns d’épaisseur sont

réalisées, puis observées avec un microscope eptiges expériences d’histologie ont été

réalisées avec l'aide d’Alexis Peaucelle et de AlaH_uciani.

3.1.3.2. Protocole

Comme nous l'avons vu au chapitre 2 (paragraph£.2.2, les méduses juvéniles entieres
sont fixées par une solution de glutaraldéhyde a &&hs une solution de cacodylate a 0.1
mol/L [24]. Afin que la fixation puisse étre effiog les échantillons sont immergés dans le
fixatif pendant 1 h a température ambiante, puigetda nuit a 4°C. Les échantillons sont
ensuite rincés. La solution de ringcage est unetisolude cacodylate a 0.5 mol/L. Les

échantillons sont rincés une premiére fois pendamta 4°C, puis une seconde fois toute la
nuit a 4°C.

La solution de rincage dans laquelle baignent lebarillons est alors remplacée
progressivement par de I'éthanol & 95%. A cetteléa échantillons sont immergés, a 4°C,
dans des bains successifs de 30 min chacun, dsgugels la concentration de la solution de
rincage diminue tandis que celle de I'éthanol a #¥gmente. Une fois que les échantillons
sont dans un bain d’éthanol a 95%, ils sont traésféa 4°C, dans une solution d’éthanol a
95% contenant de I'éosine, afin de colorer les méduCes dernieres ne seront alors plus
transparentes et elles seront visibles, une foedlga seront immergées dans les blocs de cire.
Les échantillons sont ensuite immergés pendant 20dans un bain d’éthanol absolu a
température ambiante. L’éthanol absolu, qui est hiéscible avec la cire fondue, est par la
suite remplacé par cette derniére. Pour cela,deargillons sont tout d’abord placés dans un
bain de 50% de cire fondue et 50% d’éthanol, a 5p&@dant toute la nuit. Cette température
est suffisante pour faire fondre la cire mais n’pas trop importante, afin de ne pas la
dépolymériser. Les échantillons sont ensuite pkans de la cire fondue pure, a 50°C,
pendant 3 h. Cette solution de cire fondue purelemigée, et les échantillons sont immergés
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dans cette nouvelle solution, a 50°C, pendant tiaubelit. Les échantillons, dans la cire, sont
alors refroidis a température ambiante.

Ces échantillons sont alors coupés par un micrat@watappareil permet de découper le bloc
de cire contenant les méduses en de fines land#esiron 4 um d’épaisseur. Ces lamelles
sont alors déposées sur des lames de verre, alesjeés adherent. Ces lamelles sont des
tranches de couches cellulaires de la méduse, réeoule cire. Cette cire est retirée
progressivement en la dissolvant dans des soluttbéthanol. Les lames sont d’abord
plongées dans plusieurs bains d’éthanol absolu5 dein chacun, puis dans des bains
successifs de 5 min, dans lesquels la concentrd@®hanol diminue et celle de la solution de
rincage de cacodylate augmente. Quand les lamésdaon la solution pure de cacodylate,
elles peuvent étre retirées : les couches celadadhérent toujours aux lames, et la cire a été
rincée. Les structures cellulaires sur les lamewget alors étre visualisées.

3.1.3.3. Reésultats

Nous avons réalisé des coupes longitudinales deuseddjuvéniles, en commencant les
coupes depuis le bord de I'ombrelle, et en avangans le centre de la méduse. Ainsi,
certaines de nos coupes coupent de haut en baamnksx, I'endoderme, et les jonctions entre
un canal et 'endoderme. Ces coupes ont été veResi avec un microscope optique, un
objectif grossissant 20X, et une caméra CCD (Anckan3 885).

La figure suivante (figure 3.5) montre une coupegltudinale d’'une méduse juvénile, a
travers un canal et 'endoderme. L’endoderme afijppeoanme un feuillet continu. Ainsi, les
cellules de 'endoderme sont connectées entre. &llais ces connections, et les limites entre
cellules de I'endoderme, ne sont pas visibles te ¢ésolution (ni avec I'objectif grossissant
63X). Il n’est donc encore pas possible de compeetadstructure cellulaire de I'endoderme.
Par contre, nous pouvons observer que les canautx cemstitués de parois d'épaisseur
monocellulaire. Nous observons également que, conous I'avons exposé au chapitre 1, les
couches cellulaires (ectoderme, endoderme, paesisanaux), sont entourées par la matrice
extracellulaire, qui contient des cellules mésaghes, éparses. Cette matrice n’est pas visible
en tant que telle, car les fibres sont tres fikesyme nous I'avons vu au chapitre 2. Si nous
ne visualisons pas les fibres de la matrice, Idsiles mésogléennes sont visibles, comme
indiqué sur la figure 3.5. Par ailleurs, la jonatientre le canal et 'endoderme est visible. A
cette résolution, il n’est malheureusement pasiplessle déterminer exactement comment
sont agencées les cellules au niveau de cetteiganet de comprendre comment le canal
peut grandir dans le mince feuillet gu’est I'endwde.
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Figure 3.5 — Coupe histologique permettant de visualiser la exmn entre un canal et
'endoderme.

Afin de visualiser précisément la structure dedederme, et de la jonction entre un canal et
'endoderme, nous avons réalisé des expériencesiatescopie électronique a balayage et a
transmission.

3.1.4. Visualisation par microscopie électronique a balayge

Le principe de la microscopie électronique a bajay@MEB) est exposé en annexe A. Cette
technique permet de visualiser, avec une trés gragsblution, les détails de la surface d’'un
échantillon. Nous avons découpé un morceau de fFelebd’'une méduse juvénile entiére,
afin de visualiser la tranche d’'un canal, de I'eshelone, et de la jonction entre un canal et
'endoderme.

3.1.4.1. Protocole

Le protocole est en grande partie similaire a celpiosé au chapitre 2 (paragraphe 2.2.2.1.).
La préparation des échantillons et leur observation été réalisées sur la plateforme de
microscopie électronique a balayage du batimenthiimie de I'Université Paris VII, avec

David Montero. Les méduses juvéniles sont fixéess péshydratées et séchées. Avant de
métalliser les méduses, nous avons découpé déheataun bout du bord de leur ombrelle a
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I'aide d’'une fine aiguille, sous une loupe binoetdaNous pouvons ainsi visualiser en coupe
longitudinale le canal circulaire, et sa connexavec I'endoderme. Nous pouvons également
observer la structure de la matrice, et ses attafiheeuses avec les structures cellulaires.
Apres ces découpes, les échantillons sont méwlpsé du platine. Les observations sont
ensuite réalisées avec un microscope électronicasayage a émission par effet de champ
(microscope MEB Zeiss Supra 40). L’interprétatices désultats a été réalisée avec l'aide
d’Alexis Peaucelle.

3.1.4.2. Reésultats

La figure suivante (figure 3.6) représente une indg bord de 'ombrelle d’'une méduse
juvénile observée au microscope électronique ayhga Nous observons la zone ou le bord
de 'ombrelle a été découpé, afin de pouvoir olesely canal circulaire et sa jonction avec
'endoderme.

Figure 3.6 — Visualisation par MEB du bord de I'ombrelle d’'uneéduse et de la zone
découpée et soulevée.

La figure 3.7 A correspond a une vue détaillée doat circulaire observé sur la figure
précédente (figure 3.6). Elle présente une vuéimtérieur du canal circulaire. Nous pouvons
observer les cellules ciliées, qui constituent éaop du canal circulaire. Les cils de ces
cellules apparaissent nettement. Ces cils perntetéefaire circuler I'eau et la nourriture dans
les canaux [9,16,118,146]. La figure 3.7 B correspa une vue détaillée des cellules de la
paroi du canal circulaire. Nous pouvons observerags cellules apparaissent comme rondes,
et présentent de nombreuses microvillosités adatface, qui ont été vues dans le systeme
gastrovasculaire d’autres cnidaires [61,111]. lilsssont également clairement visibles.
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Figure 3.7 — Visualisation par MEB du canal circulaire. A gauct®) : vue d’ensemble du
canal circulaire. A droite (B) : vue en détail desllules du canal circulaire.

La figure 3.8 présente une vue du bord du canalilgire et de la matrice. Nous observons les
attaches entre les cellules des parois des candes fédores de la matrice.

Figure 3.8 — Visualisation par MEB de l'attache entre les cedildu canal circulaire et les
fibres de la matrice.

La figure 3.9 présente une vue d’'une tranche dwalceinculaire, de I'endoderme et de la
jonction entre canal et endoderme. Cette figuraiesissemblage de 3 images au microscope
électronique a balayage. Nous observons que I'esrdusl apparait comme une tres fine
couche cellulaire, directement connectée au canmallaire. Nous observons également les
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connexions entre les fibres de la matrice et lI#sles de 'endoderme. La figure 3.10 est un
assemblage de deux observations au MEB. Elle toesine vue sous un autre angle de la
connexion entre canal et endoderme. Nous obsetesnsellules ciliées des canaux, et les
attaches entre les fibres de la matrice et lesuleslldes canaux et de I'endoderme.
Malheureusement, les figures 3.9 et 3.10 ne peemtefias de comprendre précisément la
structure de la connexion entre les canaux et ¢dadme.

Figure 3.9—Visualisation par MEB de la jonction entre les adk des canaux (en bas) et de
'endoderme (en haut), vue de coté.
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Figure 3.10- Visualisation par MEB de la jonction entre les ok des canaux (a gauche)
et de I'endoderme (a droite), vue par au-dessus. dteaches des fibres de la matrice aux
cellules sont bien visibles.

3.1.5. Visualisation par microscopie électronique a transnssion

Les expériences de microscopie électronique a agéaynt permis de bien visualiser les
cellules ciliées des canaux, et les attaches tessfiaux canaux et a 'endoderme. Afin de
mieux visualiser la structure de I'endoderme, etad@nction entre un canal et I'endoderme,
nous avons réalisé des coupes et les avons obsemugemicroscope €lectronique a
transmission.

3.1.5.1. Principe

Nous avons exposé en annexe A le principe de laostopie électronique a balayage. Le
principe de la microscopie électronique a transimis§MET) est analogue. La différence
réside dans le fait que les électrons observésmtepgas les électrons secondaires comme pour
la MEB, mais les électrons transmis, résultats iffesibns élastiques et inélastiques. Afin
que le faisceau puisse étre transmis, I'échantillimit étre mince. C’est pourquoi, en
microscopie €électronique a transmission, nous obserdes fines coupes de méduse, et non
des méduses entieres. Cette technique permet dalises, avec une trés grande résolution,
les détails des coupes. Nous avons observé deesdopgitudinales de méduses, afin de
visualiser les coupes de canaux, de I'endodernde &t jonction canal/endoderme.
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3.1.5.2. Protocole

La microscopie €électronique a transmission nousreis de visualiser en coupe la structure
de I'endoderme, des canaux, et de la jonction tamddderme au niveau d’'un canal en
croissance. La préparation des échantillons et \@swalisation ont été réalisées sur la
plateforme de microscopie électronique de I'Institacques Monod de I'Université Paris VII,
avec Alexis Canette. L'interprétation des résultatté réalisée avec l'aide d’Alexis Canette,
d’Alexis Peaucelle et de Stefano Tiozzo. Spécwmld# la préparation et de la visualisation
d’échantillons biologiques en MET, Alexis Canetteus a beaucoup aidées a élaborer un
protocole permettant de préparer au mieux les nesdpeur I'observation en MET. Nous
détaillons ici ce protocole.

Nous avons fixé des méduses juvéniles entiereseptant des canaux en croissance. La
solution de fixatif était une solution de glutasggde a 3% et de paraformaldéhyde a 1%,
dans une solution de cacodylate a 0.15 mol/L, &8% d’acide tannique, 0.5 mmol/L de
chlorure de calcium, et 3% de sucrose [99]. 50 runel telle solution étaient obtenus en
mélangeant 6 mL de glutaraldéhyde a 25%, 3.1 mpataformaldéhyde a 16%, a 37.5 mL
de cacodylate & 0.2 mol/L. Etaient ajoutés 250 ragide tannique, 2.8 mg de chlorure de
calcium (de masse molaire 111 g/mol), 1.5 g deoseac et environ 3.4 mL d'eau pour
obtenir 50 mL. L'osmolarité de cette solution, ntégupar un osmometre, est voisine de 1000
mOsm, donc a une osmolarité voisine de celle daulge mer artificielle de nos aquariums.
Les échantillons sont immergés dans le fixatif gennd® h a température ambiante. Ills sont
ensuite rincés 3 fois, pendant 5 min, dans unetisalde cacodylate a 0.15 mol/L. Les
meéduses entieres sont ensuite découpées sous pa lmnoculaire, afin d’obtenir des
morceaux de bord d’'ombrelle contenant le canalutamne, quelques canaux radiaux, et des
canaux en croissance.

Les échantillons sont ensuite post-fixés penddnttempérature ambiante dans une solution
d’osmium a 1% dans du cacodylate a 0.15 mol/L, pnigs 2 fois, pendant 10 min, dans une
solution de cacodylate a 0.15 mol/L. Les échamt#llsont alors déshydratés dans une série de
solutions de concentration croissante d’éthanob@k a 70% d’éthanol) dans du cacodylate
a 0.15 mol/L, pendant une durée de 10 min pourwhagncentration. Les échantillons sont
ensuite immergés pendant 30 min dans une soluté&hathol a 70% dans du cacodylate a
0.15 mol/L. lls sont alors déshydratés et imprégragsransfert pendant 1 h dans un mélange
de cette solution d’éthanol a 70% avec de la rélsih&Vhite, dans un rapport 2-1 ; puis par
immersion pendant toute une nuit dans un mélangea delution d’éthanol a 70% avec la
résine LR White dans un rapport 1-2. Afin d’achelienprégnation, les échantillons sont
plongés a deux reprises pendant 1 h dans la soldgoLR White pure. Enfin, la résine
polymérise en placant les échantillons en présdhurecatalyseur pendant 18 h, & 60°C.

Les blocs de résine contenant les échantillons dfelle de méduse sont ensuite observés
sous la loupe binoculaire. Les canaux apparaisgesnt clairement, et il est possible de
déterminer la localisation des canaux en croissdre® blocs de résine sont alors découpés
au moyen d’un ultramicrotome (Leica Microsystemisdqu’a arriver au niveau d’'un canal en
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croissance. Les coupes sont longitudinales. Dansasn les coupes sont radiales, afin de
couper un canal en croissance dans sa longueus. IRatre, elles sont transversales, afin de
couper un canal en croissance dans sa largeurdfigill). Nous avons réalisé 5 coupes
transversales, sur deux canaux en croissance,ugt aripes radiales, sur deux canaux en
croissance.

Canal en
croissance

Figure 3.11—-Schéma de I'orientation des coupes de TEM d’un loamaroissance.

Au fur et a mesure de 'avancée des coupes ddnisdede résine, des coupes ‘épaisses’ sont
d’abord réalisées, afin de repérer la zone découpais, quand une zone intéressante est
atteinte, notamment au niveau de la jonction ecdreal et endoderme, des coupes ultrafines
(de 80 nm d'épaisseur) sont réalisées. Notons @gecbupes transversales permettent
d’observer tout d’abord des jonctions canal/endogeau milieu du canal en croissance, puis

a son extrémité. Nous avons vérifié que si nousquinions ces coupes transversales au-dela
de I'extrémité du canal, nous atteignions I'endatkerce qui nous a permis de vérifier que

nous réalisions bien des coupes transversalesadinal en croissance (un canal qui a une
extrémité, et n’est pas encore connecté aux aatraux).

Les coupes ultrafines sont ensuite marquées perfamhin avec une solution d’acétate
d'uranyle, puis pendant 2 min dans une solutiorcittate de plomb selon ReynolfiE30].
Elles sont enfin observées a 80 kV par un microsagpctronique a transmission (Phillips
Tecnai), au moyen d’'une caméra CCD (Olympus Keev)viees coupes ‘épaisses’ peuvent
guant a elles étre observées par microscopie aptiefupermettent de se ‘repérer’ dans les
coupes observées au microscope électronique artissisn.
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3.1.5.3. Reésultats

L'endoderme

Les observations au microscope électronique anmmson nous ont tout d’abord permis de

visualiser la structure de I'endoderme. Les coypmmettent de visualiser le cytoplasme, et
parfois le noyau des cellules endodermiques. Bhesnettent également de déterminer
localement si I'endoderme est une monocouche eakul Nous avons observé qu’au

voisinage de l'extrémité d’'un canal en croissanies, cellules de I'endoderme étaient

empilées les unes sur les autres. Par contreyms)l@oin d’'un canal, ou au voisinage de sa
paroi mais loin de son extrémité), 'endodermewsrs monocouche cellulaire et les cellules
sont connectées entre elles sur leur pourtour.cbesections entre cellules se font par des
jonctions serrées.

La figure 3.12 A présente une image d’'une cellidd’endoderme, loin de I'extrémité d’'un

canal en croissance. Nous pouvons observer sonupn@&ason cytoplasme, trés fin. Le

cytoplasme est replié ‘au dessus’ du noyau, caréparation de I'échantillon a comprimé
'endoderme, et ce dernier ondule a certains etwlr@ette cellule est entourée par des
fragments fibreux, qui correspondent a des coupsdildres de la matrice extracellulaire. Ces
observations confirment les observations réalis®es/ivo en microscopie a contraste

interférentiel différentiel, qui montrent que lesllules endodermiques semblent avoir un
noyau circulaire protubérant, entouré par un cogyoplasmique trés fin, et trés

étalé (paragraphe 3.1.2.2.) ; ces cellules orufald’'un ‘ceuf au plat’.

La figure 3.12 B présente une image de I'endodeameoisinage de la paroi d’'un canal en
croissance, loin de I'extrémité du canal. Nous mmsvobserver le cytoplasme d’une cellule
endodermique. Les lignes noires correspondent ambranes cellulaires. L’endoderme est
donc une monocouche cellulaire. Il est entourdepegseau fibreux de la matrice.

Figure 3.12 — Visualisation par MET de I'endoderme, loin de lhité du canal en
croissance. A gauche (A) : noyau et cytoplasmeedteilule de I'endoderme. A droite (B) :
cytoplasme d’une cellule de I'endoderme.
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La figure 3.13 présente une image de I'endodermeagsinage de la paroi d’'un canal en
croissance, loin de son extrémité. La figure 3.18sBun schéma simplificateur de la figure
3.13 A. Nous pouvons observer les extrémités doptgsme de deux cellules endodermiques,
et leur connexion. Sur la figure 3.13, les ligneses correspondent toujours aux membranes
cellulaires. Nous pouvons observer que I'endodezstaune monocouche cellulaire, sauf au
niveau de la connexion entre deux cellules, oulémeant I'endoderme est une bicouche
cellulaire. Nous observons que les cellules somineotées entre elles au niveau de leur
cytoplasme, sur leur pourtour. Ces connexions isefar des jonctions serrées, repérables par
les zones noires entourées par des cercles blantzsfigure 3.13 A.

Cellules de
l'endoderme

Jonctions
serrées

Figure 3.13 — Visualisation de la connexion entre deux cellulesl’dndoderme, loin de
I'extrémité du canal en croissance. A gauche (&jsualisation par MET. A droite (B):
schématisation de la figure A.

La figure 3.14 présente une image de I'endodermeo@inage de I'extrémité d’'un canal en

croissance. Les lignes noires correspondent toslj@ux membranes cellulaires. Nous
pouvons observer une imbrication et une superposdu cytoplasme de différentes cellules
endodermiques. Les marques paralleles sont defadsté correspondant a des marques
laissées par la lame découpant la résine pousegaddis coupes.

Stefano Tiozzo nous a fait remarquer que nous posvbbserver sur cette figure (figure
3.14) la membrane basale, qui correspond au rgsesudense de fibres, qui entoure les
cellules. Rappelons que la membrane basale estmatdce extracellulaire particuliere,
présente a la jonction entre un épithélium et ureaissu (ici 'endoderme et la mésoglée), et
qui permet notamment la cohésion structurale deitliélium. Ici, nous observons que la
membrane basale est présente au-dessus et ensledssucellules endodermiques, et
contribue vraisemblablement a maintenir la stricplate de I'endoderme. Mentionnons que
cette membrane basale était peu visible sur legamprésentées précédemment (figures 3.12
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et 3.13), car celles-ci avaient été réalisées ajoesle protocole de fixation et de préparation
des échantillons de méduse n’avait pas encorepditdioé. La membrane basale avait donc
sans-doute alors été arrachée lors de la prépadé® échantillons. Dans les images de MET
présentées par la suite, la membrane basale petoeraisible.
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Figure 3.14 — Visualisation par MET de I'endoderme pres de I'értité d’'un canal en
croissance. L’empilement et I'imbrication des cy&gmes des cellules de I'endoderme sont
visibles.

Les canaux

Les observations au microscope €lectronique a rmr@sgon nous ont également permis
d’étudier la structure des canaux. Les coupes pteniede visualiser la forme et
I'organisation des cellules des canaux.

La figure 3.15 A montre une coupe radiale a traverganal. Nous pouvons observer que les
parois du canal sont constituées d’'une monocouelhdaire. Nous observons que les cellules
sont rondes, et tassées les unes contre les aD&aant des cellules épithéliales, disposées en
colonnes [16]. Ces observations confirment les mbsiens réaliséeis vivo en microscopie a
contraste interférentiel différentiel, qui montreqie les cellules des canaux sont rondes,
petites, et accolées les unes contre les autreagfp@he 3.1.2.2.). La figure 3.15 B montre
une coupe radiale a travers un canal et permetsdigbr plus en détail la structure des
cellules des canaux. Nous pouvons observer latgteudes cellules ciliées des canaux : leur
noyau, leur cytoplasme, et les coupes de leurs cils
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A B

Intérieur
du canal

L. 3

Parois
du canal

Figure 3.15- Visualisation d’'une coupe d’un canal par MET. A gle (A) : vue globale. A
droite (B) : vue en détail des cellules de canal.

La jonction canal/endoderme au milieu d’'un canatmissance

Nous avons réalisé des coupes transversales, panineéé couper un canal dans sa largeur.
Certaines de ces coupes ont été realisées au mndilieucanal en croissance, loin de son
extrémité. Nous nous sommes intéresseé au bordrdu, & a sa connexion avec I'endoderme.

La figure 3.16 présente une image d’'une coupe\erale d'un canal en croissance, réalisée
au milieu de ce canal, et visualisée par microgcoptique (microscope Leica, DMI 3000 B),
par un objectif 63X (Leica, PL APO 63X/1.30 GLYC RR). Le canal, I'endoderme, et une
cellule mésogléenne sont clairement visibles. Notpre le canal est plus large que haut. Lors
des visualisations des canaux des médirs@$/0 sous le microscope, nous avons en effet
observé que les canaux radiaux, et particulierentest canaux en croissance, étaient
nettement plus larges que hauts. Seul le canallaire était de largeur et de hauteur voisines.
Des coupes analogues a celle de la figure 3.1&téribservées au microscope électronique a
transmission.

Endoderme

Canal

Matrice

Cellule ‘f’ o5

mésogléenne %t 1_0 i

Figure 3.16 — Visualisation d'une coupe transversale d'un canal eroissance par
microscopie optique.
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Les figures 3.17 A et B montrent deux jonctionsatemdoderme, loin de I'extrémité du
canal en croissance. Dans la figure 3.17 A, le lcasiaa gauche, et 'endoderme a droite.
Dans la figure 3.17 B, le canal est en haut a elreit 'endoderme en bas a gauche. Dans les
deux cas, une cellule de forme ‘triangulaire’ (ke par une fleche sur les figures 3.17 A et
3.19 B) assure la connexion entre canal et endaer@ette cellule semble
morphologiquement différente des cellules des canalle est plus petite, moins ronde. Elle
semble également différente des cellules de I'eadod : elle n’a pas leur forme plate, et est
plus tassée.

Figure 3.17-Visualisations en coupe transversale par MET d@tetion entre un canal en
croissance et I'endoderme, loin de I'extrémité dnal. Les fleches indiquent la cellule située
a la jonction.

La jonction canal/endoderme a I'extrémité d’'unalaen croissance

Nous avons également réalisé des coupes trans&rpakmettant de couper un canal dans sa
largeur, a I'extrémité d’un canal en croissanceud®Nnous sommes intéressé a la connexion
du canal avec I'endoderme, a I'extrémité du camakmissance. Nous avons par ailleurs
réalisé des coupes radiales des canaux en croisgaganettant également de visualiser la
jonction canal/endoderme a son extrémité (figuid 3.

La figure 3.18 présente une image d’'une coupe \emsale d’'un canal en croissance a son
extrémité. Les marques paralleles sont ici aussiateéfacts, correspondant a des marques
laissées par la lame découpant la résine pousegaddis coupes. Sur la figure 3.18 A, le canal
est en haut a gauche, et sa jonction avec I'endwelen bas a droite. Les figures 3.18 B et
3.18 C sont des vues en détail de la cellule qunéola connexion entre le canal et
'endoderme (indiquée par une fleche sur la figgiE8 A). Nous pouvons observer que cette
cellule contient de nombreuses vésicules (indiqué&esune fleche sur les figures 3.18 B et
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3.18 C). Ces vésicules sont le signe d'une intertswité cellulaire, qui peut étre le signe
d’'une différenciation cellulaire [5]A contrarig la cellule située au niveau de la jonction
canal/endoderme loin de I'extrémité d’un canal issance ne contient pas ces nombreuses
vésicules (figure 3.17).

Figure 3.18 — Visualisation par MET de la jonction entre un carsh croissance et
'endoderme, au niveau de I'extrémité du canal mtransversale). Les figures B et C sont
des agrandissements progressifs de la figure AléBligure A, les fleches indiquent la cellule
située a la jonction. Sur les figures B et C, lesHes indiquent les vésicules contenues dans
le cytoplasme de cette cellule.

