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Résumé 

Comme tous les marsupiaux, l’opossum Monodelphis domestica nait dans un état très immature – 

glabre, aveugle, sourd – mais doit grimper sur le ventre de la mère pour trouver une tétine à laquelle 

il s’accroche afin de poursuivre son développement. Pour ce faire, il rampe à l’aide de ses membres 

antérieurs, qui sont mobiles contrairement aux membres postérieurs, et se dirige vers une tétine 

qu’il avale partiellement. Des sens céphaliques sont nécessaires pour qu’il trouve la tétine et s’y 

accroche. Le toucher est un des sens qui est fonctionnel dès la naissance. Ce sens repose sur des 

cellules spécialisées qui ont la propriété de percevoir des déformations mécaniques des tissus et 

d’y répondre en déclenchant l’activation de fibres nerveuses. Cette propriété s’appelle 

mécanotransduction et est rendue possible par la présence de récepteurs moléculaires à la surface 

des cellules dont la tâche est de réagir aux stimuli mécaniques afin de provoquer la réponse. Peu 

de ces récepteurs ont été formellement identifiés et caractérisés. Toutefois, Piezo2 est un canal 

transmembranaire retrouvé dans une vaste gamme de mécanorécepteurs et qui joue un rôle crucial 

dans la perception du toucher, en plus d’être impliqué dans la vestibulation (sens de l’équilibre) et 

l’audition. Le rôle de Piezo2 a surtout été étudié chez des mammifères euthériens matures. Peu 

d’études ont porté sur son expression développementale, et aucune ne concernait les marsupiaux. 

L’objectif principal de cette thèse était de décrire l’expression de Piezo2 au niveau de la tête 

d’opossums en développement.  

L’expression du gène a été examinée par RT-PCR et hybridation in situ, alors que la présence de 

la protéine a été démontrée par immunohistochimie. La RT-PCR montre une expression de 

l’ARNm de Piezo2 à tous les âges à partir de la naissance jusqu’au 21e jour postnatal (P21). 

L’immunohistochimie n’a pas permis de mettre en évidence Piezo2 dans la peau faciale ni chez les 

nouveau-nés ni chez l’adulte. Cependant, Piezo2 est présent dans l’oreille interne dès la naissance. 
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Dans le vestibule, le marquage Piezo2 est observé sous la forme de disques à la surface de 

l’épithélium dans la macule utriculaire dès la naissance et dans la macule sacculaire et les crêtes 

ampullaires à P7. Ces disques ont une morphologie similaire à ceux formés par l’accumulation 

d’actine où se développent les cils des cellules ciliées, ce qui permet de penser que Piezo2 se trouve 

à la surface des cellules ciliées présomptives. Dans la cochlée, la protéine est aussi présente sur 

toute la surface apicale de l’organe de Corti présomptif. Avec l’âge, le patron de marquage se 

restreint à la surface des cellules ciliées externes, dont les trois rangées sont visibles à P11. À P14, 

les disques de marquage Piezo2 sont bien nets dans tous les organes sensoriels de l’oreille interne. 

Du marquage Piezo2 a aussi été observé dans la membrane tectoriale de la cochlée et les 

membranes otolithiques des macules vestibulaires, ce qui suggère qu’il joue un rôle dans le 

développement de ces structures acellulaires. 

Ces résultats suggèrent que Piezo2 n’est pas impliqué dans la mécanosensation tactile faciale à la 

naissance et pourrait jouer un rôle mineur dans le toucher chez l’opossum. L’expression de Piezo2 

dans l’oreille interne indique qu’une forte maturation des cellules ciliées a lieu au cours de la 1re 

semaine postnatale dans la macule utriculaire et lors de la 2e semaine pour les autres organes 

sensoriels vestibulaires. Les cellules ciliées cochléaires auraient une maturation un peu plus tardive, 

au cours de la 2e semaine postnatale. La forte présence de Piezo2 dans l’épithélium cochléaire dès 

la naissance, alors que les cellules ciliées sont encore indifférenciées, suggère que cette molécule 

pourrait jouer un rôle dans la différenciation cellulaire. En résumé, cette étude montre que Piezo2 

n’est pas impliqué dans la mécanosensation précoce chez l’opossum, mais qu’il joue un rôle dans 

le développement de la vestibulation et de l’audition. 