La figure 3.19 présente une image d’'une autre ctngmesversale d’un canal en croissance a
son extrémité. Les marques paralleles sont la endes artéfacts, correspondant & des
marques laissées par la lame découpant la résisedis coupes. Sur la figure 3.19 A,
'extrémité de la paroi du canal est en bas a érat 'endoderme en haut a gauche. Les
figures 3.19 B et 3.19 C sont des vues en détdh dellule qui forme la connexion entre le
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canal et 'endoderme (indiquée par une fleche adigure 3.19 A). Nous pouvons la-aussi
observer que cette cellule contient de nombreuésigwles (indiquées par une fleche sur les
figures 3.19 B et 3.19 C).

Figure 3.19 — Visualisation par MET de la jonction entre un carah croissance et
'endoderme, au niveau de I'extrémité du canal mtransversale). Les figures B et C sont
des agrandissements progressifs de la figure AleBligure A, les fleches indiquent la cellule
située a la jonction. Sur les figures B et C, lesHes indiquent les vésicules contenues dans
le cytoplasme de cette cellule.

La figure 3.20 est une reconstitution (a partir digix images) du détail des cellules de
'endoderme au voisinage d’'une connexion entre drat et I'endoderme (la connexion
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observée sur la figure 3.19). La zone observéeee&iurée sur la figure 3.19 A. Nous

pouvons observer que, comme nous l'avions remarggEEedemment (figure 3.14), au niveau
de I'extrémité d’'un canal en croissance, les ceflide I'endoderme sont intriquées, empilées
et superposées. Ailleurs, les cellules de I'endoéele sont beaucoup moins, et forment un
feuillet cellulaire régulier, dépaisseur monocklite, sauf localement au niveau des

jonctions cellulaires (figures 3.12 et 3.13).

Figure 3.20— Visualisation par MET des cellules de I'endodermevaisinage de I'extrémité
du canal en croissance visualisé figure 3.19. Cettage est une vue détaillée de la zone
entourée figure 3.19 A.

Il est intéressant de noter que la membrane basdleclairement visible sur les figures

3.18, 3.19 et 3.20, et qu’elle recouvre de facantinae les cellules des canaux et les cellules
de I'endoderme. Il semble qu'au niveau de la jamctcanal/endoderme, les cellules de
'endoderme s’empilent les unes sur les autresgcagirtent ainsi les deux feuillets de

membrane basale situés au-dessus et en-dessoiendi@derme. Les cellules des canaux,
elles, sont recouvertes par la membrane basalene#géglée, et non coté lumiere du canal.

La figure 3.21 présente des images de coupes eadiahlisées a I'extrémité de canaux en
croissance. Sur la figure 3.21 A, le canal est @clge, et sa jonction avec I'endoderme a

droite. Sur la figure 3.21 B, le canal est en lzagauche, et sa jonction avec I'endoderme en
bas a droite. Nous pouvons observer que les cellsiriées au niveau des jonctions

canal/endoderme sont ‘entassées’ les unes costeutees. Cela fait écho a I'empilement et a
la superposition des cellules de I'endoderme oldsertans les coupes transversales a
I'extrémité des canaux en croissance, et décritssgolemment (figures 3.14, 3.19 et 3.20).
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Figure 3.21 — Visualisations par MET de la jonction entre un chmm croissance et
'endoderme, au niveau de I'extrémité du canal (mradiale).

Nous avons observé les canaux et I'endoderme panostiopie optique a fluorescence et a
contraste interférentiel différentiel, et par mewopie électronique a balayage et a
transmission. Les parois des canaux apparaissamneo constituées d’une monocouche de
petites cellules rondes, juxtaposées les unesectedrautres. L’endoderme quant a lui, peut
étre vu comme un pavage des grandes cellules pthégmisseur monocellulaire. Les cellules
se lient entre elles en superposant leurs pourtydoplasmiques, connectés entre eux par des
jonctions serrées. Nous avons également observdogakement, prés de I'extrémité d’un
canal en croissance, les cellules de I'endodernmé Ies unes sur les autres. Les cellules
assurant la jonction entre un canal et 'endodeemiextrémité d’un canal en croissance, sont
empilées les unes sur les autres et les unes sdagautres, et contiennent de nombreuses
vésicules. Ailleurs, une simple cellule, de forni@ahgulaire’, assure la jonction entre un
canal et 'endoderme.

3.2. Croissance des canaux dans I'endoderme

Apres avoir visualisé I'organisation cellulaire dendoderme, des canaux et des jonctions
canal/lendoderme de maniere statique, nous nous esnmeressé a la dynamique de
croissance des canaux dans I'endoderme, afin dexnajgpréhender les processus cellulaires
impliqués dans la morphogenese gastrovasculaire.

Si, comme nous l'avons vu au chapitre 1, plusidtmgaux ont décrit la dynamique du
développement du réseau de canaux de la méduselia aurita d’'un point de vue
macroscopique (direction de croissance, forme deae de canaux...) [29,78,133,146],

aucun, a notre connaissance, ne s’est intéresgeleelle microscopique, et aux processus
cellulaires de croissance des canaux dans I'endazer
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Dans cette partie, nous présenterons tout d’abosd expériences de suiun vivo de la
croissance d'un canal dans I'endoderme. Nous expusesnsuite les résultats de suivi de
lapparition d'un canal au milieu de I'endodermeui®? a la lumiére des résultats des
différentes expériences, nous proposerons un pgsosede croissance d'un canal dans
'endoderme. Enfin, nous pointerons quelques aspfictprobléeme qui nous semblent encore
non éclaircis, et présenterons des expériencesnmmélres par lesquelles nous avons tenté
d’éclaircir ces points.

3.2.1. Visualisationin vivo de la croissance d'un canal

Nous avons observé chez une méduse juvénilgyo, la croissance d’'un nouveau canal dans
'endoderme. De nombreuses techniques de microscpicroscopie confocale, ‘single
plane illumination microscopy’, microscopie nonéaire...), associées a des algorithmes de
traitement d’'images, permettent de suiure vivo, en 3D, et au cours du temps, le
développement et la croissance d’'un organisme $8194,121,164]. Nous avons essayé de
visualiser au cours du temps la croissance desiggrar microscopie a fluorescence, afin de
suivre le devenir et le déplacement de chaque leellen suivant son noyau.
Malheureusement, le marquage cellulaire au DAHRt &t@p invasif : le DAPI s’insere dans
I’ADN des cellules, et les cellules de I'endodermarticulierement celles a I'extrémité des
canaux en croissance, changeaient d'aspect de mamétable, se rétrécissaient
drastiquement, et la croissance des canaux étgipée. D’'autres marqueurs de noyaux,
comme le Sytox (Invitrogen, S7020), induisaient tleémes effets. Par conséquent, nous
avons suivi au cours du temps la croissance deaugadans lI'endoderme vivo par
microscopie a contraste interférentiel différentiel

3.2.1.1. Protocole

Nous sélectionnons une méduse juvénile, d’enviroomlde diamétre, et présentant des
canaux en croissance. Nous placons cette méduselalaiambre fermée utilisée pour la
visualisation des billes des expériences de miéaldyie (chapitre 2, figure 2.14). Cette
chambre est fermée sur les parois supérieure @ignfe par des lamelles de verre, afin de
permettre I'observation. La méduse est placéeastlanelle de verre dans la méme position
gue celle utilisée pour les expériences de micadyge (chapitre 2, figure 2.14): la méduse
est a plat, ombrelle étalée. L'eau autour de lauséckst retirée au maximum, afin de limiter
son glissement. L'échantillon est observé par umrascope a contraste interférentiel
différentiel (microscope Leica, DMI 3000 B), aveesdobjectifs grossissant 10X (Leica, PL
Fluotar 10X/0.30), 20X (Leica, PL Fluotar 20X/0.€0rr) et 63X (Leica, PL APO 63X/1.30
GLYC CORR). La chambre ronde, placée sur la platimenicroscope, est tournée, afin que
le canal en croissance que nous choisissons dighssoit orienté de haut en bas (la base du
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canal en haut, son extrémité en bas). Les imag#sasquises par une caméra CCD de haute
résolution (Andor, iXon3 885).

Le canal en croissance choisi est suivi au couredys. Selon les expériences, il est suivi
sur le long terme en étant observé pendant plusjeurs, une fois par jour, ou bien est suivi
sur un temps plus court, en étant visualisé tde®80-60 minutes, pendant environ 4 heures.
Les images sont prises avec les objectifs grosgiss@x, 20X et 63X. Entre chaque
observation et acquisition d’'image, la méduse estise seule dans un des aquariums
conigues, ou elle nage librement. Par conséqueant &haque nouvelle observation, le canal
choisi doit étre retrouvé (c’est possible, en ayaiph identifié auparavant sa forme et son
environnement), puis placé avec la méme orientajiom pour I'image précédente (base en
haut, extrémité en bas).

Notons que la méduse est obsernveevo, sans avoir été paralysée, afin que I'expériende s
la moins invasive possible. Les images sont alogsiiges entre les battements de la méduse.
Cela est possible, dans la mesure ou I'éclairempeut étre fort et donc le temps d’acquisition
de chaque image assez faible (de I'ordre de 100 ms)

Nous avons visualisé la croissance d’'un canal doeze méduses juvéniles. L’interprétation
des résultats a été realisée avec l'aide d’Alersueelle.

3.2.1.2. Reésultats

Suivi de la croissance pendant plusieurs jours

Nous présentons des observations typiques de isuivo de la croissance d’'un canal chez
une méduse juvénile, pendant cing jours. Les images prises en microscopie a contraste
interférentiel différentiel avec les objectifs 1@K20X.

La figure 3.22 présente le suivi au cours du tedg$a croissance d’'un canal d'une méduse
juvénile. La figure 3.22 A représente les image$adeconstruction globale du canal a partir
des images prises avec les objectifs 10X et 20Xgweé jour. La figure 3.22 B représente les
images de trois différentes zones du canal, jotgsgjour. Ces zones sont au niveau de la base
du canal, de son milieu, et de son extrémité, et eotourées en orange sur la figure 3.22 A.
L’observation de la figure 3.22 B montre que laebas le milieu du canal évoluent peu au
cours du temps. Par contre, son extréemité graraindniere notable. Ce phénomeéne a été
observé dans tous les canaux en croissance aitgligsent au niveau de leur extrémiteé.

Par ailleurs, nous avons pu observer que les capaugroissance sont assez plats (leur
hauteur est bien inférieure a leur largeur), contior@ également montré les coupes faites
pour les expériences de microscopie électroniguanamission (figure 3.16).
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Jour 1 Jour 2

o)

250 pm

Figure 3.22 — Visualisation de la croissance d’'un canal jour apii@ur en microscopie a
contraste interférentiel différentiel. En haut (Ayue globale de la croissance du canal. En
bas (B) : vue détaillée des différentes zones dalantourées en orange sur la figure 3.22 A,
a savoir les zones a la base, au milieu et a l&xité du canal.

129



Suivi de la croissance pendant 4 heures

Nous présentons des observations typiques de isuivo de la croissance d’'un canal chez
une méduse juvénile, pendant 4 h. Les images smaispavec les objectifs 20X et 63X.

Figure 3.23- Visualisation de la croissance d'un canal au codustemps en microscopie a
contraste interférentiel différentiel, avec un gissement 20X.
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La figure 3.23 présente le suivi au cours du tedgpd'extrémité d’'un canal en croissance,
observée avec l'objectif 20X. Les noyaux de diffées cellules de 'endoderme sont indiqués
par des cercles rouges et vert clair. Nous pouetserver qu’'a t = 30 min, une cellule de
'endoderme (dont le noyau est indiqué par le eevert clair a t = 0 min) apparait comme
trés grumeleuse. Ces grumeaux disparaissent ensuite noyau de cette cellule n’est alors
plus visible, et semble intégré au canal. Ce ph&manmsemble se reproduire aux temps
ultérieurs, impliquant de nouvelles cellules dendlederme, bien que les noyaux de celles-ci
soient difficilement identifiables.

La figure 3.24 présente le méme suivi au coureps du canal en croissance, mais observé
avec l'objectif 63X. Les détails cellulaires appssant plus précisément. Les noyaux de
différentes cellules de I'endoderme sont toujourdiqués par des cercles rouges. Nous
pouvons observer, a t = 30 min, la cellule de l@eme dont le noyau est indiqué par le
cercle vert clair & t = 0 min apparaitre comme tgFsmeleuse. Comme observé
précédemment, ces grumeaux disparaissent ensuii,neyau de cette cellule n’est alors
plus visible, et semble intégré au canal.

t=30 min

Figure 3.24— Visualisation de la croissance d’'un canal au codustemps en microscopie a
contraste interférentiel différentiel, avec un gissement 63X.

Ces expériences ont montré qu’un canal en croissgrandit au niveau de son extrémité, et
gue dans cette zone, les cellules de I'endodermem®nt grumeleuses, puis ne sont plus
visibles. Elles sont alors peut-étre incorporéesanal en croissance. Ces expériences sont a
mettre en rapport avec les expériences de micrascdlpctronique a transmission, qui
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montraient qu'a l'extrémité d’'un canal en croissgn@au niveau de la jonction avec

'endoderme, les cellules contenaient de nombreuésigules. Ces vésicules correspondent
vraisemblablement aux grumeaux visibiesvivo, par microscopie a contraste interférentiel
différentiel.

A ce stade, il semble possible qu'a I'extrémité rd’canal en croissance, les cellules de
'endoderme se différencient en cellules de caleal (ésicules seraient le signe de I'activité
cellulaire associée a cette différenciation), ceé permet la croissance du canal dans
'endoderme [5]. Cependant, il est peut-étre égatdrpossible qu’a I'extrémité d’un canal en
croissance, les cellules de I'endoderme meuresient remplacées par des cellules de canal,
qui se diviseraient pour prendre leur place (lesoudes seraient alors des lysosomes, associés

a un processus d’autophagocytose des cellulega@dderme) [5].

3.2.2. Visualisation in vivo de I'apparition d’un canal au milieu de 'endoderme

Lorsque nous observions les canaux de médusesilgsémous pouvions parfois remarquer
des morceaux de canal au milieu de 'endodermar@i@.25). lls ont la méme apparence que
les canaux décrits précédemment : leur paroi esdtitoée de petites cellules rondes ciliées.
Nous avons cherché a comprendre comment appaewissegs canaux au milieu de

'endoderme. lls peuvent soit provenir d’'un canéjadexistant, dont un morceau se serait
séparé du reste, soit s’étre formés directemenindieu de I'endoderme. Cette derniére

hypothése impliquerait que les cellules de I'endodepuissent se différencier en cellules de
canal. Pour trancher entre ces deux possibilitéss ravons suivi au cours du temps la
formation d'un morceau de canal au milieu de I'atetane.

La figure 3.25 présente un morceau de canal aueumide I'endoderme, observé en

microscopie a contraste interférentiel différentieéz une méduse juvénile. Nous avons suivi
in vivo au cours du temps l'apparition et la croissanceal¢ype de canal, qui apparait au

milieu de I'endoderme, entre des canaux existants.

Morceau
“ decanal
. e -

®

Figure 3.25—Visualisation d’'un morceau de canal au milieu dsmtiloderme.
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3.2.2.1. Protocole

Suite a nos nombreuses observations au micros@pendoderme et des canaux de méduses
juvéniles, nous avons remarqué que les cellulds&ddoderme pouvaient parfois apparaitre
localement comme Iégérement grumeleuses, et asselzeg les unes des autres. Nous nous
sommes demandé si dans ces zones apparaissaitguétel un morceau de canal, au milieu de
'endoderme.

Nous sélectionnons une méduse juvénile, d’envirocmlde diameétre, et présentant dans
'endoderme une zone ou les cellules endodermigoes proches les unes des autres et
légerement grumeleuses. Cette zone choisie estrvélesgpar microscopie a contraste

interférentiel différentiel, dans les mémes condisi que les méduses dont nous avons suivi la

croissance des canaumxvivo (protocole décrit dans le paragraphe 3.2.1.1.).

La région de I'endoderme choisie est observée amscdu temps, une image étant prise
chaque jour, pendant une dizaine de jours. Entagui observation et acquisition d'image, la
meéduse est mise seule dans un des aquariums csniqueelle nage librement. Par

conséquent, avant chaque nouvelle observatiorgd@m observée doit étre retrouvee (c’est
possible, en ayant bien identifié auparavant sendoet son environnement). Les cellules
suivies doivent étre orientées de la méme faconpgue I'image précéedente, en tournant la
chambre ronde placée sur la platine du microscope.

Nous avons visualisé I'apparition et la croissadtam canal au milieu de I'endoderme chez
douze méduses juvéniles. L'interprétation des tawula été réalisée avec l'aide d’Alexis
Peaucelle.

3.2.2.2. Reésultats

Nous présentons un résultat typique de smiwivo de I'apparition et de la croissance d’un
canal chez une méduse juvénile, pendant 10 jows.ithages sont pris@s vivo, avec les
objectifs 20X et 63X.

La figure 3.26 présente les images clés d'un saivicours du temps d'une zone de
'endoderme ou les cellules sont initialement un geumeleuses, et assez proches les unes
des autres. Nous pouvons observer I'apparition dhomceau de canal dans cette région de
'endoderme. Les observations sont réaliseesvo, avec I'objectif 20X.
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Figure 3.26 — Visualisation en microscopie a contraste interféien différentiel de
I'apparition et de la croissance au cours du terdps canal au milieu de I'endoderme.

Le premier jour, nous observons quelques cellufE®@ermiques contenant des grumeaux
(indiquées par des fleches sur la figure 3.26, purLes noyaux de ces cellules sont assez
proches les uns des autres, ce qui est vraiserabiebt le signe que ces cellules doivent étre
partiellement les unes sur les autres. Le troisi¢ooe et le quatriéme jour, ces zones
grumeleuses se sont étendues. Le cinquieme jous, oloservons d’'importants changements
morphologiques dans trois régions de la zone obsdimdiquées par des fleches sur la figure
3.26, jour 5): les cellules sont grumeleuses & peoches les unes des autres, donnant
l'impression d'un épaississement local de I'endoderLa figure 3.27 A montre une vue de la
région supérieure, observée par microscopie a astatinterférentiel différentiel a I'objectif
63X. L'empilement local des cellules est clairemeistble, ainsi que I'aspect grumeleux des
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cellules. Le septieme jour, deux des trois régmmsfusionné, et nous observons deux zones
(indiquées par des fleches sur la figure 3.26, j@urou les cellules sont densément
agglomérées les unes contre les autres. Nous absesvé que la zone supérieure contenait
déja des cellules de canal ciliées clairement ifiebkes. En effet, des observations de cette
zone avec l'objectif 63X nous ont permis de vissalil'agitation des cils des cellules de
canal. La figure 3.27 B montre une vue de cetteezobservée par microscopie a contraste
interférentiel différentiel a I'objectif 63X. Lesilse sont indiqués sur la figure 3.27 B. Le
neuvieme jour, nous pouvons distinguer clairementxdmorceaux de canal au milieu de
'endoderme (indiqués par des fleches sur la figRi6, jour 9). Les cellules des canaux
apparaissent plus clairement, et présentent legpmotogie caractéristique : elles sont petites,
rondes et ciliées. Le dixieme jour, nous observqus les deux morceaux de canal ont
fusionné, pour donner un morceau de canal plusdgenmilieu de I'endoderme. Ce morceau
de canal continue de grandir, et pourra par l&sétconnecter au réseau de canaux existant.
Notons qu'il apparait également que I'endoderme ugsttissu extrémement dynamique :
I'agencement des cellules de I'endoderme qui ndiff&rencient pas et entourent le morceau
de canal en formation est en perpétuel change@enthangement peut étre expliqué par des
divisions cellulaires des cellules de I'endoderairsi que des glissements et déplacements de
ces cellules, dans le plan de I'endoderme.

Figure 3.27 — Visualisation en microscopie a contraste interféindifférentiel de la
croissance d'un canal au milieu de I'endoderme. Auahe (A): vue détaillée d'un
épaississement local de I'endoderme visible sufigare 3.26, le jour 5, dans la zone
supérieure de I'image. A droite (B): vue détailiées cellules de canal (et de leurs cils)
visibles sur la figure 3.26, le jour 7, dans la esupérieure de I'image.

Ces expériences ont montré qu'un canal pouvaitrafipa au milieu de I'endoderme, et que
par conséquent les cellules de I'endoderme poutarerifférencier en cellules de canal. |l
est apparu que ce processus est caractérisé paacgoenulation locale des cellules de
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'endoderme, conduisant a un épaississement loealethdoderme, et a I'apparition de
grumeaux dans ces cellules, correspondant vraisdhenhent aux vésicules observées en
MET.

3.2.3. Processus de croissance d’'un canal dans I'endoderme

A la lumiére des différentes expériences menéesefwhtionin vivo de I'endoderme, des
canaux, de I'apparition et de la croissance deswaret des coupes de ces structures en
microscopie électronique), nous pouvons proposgoranessus de croissance cohérent d’un
canal dans I'endoderme.

Comme nous l'avons vu au chapitre 1, les canauxdigaent dans I'endoderme plus
rapidement que la croissance globale de la méddsaes avons montré qu’'un canal en
croissance grandit au niveau de son extrémité (expmes de suivin vivo de la croissance
d’un canal). A cet endroit, les cellules de I'endiode s’accumulent et ‘montent les unes sur
les autres’ (expériences de MET et de suivi depkapion d'un canal au milieu de
'endoderme). Conjointement, le cytoplasme de ogltules se remplit de vésicules, qui
signalent la différenciation des cellules de I'ethelone en cellules de canal (expériences de
MET et de suivi de l'apparition d’'un canal au milide 'endoderme). Par ce processus, le
canal peut croitre progressivement dans I'endodeNn&ons que I'accumulation locale des
cellules de l'endoderme permet de passer d'une owwube cellulaire (structure de
'endoderme loin des zones de croissance des canauxne multicouche cellulaire,
indispensable a la formation de la structure tubeildes canaux.

La figure 3.28 présente un schéma du processupsance d’'un canal dans I'endoderme.

Cellule Cellules de I'endoderme Cellules de I'endoderme
de canal se différenciant en venant de se différencier
cellules de canal en cellules de canal

Membrane

Intérieur
du canal

Cellule de
l'endoderme

Apparition
de vésicules

Figure 3.28— Schéma de la croissance d’'un canal dans I'endodeRuar plus de clarté, les
dimensions ne sont pas respectées.
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3.2.4. Divisions cellulaires

Si les processus de croissance d’'un canal dandollEmme apparaissent a présent de facon
plus claire, nous n’avons pas éclairci comment ggon de I'endoderme, contenant au
départ peu de cellules, pouvait étre remplacéeipa&anal, contenant de nombreuses cellules.
Il apparait dés lors pertinent de nous intéresser divisions cellulaires, qui semblent
indispensables a la croissance d’un canal danddgrme.

Les images de canaux et d’endoderme réaliséeso au microscope (figure 3.2) montrent
clairement que la densité cellulaire est bien plmportante dans un canal que dans
'endoderme. Une estimation rapide permet d’évaleenombre de cellules par unité de
surface dans I'endoderme a 900 cellules/mm? et darmnal a 7000 cellules/mm2. Ainsi, des
divisions cellulaires sont indispensables a lassamce d’'un canal dans I'endoderme. Les
cellules de I'endoderme se différenciant en cetle canaux, il est possible qu’elles soient
des cellules souches, qui sont capables de seediwigéfiniment, et dont certaines des
cellules filles peuvent se différencier, afin denfier un organe [5]. Deés lors, il est possible
gu'a l'extrémité d'un canal en croissance, les utei de I'endoderme se divisent,
s’accumulent les unes sur les autres, et se diff@et en cellules de canal. Il est également
envisageable que les cellules de I'endoderme mntigetns’accumulent localement a
'extrémité d'un canal en croissance, se différentien cellules de canaux, et que
parallelement les cellules de canaux se divisent.tidisieme scénario, somme des deux
précédents, est qu'a I'extrémité d’'un canal enssamce, les cellules de I'endoderme se
divisent, s’accumulent, se différencient en cefude canaux, et que ces derniéres se divisent
également par la suite.

Notons gu’indépendamment du processus de croisssinnecanal dans I'endoderme, les
cellules des canaux et de I'endoderme somtiori capables de se diviser, afin de permettre la
croissance globale de la méduse.

Afin de déterminer si, a I'extrémité d’'un canal @oissance, les cellules de I'endoderme, en
sus de se différencier, se divisent, nous avongckfe visualiser et a compter les divisions
cellulaires en marquant les noyaux des celluleSARIl. Ces expériences ont été réalisées par
Muriel Tyrman, dans le cadre de son stage de rebbhate M1, effectué dans notre équipe.

3.2.4.1. Protocole

Comme nous I'avons mentionné au paragraphe 3.11&.DAPI est un intercalant d’ADN,

qui absorbe 'UV et réémet une fluorescence blegequi permet de détecter 'ADN des
cellules par microscopie a fluorescence. Le marguag DAPI permet non seulement de
visualiser les noyaux cellulaires, mais égalementiéterminer si une cellule est en division,
et a quelle phase de la mitose elle se situe.diadi3.29, extraite de Dellaire et al. [41], est
une succession d'images des différentes étapegati aellulaire, et notamment de la mitose,

137



visualiséesin vitro, par marquage au DAPI. Notons que le DAPI, paradl gerturbe
I'activité cellulaire, bloque les cellules en digis dans la phase dans laquelle elles sont au
moment de I'immersion de I'animal dans le DAPI.