Mots-clés : Piezo2, mécanotransduction, développement, systèmes sensoriels, tête, marsupiaux.  
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Abstract 

Like most marsupials, the opossum Monodelphis domestica is born in a very immature state, ie. 

blind, glabrous and deaf. To pursue its development and growth, the newborn crawls with its 

forelimbs on its mother’s belly to find a teat where it attaches. Cephalic senses are needed to find 

the teat and trigger the attachment. Touch is one of the senses, which depends on 

mechanoreceptors, sensory cells capable of perceiving the mechanical changes in tissues and to 

transmit them as neural inputs, a process called mechanotransduction. Of the few molecular 

receptors underlying mechanotransduction identified so far, Piezo2 is the best candidate. It is a 

mechanosensitive cation channel found in a wide variety of mechanoreceptors and plays a crucial 

role in the perception of touch, as well as having been linked to the vestibular and auditory 

vestibular systems. While having been well characterized in mature eutherian mammals, few 

studies have looked at its role during ontogenesis and none were done in marsupials. The main 

objective of this thesis was to describe the developmental expression of Piezo2 in the head of the 

opossum.  

Gene expression was examined by RT-PCR and in situ hybridization, while the presence of the 

protein was demonstrated by immunohistochemistry. RT-PCR has shown that gene expression of 

Piezo2 is present from birth (postnatal day 0, P0) until P21. Immunohistochemistry did not reveal 

the presence of Piezo2 in cephalic skin tissues at any stage from birth to adulthood. However, 

Piezo2 is present in the inner ear from birth onwards. In the vestibular labyrinth, disk-shaped 

patches of Piezo2 labeling are present in the utricular macula at P0 and can be observed at P7 in 

the saccular macula and in the crista ampullaris. In all these sensory organs, Piezo2 labeling is 

similar to that of disk-shaped patches of actin accumulation where the stereocilia of hair cells 

develop. This suggests that Piezo2 is located at the surface of the hair cells in the inner ear. In the 
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auditory system, the protein is present over the surface of the whole presumptive organ of Corti at 

P0. With age, Piezo2 labeling was restricted to the apical surface of the outer hair cells by P11. At 

P14, numerous discs are present in all the sensory organs of the inner ear and the only difference 

with P21 seems to be an increase in their number. Piezo2 labeling was also observed in the tectorial 

membrane of the cochlea and the otolithic membranes of the macula, suggesting that it plays a role 

in the development of these acellular structures. 

These results indicate that Piezo2 is not involved in skin facial mechanosensation at birth in the 

opossum and may be less important in the perception of touch in marsupials than in eutherians. 

The pattern of expression of Piezo2 in the vestibular system suggests that the maturation of the hair 

cells is important during the first postnatal week in the utricular macula and during the second 

postnatal week in the other vestibular sensory organs. The hair cells in the organ of Corti are 

maturating more during the late second postnatal week. Moreover, the strong expression of Piezo2 

in the undifferentiated cochlear epithelium during the first postnatal weeks suggests that it may 

play a role in the differentiation of the cells of the organ of Corti of the opossum Monodelphis 

domestica. In summary, this study highlights that Piezo2 is not involved in early mechanosensation 

in opossums but plays a role in the development of both the vestibular and auditory systems. 

 

Key words: Piezo2, mechanotransduction, development, sensory systems, head, marsupials.  
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Chapitre 1 

Introduction  

 

The brain is a complex biological organ possessing immense  

computational capability that constructs our sensory experience, 

 regulates our thoughts and emotions and controls our actions.1 

 ― Eric Kandel (1929 – ), psychiatre et neurobiologiste 

 
 

Cette thèse s’inscrit dans le cadre général d’un programme de recherche portant sur le 

développement sensorimoteur mammalien, en utilisant l’opossum Monodelphis domestica comme 

modèle expérimental. Chez cette espèce, comme chez les autres marsupiaux, les nouveau-nés sont 

très immatures à la naissance mais doivent atteindre une mamelle sur le ventre de leur mère et s’y 

accrocher pour survivre et se développer. Des études antérieures au laboratoire ont montré que le 

toucher au niveau de la peau faciale est une sensation bien développée chez les nouveau-nés, alors 

que le sens de l’équilibre suivrait de peu. Ces sens sont potentiellement impliqués dans les 

comportements sensorimoteurs précoces et pour mieux comprendre leurs fonctionnements et leurs 

rôles, nous nous sommes intéressés au substrat moléculaire sous-jacent. Ces derniers dépendent de 

cellules spécialisées appelées mécanorécepteurs qui ont la propriété de percevoir des déformations 

 
1 Kandel, 2013. 
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mécaniques des tissus et d’y répondre en déclenchant l’activation de fibres nerveuses. Cette 

propriété s’appelle mécanotransduction et est rendue possible par la présence de récepteurs 

moléculaires dans ces cellules. À l’exception de la famille des Piezo, peu de molécules ont été 

identifiées et caractérisées comme participant à la mécanotransduction chez les Vertébrés. Les 

Piezo se subdivisent en deux grandes sous-familles (Piezo1 et Piezo2) de canaux 

transmembranaires et ont été retrouvés dans une vaste gamme de cellules. Chez les mammifères 

matures, il est bien établi que Piezo2 est crucial pour le fonctionnement des mécanorécepteurs 

impliqués dans la perception du toucher, en plus d’être impliqué dans d’autres sens comme la 

vestibulation (sens de l’équilibre) et l’audition. Toutefois, aucune étude concernant Piezo2 n’existe 

pour les marsupiaux. Étant donné son importance pour la mécanotransduction, nous avons étudié 

la distribution de Piezo2 dans la tête d’opossums à différents âges postanataux afin d’évaluer si ce 

canal joue un rôle dans les comportements précoces de l’opossum. 

Ce chapitre présente les principales notions anatomiques et physiologiques sur lesquelles repose 

cette thèse. La première section discute de quelques notions générales sur la mécanotransduction 

et l’implication des canaux ioniques mécanosensibles dans la perception sensorielle, suivies du 

fonctionnement détaillé des protéines cationiques Piezo1 et Piezo2. Les sections suivantes abordent 

plus spécifiquement trois systèmes sensoriels auxquels Piezo2 a été associé : le système du 

trijumeau, le système cochléaire et le système vestibulaire. L’anatomie et le développement 

fonctionnel de chaque système sera vu, ainsi que l’importance de Piezo2 au niveau des récepteurs 

sensoriels impliqués. Suit une description du modèle d’étude, l’opossum Monodelphis domestica 

et de certaines étapes clés de son développement sensorimoteur. Ce chapitre se termine par l’exposé 

des hypothèses de recherche et des travaux réalisés dans le cadre de cette thèse. 
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1.1 La mécanotransduction 

Les mécanorécepteurs sont des cellules sensorielles caractérisées par la capacité de modifier leur 

potentiel de repos suite aux déformations mécaniques de leur membrane. Cette propriété dépend 

de l’expression de protéines membranaires, canaux ioniques ou liés aux protéines G, et de leur 

localisation sur le mécanorécepteur. Lorsqu’une pression mécanique est exercée sur la membrane, 

elle provoque une déformation de ces protéines qui résultent en des entrées (excitations) ou sorties 