Interphase Prophase Prométaphase
Métaphase Anaphase Télophase

Figure 3.29— Principales étapes du cycle cellulaire, et notamiunla mitose, de cellules
humaines (HeLa cells) marquées au DAPI et obselvégso. Figure extraite de Dellaire et
al. [41].

Les noyaux des cellules d’'une méduse juvénile plasgédes canaux en croissance sont
marqués au DAPI, observés au microscope a fluanescavec l'objectif a immersion
grossissant 63X, et visualisées par la caméra CEMalite résolution, dans les mémes
conditions que les méduses dont nous avons visulaisdodermen vivo (protocole décrit
dans le paragraphe 3.1.1.1.).

Nous visualisons les cellules de I'endoderme aiémrité d'un canal en croissance, et de part

et d’autre de ce canal, dans des zones situéesaicks égales du bord de 'ombrelle (figure

3.30). Nous comptons le nombre de cellules et taelme de cellules en division dans chaque

zone (zones 1 et 6, prés des canaux radiaux, 2oeies, au milieu de I'endoderme, et zones 3

et 4 a I'extrémité du canal en croissance). Nolmut@ns dans chaque zone l'index mitotique

(IM), a savoir le rapport, exprimé en pourcentagare le nombre de cellules en division
Cdiv

(Caiv) et le nombre de cellules total{: IM = o X 100 [87]. Si I'index mitotique est plus

grand dans les zones 3 et 4 que dans les autres,zogla signifiera que les cellules de
'endoderme se divisent plus fréguemment a I'exir@mi’'un canal en croissance, et donc que
ces cellules non seulement se différencient, maidiasent également, afin de permettre la
croissance du canal. Notons que les différenteesz@ont a distances égales du bord de
'ombrelle, afin d’éviter tout artéfact correspontia la croissance de la méduse. En effet, la
croissance de I'ombrelle de la méduse doit étrecss a un taux de divisions cellulaires plus
important sur le bord de 'ombrelle qu’au centrengh pour ne prendre en compte que le
parametre ‘croissance d’un canal’, les index ngiogs doivent étre calculés dans des zones
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situées a des distances au bord de I'ombrelle glaés expériences ont permis de visualiser
30 canaux en croissance, chez 13 méduses. L'igtatfon des résultats a été réalisée avec
I'aide d’Alexis Peaucelle.

Canal circulaire

N )

Canal Canal

radial | Canalen _] radial
croissance

654/321

Figure 3.30—Zones visualisées pour le calcul de I'index mitaéigians I'endoderme.

3.2.4.2. Reésultats

Autour de chaque canal en croissance, chaque zerertloderme a été visualisée deux
fois : en microscopie a contraste interférentiéfiédentiel, et en fluorescence. Les noyaux des
cellules sont visibles sur les deux types d'imagesqui permet de vérifier que les noyaux
observés sont bien situés dans I'endoderme, etiaas la matrice (ils pourraient étre alors
confondus avec les noyaux des cellules mésogléennes

La figure 3.31 présente une zone de I'endoderme ldamone 3, vue a gauche en microscopie
a contraste interférentiel différentiel (figure B.8) et au milieu en fluorescence (figure 3.31
B). La figure 3.31 C correspond a une combinaisecas deux images. L'extrémité du canal
est en haut a gauche (indiqué par une fleche suiigeres 3.31 A, B et C). Nous pouvons
remarquer que certains noyaux sont trés prochamesles autres (entourés par un cercle sur
les figures 3.31 A, B et C). Ces noyaux proches éét principalement observés aux
extrémités des canaux (ce point sera détaillégpsauite).
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Figure 3.31- Visualisation de I'endoderme dans la zone 3. A gau@) : en microscopie a
contraste interférentiel différentiel. Au milieu)(Ben microscopie a fluorescence. A droite
(C) : images A et B combinées, I'image A étantame et la B en vert. Les fleches indiquent
'extrémité du canal. Les paires de cellules dadiederme sont entourées.

Malheureusement, dans aucun des noyaux observéese$sli234 noyaux visualisés), nous

n'avons observé les condensations d’ADN caraciguss des étapes de la mitose (figure
3.29). Plus exactement, nous n’avons observé quyau chez lequel nous pouvions deviner
un début d’anaphase (figure 3.32). L’anaphase’@sipke de séparation des chromatides. Les
deux ‘traits’ brillants sont d’épaisseurs differesitce qui peut étre le signe que la mitose n'a
pas lieu dans le plan de I'endoderme, mais de l62és. observations suggérent que les
divisions cellulaires des cellules endodermiques meut-étre lieu perpendiculairement a

'endoderme (et parfois légerement de biais), &t dans le plan de 'endoderme (figure 3.33

A). Dans ce cas, comme nous ne pouvons imouivo 'endoderme que dans son plan, il ne

serait pas possible de voir les différentes étadpela mitose. Nous ne pourrions voir que les
deux cellules filles, dans la mesure ou celleslissgraient Iégerement I'une sur l'autre (leur

noyaux ne seraient alors plus superposeés).

A

Figure 3.32— Visualisation de I'endoderme dans la zone 3. A bau@) : en microscopie a
contraste interférentiel différentiel. A droite (B¢n microscopie a fluorescence. Une cellule
de I'endoderme qui semble en anaphase est entourée.
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Par conséquent, nous avons considéré que les paimesyaux proches correspondaient a des
cellules venant de se diviser, et les avons commpfdeus avons calculé I'index mitotique
d’'une zone donnée, en faisant le rapport entre@hebme de cellules venant de se diviser dans
cette zone (tous canaux confondus), et le nomhat de cellules observées dans cette zone
(tous canaux confondus). Les index mitotiques sxgrimés en pourcentage. La figure
3.33 B montre I'index mitotique en fonction de lane observée. Nous observons qu’il est
plus important dans les zones 3 et 4, corresporadbettrémité d’un canal en croissance.

A B
Cellule mere
Cytoplasme
10
S 8t
Noyau <
>
g 6
S
£ 4l
Cellules filles )
2 o2y
=== <=3

1 2 3 4 5 6

Division cellulaire Division cellulaire Numeéro de zone dans l'endoderme
dans le plan de perpendiculaire au
'endoderme plan de I'endoderme

Figure 3.33—Division cellulaire et index mitotique dans I'endwthe. A gauche (A) : schéma
des différentes directions de plans de divisiotutates. A droite (B) : index mitotique en
fonction de la zone observée de 'endoderme.

Ceci montre que le nombre de cellules de I'endodeproches est plus important a
'extrémité d’'un canal en croissance qu’ailleurgla&Cpeut éventuellement correspondre a un
nombre plus important de divisions cellulaires, sreans certitude. Il reste en effet tout a fait
possible que les paires de cellules proches netspas le résultat de divisions cellulaires,
mais soient des cellules qui ont glissé 'une &utte. Il faudrait pouvoir confirmer que les
cellules de l'endoderme se divisent perpendicutaer® au plan de I'endoderme, en
visualisant au cours du temps une division cellal@u microscope a fluorescence, ou en
visualisant une division cellulaire en coupe aurposcope électronique a transmission. Ces
expériences sont tres techniques, et nous n'avaikenreusement pas eu le temps de les
réaliser. Il serait également intéressant de meseseindex mitotiques des canaux, afin de
déterminer si les divisions cellulaires sont plasnbreuses dans un canal en croissance, et
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notamment a son extrémité. Si tel est le cas,ilesoms cellulaires nécessaires a la croissance
d’'un canal dans I'endoderme seraient en partieréssuyar les cellules des canaux.

3.3. Conclusion

Les expériences de visualisation par microscopigqu@ a fluorescence et a contraste
interférentiel différentiel, et par microscopie @tenique a balayage et a transmission, nous
ont permis de déterminer la structure de I'endodermies canaux, ainsi que de leur jonction.
Ces observations ont été mises en perspectiveleveésultats des expériences de suivi de la
croissance d'un canal dans I'endoderme et de l@gma d'un canal au milieu de
'endoderme. Nous avons alors pu proposer un psosesohérent de croissance d’'un canal
dans I'endoderme : un canal croit au niveau deestrémité, par accumulation locale des
cellules de I'endoderme et difféerenciation de celfutes en cellules de canal. Par unité de
surface, les cellules de canal étant beaucoupnolotbreuses que les cellules de I'endoderme,
le processus de différenciation est sans doutenguagné de divisions cellulaires. Nos
expériences de visualisation des noyaux de I'emtloglenarqués au DAPI montrent un
nombre de paires de noyaux plus important a I'exité® d’'un canal en croissance. Ainsi, Si
les cellules de I'endoderme se divisent, les divisidoivent avoir lieu perpendiculairement
au plan de I'endoderme. Il est également possiléeles divisons cellulaires nécessaires a la
croissance d’'un canal dans I'endoderme soient @ssyrar les cellules des canaux.

Quoi qu’il en soit, un canal croit au niveau de sotrémité, par accumulation locale des
cellules de I'endoderme et différenciation de ceblutes en cellules de canal. Des lors,
déterminer l'orientation de la croissance d’'un ¢aeaient a déterminer quelles zones de
'endoderme, a I'extrémité d’un canal en croissaseedifférencient en cellules de canal.

Dans le chapitre suivant, nous chercherons a cordprequels processus permettent de
déterminer quelles cellules de I'endoderme se mifféieront en cellules de canal. Nous nous
intéresserons notamment au rble joué par les dotgsa mécaniques induites par les
contractions musculaires.
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4. ROle des contractions musculaires dans la
croissance des canaux

Comme nous l'avons vu dans le chapitre 3, un cenadil dans I'endoderme au niveau de son
extrémité, par accumulation locale des cellulesl’éedoderme et différenciation de ces
cellules en cellules de canal. Ainsi, l'orientatide la croissance d’'un canal est déterminée
par la localisation des cellules de I'endoderme, liextrémité d’un canal en croissance, se
différencient en cellules de canal.

Dans ce chapitre, nous exposons les expériencéségsanous permettant d’appréhender
guels processus permettent de déterminer quellkdesede I'endoderme se différencieront
en cellules de canal. Nous nous sommes tout pbkétiement intéressé au réle joué par les
contraintes mécaniques induites par les contraxtiomsculaires.

Dans une premiere partie, nous présenterons letwsteudes muscles et la réponse mécanique
des tissus de la méduse aux contractions musaul@ens une seconde, Nnous exposerons un
modele par éléments finis permettant de visuallserépartition des contraintes dans
'endoderme, suite a une contraction musculairdinEnous présenterons les résultats d’'une
expérience que nous avons montée, permettant ajapplde maniere externe des contraintes
dans I'endoderme.

4.1. Des tissus soumis a des contraintes musculaires
4.1.1. Structure des muscles et contractions musculaires

Comme nous l'avons introduit au chapitre 1 (parpigeal.2.3.), la méduskurelia aurita
nage par hydropropulsion, en contractant régulierearaes muscles [38,60]. Les contractions
sont périodiques, avec une fréquence de l'ordreirddattement toutes les deux secondes
[132]. Des cellules épithéliomusculaires, situéesiaeau de I'épiderme de la sous-ombrelle,
forment les fibres musculaires (chapitre 1, figurd) [8]. Ces derniéres permettent de
constituer une large bande musculaire annulaiteéesia la périphérie de la sous-ombrelle
(figure 4.1 A) [16,65]. La structure striée des clas peut facilement étre visualiséevivo

par microscopie a contraste interférentiel difféiedr{figure 4.1 B).

Afin que les fibres musculaires se contractent Hemément, un systeme de cellules
nerveuses coordonne l'action des cellules épithmdlgxulaires [66]. Ces cellules nerveuses
sont des neurones bipolaires qui forment un répaacourant toute la surface de la sous-
ombrelle et circulant entre les cellules épithélimgulaires [8,65].
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Fibres
musculaires

Figure 4.1 — Fibres musculaires. A gauche (A): schéma de Ipadigion des fibres
musculaires. A droite (B): détail des fibres muatas visualisées en microscopie a
contraste interférentiel différentiel, avec I'objfg@0X.

Les contractions musculaires sont annulaires :agwh contraction, les fibres musculaires,
qui font le tour de 'ombrelle, se compriment (frguwt.2). La sous-ombrelle, parcourue par la
bande musculaire sur son pourtour extérieur, vimitsasa surface diminuer : nous avons
observé en visualisant une méduse juvénile solmifge binoculaire (Leica, Z16 APO) que
lors d’une contraction musculaire, le diamétre’dmbrelle de la méduse est réduit de I'ordre
de dix pourcents. En conséquence, la ‘cloche’ fermar I'ombrelle se creuse, et la méduse
est propulsée en avant (figure 4.3) [38,60,106 e nous I'avons décrit dans le chapitre 2
(paragraphes 2.1.2. et 2.5.2)), chaque contraatmsculaire comprime et déforme la
mésoglée. L'élasticité de cette derniére permet &néduse de retrouver sa forme initiale
apres chaque contraction [26,60,106].

Figure 4.2 — Fibres musculaires au repos et en contraction Jisg@as en microscopie a
contraste interférentiel différentiel, avec I'obi#@0X. A gauche (A) : visualisation des fibres
musculaires au repos. A droite (B): visualisatiomians la méme région, des fibres
musculaires en contraction.
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Méduse au repos Méduse en contraction

Figure 4.3—Schéma d’'une méduse au repos et en contraction.

Chaque contraction musculaire comprime et déformes tles tissus de la méduse, non
seulement la mésoglée, mais aussi les canauxretollerme. Le lien entre les contraintes
appliguées par les muscles et les déformations tideas est décrit par les propriétés
viscoélastiques de ces derniers. Dans le paragsphant, nous présenterons les propriétés
mécaniques de I'endoderme inséré dans la mésdelge. nous décrirons nos observations
des déformations des tissus observables lors aesactions musculaires.

4.1.2. Propriétés viscoélastiques des tissus

Si les propriétés mécaniques de la mésoglée omé&térées localement quantitativement par
des expériences de microrhéologie, nous avons @vglualitativement les propriétés
meécaniques de I'endoderme. Mesurer ses propriésésélastiques de maniére quantitative
semblait techniquement trés difficile. Nous avonseffet essayé de les mesurer grace au
rhéometre cellulaire développé par Atef Asnacio8,44,107,108], mais nous avons été
arrétées par de nombreuses difficultés: la lampérseure du rhéometre s’enfoncait
difficilement dans la méduse, et emportait avee @ls cellules de I'ectoderme dans la
meésoglée, et la méduse glissait beaucoup. Nousagalement pensé a attacher des billes a
'endoderme, et a les manipuler par des pincesgops ou magnétiques, développées par
Sylvie Hénon [7,71]; mais nous aurions souhaité ligper une force verticale,
perpendiculairement a 'endoderme, pour tirer opugpr sur ce dernier, et ces techniques
permettent d’appliquer des forces seulement hotement, donc dans le plan de
'endoderme. Cependant, comme nous le verrons gasuite, il est apparu que la
connaissance des valeurs exactes des modules lastoqpées de I'endoderme ne fut pas
indispensable a la suite de notre travalil.
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41.2.1. L'endoderme

Difféerentes expériences simples nous ont permigaifaune représentation qualitative des
propriétés physiques de I'endoderme. Ces expéseniceété proposées lors des discussions
gue nous avons eues avec Ken Sekimoto.

Nous avons pu dans un premier temps mesurer duaiteent les propriétés mécaniques de
'endoderme en insérant une micropipette dans Ilsogiée d’'une méduse juvénile, puis en
appuyant délicatement sur I'endoderme et en visaiaiau microscope sa déformation. Les
micropipettes utilisées sont identiques a celleplepges pour I'injection de microbilles dans
la mésoglée pour les expériences de microrhéol@iapitre 2, paragraphe 2.4.2.1.). Elles
ont une extrémité d'une taille de quelques micratssont fabriguées au laboratoire, en
étirant un capillaire en verre borosilicate, dentk&re externe 1 mm et interne 0.58 mm
(Harvard Apparatus, réf GC100-15), au moyen d'ureét de pipettes (Narishige, réf PB-7).
Ces micropipettes sont montées sur un dispositimizoinjection (Eppendorf, CellTram
Qil), et sont guidées au moyen d’'un micromaniuaiNarishige, réf MN-151) (chapitre 2,
figure 2.11).

Comme pour les expériences de microrhéologie, Buseejuvénile est tout d’abord paralysée
en la plongeant pendant une dizaine de minuteswansolution a 7.5% en volume de MgCl
diluée dans un rapport 1/1 dans une solution déeamer artificielle. Elle est ensuite placée
sur une lamelle de verre, ombrelle étalée, la smoisrelle étant en contact avec la lamelle de
verre. La pipette est insérée dans la mésoglérvars I'ex-ombrelle, et est enfoncée jusqu’a
ce que son extrémité touche I'endoderme (figurg. 4>&tte opération est réalisée sous le
microscope a contraste interférentiel différentreyni de I'objectif 20X (microscope Leica
DMI 3000 B et objectif Leica PL Fluotar 20X/0.40 ©o En déplacant légerement
l'extrémité de la pipette verticalement au moyen rdicromanipulateur, il est possible
d’appuyer délicatement sur I'endoderme. La défoiwnatle 'endoderme est visualisée au
microscope et filmée par la caméra CCD haute résalgAndor, iXon3 885).

Il est apparu que I'endoderme semble se déformasti@lement sous l'action de la
micropipette : quand la micropipette appuie suelellet endodermique, ce dernier se creuse,
puis retrouve sa forme initiale quand la pipettexerce plus de contraintes. L’endoderme se
comporte mécaniguement comme une mince membraste&jéla
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Figure 4.4 — Expérience de déformation de I'endoderme via unerapipette insérée dans

une méduse juvénile. A gauche (A) : schéma dediexce. Endoderme (en) ; ex-ombrelle
(ex) ; lamelle (la) ; mésoglée (me) ; micropipeitai) ; objectif (ob) ; sous-ombrelle (so). A
droite (B) : visualisation de I'extrémité de la mopipette, au contact de I'endoderme

Par ailleurs, nous nous sommes demandé si, au, reptte membrane élastique était sous
contraintes. Pour répondre a cette question, neossapercé I'endoderme au moyen de la
micropipette, afin d’'observer si le diamétre dwltrainsi créé restait inchangé, augmentait,
ou éventuellement diminuait. Un élargissement @espement une diminution) du diametre
du trou serait le signe que le feuillet endodermi@tait sous tension (respectivement sous
compression).

Ces expériences ont été realisées dans les mémmehtimus expérimentales que les
expériences de déformation de I'endoderme : la s&duvénile est paralysée, et est placée
ombrelle étalée sur une lamelle de verre ; la @pest insérée a travers I'ex-ombrelle, et
déchire 'endoderme pour percer un trou de I'odkel 00 um de diametre; la visualisation est
réalisée par le microscope a contraste interfarediiférentiel muni de I'objectif 20X, et les
images sont acquises par la caméra CCD haute ti&so{dndor, iXon3 885). La figure 4.5
montre une visualisation d’un ‘trou’ dans I'endader

Il est apparu qu’aprés percement de 'endoderméial®@etre du trou reste inchangé. Nous en
déduisons qu’au repos, le feuillet endodermiqustrpas sous contrainte.
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Figure 4.5 — Visualisation d’'un ‘trou’ dans I'endoderme en misoopie a contraste
interférentiel différentiel, avec I'objectif 20X.

4.1.2.2. L'endoderme et la mésoglée

Les propriétés mécaniques de la mésoglée ont étéedéen détail dans le chapitre 2. Nous
avons établi qu’'a I'’échelle microscopique, la mése@pparait comme un gel viscoélastique
mou, dont les microenvironnements sont trés héédregy et dont les modules élastique et
visqueux ne dépassent pas quelques dizaines dal.phsemble par ailleurs que le module

élastigue de I'endoderme soit plus important quei ae la mésoglée, car la micropipette

pouvait traverser et s’enfoncer dans la mésogk® facilement, mais percait et déformait

plus difficilement I'endoderme.

Ainsi, 'endoderme inséré dans la mésoglée se campun point de vue mécanique comme
une fine membrane élastique entourée par un gabéliastique mou.

4.1.3. Déformations induites lors des contractions

La mésoglée, I'endoderme et les canaux sont conggried déformés a chaque contraction
musculaire. Les déformations de ces tissus somiradislesn vivo, sous le microscope.

4.1.3.1. Protocole

Nous sélectionnons une méduse juvénile, d’enviromXde diametre, et présentant de jeunes
canaux en croissance. Nous placons cette méduselalatambre fermée utilisée pour la
visualisation des billes des expériences de miéaldgie (chapitre 2, figure 2.14). Cette
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chambre est fermée sur les parois supérieure @ignfe par des lamelles de verre, afin de
permettre I'observation. La méduse est placéeaslanelle de verre dans la méme position
gue celle utilisée pour les expériences de micadyge (chapitre 2, figure 2.14): la méduse
est a plat, ombrelle étalée. L'eau autour de lausécbst retirée au maximum, afin de limiter
son glissement. La chambre ronde, placée sur tm@ldu microscope, est tournée, afin que
dans la zone du bord de l'ombrelle observée, lesawa radiaux, déja formés ou en
croissance, soient orientés verticalement de haubas (la base des canaux en haut, leur
extrémité en bas). La méduse n’est pas paralys&e, @ntracte sur la lamelle de verre. Les
déformations des tissus sont observées par le saigpe a contraste interférentiel différentiel
(microscope Leica, DMI 3000 B), muni d’'un objectjfossissant 10X (Leica, PL Fluotar
10X/0.30). Les vidéos du bord de I'ombrelle lorairB contraction sont acquises par une
caméra rapide CMOS, a une vitesse de 2000 imagesqudnde (Fastcam SA3 120K
Photron).

Nous avons visualisé les déformations des tissuboadl de I'ombrelle chez sept méduses
juvéniles.

4.1.3.2. Résultats

Nous présentons une observation typique de visu@lis de la déformation des tissus lors
d’une contraction musculaire.

La figure 4.6 présente une image du bord de l'offodune méduse juvénile, au repos
(figure 4.6 A), et lors d’une contraction muscutaffigure 4.6 B). Nous pouvons reconnaitre
le canal circulaire en haut de I'image, ainsi quaamal en croissance au centre, encadré par
un vieux canal radial non branché a droite et wmgecanal radial branché a gauche. Nous
observons que les canaux radiaux, ainsi que lel aamaroissance, voient leur largeur
diminuer fortement lors de la contraction: ces aten se pincent. Ce pincement est
principalement paralléle au bord de l'ombrelle @de rhéduse, donc dans la direction
transversale (perpendiculaire au rayon). Ce pinoérdes canaux permet de relaxer les
contraintes induites par les contractions muscesaiqui, au voisinage du bord de 'ombrelle,
sont transversales.

Par ailleurs, nous observons que le vieux cana@lradn branché se pince plus fortement que
le jeune canal radial branché. Comme nous l'avdrseiwé et indiqué dans le chapitre 3
(paragraphe 3.1.5.3.), les canaux en croissance assez plats (leur hauteur est bien
inférieure a leur largeur). Nous avons pu égalenobserver au microscope vivo que les
jeunes canaux sont beaucoup plus plats que lex \dwapnaux. Sachant que les canaux
croissent par empilement et différenciation deslulsd de I'endoderme (chapitre 3,
paragraphe 3.2.3.), et que I'endoderme est trésilpst logique que les canaux en croissance
et les jeunes canaux soient plats. Par contreyiéesx canaux, a force d’étre pincés par les
contractions musculaires et de subir les contraihty@rodynamiques contre leurs parois liées
au passage du courant d’eau, s’arrondissent pigeasent, et sont alors moins plats que les
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jeunes canaux. La figure 4.7 présente la déformatmla section d'un jeune et d’'un vieux
canal lors d’'une contraction musculaire : les jsuoanaux, parce qu’ils sont trés plats, se
pincent plus difficilement que les vieux canaux tdarsection est plus circulaire.

Figure 4.6 — Bord de l'ombrelle d'une méduse juvénile, au remdsen contraction.
Visualisation en microscopie a contraste interféi@ndifférentiel, avec I'objectif 10X. A
gauche (A): bord de I'ombrelle au repos. A droB):(bord de 'ombrelle en contraction.

Vieux canal Jeune canal
—O— —_—
Méduse au repos Méduse au repos
Méduse en contraction Méduse en contraction

Figure 4.7 — Schéma de coupes des canaux, vieux et jeunespas @& en contraction. Les
vieux canaux, parce qu’ils sont moins plats, segmh plus facilement que les jeunes.
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Nous avons mesuré le diametre des jeunes et vi@uaxug au repos et en contraction. La
figure 4.8 présente les mesures des taux de rédudg diametreTRD, en pourcent, des
jeunes et vieux canaux, lors d'une contraction DT®0) = 100 X ([xpos— Deontrac)/Drepos OU
Drepos €St le diamétre moyen d’'un canal au reposgi.k:le diametre moyen d’un canal en
contraction (le diametre moyen d'un canal est layenoe de son diametre mesuré a
différentes positions le long du canal). Les vadedes taux de réduction de diamétre des
jeunes et vieux canaux indiquées sur la figuresb®t des valeurs moyennes, calculées a
partir des mesures sur sept méduses juvéniles. bbess d'erreur proviennent de la
dispersion des résultats et de l'incertitude desumes. Le diametre des jeunes canaux se
réduit lors d’'une contraction en moyenne de 9%géti des vieux canaux de 17%. Il apparait
gue, comme nous l'avions observé sur la figure 4§, canaux se pincent a chaque
contraction musculaire, et les vieux canaux seguinplus fortement que les jeunes canaux.
Notons que les canaux sont en moyenne un peu ni@itesnent pincés que sur l'image
présentée figure 4.6, qui a été choisie parce@petement des canaux y est treés visible.

Taux de réduction du diameétre des canaux (%)

20

15
10
5

0

Jeunes canaux Vieux canaux

Figure 4.8—Taux de réduction du diametre des canaux, viejpuees, lors des contractions
musculaires chez les méduses juvéniles.

Nous observons enfin, que si les canaux peuveakeelles contraintes induites par les

contractions musculaires en se pincant, 'endodepmgt beaucoup plus difficilement se

déformer. En effet, cette fine membrane peut diéicent réduire sa surface dans son plan.
Elle pourrait flamber (figure 4.9), mais nous n'ebsns pas de flambage du feuillet

endodermique lors des contractions. Il est possdpe la matrice, située autour de

'endoderme et dont les fibres sont étroitemerdchites a ce dernier, empéche I'endoderme
de flamber. Dés lors, si les canaux peuvent relde®rcontraintes en se pincant et que
'endoderme est quant a lui trés peu déformable, dentraintes dues aux contractions

musculaires doivent étre plus importantes danslbderme (figure 4.9).
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Méduse au repos
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Méduse en contraction

Flambage de Contraintes dans
I'endoderme I'endoderme

/ /

—) Pincement des canaux G —) Pincement des canaux G

Figure 4.9 — Schéma de coupes des canaux, vieux et jeunes,l'endederme, lorsque la
méduse est au repos ou en contraction. Les car@apisent. L'endoderme ne flambe pas, et
accumule les contraintes de compression. Ce sclesim@éduit des observations réalisées au
microscope sur des méduses posées a plat sur onedidade verre.

Précisons toutefois que ces expériences de viatialisde la déformation des tissus ont été
réalisées sur des méduses posées a plat sur deHletarde verre, afin de permettre
I'observation au microscope. Les méduses n’étalent pas dans leur position normale, qui
leur permet de nager (comme le représentent leseigd.3 et 4.10). Par conséquent, il est
possible que les déformations observées ne comdspb pas exactement aux déformations
normales. Si des visualisations de la nage de nreédugéniles réalisées par Vincent Fleury a
la caméra rapide CMOS (a une vitesse de 125 impayeseconde) montrent que les canaux
se pincent effectivement lors des contractions miages (figure 4.10), il n’est pas certain
gue I'endoderme ne flambe pas lors des contractibmstefois, Benjamin Mauroy, avec qui
nous collaborons, a initié des simulations numésgafin de modéliser les contractions des
méduses. Les résultats préliminaires montrent gémensi le bord de 'ombrelle plie lors
d'une contraction, et que I'endoderme flambe |égpemat, les contraintes sont toujours
importantes dans I'endoderme (paragraphe 4.4.2.).

152



Figure 4.10 - Visualisation de la contraction d’'une méduse jul&nh gauche (A) : repos.
Au milieu (B): début de la contraction. A droit€)( contraction. Les canaux, et leur
pincement lors de la contraction, sont visibles.

4.2. Reépartition des contraintes : modeélisation par E@ments finis

Nous avons réalisé des simulations numériques lgane@ts finis, afin de modéliser les
contractions musculaires et de calculer numérigménaerépartition des contraintes qui en
découle dans I'endoderme.

La modélisation de la contraction de I'ombrellel@enéduse, et le calcul de la répartition des
contraintes dans I'endoderme ont été initiés panige Pillin, qui a réalisé son stage de M1
au laboratoire, en collaboration avec Ken Sekimet@vec I'aide de Vincent Fleury. Etienne
Pillin a réalisé ces modélisations par la méthoele @éments finis, qui permet de résoudre
numeériqguement des équations aux dérivées partiedegiui s’applique notamment a la
résolution des problemes de déformation d’objeisti&ues sous contrainte.

Il a réalisé ces modélisations avec le programnezfem++, qui utilise un langage trés
proche du C++, enrichi de bibliothéques permettamite autres de créer des maillages 2D et
3D, de résoudre une équation aux deérivées pagjadtede faire des calculs de différenciation
finie. Il a montré, par un modele bidimensionneliegles contraintes induites par les
contractions musculaires sont plus importantes tandoderme a I'extrémité d’'un canal en
croissance.

Nous avons ensuite repris et amélioré ce modele Bvgrogramme Comsol (COMSOL

Multiphysics 3.5a), qui permet également la moaéls par €léments finis de problémes de
physique. Philippe Dantan et Benjamin Mauroy, quiisent ce programme au quotidien,

nous ont trés largement aidées a modéliser etauaés numériquement la répartition des
contraintes dans I'endoderme induite par les cotitnas musculaires.

Nous présentons dans les paragraphes suivantstgpprde la méthode des éléments finis,
puis le modéle mis en place, et enfin les résuitatenus.
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4.2.1. Principe

La méthode des éléments finis permet de résoudrngmguement des équations aux dérivées
partielles. Ces dernieres peuvent représenter taqedynent le comportement dynamique de
systemes physigues (mécanique, thermodynamiquestiqoe...). Dans cette méthode, les
éguations aux dérivées partielles sont résoluasataere discréte. Cette discrétisation repose
sur un découpage de l'espace selon un maillageutise habituellement un maillage
triangulaire dans un espace bidimensionnel eté&étigue dans un espace tridimensionnel.
Sur chaque maille sont définies des ‘fonctions dseh qui vont permettre d’approcher la
solution de I'équation différentielle. Par exemptians le modéle présenté au paragraphe
suivant, les fonctions de base utilisées sont adgnpmes de Lagrange de degré 2. Les
mailles, associées a ces fonctions de base, fordesnt'éléments finis’. Notons que
mathématiquement, plus le maillage est fin, plusdaution obtenue par la méthode des
éléments finis satisfait précisément a I'équatiox dérivées partielles. C’est pourquoi le
maillage n’est souvent pas défini de maniere régeylimais est resserré prés des endroits
d’intérét, notamment aux endroits ou la solutiorievheaucoup. Cependant, un maillage trop
fin induit des propagations d’erreurs informatiqu#s troncature. C’est pourquoi il est
conseillé de tester un modele avec un maillageluke gn plus fin, et de s’arréter quand les
résultats ne dépendent plus de la taille du maill&ette méthode a été appliquée dans le
modele décrit au paragraphe suivant.

4.2.2. Modéle

Nous avons choisi, notamment pour des raisonsrdplisité et de rapidité des calculs, de
réaliser la modélisation en deux dimensions. Commoas l'avons vu au chapitre 3,
'endoderme est un feuillet cellulaire plat et tfés Il se préte donc particulierement bien a
une représentation bidimensionnelle. Par conteecémaux et la mésoglée s’y prétent moins
bien. Cependant, comme nous I'avons vu au chapigeau paragraphe 4.1.2., la mésoglée
est un tissu viscoélastique tres mou et tres défblen alors que I'endoderme est une
membrane plus rigide, quasiment purement élastigaes choisissons donc de ne pas inclure
la mésoglée dans le modéle. Notons que la présiméa mésoglée est prise en compte de
maniére indirecte, car, dans ce modele 2D, I'endodeane peut pas sortir du plan, et donc ne
flambe pas. Nous avons vu au paragraphe 4.1.X’gsevraisemblablement la présence de la
meésoglée quiin vivo, empéche le flambage de I'endoderme. La mésodkst donc pas
représentée dans le modéle, et 'endoderme estlis®démme une surface bidimensionnelle
élastique. La structure tubulaire des canaux né¢ pasi étre représentée telle quelle sur un
modele 2D. Néanmoins, nous avons vu au paragragh8.,4que lors d’'une contraction
musculaire, les canaux se pingaient et I'endodesen@éformait beaucoup moins. Nous avons
donc modélisé en 2D les canaux par une surfacd,leempropriétés mécaniques la rendent
plus déformable que celle de I'endoderme.
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Nous avons modélisé en deux dimensions un morceéwtl de 'ombrelle d’'une méduse
juvénile. La figure suivante (figure 4.11) représcie dessin, réalisé sous Comsol, des canaux
au bord de I'ombrelle, ainsi que le maillage assolious représentons le canal circulaire, un
canal en croissance, encadré par deux canaux xadlaudiametres Iégerement différents
(comme c’est le cam vivo, la plupart du temps), ainsi que I'endoderme, @giisitué entre
ces canaux. Les dimensions de ce dessin et lesefomies canaux correspondent aux
observations réalisées vivo dans des méduses juveéniles, telles qu'on peutdassur la
figure 4.6. Le maillage est plus resserré autoucahal en croissance, car, comme nous le
verrons par la suite, les contraintes varient beapadans cette zone. Nous avons veérifié
gu’en prenant des maillages plus fins, les résuftant identiques.

Sur ce dessin, I'espace est ainsi séparé entre demaines jointifs: les canaux, et
'endoderme. Nous avons vu aux paragraphes 4.1£216. que I'endoderme est un feuillet
élastiqgue, peu déformable lors d’'une contractionsculaire. Nous choisissons donc
d’attribuer au domaine correspondant a I'endodedes propriétés mécaniques d’'une
membrane élastique incompressible, de module denf &4 = 100 Pa et de module de
PoissOnvengo~ 0.5 (incompressibilité). Afin que les canaux sbighis déformables, nous les
modélisons par une membrane élastique légeremenpregsible, de module de Young
inférieur, Eana = 10 Pa et de module de PoissQgna = 0.3, qui permet la compression.
Notons que la valeur d’élasticité de I'endodermevivo n'a pas été mesurée. Cependant,
comme nous l'avons vu au paragraphe 4.1.2., I'eadod apparait comme plus rigide que la
meésoglée, qui a un module élastique d’'un ordrerdadgur de 10 Pa. Des lors, il apparait
raisonnable de fixer la valeur du module de Youegl'dndoderme autour de 100 Pa. La
valeur du module de Young des canaux est fixée comtant inférieure, car ils sont plus
déformables que I'endoderme. Nous avons observenda’ choisissant 10 fois inférieure a
celle de I'endoderme, nous obtenions des taux digctidn du diamétre des canaux proches
de ceux observésn vivo (figure 4.8). Notons que si la valeur des contesndans
'endoderme change avec la valeur des modules dmg de I'endoderme et des canaux, la
répartition de ces contraintes ne dépend pas dddar du module de Young de I'endoderme,
tant que celle-ci reste supérieure a celle desusana
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Figure 4.11 — Maillage du dessin, réalisé sous Comsol, d’'une dhend’ombrelle d’'une
méduse juvénile.

Le morceau de lI'ombrelle de méduse modélisé coorab@m une ‘tranche’ de I'ombrelle.
Nous avons vu au paragraphe 4.1.1. qu'une cordgraatusculaire correspond a une
réduction du diametre de I'ombrelle de la médusestQoourquoi, comme schématisé sur la
figure 4.12, nous modélisons une contraction mas@ipar une diminution de la surface de
la tranche de 'ombrelle, correspondant a la rédoadu diameétre de 'ombrelle.

Ombrelle au repos Ombrelle en contraction

O

Figure 4.12— Schéma de I'ombrelle au repos et en contractiore tsanche de I'ombrelle est
coloriée en gris. A gauche, schéma de 'ombrelleepos. A droite, schéma de I'ombrelle en
contraction (en noir), superposé a celui de I'onllerau repos (en gris).
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Pour modéliser la déformation de la tranche de lbathe représentée sur la figure 4.12, nous
imposons une avancée de la paroi en arc de cardderd de 'ombrelle (paroi 1, figure 4.13),
et un glissement des parois des bords de la trgpetneis 2 et 3, figure 4.13) le long des axes
radiaux. La derniére paroi (paroi 4, figure 4.18) laissée libre. L'amplitude et la vitesse du
déplacement de la paroi 1 correspond aux amplitetiestesses de déplacement des bords
d’ombrelles observés vivo dans des meéduses juvéniles lors des contractiossutaires : le
déplacement imposé de la paroi est de 200 umgsen 1

Le logiciel, connaissant les propriétés mécaniqdes différents domaines (canaux et

endoderme), ainsi que les conditions aux bords déplacement imposé de la paroi du bord
de d’'ombrelle, résout les équations de I'élastiaitécours du temps, et calcule les contraintes
sur chaque maille, en fonction du temps (toutesl@@ ms). Le résultat cherché est la

répartition des contraintes dans I'endoderme adésde la contraction.

Le modele étant bidimensionnel, nous avons cheisnddele ‘Plane Stress’ de Comsol, qui
permet de calculer les contraintes pour des déplests dans le plan (x,y), correspondant au
plan de I'endoderme. Dans ce modele, les valewwsadetraintes,,, oy, eto,, sont fixées a

zéro.

Nous avons observé separement les différentesanatets sur 'endodermeo,y, oy, etoyy.
Les contraintes de von Mises, obtenues en combaentifférentes contraintes, donnent une
représentation scalaire satisfaisante de la réparties contraintes dans I'endoderme.

En trois dimensions, la contrainte de von Misgg est égale a :

1 1 1
Ovm = |5 (Oxx = ny)z + E(ny - 0zz)2 +3 (0 — 0% + 3(0xy + 0y + GZX)Z 4.1

En deux dimensions, avec le modéle ‘plane streie’devient :

_ 2 2 2
Oym = \/ Oxx” — OxxOyy T Oyy” + 30yy 4.2
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Paroi 1

Paroi 2 Paroi 3

Paroi 4

100 pm

Figure 4.13— Dessin, réalisé sous Comsol, d’'une tranche d’onidrELine méduse juvénile,
au repos et en contraction. Les traits noirs cop@sdent a la situation au repos et les traits
roses a celle en contraction.

4.2.3. Résultats

La figure suivante (figure 4.14) montre le résultigt la distribution des contraintes dans
'endoderme résultant de la contraction musculdada tranche d’'ombrelle modélisée. Les
tracés des canaux avant et apres contraction sprisentés. Les couleurs correspondent aux
valeurs de la contrainte de von Mises, qui pernegbr@ndre en compte toutes les contraintes
dans le plan (équation 4.2). Le codage des coubkedireite indique la correspondance entre
les couleurs et la valeur de la contrainte.

Nous observons, en comparant les tracés des camamm et apres contraction, que la
contraction musculaire induit une diminution de l@geur des canaux, qui reflete le
pincement des canaux obseméivo (décrit paragraphe 4.1.3.). Dans le modele, lagtaoh

globale de la surface de la tranche d’ombrelle &#éla contraction induit une compression
plus grande des zones dont le module élastiqueplest faible, donc qui sont plus
déformables, a savoir les canalixvivo, les contraintes musculaires induisent égalemeat u
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compression plus grande des zones les plus déftesngbe sont les canaux, par pincement.
Le modele décrit donc assez bien les déformatiesgidsus observéasvivo.

Par ailleurs, nous observons que les contraintegodeMises sont plus importantes dans
I'endoderme, a I'extrémité du canal en croissaricen(de méme des contrainteg,, oy, et
oxy Prises individuellement). Nous avons vérifié qeerésultat restait vrai avec un maillage
de plus en plus fin. Comme mentionné précédemnienfait que les contraintes varient
fortement a I'extrémité du canal en croissanceleefait que cette zone soit une région
d’intérét pour notre étude, justifient le choix d’maillage localement plus serré.

Nous pouvons expliquer par une analogie physiquiaiteque les contraintes soient plus
importantes a I'extrémité du canal en croissanicestl connu que l'apparition de fractures
correspond a une relaxation des contraintes dansatériau [34,62]. Par ailleurs, si I'on
considére I'avancée d'une fracture, les contraisted les plus fortes a son extrémité, ce qui
permet a la fracture, une fois qu'elle a été ieitide se propager rapidement [28,77]. Les
canaux, en se pincant, permettent de relaxer legaiotes de compression induites dans les
tissus par les contractions musculaires. Ainsicrisissance d’'un canal dans I'endoderme
permet la relaxation des contraintes de compresgiéa lors, comme pour les fractures, les
contraintes se concentrent a I'extrémité du canareissance.

Contraintes de
von Mises (Pa)

100 pm

Figure 4.14 — Résultat du modéle réalisé sous Comsol : répartities contraintes de von
Mises dans la tranche d’ombrelle lors d’'une contiat musculaire.
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La modélisation par éléments finis montre que lastraintes induites par les contractions
musculaires sont maximales dans I'endoderme, arémité d’'un canal en croissance. Nous
pouvons alors nous demander si de fortes conteaddas I'endoderme ne permettent pas la
croissance de ce canal dans I'endoderme. Cettethggm est examinée dans le paragraphe
suivant.

4.3. Application extérieure de contraintes

Nous avons vu dans le chapitre 3 qu’un canal eissance croit au niveau de son extrémité,
par empilement et différenciation des cellules’dedoderme en cellules de canal (chapitre 3,
paragraphe 3.2.3.). Par ailleurs, les expérieneanatiélisation par éléments finis ont montré
gue lors d’'une contraction musculaire, les contesirdans I'endoderme sont les plus fortes a
l'extrémité d’'un canal en croissance. Des lors,ed#t possible que les contraintes de
compression dans I'endoderme induites par les aomdns musculaires jouent un rble dans
'empilement des cellules de I'endoderme et leufédenciation en cellules de canal a

I'extrémité d’un canal en croissance.

Notons que des contraintes de compression dardoldEmme peuvent favoriser le glissement
des cellules de I'endoderme les unes sur les awdtdsur empilement, afin de permettre la
croissance d'un canal. Par ailleurs, nous avionawwehapitre 3 (paragraphe 3.2.4.) que les
cellules de I'endoderme se divisaient vraisemblaklat perpendiculairement au plan de
l'endoderme. Or, il a par ailleurs été déemontré des divisons cellulaires se font

perpendiculairement a la direction de la contraifi8,63]. Si I'endoderme subit des

contraintes de compression dans son plan, il séoait cohérent que les divisions cellulaires

se fassent perpendiculairement au plan de I'enduoeler

Afin de vérifier que les contraintes de compresslans I'endoderme induisent I'empilement
des cellules de I'endoderme et leur différenciagoncellules de canal, nous avons mis au
point une expeérience permettant d’appliquer de eéranexterne des contraintes sur des
méduses immobilisées, et d'observer les changemerdgphologiques induits dans
'endoderme, dans les zones de fortes contrai@es. contraintes externes sont appliquées
dans une direction différente des directions dedramtes appliquées par les musdiesivo,

afin d’'observer si la croissance des canaux ess alodifiée. Dans une premiére partie, nous
décrirons le principe de I'expérience et le matéeigpérimental. Puis nous exposerons le
protocole, et enfin nous présenterons les résultats

4.3.1. Principe de I'expérience et matériel expérimental

La mise au point de I'expérience et l'interprétatides résultats ont été réalisées a l'aide
d’Alexis Peaucelle. Le principe de I'expérience @snesthésier une méduse juvénile, et de la

160



plonger dans un bloc d'agarose fabriqué avec latisol d’anesthésiant (chlorure de
magnésium dans de I'eau de mer artificielle), gfie la méduse reste immobile pendant toute
la durée de I'expérience (une nuit). Ce bloc d’agarest placé entre deux plaques : I'une est
immobile, et I'autre peut effectuer des mouvementsrolés, d’avant-arriere, afin de pouvoir
compresser périodiguement le bloc d'agarose, et toméduse (figure 4.15). Nous avons
choisi de comprimer 'endoderme de la méduiseun bloc d’agarose afin que I'expérience
soit la moins invasive possible. Il aurait en efigd envisageable d’exercer des contraiimes
vivo, directement sur I'endoderme, localement, mais telle expérience aurait été tres
invasive.

Les compressions exercées de maniere extérieure asors unidirectionnelles (comme
indiqué sur la figure 4.15), et non annulaires, canelles le sonn vivo, via les contractions
musculaires (paragraphe 4.1.1.). Les contraintesmees sont alors différentes des contraintes
physiologiques, ce qui permet d’observer si ellekiisent une éventuelle modification de la
morphogenese gastrovasculaire, et notamment I'djgpar de nouveaux canaux
perpendiculairement a la direction de cette conteagxterne.

Notons qu'une expérience envisageable serait ddysar totalement la méduse, et de voir si
alors la croissance des canaux est stoppée. Nauss abservé qu'il était trés difficile de
maintenir la méduse completement paralysée petolagiemps, sans endommager ses tissus
(ce point sera détaillé dans le paragraphe suiv&igst pourquoi nous avons préféré
paralyser légerement la méduse, et exercer desagunpt de compression externes.

Plaque mobile:
compressions périodiques

4 mm

Méduse 5cm

Agarose

Plaque immobile

Figure 4.15— Schéma de I'expérience de compression d’'une mukesgile dans I'agarose.

La figure 4.16 est une photo du dispositif pernméttée comprimer périodiquement le bloc
d'agarose. Il a été réalisé au laboratoire, parhiat Receveur, Arnaud Grados et Laurent
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Réa. La piéce 1 est un générateur, permettant debdter la fréquence et la force des
compressions. La piece 2 est I'appareil de comfmess/ec les deux plagues (I'une mobile et
I'autre immobile), sur lequel est placé le blocgiieose. Ce générateur émet des créneaux de
tension ('amplitude, la durée, et la fréquencecds créneaux sont contrdlables). La plague
mobile de I'appareil de compression est mise enveimgnt par deux aimants placés au sein
de deux bobines : lorsqu’on applique une tensionbaunes des bobines, les aimants sont mis
en mouvement par les forces de Laplace, et dépldaegplaque (figure 4.17). Un ressort,
placé derriere la plaque, se tend quand la plaguééplacée. Quand la tension appliquée aux
bornes de la bobine revient a 0, les aimants nisserit plus de forces, le ressort se détend, et
les aimants et la plague mobile reviennent a lasition initiale (figure 4.17). Ainsi, des
tensions créneaux permettent d’obtenir un mouvend&iter-retour de la plague mobile.
Augmenter I'amplitude de ces créneaux permet d'amder les forces de Laplace, et de
déplacer les aimants, et donc la plaque, plusrfoete.

Notons que le déplacement de la plagque mobile paraimantsvzia des bobines est plus
rapide qu’un déplacement effectué par un moteurdsta. Il était en effet nécessaire de
déplacer la plague rapidement, afin de s’approdbda vitesse des contractions musculaires :
la propagation de la vague de contraction museulautour de I'ombrelle d’'une méduse
Aurelia auritaadulte se fait a environ 50 cm/s [66], et donmkduse adulte, de 10 cm de
diamétre, se contracte en environ 500 ms. Les agmdies bobines permettent de déplacer la
plague mobile en quelques centaines de millisecmmEqu’'un moteur standard ne pourrait
pas faire.

La distance parcourue par la plague a chaqueraliewr est réglable mécaniquement. Elle est
ajustée pour que la compression exercée soit ddré¢ode grandeur de la compression
provoquée par les contractions musculaires. Comous Havons mentionné au paragraphe
4.1.1., lors d’'une contraction musculaire, le diaméle 'ombrelle de la méduse était réduit
de l'ordre de dix pourcents. Par conséquent, paunlac d’agarose de plusieurs centimétres
de long, I'amplitude du déplacement de la plaguié plouvoir étre de plusieurs millimetres,
ce que permet I'appareil de compression.

L'amplitude de la tension créneau est ajustée peumettre de déplacer la plaque sur la
longueur désirée, en prenant compte de la tengioreskort, dont le réle est de ramener
ensuite la plaque a sa position initiale (figurg7.

Ajuster la durée des créneaux permet de contrélEmhps de compression du bloc d’agarose,
a chaque aller-retour de la plague. La plaque @easi exercer un mouvement de
compression analogue a celui exercé par les musates contraction rapide, qui se maintient
pendant une centaine de millisecondes, puis unenti&ction plus lente, assurée par
I'élasticité de la mésoglée dans la méduse [60,iGjar la détente du ressort dans I'appareil
de compression (figure 4.17).

La fréquence des contractions étant de I'ordre thattement toutes les deux secondes [132],
la période des créneaux du générateur, et dondé&macements de la plaque, est ajustée a
deux secondes.
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Les paramétres expérimentaux permettant de satidfes différents points précédemment
énonceés sont les suivants : la distance parcowuka plaque est d’environ 4 mm, la tension
des créneaux de 8 V, leur durée de 100 ms, epkiode de 2 s.

A ~ Générateur de
créneaux

Plaque immobile

Ressort

Piece 1
Plague mobile
Piece 2 9

Bobine

Aimant

Figure 4.16—Photos des piéces de 'expérience de compressigaughe (A) : piéces 1 et 2.
En haut a droite (B) : piece 1, générateur de caspion. En bas a droite (C) : piéce 2,
appareil de compression.

Figure 4.17— Appareil de compression, et déplacement de la @agabile. A gauche (A) :
appareil en position initiale ; les aimants et llague mobile sont a leur position initiale, le
ressort est détendu. A droite (B) : appareil eniff@ms de compression ; les aimants et la
plaque mobile sont déplacés, le ressort est tendu.
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Récipient

Solution
d’anesthésiant

Bloc d'agarose

Appareil de
compression

Bobine

Fil du circuit
électrique

Figure 4.18 — Appareil de compression, dans le récipient conténén solution
d’anesthésiant. Le bloc d’agarose (que I'on peutider sur la photo) est inséré entre les
deux plaques de I'appareil.

Le bloc d'agarose contenant la méduse est comgrandant au moins une nuit. Afin d’éviter
gue l'agarose ne seche pendant ce temps, et denla quéduse ne meure, le bloc d’agarose
est, tout en étant comprimé, immergé dans la soludianesthésiant (figure 4.18). La partie
inférieure de I'appareil de compression, qui sufpte bloc d’agarose, est immergée, et sa
partie supérieure, qui contient les bobines eirluit électrique permettant de les alimenter,
est a l'air (figure 4.18). La partie immergée dappareil de compression est construite avec
des matériaux résistants a I'eau de mer (plasttjaeier inoxydable).