(inhibitions) de cations. Si un stimulus excitateur est suffisamment fort, il induira la genèse de 

potentiels d’action et la relâche de neurotransmetteurs par le mécanorécepteur. Cette 

transformation de stimuli mécaniques en signaux électrochimiques est appelée mécanotransduction 

et elle se retrouve dans de nombreux processus biologiques (Shepherd, 1994; Kandel et al., 2012 

ch. 21). Par exemple, la sensation du toucher repose sur des mécanorécepteurs, tels que les cellules 

de Merkel et les corpuscules de Pacini, qui réagissent à des déformations mécaniques des tissus 

cutanés (McCarter et al., 1999). L’équilibre et l’audition dépendent des cellules ciliées situées dans 

l’oreille qui réagissent à des mouvements de leurs cils. La régulation de la pression sanguine fait 

intervenir des barorécepteurs qui décèlent les variations d’étirement ou de distension des vaisseaux 

sanguins.  
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 1.1.1 Canaux ioniques mécanosensibles 

Les canaux ioniques mécanosensibles sont une composante essentielle du processus de 

mécanotransduction. Il y a plus de 40 ans, des preuves électrophysiologiques ont démontré pour la 

première fois l'existence de canaux ioniques mécanosensibles (Corey et Hudspeth, 1979, 1983). 

Depuis, des études approfondies ont révélé une très large variété de canaux ioniques capables de 

détecter diverses formes de forces mécaniques chez les procaryotes (bactéries) et les eucaryotes 

(plantes, animaux) (Blount et al., 1999; Corey et Holt, 2016; Dror et Avraham, 2009). Le Tableau 

1 donne une idée de la diversité des principales familles et isoformes des canaux mécanosensibles. 

Si la majeure partie de ces canaux sont retrouvés autant chez les invertébrés que chez les vertébrés, 

certains n’ont pas d’homologues chez les invertébrés (ex. les récepteurs ioniques de la famille des 

TRPN). Il peut aussi y avoir des variations entre classes comme pour la superfamille des 

DEG/ENaC ASIC qui ne sont pas conservées fonctionnellement chez les mammifères alors qu’ils 

le sont chez d’autres vertébrés (Delmas et al., 2011; Lumpkin et al., 2010). Certains de ces canaux 

sont multimodaux, comme un bon nombre des canaux de la famille des TRP, qui sont non 

seulement activés par des stimuli mécaniques, mais aussi par des stimuli chimiques et thermiques 

(> 27-34 °C) (Güler et al., 2002). La diversité des propriétés des canaux mécanosensibles fait en 

sorte qu’une description exhaustive dépasserait le cadre de cette thèse. Nous nous concentrons donc 

sur ceux dont l’importance des propriétés physiologiques et fonctionnelles chez les mammifères a 

été mise en évidence par de nombreuses études récentes : la famille des Piezo.  
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Tableau 1. Les canaux ioniques mécanosensibles chez les eucaryotes. Inspiré de Fang et al. 2021 

Famille des canaux Isoforme du canal Références 

Canaux TRP TRPA1 Brierley et al., 2011 

 TRPC1 Maroto et al., 2005 

 TRPC6 Spassova et al., 2006 

 TRPV1 Feng et al., 2008 

 TRPV4 Liedtke et al., 2005 

 TRPM4 Morita et al., 2007 

 TRPM7 Numata et al., 2007 

 TRP4 Kang et al., 2010 

 TRPP2 Berrout et al., 2012 

Canaux voltage-dépendants K+ Shaker (Kv1.1) Hao et al., 2013 

 Ca2+- activated K+ (BK) Zhao et Sokabe, 2008 

 TREK1/2 Maingret et al., 1999 

 TRAAK Brohawn et al., 2012 

 HCN2 Lin et al., 2007 

Canaux voltage-dépendants Na+ Nav1.5 Beyder et al., 2010 

Canaux voltage-dépendants Ca2+ L-type Kraichely et al., 2009 

 N-type Calabrese et al., 2002 

 T-type Hilaire et al., 2012 

Canaux voltage-dépendants Cl- CFTR Zhang et al., 2010 

Famille protéine OSCA SsCSC1, HsCSC1 Hong et Driscoll, 1994 

Superfamille DEG/eNaC C.elegans MEC (MEC-4, MEC-10) Arnadottir et al., 2011 

 ASIC Mcllwrath et al., 2005 

Canaux Piezos Piezo1 Coste et al., 2010 

 Piezo2 Coste et al., 2010 

Autres TMC1/2 Pan et al., 2013 
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1.2 Famille des Piezo : Piezo1 et Piezo2 