4.3.2. Protocole

Aprés avoir présenté le principe de I'expériencdeematériel expérimental, détaillons le
protocole suivi pour réaliser les expériences diappons extérieures de contraintes dans
'endoderme.

Nous commencons par préparer deux litres de salgf@nesthésiant en diluant par cinq une
solution a 7.5% en volume de Mg@ans de I'eau de mer atrtificielle.

Nous préparons ensuite 100 mL d’agarose a 0.7% clettes solution d’anesthésiant. Cette
solution est obtenue en mélangeant 0.7 g d’aga®selidifiant a basse température (Sigma,
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A9414) a 100 mL de la solution d’anesthésiant, paichauffant a 60 °C cette solution, avec
agitation magnétique, pendant 1 h.

Nous sélectionnons ensuite une méduse juvénilayi@n 1 cm de diametre. Cette méduse
est paralysée en la plongeant pendant environ uart gd’heure dans la solution
d’anesthésiant. Notons que nous n’utilisons paséme solution d’anesthésiant que celle
employée précédemment pour les expériences de nméciogie (une solution a 7.5% en
volume de MgCl diluée dans un rapport 1/1 dans de I'eau de ntiéicele). Nous avons en
effet observé que si nous maintenions la médusaysée pendant toute une nuit dans cette
solution, dont la concentration en chlorure de néagmim est assez élevée, les fibres
musculaires de la méduse s’altéraient beaucoufimissaient par se contracter de maniére
permanente, ce qui perturbait beaucoup I'expérieNoeis avons donc dilué la solution de
chlorure de magnésium, jusqu’a ce que la solutioesthésiante ne lese plus les fibres
musculaires d’'une méduse plongée dedans pendar tme nuit. || est apparu qu’'une
dilution par 5 de la solution de MgCh 7.5% en volume était satisfaisante. Nous avons
toutefois observé que cette solution trés diluéells rendait impossibles les contractions
globales de la méduse, n'empéchait pas de lIégéndsactions locales des fibres, de-ci de-la.
Notons également que la méduse pouvait étre immaepgggu’'a 5 jours dans une telle
solution, sans dommages musculaires.

Une fois la méduse paralysée, nous prenons unecimiafpale de cette derniére, et de son
réseau de canaux, avec une loupe binoculaire (LEI&APO), équipée d’'une caméra CCD
(Stingray F-201 B) controlée par un logiciel deualsation (AVT SmartView 1.11). Nous
prenons également des images plus précises deéseaurde canaux et de 'endoderme avec
le microscope a contraste interférentiel différgntnuni de I'objectif 10X (Leica, PL Fluotar
10X/0.30), et équipé de la caméra CCD haute résal@ndor, iXon3 885).

Les 100 mL d’agarose liquide sont refroidis jusgBC, puis sont coulés dans un récipient
carré de 10 cm de c6té et de 2 cm de haut. La ragdusnile paralysée est insérée dans
'agarose encore liquide et est placée ombrell&étaAfin de placer la méduse dans cette
position, nous I'insérons a mi-hauteur du bain dtage, sous-ombrelle vers le haut et nous
étalons son ombrelle en laissant tomber quelquestegod’agarose sur la surface du bain
d’agarose, au dessus de la méduse (le choc dasegioutrre mécaniquement 'ombrelle de la
meéduse). Le bloc d’agarose contenant la méduseidiéfjusqu’a atteindre la température
ambiante, et se solidifie. L’agarose a 0.7% edissuiment concentré pour devenir un bloc
solide en se refroidissant, et suffisamment peuceainé pour étre compressible et peu
cassant, ce qui réduit les risques de brisure @ dibgarose lorsqu’il subit les contraintes de
compression pendant toute une nuit. Une fois gagalose a refroidi, la méduse se trouve
insérée dans un bloc d’agarose solide de 10 cndtieat 1 cm de haut. Nous découpons
'agarose autour de la méduse, pour obtenir un bloforme de trapéze autour de la méduse
(figure 4.19). Nous avons observé expérimentalenogiet cette forme et ces dimensions
permettaient a I'agarose a 0.7% de ne pas se baeerdes contraintes de compression.
Notons qu’il est nécessaire d’utiliser de I'agargse se solidifie a basse température (30°C
au lieu de 60°C) car la méduse doit pouvoir étsliée dans l'agarose liquide et rester
vivante.
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Le bloc en forme de trapeze contenant la médusenestrgé dans la solution d’anesthésiant,
afin de rester hydraté, et est mis au réfrigéradeli5°C pendant 1 h. A cette température, le
bloc d'agarose se rétracte Iégérement. Comme lteqpee de compression est réalisée
pendant toute une nuit a 15°C, il est nécessaapister la position des plaques mobiles et
immobiles de compression sur le bloc présentarditesnsions qu'il a a cette température, et
non a température ambiante. Apres avoir été refeokb°C, le bloc d’agarose est placé entre
les deux plaques de I'appareil de compression. €Zei@l est alors déposé dans un récipient
contenant environ 0.7 L de la solution d’anesthésiafin que le bloc d’agarose contenant la
meéduse soit immergeé et ne séche pas pendant lierpér(figure 4.18). L’ensemble est placé
au réfrigérateur, a 15°C. Cette température esfisanfment basse pour freiner le
développement de bactéries, qui a plus haute tepérattaguent la méduse immobilisée
dans l'agarose, et suffisamment haute pour plaseméduse dans des conditions de
température normales (la méduéerelia aurita peut vivre dans des eaux de mer de
températures variées, de 10 a 30°C [96]). Comme tiavwons vu au paragraphe précédent,
les parametres de I'appareil de compression sardtés afin de simuler la rapidité des
contractions musculaires, d'imposer a la méduseéahgction de diametre de I'ordre de 10%,
et d’exercer une compression toutes les 2 secoh@ggpareil comprime I'agarose, et donc la
meéduse, pendant toute la nuit.

3cm

N
| \V

1,5cm

Méduse 5,5cm

Agarose

N
\

5cm

Figure 4.19— Schéma du bloc d’agarose, contenant une médusail@yvét destiné a étre
placé entre les plaques de I'appareil de compresdi@s dimensions du bloc d’agarose sont
indiquées.

Le lendemain, le bloc d’agarose est brisé avecapitéan, dans I'anesthésiant, et la méduse
est retirée délicatement. Ses tissus ne sont pasalpar 'agarose. Nous prenons une image
globale de la méduse, et de son réseau de canagxlavoupe binoculaire, équipée de la
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caméra CCD. Nous prenons également des imagegpngicises de son réseau de canaux et de
'endoderme avec le microscope a contraste intemfégl différentiel muni de I'objectif 10X,

et équipé de la caméra CCD haute résolution. N@wsaNsons plus en détail les zones ou
'endoderme a été comprimé avec le microscope &asie interférentiel différentiel muni de
I'objectif 20X, et prenons des images avec la cam@ED haute résolution. Nous plagons
ensuite la méduse dans un bécher d’eau de megrifbns que la méduse est bien vivante, et
se met a nager a nouveau.

4.3.3. Résultats

Nous avons réalisé I'expérience de compressiorusarcinquantaine de méduses, afin de
mettre au point le protocole décrit précédemmenis,Re protocole ayant été mis au point,

nous avons répété I'expérience sur une dizaine @duses. Nous présentons ici les résultats
d'une expérience typique. Une meéduse juvénile &mtép dans l'agarose, est comprimée
pendant toute une nuit, et est observée avantres dps contraintes de compression, en
suivant le protocole décrit précédemment.

Nous observons que tous les tissus de la méduse@mprimés (peau, endoderme, canaux,
meésoglée...). Ces compressions ne se répartissedepaaniere homogene dans la méduse,
et se concentrent sur la région de I'ombrelle malee plus pres de la plague mobile, au
voisinage du bord de I'ombrelle. La figure 4.20genéte des images d’une méduse juvénile
avant et aprés I'exercice des contraintes de caajome pendant toute une nuit. Ces images
ont été prises a la loupe binoculaire, et au maops a contraste interférentiel différentiel a
I'objectif 10X. La direction des contraintes exarsést indiquée par des fleches rouges. Nous
observons a la loupe binoculaire qu’a l'issue axpérience, la peau de la méduse et la
mésoglée ont été localement comprimées (dans ume indiquée par la fleche noire sur la
figure 4.20 B). Au microscope, il apparait qu'as$ue de I'expérience, les canaux ont été
comprimés : des pincements sont observés danseletidn de la compression (indiqués par
des fleches noires sur la figure 4.20 D). L’'endotea également été comprimé, dans la zone
indiquée par la fleche verte sur la figure 4.20 D.
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REZ AR R EEN

Contraintes externes
imposées pendant
une nuit

—

Figure 4.20 — Visualisation d’'une méduse avant et apres I'expé&ge de compression.

Visualisation a la loupe binoculaire (A et B), et microscopie a contraste interférentiel
différentiel muni de I'objectif 10X (C et D). Enutaa gauche (A) : visualisation globale de la
méduse avant les compressions. En haut a droite yBualisation globale de la méduse
aprés les compressions. En bas a gauche (C) : hgsti@an du bord de I'ombrelle de la

méduse avant les compressions. En bas a droite ({Byalisation du bord de I'ombrelle de
la méduse aprés les compressions.

La figure 4.21 A (respectivement 4.21 B) correspanghe vue détaillée de la zone encadrée
sur la figure 4.20 A (respectivement 4.20 B). Ceattme encadrée est la zone ou les
contraintes se sont accumulées dans I'endodermey etes modifications des structures
cellulaires sont visibles. L'image de la figure .2 est moins nette que celle de la figure
4.21 B, car la premiére a été prise avec I'objddiX, et la seconde avec I'objectif 20X. Nous
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observons sur la zone comprimée que les cellules’'at®loderme se sont alignées
perpendiculairement a la direction de la contraisgéesont rapprochées les unes des autres, et
gue des grumeaux sont apparus dans ces celluleaothologie de ces cellules ressemble
beaucoup a celle des cellules de I'endoderme ers drudifférenciation en cellules de canal,
notamment I'apparition des grumeaux, correspondartvesicules observées en microscopie
électronique a transmission (chapitre 3, paragm@é.5., 3.2.1. et 3.2.2.). Nous avons
vérifié (expérience témoin) que des méduses pladéas I'agarose pendant une nuit en
suivant le protocole présenté précédemment (pghgrd.3.2.), mais qui ne subissent pas de
contraintes de compression, sont vivantes a l'iskudexpérience et ne présentent aucune
modification de leurs tissus. Chez ces méduses, duie nous n'ayons pas réalisé d'images
détaillées de toute la surface de leur endodermeas n’'avons pas observé de compression
des canaux, ni d’'empilement important des celldle$endoderme, comme il y en a chez les
méduses ayant subi les expériences de compressions.

Figure 4.21- Visualisation détaillée de la zone de I'endodermeaglrée sur la figure 4.20,
avant et apres l'expérience de compression. Visaiin en microscopie a contraste
interférentiel différentiel muni de I'objectif 10p) et 20X (B). A gauche (A) : visualisation
de la zone avant les compressions. A droite (Bualisation de la zone aprés les
compressions.

La figure 4.22 présente une comparaison entrerdiités images des cellules de 'endoderme
dans les zones comprimées aprés avoir subi lesagaies de compression externes pendant
une nuit, et plusieurs images des cellules de dadne en cours de différenciation en
cellules de canal au milieu de I'endoderme. Cenidears sont issues des expériences de suivi
de l'apparition d’'un canal au milieu de I'endoderrfehapitre 3, paragraphe 3.2.2.). Les
images présentées dans la figure 4.22 B ont &ég(de haut en bas) 2, 5, et 7 jour aprés le
début du suivi de I'apparition du canal, et coroegfent donc a différents stades du processus
de différenciation cellulaire. Les images présentiggure 4.22 A ont toutes été prises aprés
avoir exercé des contraintes dans I'endoderme péngi@e nuit, dans la zone de fortes
contraintes. Nous pouvons observer la similarite eherphologies de ces cellules (cellules

169



tres proches les unes des autres, s’empilant kes sur les autres, et apparition de grumeaux
dans leur cytoplasme). Ainsi, il semble que deefrtontraintes externes exercées dans
'endoderme permettent de former en une nuit degtstres cellulaires morphologiquement
proches de celles observéesvivo, a différents stades du processus progressif reatomn
d’'un canal dans I'endoderme.

Nous avons suivi pendant plusieurs jours les médgse ont été comprimées pendant une
nuit, afin de voir si les cellules de I'endodermens les zones comprimées, présentant des
grumeaux, se sont ensuite différenciées en cellldesanal. Nous n’avons pas observé de
différenciation de ces cellules : elles ont progresment perdu leurs grumeaux et se sont
eloignées les unes des autres. Notons que lorsmuseavons réalise les expériences de suivi
in vivo de I'apparition des canaux au milieu de 'endodsrnous avons observé que certaines
cellules de I'endoderme semblaient s’engager dangrocessus de différenciation (elles
présentaient des grumeaux dans leur cytoplasmiengproches les unes des autres), puis
par la suite semblaient renoncer a cette difféeinei (les grumeaux disparaissaient et les
cellules s’éloignaient les unes des autres). Ipessible que si les contraintes de compression
externes ne sont pas suffisamment importanteseetées pendant suffisamment longtemps,
les cellules de 'endoderme ne se difféerencient grascellules de canal. Il est également
possible que les contraintes de compression seodessuffissent pas a induire la
différenciation des cellules de 'endoderme enuted de canal, et que la présence de facteurs
de croissance, induits par des changements méjabslilocaux, soit indispensable pour
permettre I'apparition d’'un canal. Ces facteursct@ssance pourraient étre du méme type
gue les analogues aux ‘Vascular Endothelial Grdvattor (VEGF) et ‘Vascular Endothelial
Growth Factor Receptor’ (VEGFR) découverts damadalusePodocoryne carnefl40].

Nous avons par conséguent essayé d’exercer lemigaes dans les méduses pendant plus
longtemps, pendant plusieurs jours. Mais nous miavoas réussi a maintenir les méduses
vivantes pendant ce temps. Elles finissaient padésagréger dans l'agarose, et par étre
digérées par des bactéries. Une solution pourtegt de réaliser I'expérience en milieu
totalement stérile, et de sortir chaque jour la msédpendant plusieurs heures de I'agarose,
avant de la remettre dans I'agarose dans la mérmitigm afin de ne pas la stresser en
continu, pour éviter qu’elle meure. Il serait égadmt intéressant de visualiser en microscopie
électronique a transmission la structure des @dlulle I'endoderme dans les zones
comprimées, et de la comparer aux cellules a Eexitié d’un canal en croissance.

Toutefois, les expériences réalisées montrent gge abntraintes de compression dans
'endoderme induisent un rapprochement des celldee$endoderme et une apparition de
grumeaux dans leur cytoplasme, qui correspondentaapects morphologiques visibles en
microscopie optique des cellules de 'endodermecqonimencent a se différencier en cellules
de canal. Ces résultats vont donc dans le sense ddiffiérenciation des cellules de

'endoderme en cellules de canal sous contrainteodgpression, méme s’ils ne permettent
pas pour I'instant de valider cette hypotheése @eetitude.
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Figure 4.22 — Comparaison entre différentes images des celluee$ahdoderme dans les
zones comprimées apres avoir subi les contraintesodnpression externes pendant une nuit
(images de la colonne A, a gauche) et plusieursg@nades cellules de I'endoderme en
différenciation en cellules de canal au milieu ¢ndloderme (images de la colonne B, a
droite).
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4.4. Conclusion et perspectives du chapitre

4.4.1. Conclusion : un processus d’auto-organisation

Les expériences réalisées (paragraphe 4.1. ettahd)i ont montré que les contractions
musculaires compriment et déforment les tissusaizanendoderme, mésoglée). Les canaux,
en se pincant, permettent de relaxer localementaesaintes de compression. Comme le
montrent les simulations numériques (paragraphe,4c2s derniéres se concentrent alors
dans I'endoderme, a l'extrémité des canaux en saioe. Elles semblent contribuer a
'empilement et a la différenciation des cellulesléndoderme, préalables a la croissance des
canaux, comme le suggerent les expériences de essipns externes (paragraphe 4.3.), ainsi
gue les conclusions du chapitre 3. La figure suivéfigure 4.23) schématise ce processus.

Contractions Distribution de Empilement local des cellules de
musculaires | ™===p | contraintes dans | ) I'endoderme, qui deviennent
I'endoderme grumeleuses

Croissance Différenciation des
— cellules de 'endoderme
des canaux
en cellules de canal

Figure 4.23 - Schéma du processus liant les contractions museslai la croissance des
canaux.

Ainsi, la croissance d'un canal dans I'endodermempé de relaxer les contraintes de

compression induites par les contractions mus@&gdail est intéressant de noter que les
canaux du systeme gastrovasculaire, qui permetdentdistribuer les nutriments dans

'ombrelle de la méduse, alimentent notamment k&iles musculaires, qui sont les plus

grosses consommatrices d’énergie [9,16]; le fadt lgs canaux soient beaucoup plus proches
de la sous-ombrelle, sur laguelle sont situéedibess musculaires, que de I'ex-ombrelle, va

dans ce sens [9,16]. Des lors, il apparait quectadractions musculaires induisent des
contraintes dans I'endoderme, favorisant la croissales canaux, qui permettent en retour
d’alimenter les muscles. Il semble que, comme soudgans le vivant, nous soyons en

présence d'un systeme bouclé: le systeme gastwiea® permet aux muscles de

fonctionner, et les muscles, en retour, lorsqufitmctionnent, permettent au systéme

gastrovasculaire de se développer. Le fonctionnendss muscles et du systeme

gastrovasculaire est intimement lié a leur déyatopent.
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Ce processus permet a ces organes de s'auto-agggajusqu’a atteindre un état stable.
Comme nous lI'avons montré, les vieux canaux relagkrs que les jeunes les contraintes de
compression : les canaux, apres avoir grandi,ligedéint, s’élargissent, et peuvent de plus en
plus facilement se pincer et relaxer les contraintet ce, vraisemblablement, jusqu’a ce que
la méduse atteigne un stade ou les contraintes KiEmdoderme sont insuffisantes pour
permettre la différenciation cellulaire. Ce staderespond sans doute au stade adulte, stade
ou on observe un arrét de la croissance de I'oebetlde I'apparition de nouveaux canaux
[133].

4.4.2. Perspectives : vers un modele de croissance

Nos expériences montrent qu’'un canal croit damglbderme par différenciation des cellules
de I'endoderme en cellules de canal et suggéremiajuanal croit la ou les contraintes dans
'endoderme induites par les contractions muscegagont les plus importantes. Par ailleurs,
nous avions soulevé au chapitre 1 le probléme déréaction de croissance d’'un nouveau
canal. Ce dernier apparait sur le bord de 'oméreltoit vers son centre, puis se connecte au
plus jeune canal déja formé. Ce processus estrigitie de la forme fractale du systeme
gastrovasculaire. Afin de comprendre plus en dé&ailparamétres qui orientent la direction
de croissance d’'un nouveau canal, il serait ins&r@sde développer le modéle numérique
présenté au paragraphe 4.2, et de modéliser Issarwe du canal dans I'endoderme au cours
du temps.

Quelgues expériences préliminaires nous donnenéldesents pour la mise en place de ce
modeéle de croissance. L'asymétrie de la directienctbissance d’'un nouveau canal est
vraisemblablement directement liée a I'asymétriesda environnement mécanique. Nous

avons montré qu’un nouveau canal croit en effaeam jeune canal peu déformable, et un
vieux canal plus déformable (figures 4.6, 4.7 &&).4Les contraintes de compression

musculaires sont donc asymétriquement relaxéesuradto canal en croissance. Si le canal

croit effectivement la ou les contraintes sontless fortes, il est envisageable que le canal se
connecte préférentiellement au jeune canal, qakeeimoins les contraintes que le vieux.

Nous avons réalisé des simulations numériques Goussol analogues a celles présentées au
paragraphe 4.2, mais dans lesquelles les canaiauradncadrant le canal en croissance ont
des propriétés mecaniques différentes (figure 4.d)vieux canal (situé a gauche sur la
figure 4.24 A) est plus déformable que le jeuneatdsitué a droite sur la figure 4.24 A) :
'endoderme a un module de Youngh&= 100 Pa, le vieux canaliky cana= 10 Pa, le jeune
canal Eeune cana= 30 Pa. Nous pouvons observer que les contragdgesompression sont
toujours maximales a I'extrémité du canal en ceanisge, mais qu’elles sont Iégerement
asymetriques : si nous tracons les contraintesodeMises en fonction de la position le long
de la ligne noire représentée sur la figure 4.2zdys observons que ces contraintes sont
légerement décentrées, et plus importantes du adtgeune canal que du vieux (figure
4.24 B).
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Figure 4.24— Résultat du modele réalisé sous Comsol simulantcongaction musculaire,
lorsque les propriétés mécaniques sont différeptdse vieux et jeunes canaux radiaux. A
gauche (A) : répartition des contraintes de vonédislans la tranche d’ombrelle a 'issue de
la contraction. A droite (B) : contraintes de vorisks en fonction de la position le long de la
ligne noire représentée sur la figure 4.24 A.

Il est toutefois difficile de conclure a ce stada, si nous nous plagons exactement a la pointe
du canal en croissance, les contraintes sontdaoesement plus importantes du c6té du jeune
canal. Dés lors, il est nécessaire de savoir a gaall de contraintes les cellules de
'endoderme commenceraient a se différencier, ddimiéterminer la zone de I'endoderme qui
se différencierait. Nous pourrions faire alors teinumériquement le canal en attribuant
numeriguement a cette zone les propriétés mécanidiua canal. Une nouvelle répartition
des contraintes serait alors déterminée. Ainsi, sn@ourrions simuler la croissance
progressive d’'un canal dans I'endoderme et viseiatia direction de croissance.

Il est important de noter que si 'asymétrie dewviegonnement mécanique pourrait expliquer
gu’'un canal en croissance croit de facon asymédrigtise dirige préférentiellement vers les
jeunes canaux plutdt que vers les vieux, cela igx@ pas pourquoi ce canal en croissance
se connecte ensuite au jeune canal. En effet,dapsocessus de croissance par relaxation de
contraintes, pour que des reconnections aient liefaut que les contraintes soient dans
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plusieurs directions [34]. Les contraintes de caapion ne seraient donc pas seulement
transversales, mais également radiales. Nous pemganles contraintes de compression lors
d’'une contraction musculaire sont essentiellemenisiersales prés du bord de 'ombrelle
(comme nous l'avons vu précédemment), ce qui pedimgtier une croissance des canaux
perpendiculairement a ces contraintes, donc radexdé Nous suggérons également que ces
contraintes sont principalement radiales pres direede 'ombrelle, ce qui permet au canal
qui commencait a grandir radialement, et a s’oeeians la direction du jeune canal, de
croitre de facon transversale pres du centre deblelle, et finalement de se connecter au
jeune canal. Comme représenté sur la figure 4@%erntation des contraintes de compression
lors d’une contraction musculaire serait transverpegs du bord de I'ombrelle et radiale prés
de son centre.

Des observations des directions de pincement desigaonfirment cette hypothése. Comme
nous l'avons décrit au paragraphe 4.1.3., nous sawrservé que les canaux radiaux se
pincent de maniere transversale prés du bord dablelle, ce qui correspond a des
relaxations de contraintes de compression trarasestsPar ailleurs, nous avons observé que
prés du centre de 'ombrelle, les canaux se pindemhaniére radiale, ce qui correspond a des
relaxations de contraintes de compression radialedigure 4.26 montre le pincement de
'extrémité d’'un canal en croissance, pres du eedé& 'ombrelle. Sur cette figure, le centre
de I'ombrelle est situé vers le bas, légeremerdiicige. Le contour du canal est surligné en
noir. Nous observons que le canal s’élargit a sdrémité, et que cette extrémité se pince
dans la direction radiale (donc perpendiculairendelat direction de pincement observée pres
du bord de I'ombrelle). Ainsi, si un canal croitda les contraintes dans I'endoderme sont les
plus fortes, il croit perpendiculairement aux dits des contraintes de compression. Des
lors, il grandit de fagcon radiale prés du bordlaenbrelle, puis s’élargit, tourne et grandit de
facon transversale pres du centre de 'ombrellantide se connecter aux canaux existants.
Ainsi, dans notre modele numérique de croissaridaudrait intégrer le fait que prés du
centre, les contraintes radiales sont plus fo@e$a vient du fait que le centre de la méduse,
constitué notamment des poches gastriques, réslateompression, et que dés lors les tissus
de 'ombrelle appuient dessus lors d’'une compres$our prendre en compte cet effet, nous
pourrions intégrer au modeéle de ‘tranche’ d’'omlerelh domaine un peu plus rigide vers son
centre.
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Contrainte transversale
prés du bord de
'ombrelle

Contrainte
radiale prés du
centre de 'ombrelle

Figure 4.25— Schéma des directions des contraintes de compresdsios I'ombrelle d'une
méduse, lors de sa contraction.

Figure 4.26— Extrémité d’'un canal en croissance au voisinageeiutre de 'ombrelle d’'une
méduse juvénile, au repos et en contraction. Visatdbn en microscopie a contraste
interférentiel différentiel, avec I'objectif 10X. gauche (A): extrémité du canal, ombrelle au

repos. A droite (B): extrémité du canal, ombreltecentraction.

En complément de ce modéle de croissance, il setéiessant de développer un modéle 3D.
Benjamin Mauroy a commencé une modélisation deolatraction globale d’'une méduse
entiere, afin de visualiser la répartition des caintes. Les résultats préliminaires montrent
que si le bord de 'ombrelle plie et ondule lorsrE contraction, cette déformation ne suffit
pas a relaxer totalement les contraintes de comipresqui s’accumulent alors dans
'endoderme. De plus, il apparait qu’'en I'abseneecdnaux en croissance, les contraintes

dans I'endoderme sont plus importantes au milied’eledoderme, entre les canaux déja
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existants. Ce travail, initié tout récemment, qevarsuivi par la suite. En parallele, Philippe

Dantan a commencé a travailler sur un modéle 3balttanche d’'ombrelle, afin de prendre

en compte la structure tubulaire des canaux, |semEe de la mésoglée, ainsi que la
circulation d’eau dans les canaux. Il a simulé gpatraction musculaire et observé la

répartition résultante des contraintes dans I'erdod. Les résultats préliminaires montrent
gue, comme dans le modele 2D, les contraintes smkimales dans I'endoderme, a

'extrémité du canal en croissance. Dans le futigerait envisageable de développer ce type
de modele avec des canaux de formes et de rigihiiégbles, afin de visualiser I'asymétrie

de la répartition des contraintes dans I'endodeagmeen découle, et qui pourrait &tre mise en
rapport avec la direction de croissance.

Par ailleurs, si nos expériences vont dans le deme différenciation cellulaire des cellules
de I'endoderme induites par les contractions masas, il serait intéressant, dans le futur, de
consolider cette hypothése par des expériencesléomptaires. Comme mentionné dans le
paragraphe 4.3.3., il pourrait étre envisageab&mdliorer I'expérience de compressions
externes pour maintenir la méduse plus longtempante dans l'agarose, afin de pouvoir
poursuivre I'expérience jusqu'a I'apparition de @ar dans I'endoderme induite par les
contraintes. |l serait également intéressant deialiser en microscopie électronique a
transmission la structure des cellules de I'endodedans les zones comprimées, et de la
comparer aux cellules a I'extrémité d’'un canal eoissance. Par ailleurs, il pourrait étre
envisageable d’isoler les cellules de I'endoderméesleur appliquerin vitro, a I'échelle
cellulaire, des contraintes de compression, ets#oler leur éventuelle différenciation en
cellules de canal.
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Conclusion et perspectives

Dans ce travail de thése, consacré a la morphogehesgtseau gastrovasculaire de la méduse
Aurelia auritas nous avons étudié le réle des propriétés rhémplmgi des tissus et des
contraintes mécaniques dans la morphogenese gaiedes processus cellulaires associés a la
croissance des canaux du systéme gastrovasculaire.

Les études conduites qui ont été présentées danamgscrit ont été exposées, dans une large
mesure, en suivant le déroulement chronologiquigadail conduit.

Nous avons ainsi décrit dans le premier chapisedibuts de notre étude. Nous avons initié
nos recherches par une étude bibliographigue daficonnaitre 'anatomie de la méduse et les
principales étapes de sa croissance, et plus pl@tEement de son systeme gastrovasculaire.
Parallélement a cette étude, et en collaboratiat d& Cité de la Mer a Cherbourg, nous
avons développé un systéme d’élevage des médudabaatoire. A la lumiére des études
antérieures, nous avons alors pu poursuivre audsaiice les observations des différentes
étapes de la croissance des canaux du systemewgasuilaire, initiees par Annemiek
Cornelissen et Vincent Fleury a la Cité de la MerGherbourg. Il est apparu que les tissus
entourant les canaux, et par conséquent susceptiBlées guider mécaniquement dans leur
croissance, étaient la mésoglée, 'endoderme, quesies muscles. Nous avons donc cherché
a étudier les propriétés mécaniques ainsi quedatate des ces différents tissus, en lien avec
la croissance du systeme gastrovasculaire.

Nous avons commencé par étudier la mésoglée, esgu@senté en détail cette étude, qui a
été publiée, dans le second chapitre. Nous avardiéétes propriétés rhéologiques de la
mésoglée aux échelles macroscopiques et microseegigar des expériences de macro- et
de microrhéologie. Nous avons également visualgsésteucture fibreuse en microscopie
optique a contraste interférentiel différentiehsaiqu’en microscopie €électronique a balayage.
L’organisation et I'architecture fibreuse de la wglge ont pu étre mises en rapport avec ses
propriétés rhéologiques, aux différentes écheffes;roscopique comme microscopique. A la
lumiere des résultats expérimentaux obtenus, lagh&s ne semble pas guider a elle seule la
morphogenése gastrovasculaire. En revanche, leérierpes menées nous ont permis
d’observer et d’étudier en détail un phénoménegeasgant de vieillissement de la mésoglée au
cours du développement de la méduse, et qui seftbdeen lien avec les contraintes
physiques subies par cette derniere lors des abiatna musculaires.

Aprés avoir étudié la mésoglée, nous nous somnméedsé a 'endoderme, et avons exposé
les résultats des expériences réalisées dandd@&tne chapitre. Nous avons observé que les
canaux grandissaient dans I'endoderme, et il nouserablé important de comprendre

comment s’effectuait cette croissance, afin de pousomprendre par la suite comment un

canal pouvait étre guidé mécaniquement dans sasamme. Si la structure des canaux est
relativement connue, celle de I'endoderme, et notant de sa jonction avec les canaux, ainsi
gue les processus de croissance des canaux damgda&rme n’ont, a notre connaissance, pas
été décrits. Nous avons donc étudié, d'un pointwdestatique, la structure de I'endoderme et
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de sa jonction aux canaux, par visualisationvivo en microscopie optique a contraste
interférentiel différentiel et a fluorescence, at pbservations d’échantillons en microscopie
électronique a balayage et a transmission. D’'untte vue dynamique, nous avons suivi
vivo, en microscopie a contraste interférentiel difféied, la croissance d’'un canal dans
'endoderme, ainsi que l'apparition d’'un morceauadmal au milieu de 'endoderme. Les
résultats combinés de ces différentes expérienmes ont permis de proposer un scénario du
processus de croissance d’un canal dans I'endodearnfiextrémité d’'un canal en croissance,
les cellules de I'endoderme s’empilent progressiemmles unes sur les autres, et se

différencient en cellules de canal.

Dans le dernier chapitre, nous nous sommes integssdle que peuvent jouer les contraintes
induites par les contractions musculaires dans rtassance d'un canal. Nous avons
commenceé par décrire les contraintes et déformatsoivies par les différents tissus étudiés
(canaux, endoderme, mésoglée) lors des contractiarsculaires. Nous avons également
présenté une expérience simple permettant une egsatitative des propriétés mécaniques
de I'endoderme. Ces différentes observations,gsiatI'étude des propriétés rhéologiques de
la mésoglée exposée au deuxieme chapitre, nouspemhis de proposer un modéle
numerique simple, permettant de simuler une comdraanusculaire, et de visualiser la
répartition des contraintes qu’elle induit. Nousoms observé que les contraintes de
compression sont maximales a I'extrémité d’'un casralcroissance, la ou, comme nous
'avons exposé au troisieme chapitre, les celldiedendoderme s’empilent les unes sur les
autres et se différencient en cellules de canalisNavons alors cherché a déterminer si les
contraintes de compression dans I'endoderme irglygte les contractions musculaires ne
favorisaient pas I'empilement et la différenciatides cellules de I'endoderme, permettant la
croissance d’'un canal. Nous avons réalisé une iexpér permettant d’exercer globalement
des contraintes externes sur des méduses immaeBilidees premiers résultats semblent
montrer que la ou les contraintes sont importariess cellules de I'endoderme s’empilent
localement, et présentent des caractéeres morplgolegianalogues a ceux des cellules de
'endoderme en début de différenciation. Les r@ssilide ces expériences, joints a ceux
présentés dans les chapitres précédents, permedteligcuter du role joué par les contraintes
induites par les contractions musculaires dansdgphogenése du systéme gastrovasculaire,
et de proposer un processus de croissance desxcaesawcontractions musculaires induisent
des contraintes de compression dans I'endodermsppomsables de I'empilement et de la
différenciation de ces cellules en cellules de can&extrémité des canaux, et conduisant a
leur croissance. Dés lors, la direction de croissad’un canal semble liée a son
environnement physiquejia la répartition spatiale des contraintes dans beledme, qui
dépend de la structure et des proprietés mécandpsegifférents tissus qui I'entourent.

De nombreuses perspectives ont été évoquées danaruescrit. Ainsi, Nous avons exposeé
dans le quatrieme chapitre plusieurs pistes d’'aratlon du modele numérique : en
collaboration avec Benjamin Mauroy et Philippe [Rant nous avons commencé des
simulations en 3D, permettant de mieux modéliserstaucture des tissus, et leurs
déformations. Il serait également trés intéressi@entnodéliser la dynamique de croissance
d’'un canal dans I'endoderme. Ce modéle numériqueralesance pourrait étre validé par des
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expériences de suivi, au cours du temps, de lasance de nombreuses méduses et de leurs
canaux, associées a la quantification de la vitetsde la direction de croissance des
différents tissus. Nous avons par ailleurs propzs®s le quatrieme chapitre des améliorations
de I'expérience de compressions externes, ainsidggeexpériences complémentaires, afin
d’étayer la thése d’'un empilement et d’'une difféfation des cellules de I'endoderme sous
contraintes. Enfin, dans le futur sont envisagées ekpériences de biologie moléculaire,
comme l'étude de I'expression des protéines dessamice impliquées dans la croissance du
systeme gastrovasculaire de la médiseelia aurita afin de combiner études mécaniques et
génetiques.
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Annexes

A. Techniques de visualisation

‘Shadowgraph imaging’

Le réseau de canaux de la médéAseelia aurita peut étre visualisé par la technique de
‘shadowgraph imaging’, qui permet d’augmenter lemt@astes, et de visualiser les
irrégularités d’un matériau transparent, commet I'les méduse. La méduse est placée
retournée (bras oraux vers le haut), afin d’obgselaesous-ombrelle, ou sont visibles les
canaux. La meéeduse est éclairée par une lumiérdigdaraobtenue en placant la source
lumineuse dans le plan focal d’'une lentille coneetg. Une caméra permet la visualisation.
Le montage est représenté sur la figure suivaigeré A.1).

Caméra
Microscope
Lentille w Méduse
. Miroir
Source de
lumiere

Figure A.1 —Schéma du montage de ‘shadowgraph’.

Un filtre de couleur peut étre placé sur le trdighineux, afin d’obtenir une image plus
contrastée.

191



Microscopie a contraste interférentiel différentiel

La microscopie a contraste interférentiel différgnest une technique optique qui permet
d’augmenter le contraste d’échantillons transparer@ette technique est basée sur
linterférométrie, qui permet de voir les légéremriations de chemin optique a travers un
échantillon, et ainsi de visualiser des détailspgsseraient sinon inapergus.

La figure A.2 est une photo du microscope a cotdragerférentiel différentiel utilisé. La
figure A.3 présente schématiquement le principéadmicroscopie a contraste interférentiel
différentiel.

La lumiere est tout d’abord polarisée par un pstaut a 45°, puis séparée grace a un prisme
dit de Nomarski en deux faisceaux polarisés orthafgament et cohérents entre eux. Ces
faisceaux sont ensuite focalisés sur I'échantiipace a la lentille du condenseur, puis le
traversent, en passant par des points adjacemaréséd’'une distance de l'ordre de la
résolution du microscope, de l'ordre de 0.2 pumyvdst traverser des zones de I'échantillon
dont l'indice optique et/ou I'épaisseur peuvene&ifférents, et vont alors avoir des chemins
optiques différents, et présenteront une différasheg@hase entre eux. De nombreuses paires
de rayons lumineux, polarisés a 0° et 90°, traverskes paires de points adjacents de
I'échantillon. Ainsi, les faisceaux lumineux pok@s a 0° et 90° donnent des images de
I'échantillon identiques, mais légérement décalbase par rapport a l'autre. Ces deux
faisceaux, étant polarisés orthogonalement, negugpas encore interférer. Ils sont ensuite
focalisés sur le second prisme de Nomarski, gqgnelila polarisation des deux faisceaux a
135°, afin qu’ils puissent interférer. La différende phase, provenant de la différence de
chemin optique entre deux points adjacents, estertia en variation d’'intensité lumineuse.
Enfin, un second prisme, I'analyseur, élimine lmiere qui a été directement transmise, sans
passer par les prismes. L'image finale semble é&afret fait apparaitre des détails non
visibles par visualisation directe (sans les prirdesNomarski). Les différences de phase
rencontrées sont souvent faibles, inférieures a®6¢i est di a la continuité de I'épaisseur et
de I'indice de réfraction de la plupart des échiamis. Ainsi, une cellule dans 'eau présente
des différences d’indice optique qui n’excedent Pa&5. Il est important de noter qu’'une
faible différence de phase est nécessaire au batidonement de la microscopie a contraste
interférentiel différentiel. En effet, si a un eatdrla différence de phase atteint 180°
(respectivement 360°), [linterférence sera totalemedestructive (respectivement
constructive), et I'image présentera une régionrrmatement sombre (respectivement
brillante). C’est pourquoi la microscopie a conteamterférentiel différentiel est adaptée a
des échantillons transparents et relativement hemexy présentant de faibles variations
d’'indice. Elle est particulierement adaptée a lsualisation de cellulem vitro, et n'est
normalement pas recommandée pour I'observatiorisdast épais, présentant d’'importantes
variations de propriétés optiqgues. Cependant, lause présentant de minces couches
cellulaires et une épaisse couche de mésoglésptemnte et assez homogene, la microscopie
a contraste interférentiel différentiel s’est aeén@s adaptée a la visualisation de cet animal,
in vivo.
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Polariseur

Tourelle contenant
le premier prisme

Analyseur

Figure A.2 —Photo du microscope a contraste interférentielédéhtiel.

Lumieére Lumiere
polarisée a 0° polarisée a 0°

Lumiére /i% /‘éUQU‘

Lumiere non polarisée ]
polarisée 3 45° Echantillon

|
‘ﬁ‘ s ‘;3 W :
LN Q \’ A AWVh %
]

Polariseur Polariseur
(45°) \ (135°)
Prismede Lentilledu | Lentillede Prisme de
Nomarski condenseur l'objectif  Nomarski
Lumiére Lumiere
polarisée a 90° polarisée a 90°

Figure A.3 —Principe de la microscopie a contraste interférehtlifférentiel.
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Microscopie a fluorescence

La microscopie a fluorescence permet I'observatiéchantillons fluorescents.

Une molécule est dite fluorescente si elle pewt éucitee par des photons d’une certaine
longueur d’onde, puis se désexcite quelques naandes plus tard en réémettant des photons
d’'une autre longueur d’'onde. Les photons émis oré énergie inférieure aux photons
absorbés, donc ont une longueur d’onde plus gradddemicroscope a fluorescence est un
microscope permettant d'exciter les molécules @iscentes d’'un échantillon dans une
certaine gamme de longueurs d’ondes, grace alttes fiet de récupérer la lumiére émiga,

de nouveaux filtres, afin de former I'image.

Oculaire
8

\

Filtre d'arrét

Source
lumineuse

Filtre d’excitation

Lentille objectif

Figure A.4 —Schéma des éléments principaux de la microscofiimgescence.

Des techniques variées permettent de rendre cestgarties d’un échantillon biologique
fluorescentes. La transgénese permet par exemptgrodiuire dans le génome d'un
organisme vivant un gene permettant d’exprimer pnoééine fluorescente (souvent la GFP,
Green Fluorescent Protein, provenant de la médageaorea victoripet d’associer ce gene a
un géne propre de l'organisme. Ainsi, certainesulesl et certaines structures cellulaires
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deviennent fluorescentes. Une autre méthode, ploples techniquement, est de marquer
certaines structures cellulaires par des molédlllesescentes. Ces molécules peuvent par
exemple s'insérer dans 'ADN, ou dans la membraes cellules, ou encore se lier aux
filaments d’actine ou aux microtubules.

La figure A.4 schématise le principe d’'un microse@pfluorescence. Ce dernier est équipé de
certains éléments spécifiques, dont les principsant les suivants : une source lumineuse
puissante, souvent une lampe a vapeur de mercurdilire d’excitation qui filtre la lumiére
émise par la source lumineuse pour ne laisser pgasdes longueurs d’ondes voisines de la
longueur d’onde d’absorption de la molécule a excitun filtre d’arrét qui laisse passer la
lumiere émise par fluorescence mais bloque la lterdéexcitation ; un miroir dichroique, qui
ne réfléchit que la lumiére d’excitation et laipsesser la lumiére réémise par fluorescence.
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Microscopie électronique a balayage

La microscopie électronique a balayage (MEB) perniiebtenir des images de haute
résolution de la surface d’'un échantillon. Le pipecest d’envoyer un faisceau d’électrons sur
la surface de I'échantillon, qui en réponse réédest électrons secondaires. lls sont ensuite
analysés par les différents détecteurs, qui peemietie reconstruire une image en trois
dimensions de la surface. L'avantage de ['utilzatd’électrons par rapport aux photons du
microscope optique est d’augmenter la résolutionhegt améliorée quand la longueur d’onde
des particules qui éclairent les cibles diminues Pkotons dans le visible ont une longueur
d’'onde de l'ordre de 500 nm, tandis que des élastaxcélérés a 100 kV ont une longueur
d’'onde de l'ordre de 1 pm. La résolution d’'un mggope optique est de I'ordre de 200 nm,
tandis que celle d’'un microscope électronique edtaddre de 1 nm.

Un canon a électrons produit un faisceau d’élestrayui est focalisé sur I'échantillon a
analyser, grace a des lentilles électroniques,japgnt le méme role vis-a-vis du faisceau
d’électrons que des lentilles conventionnelles. &estrons interagissent avec I'échantillon,
qui géneére alors des électrons secondaires. Cagedesont accélérés vers un détecteur, qui
amplifie le signal. A chaque point d'impact corresg un signal électrique, dont l'intensité
dépend a la fois de la nature de I'échantillonessd topographie en chaque point. Il est alors
possible d'obtenir une cartographie de la zoneyalaLe canon a électrons et les détecteurs
étant immobiles, I'échantillon, fixé sur un portejet, peut étre déplacé dans les trois
directions de I'espace. Par ailleurs, un systémpaiepes a vide permet d’obtenir un vide a
une pression de I'ordre de i®a a 13 Pa,afin que les électrons n'interagissent pas avec les
molécules d’air.

Avant de pouvoir étre observé au MEB, un échamtibiologique doit étre préparé : il doit
étre déshydraté, séché et métallisé. Un échantlheervé au MEB ne doit en effet comporter
aucune trace d’eau, car en raison du vide présard k& chambre d’observation du MEB, les
molécules d’eau de I'échantillon risqueraient diudee les tissus en s’évaporant, ainsi que de
polluer la chambre d’observation. Un échantilloalégique contient de I'eau, et est souvent
assez mou et fragile. Il nécessite une prépardiitinate, afin de le déshydrater sans détruire
la paroi des cellules et I'organisation des tissligst tout d’abord fixé : le but de la fixation
est de tuer les cellules, tout en conservant legtstes tissulaires, afin que I'on puisse
observer les échantillons dans un état aussi prgpgbgossible de I'état vivant. Si besoin est,
il est découpé, car il ne doit pas étre de taill@ésieure a 1 cm, pour pouvoir étre monté sur le
porte objet. Il est ensuite séché, par contournéghepoint critique. Si besoin, il peut ensuite
étre manipulé : découpé, disséqué... La dernieree@apla métallisation, qui a pour but de
rendre I'échantillon conducteur, évitant ainsi €amulation des charges parasites négatives
sur sa surface au cours de I'observation. La nigdéitbn consiste a déposer a sa surface une
fine couche métallique (d’or, de carbone, ou ddinpdgq Une fois nettoyé, séché, rendu
conducteur, I'échantillon est prét a étre monté lsuporte-objet et a étre placé dans la
chambre d’observation.
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Micro- and Macrorheology of Jellyfish Extracellular Matrix

Camille Gambini, Bérengére Abou, Alain Ponton, and Annemiek J. M. Cornelissen*
Laboratoire Matiére et Systemes Complexes, UMR 7057, Université Paris Diderot, Sorbonne Paris Cité, Paris, France

ABSTRACT Mechanical properties of the extracellular matrix (ECM) play a key role in tissue organization and morphogenesis.
Rheological properties of jellyfish ECM (mesoglea) were measured in vivo at the cellular scale by passive microrheology
techniques: microbeads were injected in jellyfish ECM and their Brownian motion was recorded to determine the mechanical
properties of the surrounding medium. Microrheology results were compared with macrorheological measurements performed
with a shear rheometer on slices of jellyfish mesoglea. We found that the ECM behaved as a viscoelastic gel at the macroscopic
scale and as a much softer and heterogeneous viscoelastic structure at the microscopic scale. The fibrous architecture of the
mesoglea, as observed by differential interference contrast and scanning electron microscopy, was in accord with these scale-
dependent mechanical properties. Furthermore, the evolution of the mechanical properties of the ECM during aging was inves-
tigated by measuring microrheological properties at different jellyfish sizes. We measured that the ECM in adult jellyfish was
locally stiffer than in juvenile ones. We argue that this stiffening is a consequence of local aggregations of fibers occurring

gradually during aging of the jellyfish mesoglea and is enhanced by repetitive muscular contractions of the jellyfish.

INTRODUCTION

The extracellular matrix (ECM) provides structural scaf-
folding for cellular organization and strongly influences
the functional behaviors of resident cells by biochemical
and mechanical interactions. Thus, the mechanical and
viscoelastic properties of the ECM play a crucial role in
cell behaviors, tissue organization, morphogenesis, and
development (1-5).

In our search to understand the morphogenesis of the
endodermal gastrovascular system of jellyfish, the architec-
ture and the mechanical properties of the ECM (mesoglea)
surrounding this tissue are of special interest.

Jellyfish are particularly well suited to the study of in vivo
mechanical properties of the ECM. Indeed, the ECM is the
most prominent structure in jellyfish, with some jellyfish
being transparent such as the widespread common jellyfish
Aurelia aurita (Scyphozoa, Cnidaria). Such transparency
enables us to easily study its ECM by microscopy
techniques.

In jellyfish, the mesoglea is an extracellular substance
situated between the epidermal and endodermal layers. It
is a highly hydrated fibrous substance containing mucopoly-
saccharides (6), collagen fibrils (6—10), microfibrils rich in
protein homologous to mammalian fibrillins (11), and other
structural proteins. Its stiffness is provided by collagen
fibrils and its elasticity by fibrillin microfibrils (12). Meso-
glea of some jellyfish species, as A. aurita, contain meso-
gleal cells, which are free motile cells involved in the
formation of mesogleal fibers (13).

The ECM of jellyfish performs important functions. As in
vertebrates, its elementary function is to serve as a base for
cell attachment to maintain the animal body structure (6).
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It is also involved in the transport and storage of nutrients
(6) and in buoyancy regulation (14). The fiber architecture
of the mesoglea is constructed in close functional relation
to the locomotory system of the jellyfish (15). Moreover,
recent studies proved that jellyfish locomotion and mor-
phogenesis are tightly linked (16,17). Because jellyfish
has no antagonist muscle, recovery after muscle contraction
is affected by the ECM.: its elasticity allows passive release
of the energy stored during the contracted state (8,12,18).
Finally, the mesoglea plays an important role in control of
cellular migration and differentiation and morphogenetic
processes (19-24).

Many studies have been conducted on the chemical com-
position, architecture, and role of the mesogleal ECM, but
there are few measurements of its mechanical properties
and these measurements were always performed at the
macroscopic scale: Alexander (25) studied the creep re-
sponse of mesoglea, and Megill et al. (12) its compressive
stiffness. However, to study the role of the mechanical prop-
erties of ECM in cellular migration and morphogenesis,
mechanical measurements have to be performed locally, at
the cellular scale. In recent years, microrheology techniques
have shown to be powerful ways to probe the viscoelastic
properties of soft and biological materials at the micron
scale (26,27). These methods enable us to study mechanical
properties of small biological samples (28), including living
cells (29-32), and allow measurements of heterogeneities
through the sample (33,34). Microrheology techniques
involve the use of microprobes to measure the relation
between stress (probe force) and deformation (probe posi-
tion) at the microscopic scale. Various techniques can be
used to apply the force, like manipulation of magnetic beads
(35) or laser-trap microrheometry techniques (36). Instead of
using an external excitation to move the probes, the intrinsic
Brownian motion of the particles can be used (37). In this
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case, the driving force is thermal. The probe position can be
measured by video microscopy (28) or dynamic light scat-
tering techniques (37,38).

In this article, we measure the mechanical properties of
the ECM by injecting microbeads and subsequently tracking
their Brownian motion by video microscopy techniques.
The driving force is thermal, with an energy scale corre-
sponding to kg7, with kg being the Boltzmann constant
and T the absolute temperature. Because this driving force
is small, only the linear viscoelastic response of the sample
is probed. Measurements of the particles’ mean-squared dis-
placement (MSD) through particle tracking give access to
the local elastic (G’) and viscous (G”) moduli of the embed-
ding medium (39). In addition, rheological measurements
are performed at a macroscopic scale with a shear rheom-
eter. The fibrous architecture of the mesoglea observed by
differential interference contrast (DIC) and scanning elec-
tron microscopy (SEM) is in accordance with our mea-
surements of the mechanical properties of the ECM at
macroscopic and microscopic scales. Furthermore, we
investigate the evolution of the mechanical properties of
the ECM during aging in performing microrheological
measurements at different stages of jellyfish development.

MATERIAL AND METHODS
Jellyfish culture

Jellyfish A. aurita were reared in the laboratory, at room temperature, in
artificial seawater, produced by diluting 40 g of synthetic sea salt (Instant
Ocean; Spectrum Brands, Madison, WI) per liter of osmosis water (osmo-
larity 1100 mOsm). Strobilation in polyps was induced by a lowering of
temperature down to 10°C (40). The newborn ephyrae were bred to adult
stage.