Récipiendaire du prix Nobel de Physiologie et Médecine en 2021, le Dr. Ardem Patapoutian a 

révélé une nouvelle famille de canaux cationiques activés mécaniquement chez les mammifères, 

composée des canaux Piezo1 et Piezo2. Depuis leur découverte en 2010, des gènes orthologues ont 

été identifiés chez plusieurs espèces d’eucaryotes dont certains protozoaires (Prole et Taylor, 

2013), la drosophile (Kim et al., 2012), la souris (Kamajaya et al., 2014) et l’humain (Coste et al., 

2010, 2012). Aucun homologue n’a cependant été identifié chez les bactéries et les levures. 

 1.2.1 Structure et mécanisme d’action 

Chez les vertébrés, les deux isoformes Piezo1 et Piezo2 sont formées d’environ 2 500 et 2 800 

acides aminés respectivement. Ces protéines agissent comme des canaux cationiques non sélectifs 

perméables aux ions Na+, K+, Ca2+ et au Mg2+ avec une légère préférence pour le Ca2+ (Coste et 

al., 2010, 2012). La structure complexe des canaux Piezo2 leur permet de transformer les stimuli 

mécaniques en signaux électrochimiques en laissant entrée et sortir ces cations. 

Plus précisément, des études chez la souris ont révélé que le canal ionique Piezo1 a une structure 

composée de trois unités (homotrimérique) de type hélice (Coste et al., 2012, 2015). Chaque unité 

comprend un domaine intracellulaire formé par trois faisceaux d’une longueur de 90nm qui sont 

orientés à un angle de 30˚ par rapport à la membrane. En plus d’offrir une base structurelle à la 

transmission mécanique (Zhao et al., 2018), ces faisceaux relient les domaines extracellulaires 

subdivisés en trois lames périphériques et un pore central conducteur d’ions recouvert d’un 

capuchon (CED). Ces structures entourent les 38 hélices transmembranaires désignées comme 

hélice interne, hélice externe et hélice périphérique qui servent à former la paroi du pore ionique 

central (Fig. 1A) (Guo et MacKinnon, 2017; Saotome et al., 2018).  
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La structure globale du canal Piezo2 est très similaire à celle de Piezo1, c’est-à-dire un assemblage 

homotrimétique comprenant un module de pore central formé par des hélices, et permettant le 

passage des ions, ainsi que trois lames périphériques (28 nm de diamètre et 10 nm de profondeur) 

et trois faisceaux (9 nm de longueur) (Taberner et al., 2019). Il a été démontré que Piezo2 possède 

également 38 hélices transmembranaires, ce qui représente au total 114 hélices quand on tient 

compte des trois unités. Un total qui fait des Piezos les protéines avec le plus d’éléments 

transmembranaires parmi celles recensées. Cependant, les canaux Piezo1 et Piezo2 partagent 

seulement ~ 42% d’homologie de séquence, ce qui entraine de nombreuses différences 

morphologiques et fonctionnelles. Par exemple, les hélices internes qui bordent le pore central du 

canal Piezo2 possèdent des résidus d’acides aminés supplémentaires en haut CED (L2743) et en 

bas CTD (V2750, F2754 et E2757) qui lui permettent de se refermer entièrement au repos. Par 

contraste, le pore central de Piezo1 demeure partiellement ouvert (Wang et al., 2019).  

La sélectivité du pore Piezo1 et Piezo2 est possible grâce aux différentes composantes qui les 

forment. À son ouverture au niveau du CED, on retrouve des acides aminés chargés négativement 

nommés DEEED (2393-2397) qui assurent une conduction ionique efficace en favorisant le 

passage de cations et empêchent celui des anions (Jasti et al., 2007). Sous le CED, le canal de 

conduction ionique est bordé par les hélices internes dont les résidus d’acides aminés sont 

principalement hydrophobes, ce qui repousse les molécules d’eau et assure l’étanchéité du canal. 