The measurements were performed on jellyfish at different develop-
mental stages: juvenile or adult jellyfish. Juvenile jellyfish had just reached
the circular shape of adult medusas with a diameter of ~1 cm. Adult jelly-
fish were at a much later developmental stage (several months) with a diam-
eter of ~10 cm.

Visualization of the thick fibers in the mesoglea

Slices of mesoglea were cut from adult jellyfish and the organization of
their fibers was revealed using DIC microscopy (inverted microscope
DMI 3000 B; Leica, Nanterre, France, with objective PL Fluotar 20x/
0.40 Corr; also Leica). Images were recorded with a camera (CFW-
1612M; Scion, Frederick, MD) controlled by ImagelJ software (National
Institutes of Health, Bethesda, MD). The slices of mesoglea were either
cut lateral along the oral-aboral axis, ~1-2 mm above the endoderm, to
visualize the thick vertical fibers, or perpendicularly to the oral-aboral
axis, ~10 um under the exumbrella, to see the plexus of thick tangential
fibers (Fig. 1).

Scanning electron microscopy experiments

For SEM experiments, juvenile jellyfish and pieces of mesoglea cut from
adult jellyfish were fixed overnight in 5% glutaraldehyde (Cat. No.
49626; Sigma, Saint-Quentin-Fallavier, France) in 0.1 M cacodylate buffer
(Cat. No. C4945; Sigma) (41). They were rinsed in 0.5 M cacodylate buffer,
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FIGURE 1 Schematic view of the fibrous network organization of meso-
glea of A. aurita. For clarity, the diagram does not show actual sizes of the
various structures. (Vertical arrows) Direction of the oral-aboral axis. Char-
acteristic length-scales of jellyfish and mesogleal fibrous architecture
network for adult jellyfish (solid) and juvenile jellyfish (shaded). Visualiza-
tions by DIC microscopy of the thick vertical and tangential fibers are
shown in Fig. 2, A and B, respectively. Visualizations by SEM microscopy
of the fine fibers are shown in Fig. 3. Endoderm (en); exumbrella (ex); fine
fibers (ff); subumbrellar swimming muscle (mmu); thick tangential fibers (¢f);
thick vertical fibers (vf). Figure adapted from Weber and Schmid (15).

dehydrated with acetone, and critical-point-dried with CO,. To best
preserve the biological structures, the osmolarity of the fixative and rinsing
solutions were verified to be close to the seawater osmolarity (42). To visu-
alize the internal structure of the mesoglea, the skin of the critical-point-
dried specimen was carefully lifted at different places with a fine needle
to observe the fibrous network ~100-400 um above the endoderm. The
specimens were then coated with platinum. The observations were per-
formed with a field emission scanning electron microscope (SUPRA 40;
Carl Zeiss, Nanterre, France).

Macrorheology experiments

For the macrorheology experiments, cylindrical slices of mesoglea (diam-
eter 25 mm and height 2 mm, perpendicular to the oral-aboral axis) were
cut from adult jellyfish, far from cellular sheets and tangential big fibers.
The measurements were performed with a controlled-strain rheometer
(ARES G2; TA instruments, Guyancourt, France), at 20°C, with parallel-
plate geometry (diameter 25 mm; gap 2 mm). To avoid any sliding of the
sample, rough plates were used and a constant normal force was applied
during the measurement. Sample evaporation was minimized using a
solvent trap.

The elastic (G') and viscous (G”) moduli were measured by imposing
sinusoidal strains and measuring resulting stresses. The linearity of the
sample was checked by measuring G’ and G” with sinusoidal strains at fixed
frequency (f = 1 Hz) and increasing strain amplitudes from 0.01 to 100%.
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The samples of mesoglea were linear up to 1% strain amplitude. The
frequency dependence of the moduli G’ and G” was measured in the linear
viscoelastic range by varying the frequency between 0.13 and 20 rad/s at
a constant strain amplitude set to 0.3%.

Microrheology experiments on juvenile jellyfish

Suspensions of yellow green amine-modified fluorescent microspheres with
a diameter of 1 um (F8765; Invitrogen, Cergy-Pontoise, France) were pre-
pared at a concentration of 10® particles/ml of artificial seawater.

Details of the injection and microrheology experimental procedure are
described in the Supporting Material.

In short, a few nanoliters of microbead suspension were injected
~200 wm above the subumbrella so that the microbeads were well
embedded in the mesoglea far from cellular sheets, but could be visualized
in vivo to track their Brownian motion.

After injection, jellyfish were replaced in artificial seawater, where they
swam freely during one day before any measurement of the motion of the
beads. It was verified that diffusion of the injected seawater and local
embedding of each bead in the mesogleal fibrous network were well
achieved one day after injection. We also verified that the microinjection
process did not affect normal morphology and behavior of the jellyfish.

For the microrheological measurements, the jellyfish were put on a glass
coverslip, in the same position as for the injection: the umbrella was lying flat
and the subumbrella was in contact with the coverslip (see Fig. S1). The
thermal motion of the microbeads in the ECM was recorded at room temper-
ature (T =21 * 2°C), with bright light, using the x63 glycerine immersion
objective, coupled to a CMOS camera (Fastcam-Ultima 1024; Photron,
Marly-le-Roi, France). Beads phagocytized by mesogleal cells are ignored.
Images were acquired at 500 frames/s during 8 s, with a 100 x 100 um? field
of view. Depending on the realization, 5-30 microbeads could be recorded in
the same field of view. A home-made analysis software (43) allowed us to
track the bead positions x(f) and y(f). To increase signal/noise ratio, we
only tracked microbeads moving in the focus plane of the objective.

After drift-correction of the beads positions, the time-averaged two-
dimensional MSD (Ar())y = ([x(? + ©) — x(t)]* + (& + 1) — y()))s
was calculated for each bead, improving the statistical accuracy. To main-
tain reliable statistics, the data from the MSD were kept in the range 1 < 2 s.

Microrheology experiments on adult jellyfish

Microrheology experiments were also performed on adult jellyfish. As they
are much bigger (10 cm in diameter) than juvenile ones, slices of their
mesoglea were hand-cut, far from cellular sheets and tangential large fibers
(~1-2 mm above the endoderm). The experiments were performed on these
slices similarly as in vivo measurements described above.

No muscle fibers were present on these slices and therefore it was not
necessary to anesthetize the samples in MgCl,. After injection of the fluo-
rescent microbeads, the samples were stored one day in a fridge at 7°C, to
preserve them from bacteria and to allow equilibration between bead
suspension and ECM. We verified that the microinjection and the storage
at low temperature did not affect the shape of the sample and the behavior
of the mesogleal cells; at low temperature, the samples were well preserved
for several weeks, as also reported in Weber et al. (44). As for the juvenile
jellyfish, the thermal motion of the microbeads was recorded at room
temperature, the drift corrected, and the MSD calculated for each bead.

Control experiments

Microrheology experiments in calibrated glycerol solutions were per-
formed under similar conditions to verify whether the experimental setup
and statistics applied are reliable. To rule out a systematic bias in bead
distributions, microrheological experiments were repeated in juvenile jelly-
fish under the same experimental conditions as for adult jellyfish. To

exclude that the differences observed between juvenile and adult jellyfish
are due to the chemical interactions of the bead surface groups with its envi-
ronment, microrheology control experiments were also performed with
polystyrene microbeads.

These control experiments are presented in the Supporting Material.

Viscoelastic moduli from particle tracking

To compare microrheological with macrorheological measurements, the
frequency-dependent elastic modulus G'(w) and viscous modulus G”(w)
were computed from the measured MSD. The frequency dependence of
the viscoelastic moduli is obtained from the two-dimensional MSD by
using the generalized Stokes-Einstein relation (37,39,45),

kgT
Gls) = —5—— 6
7TRS§<AI’ (s))

where kg is the Boltzmann constant, 7' the temperature, R the microbead
radius, s the Laplace frequency, (Arz(s)> the Laplace transform of the MSD,
and G(s) the complex viscoelastic modulus in the Laplace domain. In Eq. 1,
the factor 3/2 is a dimensional correction: the three-dimensional MSD is
simply calculated from the two-dimensional MSD by multiplying the latter
by 3/2, assuming that the medium surrounding locally each bead is isotropic
(27). The generalized Stokes-Einstein relation (Eq. 1) can be obtained from
a generalized Langevin model equation, assuming moreover that the Stokes
relation can be generalized to viscoelastic fluids with a frequency-dependent
linear viscoelastic modulus and that inertial effects are negligible (27,39).
The viscoelastic moduli can be obtained from the dynamics of the probe
particles assuming that the MSD of the beads can be described by a local
power law (39). This method, valid for MSD curves changing slowly,
eschews any Laplace transformation of MSD (Eq. 1); resulting truncation
errors introduced by numerical transformation of data over a limited range;
and the use of any arbitrary functional form to fit G(s) (39,46). The power law
behavior is determined from the logarithmic time derivative of the MSD. For
thermally driven microbeads, the slope of the logarithmic time derivative of
the MSD lies between zero, corresponding to elastic confinement, and one,
corresponding to viscous diffusion (39,46). Assuming a local power law
form for MSD, elastic G'(w) and viscous G”(w) moduli are given by (39,46)

G'(w) = G(w)cos {%(‘”)] 2)
G"(w) = G(w)sin [”“2("’)}, 3)

where
G(w) el @)

" 3aR(A2 (1)1 + a(w)]

In Eq. 4, (Ar*(1/w)) is the magnitude of (Ar%(r)) evaluated at = 1/w. The
value I" denotes the y-function. The value a(w) is the exponent of the local
power law, determined from the logarithmic time derivative of the MSD:
a(w) = dIn[(AP)))/OIn[f]|; — 170

RESULTS
Visualization of the thick fibers in the mesoglea

The thick vertical fibers could easily be revealed by DIC
microscopy in hand-cut sections of outer mesoglea (mesoglea
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between the endoderm and the exumbrella). The outer
mesoglea is traversed by radially arranged fibers, as de-
scribed in other species of jellyfish (7,12,15,18). Weber
and Schmid (15) described in detail the fibrous system of
the ECM of hydromedusa Polyorchis penicillatus. We
found the same architecture of the fibrous system in adult
A. aurita (Fig. 1): thick vertical fibers run perpendicularly
from the exumbrellar side and impinge on the endoderm
(Fig. 2 A) and near the exumbrellar surface the fibers
branch and penetrate a plexus of fibers that run tangentially
in all directions (Fig. 2 B). In juveniles the resolution of
DIC microscopy was too low, but we could occasionally
observe in vivo parts of the thick fiber structures. In
Fig. 2, A and B, apart from the thick fibers, many mesogleal
cells, randomly distributed, can be observed. The thick
fibers vary in diameter (up to 12 um). They are anchored
in a three-dimensional network of fine fibrils that fills the
entire volume of the mesogleal ECM. This fine fibrous
structure is transparent by light microscopy but can be
revealed by SEM.

FIGURE 2 Thick fibers of the ECM. Hand-cut sections of adult jellyfish
mesoglea were visualized by DIC microscopy. The thick fibers of the ECM
and numerous randomly distributed mesogleal cells can be observed. (A)
Thick vertical fibers and mesogleal cells. The slice of mesoglea was cut
lateral along the oral-aboral axis, in the middle of the mesoglea,
~1-2 mm above the endoderm. The thick vertical fibers are parallel and
run perpendicularly from the exumbrellar side. (B) Thick tangential fibers
and mesogleal cells. The slice of mesoglea was cut perpendicularly to the
oral-aboral axis, ~10 wm under the exumbrella. The thick tangential fibers
run tangentially in all directions, near the exumbrellar surface.
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Visualization of the fine fibers in the mesoglea

Because of the large quantity of water in the mesoglea, the
samples underwent a noticeable shrinkage (with a ratio
of ~2) occurring during fixation, dehydration, and especially
during critical-point drying. For this reason, the mesh size
of the mesogleal fibrous network may be smaller in SEM
observations than in vivo and the fiber diameters might be
slightly smaller (47,48). However, we assume that SEM
observations gave reliable information on fiber structure
and architecture of the fibrous network (15).

Fig. 3, A and B, shows the structure of the mesoglea of
juvenile jellyfish visualized by SEM, in the thick vertical
fibers region. As can be observed in Fig. 3 A, the thick fibers
stick out of the network of fine fibrils and are woven
together by many fibrils of the three-dimensional network;
this was also observed by Weber and Schmid (15) in
P. penicillatus. Fig. 3 B shows a mesogleal cell embedded
in the fine network of fibrils. The SEM images show that
the fibrils are randomly and heterogeneously distributed.
Moreover, the size of the fibrous mesh is variable. A similar
fibrous organization was observed on pieces of mesoglea cut
from adult jellyfish.

FIGURE 3 Scanning electron micrographs of the mesoglea of juvenile
jellyfish in the middle of the mesoglea, ~100-400 um above the endoderm.
(A) Thick fibers emerging from the three-dimensional network of fine
fibrils. The thick fibers are woven together by many fibrils of the three-
dimensional network. The fibrils are randomly and heterogeneously dis-
tributed and the size of the fibrous mesh is very variable. A similar fibrous
organization was observed on pieces of mesoglea cut from adult jellyfish.
(B) A mesogleal cell embedded in the fine network of fibrils.
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Macrorheology experiments

The experiments were performed on 18 different slices of
mesoglea, cut from six different adult jellyfish. All the slices
were extracted from the same functional network region,
characterized by the thick vertical fibers architecture.

The frequency dependence of the elastic (G’) and viscous
(G”) moduli was obtained by measuring the stress response
from sinusoidal strain variations (amplitude 0.3%) with fre-
quencies varying from 0.13 to 20 rad/s. Each sample showed
the same kind of behavior: G’ was higher than G”, and G’
slightly increased with frequency. We observed a relatively
small sample-to-sample variation in the measurements of
elastic and viscous moduli. The averaged viscous and elastic
moduli (averaged over the 18 samples) were plotted as
a function of frequency (Fig. 4); the bars represent the stan-
dard deviation. The observed frequency dependence of the
viscoelastic moduli shows that the mesoglea behaves like
a viscoelastic material (36). Between 1 and 20 rad/s, G’
and G” increase with frequency with a power law behavior,
with an identical power law exponent (~0.16). Such power
law behaviors, characteristic of a gel, were observed in
various polymer networks (49), including biopolymers (50).

Megill et al. (12) measured the compressive stiffness of
the mesoglea of P. penicillatus and found that the mean
Young’s modulus was ~340 Pa. An exact comparison with
our macrorheological measurements is not possible, but
a rough estimate can be made when considering the meso-
glea as a purely elastic isotropic and incompressible mate-
rial. The value of the elastic modulus G’ would then be
one-third of the Young’s modulus: G’ is ~110 Pa. Although
we measured a smaller elastic modulus (~20 Pa at & = 1 rad/
s) in A. aurita, the order of magnitude is in agreement with
our measurements. The differences in the mechanical prop-
erties can be related to the differences in size and shape
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FIGURE 4 Macrorheological measurements. The frequency dependence
of the averaged elastic (circles) and viscous (squares) moduli of mesoglea
slices of adult jellyfish were obtained at the macroscopic scale using a shear
rheometer. The average was performed over 18 different slices of mesoglea.
(Bars) Standard deviation due to the dispersion of the measurements. At
macroscopic scale, the mesoglea behaves like a viscoelastic gel.

between P. penicillatus and A. aurita, leading to somewhat
different fibrous organizations (15) and mechanical proper-
ties: A. aurita is an oblate jellyfish and P. penicillatus a jelly-
fish with a torpedo shape (12).

Microrheology experiments

Microrheology experiments were performed on 30 juvenile
jellyfish and 6 adult jellyfish. The microbeads were system-
atically injected in the same functional network region,
characterized by the thick vertical fibers architecture far
from the cellular sheets and tangential big fibers.

Juvenile jellyfish

Fig. 5 A shows the result from a typical experiment in the
mesoglea of a juvenile jellyfish. The MSD as a function of
the lag time for 11 different beads is represented. These
beads were microinjected in the mesoglea and visualized
one day after injection. The MSD is plotted in log-log scale
and the local slopes of all curves are <1: the beads perform
subdiffusive motions. This means that each bead probes
a viscoelastic medium (45), which is consistent with macro-
rheological measurements. However, the most striking
pattern is the diversity of microbeads behaviors: when
viewing the specimen, they showed various Brownian
motions. Some of them moved much more than others, as
reflected by the diversity of MSD curves shown in Fig. 5
A; the higher MSD corresponded to the more mobile beads.
These local variations of the microbeads behaviors impli-
cate that the fine fiber network of the jellyfish ECM is
very heterogeneous at the micron scale. This spatial hetero-
geneity is consistent with SEM observations (Fig. 3 A),
revealing important local variations of the fibrous
organization.

Adult jellyfish

Fig. 5 B shows the result from a typical experiment in the
mesoglea of an adult jellyfish. The MSD as a function of
the lag time for 13 different beads is represented. As
observed in juvenile jellyfish, all the beads performed a sub-
diffusive motion, revealing a surrounding viscoelastic
medium, and the MSD of the beads were drastically dif-
ferent from one probe to another. However, it should be
noticed that the dispersion of the observed MSD is larger
in the mesoglea of adult jellyfish than in juvenile ones. In
the fibrous network of adult jellyfish, some of the beads
show little Brownian motion; the MSD of these probes is
very low (< 10~* um?) and almost constant during time. It
has been checked that their motions are above the resolution
limit of the detection system. These beads were tightly trap-
ped in the fibrous network and their MSD reflected the
nearly purely elastic response of the cage in which they
were embedded at the probe length-scale. The other beads
moved more freely and their MSD are comparable to those
observed in the mesoglea of juvenile jellyfish.
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FIGURE 5 Microrheological measurements.

Time-averaged MSD of 1-um microbeads em-
bedded in the mesogleal ECM as a function of the
lag time. The microprobes were injected and visual-
ized together and each symbol represents the MSD
of a different microbead. (Solid line in each panel)
Slope of 1. The dispersion of MSD curves shows
that the fibrous network of jellyfish ECM is very
heterogeneous at the micron scale. (A) MSD of
microprobes injected in the mesoglea of a juvenile
jellyfish. (B) MSD of microprobes injected in the
mesoglea of an adult jellyfish. The dispersion of
MSD curves is more important in adult jellyfish
than in juvenile ones. Some of the beads enhance

A 100 : : . B 10° .
10+ 10+ /
E_ 102 102
= N .
A o
e ¢ o ai
< w00 ! 103 i 33
i O N a:
3
104 | 0 5 3o
g 8t
10 : : . 105 ‘
103 102 107 100 103 102
t(s) t(s)

Viscoelastic moduli at macro- and microscales

Macrorheology and microrheology experiments were per-
formed in the mesoglea of adult jellyfish. To compare these
rheological measurements performed at different scales,
frequency-dependent viscoelastic moduli were calculated
from the MSD of the beads, following Eq. 4 (see Material
and Methods). Equation 4 has been established for a homo-
geneous medium, and (Ar*(1/w)) should be evaluated by an
average over the MSD of several beads, i.e., evaluated at
t = 1/w. However, jellyfish ECM was highly heterogeneous
as reflected by the dispersion of MSD curves (Fig. 5 B). In
such heterogeneous medium, the dispersion of MSD re-
flects a dispersion of local viscoelastic moduli (34).
Thus, <Ar2(1/w)) was evaluated for each bead indepen-
dently (34). However, (Ar*(1/w)) was only calculated at
short lag time (¢ < 2 s, w > 3.14 rad/s), so that the time-
average is sufficient to maintain reliable statistics for
the calculation of the viscoelastic moduli at the local
microscale.

Fig. 6 shows the average viscoelastic moduli G’ and
G”" at macroscopic scale, placed in context with calculated
G’ and G” at microscopic scale. G’ and G” at microscopic
scale were calculated from the MSD of two different
microbeads, showing very different behaviors: a first bead
moving very little and a second one that was very mobile.
In Fig. 5 B, the MSD of the bead moving very little (slow
motion) was plotted with open squares and the MSD of the
very mobile bead (fast motion) was plotted with open
circles. The orders of magnitude of the elastic and vis-
cous moduli measured with a shear rheometer were
close to those calculated from the beads moving very
little, tightly embedded in the fibrous network (Fig. 6).
However, the more freely moving beads explored much
softer microenvironments (with lower viscoelastic moduli).
At a macroscopic scale, the mesoglea appeared to be
stiffer than numerous microenvironments of its fibrous
structure.
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a very tiny Brownian motion. They explore stiff
microenvironments of the ECM. The other beads
move more freely and their MSD are comparable
to those observed in the mesoglea of juvenile
jellyfish.

DISCUSSION

Rheological properties of jellyfish mesoglea were measured
at different scales. We found that the ECM behaved as
a viscoelastic gel at the macroscopic scale and as a much
softer and heterogeneous viscoelastic structure at the micro-
scopic scale. In addition, DIC microscopy techniques re-
vealed the architecture of thick fibers traversing the ECM.
SEM experiments showed that the small fibrils were
randomly and heterogeneously distributed. Finally, we
investigated the evolution of the microrheological properties
of the ECM at different stages of jellyfish development and

102
OOOOODOOOOOODOOOOOOOOCDOOO

£ 10
= DDEﬂEﬂcﬂ:ﬂD
B DUDD':’DDDD
~ 10 #:
o“ G’ # G macro =$$
a oG’ 0G” micro, slow ..===
i 107! 4| #G* G” micro, fast - nle

102 . ‘ 1

e 10° 10! 102 103
o (rad/s)

FIGURE 6 Viscoelastic moduli at macroscopic and microscopic scales.
Viscoelastic moduli G’ and G” were obtained from macrorheology and
microrheology experiments in adult jellyfish ECM. (Circles) G'; (squares)
G". (Shaded symbols) The moduli G’ and G” at macroscopic scale, obtained
with a shear rheometer. G’ and G” at microscopic scale were calculated
from the MSD curves of two different microbeads: a bead moving very little
(slow) and a very mobile bead (fast). (Open symbols) G' and G” calculated
from the MSD of the probe that moved very little. (Solid symbols) G' and
G" calculated from the MSD of the very mobile bead. The different behav-
iors of these two beads correspond to different local viscoelastic moduli.
The orders of magnitude of the elastic and viscous moduli measured with
a shear rheometer are close to those calculated from the bead moving
very little. The more freely moving bead explores a much softer microen-
vironment (with lower viscoelastic moduli).
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measured that the ECM in adult jellyfish was locally stiffer
than in juvenile ones.

Limitations of microrheology technique

We measured the mechanical properties of the mesoglea at
the microscale by injecting microbeads in the jellyfish ECM
and subsequently tracking their Brownian motion. The
drawback of this technique is that the injection procedure
is invasive and may damage locally the fibrous network.
However, the Brownian motion of the microbeads was
observed one day after injection. We measured that the
Brownian motion of the microbeads was more constrained
one day after injection than immediately after injection
and remained similar at different time points during the
subsequent four days. We interpret these results as a local
embedding of each bead in the mesogleal fibrous network,
occurring progressively, and well achieved one day after
injection. We assume that during one day, the seawater
injected with the beads could progressively diffuse, the
ECM is restored locally, and the microbeads are embedded
in the ECM. The advantage of this technique is that
microbeads, introduced within the jellyfish, are put in con-
tact with the ECM; its mechanical properties can then be
probed directly and locally.

Mesoglea and collagen gels

The mesoglea gel of A. aurita is a fibrous system and is
partly composed of collagen fibers. Collagen fibers in
Cnidaria are found to resemble different vertebrate collagen
types. Miura and Kimura (51) found chemically alike col-
lagen Type V in the jellyfish Stomolophus nomuria. Analogs
to collagen Type I, II, and IV were found in different species
of hydra (9,52). To our knowledge, the collagen chains in
A. aurita were not chemically identified.

Our macrorheological results on the ECM of A. aurita
were similar to those obtained in Type-I reconstituted
collagen gels (36,53,54). Their values of the viscoelastic
moduli were in the same range as the values we measured.
They likewise showed that the elastic modulus (G') was
higher than the viscous one (G”), with G’ increasing slightly
with frequency. Furthermore, they found comparable power
law behavior for viscoelastic moduli. Indeed, we measured
in the mesoglea, between 1 and 20 rad/s, that G’ and G”
increased with frequency with a power law exponent at
~0.16. This exponent is in the same range as power law
exponents measured in Type-I reconstituted collagen gels
in the same frequency domain: Knapp et al. (53) measured
a power law exponent at ~0.13 and Velegol and Lanni
(36) at ~0.15.

Velegol and Lanni (36) and Parekh and Velegol (55) also
determined the elastic moduli of Type-I collagen gel at
microscopic scale using laser trap microrheometry. They
measured important variations in elastic moduli from posi-

tion to position, revealing high heterogeneity of two orders
of magnitude at micron scale. (Note that we have found,
for the elastic component (G'), an even larger heterogeneity
of three orders of magnitude for adult jellyfish (Fig. 6)
and a somewhat smaller heterogeneity for juvenile
jellyfish.

The fibrous system of the jellyfish mesoglea, however, is
not composed only of collagen fibers, but also contains
proteins such as fibrillin that form elastic fibers (12). Hsu
et al. (54) measured the viscoelastic properties of collagen
gels to which ~10% of elastic proteins (elastin) were added.
At 25°C, they did not find a significant difference between
elastin-containing gels and pure collagen gels. In all, from
a rheological point of view, the mesoglea shows similarities
with a simple collagen gel.

Mesoglea at macroscopic and microscopic scales

The mesogleal fibrous network is traversed by thick vertical
fibers anchored in a three-dimensional network of fine fibrils
as shown before by others (6-8,12,15) and as is shown in
Figs. 2 and 3. Weber and Schmid (15) described the ECM
of the mesoglea as a flexible foam mattress strengthened
by vertical struts. Microrheology experiments primarily
probe the mechanical properties of the fine fibrils mesh-
work, whereas macrorheology experiments measure the
viscoelastic properties of the whole mesoglea, including
the thick fibers. These experiments show that the network
of fine fibrils is very soft and heterogeneous and that the
stiffness of the mesoglea must be insured essentially by
the architecture of thick fibers that structure the mesoglea.
In contrast, for cellular migration and morphogenesis,
the soft viscoelastic microenvironment plays likely a signif-
icant role.

Swimming and mesogleal deformations

In addition to maintaining the radial integrity, the thick
vertical fibers also play a role during swimming. A. aurita
swim with a combined jet-paddling mode of propulsion
(17). During the contraction phase, the muscles located in
the subumbrella contract predominantly circumferentially,
which compress and shear the mesoglea in the plane per-
pendicular to the oral-aboral axis and elongate it along the
oral-aboral axis (18). Although the mesogleal deforma-
tions during swimming are complex, the natural shearing
plane during swimming corresponds to the shearing plane
used in macrorheological experiments. At the frequency of
muscle contractions (~1 rad/s), macrorheological results
(Fig. 4) show that the mesoglea is much more elastic than
viscous (G’ is 10-times higher than G”). Although the mi-
crostructure contains viscous microenvironments (Fig. 6),
the macrostructure is nearly purely elastic, which confirms
(8,12,15,18) that the energy stored in the bell after muscle
contractions can be released essentially elastically.
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Each contraction of the bell may cause a significant radial
compression of the fibrous plexus, leading to a lengthening
of the fiber network. The stress caused by repetitive mus-
cular contractions progressively shapes the fibrous architec-
ture of the ECM, leading to the formation of the thick
vertical fibers architecture (15).

Observations of juvenile and adult jellyfish revealed
indeed that the thick fibers are much thinner in juvenile
jellyfish than in adult ones. In addition, SEM observations
showed that thick fibers are woven together by the fine
fibrils of the ECM (Fig. 3 A), which was also observed by
Weber and Schmid (15). For reconstituted Type-I collagen
gel it was shown that collagen fibers align along tensional
stresses (55,56), set out at the fibril level, after which they
gradually form larger fibers. These results suggest that
during aging of the jellyfish ECM, the fine meshwork of
fibrils progressively aggregates and forms thick fibers,
which thicken gradually with time.

In our microrheology experiments, beads probing stiff
microenvironments in adult jellyfish must be trapped
between densely packed thick fibers. The other beads
move more freely in the ECM and their MSD are very
similar in adult and juvenile jellyfish. It seems that these
more freely moving beads explore microenvironments in
the loose mesh of fine fibers that are not aggregated. The
progressive stiffening of the ECM occurring at microscopic
scale is assumed to reflect the aging of the jellyfish
mesoglea.

Furthermore, no differences in the microrheology results
of the juvenile jellyfish could be observed when ECM was
probed with the microbeads up to four days of swimming
after injection. This implies that mechanical stiffening of
the microenvironments due to the gradual intertwining of
the fibers is significantly observable at long timescales,
likely in the order of several weeks.

CONCLUSION

The rheological properties of the ECM of the jellyfish meso-
glea were measured at macroscopic and microscopic scales.
Whereas the ECM behaved as a viscoelastic gel at the
macroscopic scale, it proved to be a much softer and hetero-
geneous viscoelastic structure at the cellular scale, the scale
at which morphogenetic processes occur. The fibrous archi-
tecture of the mesoglea observed by differential interference
contrast and scanning electron microscopy was in agree-
ment with our measurements of the mechanical properties
of the ECM at macroscopic and microscopic scales.
Formation of this fiber network architecture proved to be
a dynamical process: microrheology experiments performed
on juvenile and adult jellyfish revealed a progressive stiff-
ening of microenvironments in the ECM by a gradual aggre-
gation of fibers. This aggregation of fibers is likely to be
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enhanced by the repetitive muscular contractions of the
jellyfish, shaping the fibrous architecture of the ECM
progressively during aging.

SUPPORTING MATERIAL

Details of the injection and microrheology experimental procedure, control
experiments, and three figures are available at http://www.biophysj.org/
biophysj/supplemental/S0006-3495(11)05355-0.

The authors thank David Montero for the SEM images in Fig. 3, A and B,
Matthieu Receveur for his technical help, and Nicolas Cagnon, Pierre-Yves
Bouis, and the team from La Cité de la Mer in Cherbourg, France, who
taught us how to rear jellyfish.

This work was supported by grants (Programme Interdisciplinaire
de Recherche and Projet Exploratoire) from the Centre National de la
Recherche Scientifique and by a grant (Bonus Qualité Recherche) from
the University Paris Diderot.

REFERENCES

1. Discher, D. E., P. Janmey, and Y. L. Wang. 2005. Tissue cells feel and
respond to the stiffness of their substrate. Science 310:1139-1143.

2. Saez, A., M. Ghibaudo, ..., B. Ladoux. 2007. Rigidity-driven growth
and migration of epithelial cells on microstructured anisotropic
substrates. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 104:8281-8286.

3. Baker, E. L., R. T. Bonnecaze, and M. H. Zaman. 2009. Extracellular
matrix stiffness and architecture govern intracellular rheology in
cancer. Biophys. J. 97:1013-1021.

4. Levental, I, P. C. Georges, and P. A. Janmey. 2007. Soft biological
materials and their impact on cell function. Soft Matter 3:299-306.

5. Ingber, D. E. 2002. Mechanical signaling and the cellular response to
extracellular matrix in angiogenesis and cardiovascular physiology.
Circ. Res. 91:877-887.

6. Bouillon, J., and G. Coppois. 1977. Comparative-study of mesoglea of
cnidarians. Cah. Biol. Mar. 18:339-368.

7. Chapman, G. 1953. Studies of the mesoglea of coelenterates. 1.
Histology and chemical properties. Q. J. Microsc. Sci. 94:155-176.

8. Chapman, G. 1959. The mesoglea of Pelagia noctiluca. Q. J. Microsc.
Sci. 100:599-610.

9. Shimizu, H., R. Aufschnaiter, ..., X. Zhang. 2008. The extracellular
matrix of hydra is a porous sheet and contains type IV collagen.
Zoology (Jena) 111:410-418.

10. Russel, F. S. 1970. The Medusae of the British Isles. Vol. II. Pelagic
Scyphozoa, with a supplement to Vol. I. Cambridge University Press,
London, UK.

11. Reber-Miiller, S., T. Spissinger, ..., V. Schmid. 1995. An extracellular
matrix protein of jellyfish homologous to mammalian fibrillins forms
different fibrils depending on the life stage of the animal. Dev. Biol.
169:662-672.

12. Megill, W. M., J. M. Gosline, and R. W. Blake. 2005. The modulus of
elasticity of fibrillin-containing elastic fibers in the mesoglea of the
hydromedusa Polyorchis penicillatus. J. Exp. Biol. 208:3819-3834.

13. Shaposhnikova, T., I. Matveey, ..., O. Podgornaya. 2005. Mesogleal
cells of the jellyfish Aurelia aurita are involved in the formation of
mesogleal fibers. Cell Biol. Int. 29:952-958.

14. Denton, E. J. 1963. Buoyancy mechanisms of sea creatures. Endeavour
22:3-8.

15. Weber, C., and V. Schmid. 1985. The fibrous system in the extracellular
matrix of hydromedusae. Tissue Cell 17:811-822.


http://www.biophysj.org/biophysj/supplemental/S0006-3495(11)05355-0
http://www.biophysj.org/biophysj/supplemental/S0006-3495(11)05355-0

Jellyfish Extracellular Matrix

16.

17.

18.

19.

20.

21.

22.

23.

24.

25.

26.

27.

28.

29.

30.

31.

32.

33.

34.

35.

36.

Nawroth, J. C., K. E. Feitl, ..., J. O. Dabiri. 2010. Phenotypic plasticity
in juvenile jellyfish medusae facilitates effective animal-fluid interac-
tion. Biol. Lett. 6:389-393.

Dabiri, J. O., S. P. Colin, and J. H. Costello. 2007. Morphological diver-
sity of medusan lineages constrained by animal-fluid interactions.
J. Exp. Biol. 210:1868-1873.

Gladfelt, W. B. 1972. Structure and function of locomotory system of
Polyorchis montereyensis (Cnidaria, Hydrozoa). Helgol. Wiss. Meere-
sunters. 23:38-79.

Schmid, V., A. Bally, ..., C. Weber. 1991. The extracellular matrix
(mesoglea) of hydrozoan jellyfish and its ability to support cell-
adhesion and spreading. Hydrobiologia 216:3-10.

Sarras, Jr., M. P,, X. M. Zhang, ..., D. R. Abrahamson. 1993. Extracel-
lular matrix (mesoglea) of Hydra vulgaris 1II. Formation and func-
tion during morphogenesis of hydra cell aggregates. Dev. Biol.
157:383-398.

Frank, U., and B. Rinkevich. 1999. Scyphozoan jellyfish’s mesoglea
supports attachment, spreading and migration of anthozoans’ cells
in vitro. Cell Biol. Int. 23:307-311.

Shimizu, H., X. M. Zhang, ..., M. P. Sarras, Jr. 2002. Epithelial
morphogenesis in hydra requires de novo expression of extracellular
matrix components and matrix metalloproteinases. Development
129:1521-1532.

Kleinman, H. K., D. Philp, and M. P. Hoffman. 2003. Role of the extra-
cellular matrix in morphogenesis. Curr. Opin. Biotechnol. 14:526-532.

Tucker, R. P, B. Shibata, and T. N. Blankenship. 2011. Ultrastructure
of the mesoglea of the sea anemone Nematostella vectensis (Edwardsii-
dae). Invertebr. Biol. 130:11-24.

Alexander, R. M. 1964. Viscoelastic properties of mesoglea of jellyfish.
J. Exp. Biol. 41:363-369.

MacKintosh, F. C., and C. F. Schmidt. 1999. Microrheology. Curr.
Opin. Colloid Interface Sci. 4:300-307.

Breedveld, V., and D. J. Pine. 2003. Microrheology as a tool for high-
throughput screening. J. Mater. Sci. 38:4461-4470.

Abou, B., C. Gay, ..., S. Gorb. 2010. Extensive collection of femtoLiter
pad secretion droplets in the beetle Leptinotarsa decemlineata allows
nanoliter microrheology. J. R. Soc. Interface 7:1745-1752.

Weihs, D., T. G. Mason, and M. A. Teitell. 2006. Bio-microrheology:
a frontier in microrheology. Biophys. J. 91:4296—4305.

Massiera, G., K. M. Van Citters, ..., J. C. Crocker. 2007. Mechanics of
single cells: rheology, time dependence, and fluctuations. Biophys. J.
93:3703-3713.

Daniels, B. R., C. M. Hale, ..., D. Wirtz. 2010. Differences in the
microrheology of human embryonic stem cells and human induced
pluripotent stem cells. Biophys. J. 99:3563-3570.

Fabry, B., G. N. Maksym, ..., J. J. Fredberg. 2001. Scaling the micro-
rheology of living cells. Phys. Rev. Lett. 87:148102.

Valentine, M. T., P. D. Kaplan, ..., D. A. Weitz. 2001. Investigating the
microenvironments of inhomogeneous soft materials with multiple
particle tracking. Phys. Rev. E 64:061506.

Tseng, Y., T. P. Kole, and D. Wirtz. 2002. Micromechanical mapping of
live cells by multiple-particle-tracking microrheology. Biophys. J.
83:3162-3176.

Ziemann, F., J. Radler, and E. Sackmann. 1994. Local measurements of
viscoelastic moduli of entangled actin networks using an oscillating
magnetic bead micro-rheometer. Biophys. J. 66:2210-2216.

Velegol, D., and F. Lanni. 2001. Cell traction forces on soft biomate-
rials. I. Microrheology of type I collagen gels. Biophys. J. 81:1786—
1792.

37.

38.

39.

40.

41.

42.

43.

44.

45.

46.

47.

48.

49.

50.

S1.

52.

53.

54.

55.

56.

Mason, T. G., and D. A. Weitz. 1995. Optical measurements of
frequency-dependent linear viscoelastic moduli of complex fluids.
Phys. Rev. Lett. 74:1250-1253.

Palmer, A.,J. Xu, ..., D. Wirtz. 1999. Diffusing wave spectroscopy mi-
crorheology of actin filament networks. Biophys. J. 76:1063-1071.

Mason, T. G. 2000. Estimating the viscoelastic moduli of complex
fluids using the generalized Stokes-Einstein equation. Rheol. Acta
39:371-378.

Kroiher, M., B. Siefker, and S. Berking. 2000. Induction of segmenta-
tion in polyps of Aurelia aurita (Scyphozoa, Cnidaria) into medusae
and formation of mirror-image medusa anlagen. Int. J. Dev. Biol.
44:485-490.

Chapman, D. M. 1999. Microanatomy of the bell rim of Aurelia aurita
(Cnidaria: Scyphozoa). Can. J. Zool. Revue Can. Zool.. 77:34-46.

Litke, L. L., and F. N. Low. 1977. Fixative tonicity for scanning elec-
tron microscopy of delicate chick embryos. Am. J. Anat. 121-127.

Rasband, W. S. 1997-2007 ImagelJ. US National Institutes of Health,
Bethesda, MD. http://rsb.info.nih.gov/ij/. (Source code for the plug-in
is available at http://www.msc.univparis.diderot.fr/~olivier/Imagel/;
tracker_Install.zip; 29/03/2009)

Weber, C., E. Kurz, and V. Schmid. 1987. The fibrous system of the
extracellular matrix of Podocoryne carnea and its degradation by the
subumbrellar plate endoderm demonstrated by a monoclonal antibody.
Tissue Cell. 19:757-771.

Dasgupta, B. R., and D. A. Weitz. 2005. Microrheology of cross-linked
polyacrylamide networks. Phys. Rev. E 71:021504.

Dasgupta, B. R., S. Y. Tee, ..., D. A. Weitz. 2002. Microrheology of
polyethylene oxide using diffusing wave spectroscopy and single scat-
tering. Phys. Rev. E 65:051505.

Parry, D. A. D., and A. S. Craig. 1977. Quantitative electron micro-
scope observations of the collagen fibrils in rat-tail tendon. Biopoly-
mers 16:1015-1031.

Raub, C. B., V. Suresh, ..., S. C. George. 2007. Noninvasive assessment
of collagen gel microstructure and mechanics using multiphoton
microscopy. Biophys. J. 92:2212-2222.

Warlus, S., and A. Ponton. 2009. A new interpretation for the dynamic
behavior of complex fluids at the sol-gel transition using the fractional
calculus. Rheol. Acta 48:51-58.

Rodd, A. B., J. Cooper-White, ..., D. V. Boger. 2001. Gel point studies
for chemically modified biopolymer networks using small amplitude
oscillatory rtheometry. Polymer (Guildf.) 42:185-198.

Miura, S., and S. Kimura. 1985. Jellyfish mesoglea collagen—charac-
terization of molecules as «l-a2-a3 heterotrimers. J. Biol. Chem.
260:5352-5356.

Deutzmann, R., S. Fowler, ..., M. P. Sarras, Jr. 2000. Molecular,
biochemical and functional analysis of a novel and developmentally
important  fibrillar collagen (Hcol-I) in hydra. Development
127:4669-4680.

Knapp, D. M., V. H. Barocas, ..., R. T. Tranquillo. 1997. Rheology of
reconstituted type I collagen gel in confined compression. J. Rheol.
41:971-993.

Hsu, S., A. M. Jamieson, and J. Blackwell. 1994. Viscoelastic studies of
extracellular matrix interactions in a model native collagen gel system.
Biorheology 31:21-36.

Parekh, A., and D. Velegol. 2007. Collagen gel anisotropy measured by
2-D laser trap microrheometry. Ann. Biomed. Eng. 35:1231-1246.

Vader, D., A. Kabla, ..., L. Mahadevan. 2009. Strain-induced align-
ment in collagen gels. PLoS ONE 4:¢5902.

Biophysical Journal 102(1) 1-9


http://rsb.info.nih.gov/ij/
http://www.msc.univparis.diderot.fr/~olivier/ImageJ/

Supporting Material for

Micro- and macrorheology of jellyfish extracellular matrix

Camille Gambini, Bérengere Abou, Alain Ponton, and Annemiek J. M. Cornelissen

Microrheology experimental procedure

Injection procedure

A home-made micropipette with a tip size of a few microns was used to inject the microspheres in
the jellyfish mesoglea. The micropipette was pulled from thin-wall borosilicate glass capillaries with a
1 mm outer diameter and a 0.58 mm inner diameter (GC100-15, Harvard Apparatus, Les Ulis, France)
with a Narishige PB-7 double-stage puller (Narishige, Tokyo, Japan). The micropipette was mounted
on a pressure device (CellTram OQil, Eppendorf, Le Pecq, France) and guided with a joystick
micromanipulator (MN-151, Narishige) attached to the inverted Leica microscope.

Details of the injection procedure are shown in Fig. S1. Juvenile jellyfish were anesthetized during 10
min in 7.5% MgCl, diluted with an equal volume of seawater (1). They were then put on a glass cover
slip, the umbrella lying flat, and the subumbrella in contact with the cover slip. This position of the
jellyfish allowed penetrating the needle through the exumbrella. The subsequent injury was limited
and could be easily repaired by the jellyfish. In contrast, injection via the subumbrella would have
damaged the muscle fibres and the endodermal gastrovascular system.

A few nanolitres of microbead suspension was injected, corresponding to a few hundred microbeads.
To prevent the jellyfish from drying, each injection was performed as quickly as possible (10 min).
The beads were injected about 200 um above the subumbrella (corresponding to a distance of about
100 um above the endoderm), so that they were well embedded in the mesoglea (far from cellular
sheets) and could be viewed by an immersion objective. A glycerine immersion objective (PL APO
63X/1.30 GLYC CORR, Leica), with 63 magnification, a numerical aperture of 1.30 and a working
distance of 280 um, was chosen to visualize in vivo the microbeads embedded in the mesoglea and to
track their Brownian motion.

Microbeads observations

After injection, the jellyfish were replaced in artificial seawater, where they swam freely during one
day before any measurement of the motion of the beads. Microrheology results obtained one day or
several days after injection were similar: all the beads performed subdiffusive motions and no beads
were found to explore pure seawater microenvironment. Thus, it was verified that diffusion of the
injected seawater and local embedding of each bead in the mesogleal fibrous network were well
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achieved one day after injection. Besides, we verified that the microinjection process did not affect
normal morphology and behaviour of the jellyfish.

For the microrheological measurements, the jellyfish were put on a glass cover slip, in the same
position as for the injection: the umbrella was lying flat and the subumbrella was in contact with the
cover slip. To avoid evaporation during the experiment, the jellyfish was put in a home-made closed
chamber. The set up was mounted on a damped optical table in order to reduce noise in microbeads
tracking experiments. The fluorescence of the microbeads allowed us to easily retrace the original
place of injection. Some of the injected beads were phagocytised by the mesogleal cells, which are
capable of amoeboid movements and active phagocytosis (2), but most of them were still in the
ECM. Mesogleal cells are sphere-shaped and have a smooth cell membrane and therefore it was easy
to determine if a microbead was in a mesogleal cell or in the matrix. The phagocytised microbeads
were not considered for thermal motion measurements.

FIGURE S1 Schematic views of the set up used for in vivo microbeads injection in the mesoglea
of an anesthetized juvenile jellyfish for microrheology experiments. For clarity, the diagram does not
show actual sizes of the elements. Cover slip (cs); endoderm (en); exumbrella (ex); microbeads (mb);
mesoglea (me); micropipette (mi); objective (ob); subumbrella (su).

Particle tracking algorithm
The particle tracking algorithm enables to track the two-dimensional Brownian motion of several
beads at the same time. It was implemented as an Image)J plugin (3). The beads displacements were
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determined with a classical cross-correlation method. In order to achieve sub-pixel spatial resolution,
the computed correlation was interpolated using a paraboloid approximation (4).

Microrheology control experiments

Microrheology experiments in glycerol

During microrheology experiments, a slow sliding of the sample occurred (about 0.2 um per second).
It could be reduced by greasing a bit the cover slip on which the jellyfish was lying. But the drift could
not be suppressed totally. The mean motion of the beads, corresponding to this global drift, was
calculated and subtracted for each bead. We checked this method on drifting samples of calibrated
glycerol: an imposed drift during the experiment could be subtracted from the data and the purely
Brownian motion of the beads could be extracted. After the drift-correction of the beads positions,
the time-averaged two-dimensional MSD (Ar?(t)),, = ([x(t' +t) —x(@)]* + [y(t' + t) —
y(t)]%), was calculated for each bead, improving the statistical accuracy. To maintain reliable
statistics, the data from the MSD were kept in the range below t<2s. Indeed, the glycerol
experiments show that at longer lag times the MSD curves from the individual beads start to deviate
from the average MSD curve. Microrheology experiments performed in calibrated glycerol solutions
allowed to determine the spatial resolution of the experimental set up (microscope, camera and
tracking software). Thermal motion measurements in glycerol and jellyfish ECM were performed
under the same experimental conditions. We determined from microrheology experiments
performed in glycerol solutions that our spatial resolution was about 3 x 10° um?, which is below the
MSD measurements presented.

Microrheology experiments in slices of juvenile jellyfish

The microrheological experiments presented in the manuscript on juvenile jellyfish was performed in
vivo under anesthetised conditions to be as less invasive as possible. On the other hand, the
experiments on adult jellyfish were performed on dissected slices, because the adult jellyfish are
large and it is impossible to directly visualise in vivo the mesoglea region with the thick vertical fibres
just above their endoderm (see also Fig. 1).

The differences observed in micorhological results could be a consequence of these different
experimental conditions. In particular, the mesogleal slices of adult jellyfish were stored overnight at
7 °C and beads were not exposed to a dynamic moving environment. Whereas the beads in juvenile
jellyfish were placed into a dynamic ECM environment exhibiting high mechanical stresses during
swimming contractions. These periodical stresses could have affected the final distribution of the
beads in the fibrous network of juvenile jellyfish and modified the microrheological results.

To rule out a systematic bias in beads distributions, microrhelogical experiments were repeated in
juvenile jellyfish under the same experimental conditions as for adult jellyfish: for each of 5 juvenile
jellyfish a slice of mesoglea was dissected from the middle of the mesoglea, in the thick vertical fibres
region, and microbeads were injected in these slices. The samples were stored at 7°C and the
thermal motion of the microbeads was recorded one day after injection at room temperature.
Thereby, the experimental protocol was identical for adult and juvenile jellyfish.
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Microscopic observations the day following the injection revealed that the dynamic ECM
environment of juvenile jellyfish didn’t seem to have affected the final distributions of the beads.
This is confirmed by the microrheological measurements shown in Fig. S2. Fig. S2 A shows the result
from a typical experiment in a slice of mesoglea cut from a juvenile jellyfish. Fig. S2 B shows the
result from a typical experiment in vivo in juvenile jellyfish mesoglea. Fig. S2 B is identical to Fig. 5 A
presented in the manuscript. Fig. S2 shows that microrheological results obtained in juvenile jellyfish
in vivo and in slices of mesoglea were similar.

Thereby, we have shown that the differences observed by microrheology experiments in adult and
juvenile jellyfish presented in the manuscript are not due to different experimental conditions but
could be explained by a gradual fibrous aggregation.
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FIGURE S2 Microrheology control measurements in juvenile jellyfish. Time-averaged MSD of 1

Km microbeads embedded in the mesogleal ECM as a function of the lag time. The microprobes were
injected and visualized together and each symbol represents the MSD of a different microbead. The
solid line in each figure indicates a slope of one. (A) MSD of microprobes injected and tracked in a
slice of mesoglea. (B) MSD of microprobes injected and tracked in vivo in the mesoglea.
Microrheological results obtained in static or dynamic mesogleal tissues are similar.

Microrheology experiments with polystyrene microbeads

The surface chemistry of the beads can impact microrheological measurements. The microbeads
used in our experiments were 1 um amine-modified fluorescent microspheres. The fluorescent
properties of these beads allowed to easily retrace the original place of injection for observations
one day after injection.
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We verified whether the surface chemistry of the beads did not affect our microrheological
measurements. We repeated microrheological measurements with 1 um polystyrene microbeads
(4009A, Thermo Fisher Scientific, Karlsruhe, Germany) injected in the mesoglea of 5 adult and 5
juvenile jellyfish, using the same protocol as for the amine-modified microbeads, as described in the
Material and methods section of the manuscript and in the Supporting Material.

Fig. S3 shows that microrheological results are similar using either amine-modified or polystyrene
microbeads, in both adult and juvenile jellyfish. Therefore it is excluded that the differences observed
by microrheology experiments in adult and juvenile jellyfish are due to a possible interaction
between fibres and beads surface groups, but reveal an increase in the stiffness of
microenvironments in the fibrous network.
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FIGURE S3 Microrheological control measurements using 1 um microbeads with different
surface groups. Time-averaged MSD of 1 um microbeads embedded in the mesogleal ECM as a
function of the lag time. The microprobes were injected and visualized together and each symbol
represents the MSD of a different microbead. The solid line in each figure indicates a slope of one.
(A) MSD of polystyrene microbeads in juvenile jellyfish. (B) MSD of amine-modified microbeads in
juvenile jellyfish. (C) MSD of polystyrene microprobes in adult jellyfish. (D) MSD of amine-modified
microprobes in adult jellyfish. Microrheological results obtained with different microbead surface
chemistry are similar, in both juvenile and adult jellyfish.
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