De plus, deux acides aminés (E2495 et E2496) localisés à la base du pore central (CTD) expliquent 

l’affinité pour le calcium en permettant une sélectivité des ions calcium (Wang et al., 2019; Zhao 

et al., 2018).  
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La mécanotransduction débute chez les Piezos par une pression appliquée sur les lames 

périphériques incurvées (flèches rouges verticales, Fig. 1A). Cette pression courbe les lames dans 

le sens des aiguilles d’une montre et étire la membrane dans laquelle elles résident. Cela entraine 

à son tour un déplacement latéral des portions transmembranaires, le tout résultant en une légère 

ouverture du pore central (flèches rouge horizontale, Fig. 1A) (Lewis et Grandl, 2015). Le 

déplacement des lames a aussi pour conséquence le mécanisme de type levier des faisceaux. En 

déformant la membrane autour du pore central, elles transmettent une partie de la force mécanique 

externe aux faisceaux intracellulaires. Le pivot, formé par les résidus d’acides aminés leucine 

L1342 et L1345, assure la transmission mécanique jusqu’à la base CTD du pore central (Fig. 1B). 

Les effets synergiques des lames et des faisceaux entrainent donc une ouverture du pore central 

permettant le passage des cations, convertissant ainsi les pressions en mouvements ioniques (Cox 

et al., 2016; Ge et al., 2015; Anderson et al., 2017). 
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Figure 1. Conformation et activation des protéines Piezos chez la souris. (A) Modèle structurel 

des canaux Piezo. Le modèle en vert représente le canal au repos. Lorsqu’une pression est exercée 

sur les lames, cela entraine un changement de conformation à l’état ouvert en jaune résultant en un 

écartement des CED et une ouverture du pore central. Les lignes pointillées rouges indiquent les 

voies de conduction ionique possibles en réponse à des stimuli (flèches rouges). (B) Modèle du 

mécanisme de type levier des faisceaux. Les flèches rouge et violette indiquent respectivement les 

forces d'entrée et de sortie. Blade : lame périphérique, CED : domaine extracellulaire C-terminal 

ou « capuchon », CTD : domaine C-terminal qui forme le plancher du pore central, IH : hélice 

interne, OH : hélice externe, PH : hélice périphérique, Anchor : domaine d’ancrage, Beam : 

faisceaux. (Adapté de Ge et al., 2015) 
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 1.2.2 Localisation tissulaire et cellulaire 

Comme il s’agit de molécules identifiées assez récemment (Coste et al., 2010), il existe encore de 

nombreuses incertitudes quant à la distribution exacte de Piezo1 et Piezo2 dans les différents tissus 

des vertébrés. Toutefois, il a été montré que Piezo1 et Piezo2 contribuent à de multiples processus 

physiologiques importants (Fig. 2). 

Le canal Piezo1 est généralement présent dans les tissus non sensoriels, avec une forte expression 

au niveau de l’endothélium pulmonaire qui est exposé à des contraintes mécaniques dues aux 

variations de pressions alvéolaires et hydrostatiques (Gudipaty et al., 2017). Dans le système 

urinaire, Piezo1 procure à différents types de cellules épithéliales la capacité de réagir aux 

variations du flux urinaire au niveau des reins, de l’uretère, de la vessie et de l’urètre (Rodat-

Despoix et Delmas, 2009; Weinbaum et al., 2010).  

Dans le système cardiovasculaire, le débit sanguin influence la maturation cellulaire des cellules 

endothéliales qui expriment Piezo1 (Ranade et al., 2014a; Rhode et al., 2017). Piezo1 est aussi 

impliqué dans le remodelage vasculaire pendant l’angiogenèse, c’est-à-dire la formation de 

nouveaux capillaires à partir de vaisseaux préexistants (Cinar et al., 2015; Kang et al., 2019; 

Retailleau et al., 2015). De plus, Piezo1 semble jouer un rôle dans l’activité des érythrocytes en 

régulant leur volume homéostatique (Andolfo et al., 2013; Cahalan et al., 2015; Faucherre et al., 

2014; Zarychanski et al., 2012). 

Dans le système nerveux central (SNC), les cellules souches neurales ont la capacité de se 

différencier en neurones, astrocytes et oligodendrocytes (Gonzalez et al., 2016; Sacco et al., 2018; 

Sun et al., 2012; Watt et Huck, 2013). Chez l’humain, l'activation de Piezo1 déclenchée par les 

forces mécaniques appliquées sur des cellules souches en culture conduit au développement de 

neurones (Velasco‐Estevez et al., 2020), tandis que son inhibition mène au développement 
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d’astrocyte (Pathak et al., 2014). Le canal Piezo1 jouerait donc un rôle dans la différenciation des 

cellules souches neurales vers un phénotype neuronal ou astrocytaire.  

Le canal Piezo2 a principalement été observé au niveau des tissus sensoriels, particulièrement au 

niveau des neurones sensoriels ganglionnaires. Il joue un rôle important dans la perception du 

toucher léger au niveau de la peau par des terminaisons sensorielles de récepteurs tactiles comme 

les corpuscules de Meissner et celles qui innervent les cellules de Merkel (Maksimovic et al., 2014; 

Ranade et al., 2014b; Woo et al., 2014). Piezo2 procure des propriétés mécanosensibles à d’autres 

types de cellules sensorielles comme les propriocepteurs, retrouvés dans les muscles ou au niveau 

des articulations (Woo et al., 2015). Malgré le fait que la nociception mécanique ne dépendrait que 

partiellement de ce canal ionique, il serait impliqué dans des cas d’allodynie mécanique, soit une 

douleur générée par des stimuli tactiles inoffensifs (Murthy et al., 2018; Zhang et al., 2019). De 

plus, l’expression du canal Piezo2 a également été identifiée au niveau de l’urothélium de la vessie, 

où il permet la détection d’étirement et les réflexes de miction (Marshall et al., 2020). Ce canal est 

aussi retrouvé dans des cellules qui ne sont pas d’origine nerveuse, mais sont associées à des fibres 

nerveuses comme les cellules de Merkel de l’épiderme ou les cellules ciliées de l’oreille interne.  

Finalement, les canaux Piezo1 et Piezo2 ne sont pas nécessairement mutuellement exclusifs. Par 

exemple, dans le cartilage articulaire, les chondrocytes expriment simultanément Piezo1 et Piezo2 

à la suite de lésions du cartilage induites par des contraintes mécaniques élevées (Lee et al., 2014).  
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Figure 2. Localisation des canaux Piezos dans le corps humain. Quelques exemples de cellules 

exprimant l’une ou l’autre des isoformes de Piezo, ou les deux.  
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1.3 Tégument et sens du toucher 

La peau ou tégument est un organe recouvrant l’organisme, composé de deux principales couches 

histologiques (épiderme et derme), où se distribuent des récepteurs sensoriels associés à différentes 

modalités. Le sens du toucher repose sur des neurones sensoriels qui réagissent à des stimulations 

mécaniques peaucières, c’est-à-dire des déformations, mouvements, étirements et vibrations 

affectant la peau. Les corps cellulaires de ces neurones se trouvent dans les ganglions des racines 

dorsales (DRG) de la moelle épinière et des nerfs crâniens (Rice et Albrecht, 2008 ; Kandel et al., 

2012 ch.22-23; Abraira et Ginty, 2013). Ces neurones ont une morphologie pseudo-unipolaire, 

avec un prolongement central se terminant dans des noyaux du SNC et un prolongement 

périphérique se terminant dans le derme ou l’épiderme de la peau ou encore étant étroitement 

associés aux phanères (poils, ongle, etc.). Chaque type neuronal est classé physiologiquement selon 

ses réponses à des stimulations tactiles spécifiques : par exemple, les mécanorécepteurs à haut seuil 

(HTMR) relaient le toucher douloureux et les mécanorécepteurs à bas seuil (LTMR) relaient le 

toucher non douloureux (Zimmerman et al., 2014).  

Les fibres périphériques se terminent par les régions réceptrices à proprement parler, qui se 

subdivisent en deux grandes familles : les terminaisons encapsulées, ou corpuscules, et les 

terminaisons nues. Les premières possèdent une capsule fibreuse généralement formée par des 

cellules de Schwann et les cellules du tissu conjonctif, principalement les fibroblastes, qui 

entourent une fibre nerveuse de fort calibre (fibres dites Aβ). Les principaux corpuscules sont le 

corpuscule de Meissner, celui de Pacini (ou Vater-Pacini), et celui de Ruffini. Le premier (Fig.3B) 

se retrouve dans les crêtes dermiques qui sous-tendent l’épiderme et s’insinuent dans celui-ci en 

dessinant des sillons réguliers : les papilles dermiques. Le corpuscule de Meissner se trouve dans 

des zones particulièrement sensibles, comme la paume des mains. Sa localisation ainsi que sa 
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morphologie lui permettent de détecter de légères pressions cutanées. Le corpuscule de Vater-

Pacini (Fig. 3C) est une grande structure – son diamètre peut aller jusqu’à 2mm chez l’humain – 

comprenant de nombreuses lamelles concentriques qui lui donnent une apparence en tranche 

d’oignon sur coupe histologique. Il est sensible à la vibration et est généralement localisé dans le 

derme profond ou l’hypoderme. Le corpuscule de Ruffini (non illustré) a une structure en forme de 

fuseau moins dense que pour les mécanorécepteurs précédents. Il est étroitement relié à la matrice 

de collagène de la couche réticulaire du derme, ce qui le rend particulièrement sensible à l’étirement 

de la peau (Feito et al., 2018; García-Piqueras et al., 2019; Johnson, 2001).  

Les terminaisons nues sont de différents calibres, de petit (fibre C) à grand (fibre Aβ), et elles se 

distribuent largement dans le derme et l’épiderme. La morphologie générale des fibres nerveuses 

à terminaisons nues mécanosensorielles ne permet pas de les distinguer des fibres associées à 

d’autres modalités sensorielles (nociception, thermoception, etc.). Un cas particulier d’innervation 

à terminaisons nues est le complexe de Merkel (Fig. 3A), qui comprend une fibre de fort calibre 

 

Figure 3. Trois mécanorécepteurs et de leurs terminaisons afférentes. (A) Complexe de Merkel 

avec la localisation du canal Piezo2 (noir), (B) Corpuscule de Meissner et (C) Corpuscule de Vater-

Pacini avec leurs fibres respectives. (Adapté de Zimmerman et al., 2014).  
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(Aβ) innervant une ou plusieurs cellules spécialisées, les cellules de Merkel, se trouvant dans la 

couche germinative épidermique (Moll et al., 2005). Autant la fibre que les cellules sont sensibles 

à des pressions fines s’exerçant de manière localisée sur l’épiderme (Diamond et al., 1988; 

Maricich et al., 2009).  

Comme décrit plus haut, les neurones mécanorécepteurs possèdent aussi un des prolongements 

centraux. Ces derniers transmettent l’information nerveuse à des neurones localisés soit dans la 

moelle épinière, pour les mécanorécepteurs qui innervent le corps en général, soit dans des noyaux 

du tronc cérébral, pour ceux qui innervent la peau de la tête (Shankland, 2000). Le principal nerf 

sensoriel innervant la peau faciale est le nerf du trijumeau. 

 

 1.3.1 Système du trijumeau 

Le nerf du trijumeau (5N ou V) est le cinquième nerf crânien. Il doit son nom au fait qu’il se ramifie 

en trois branches en périphérie du ganglion trigéminal (5G), aussi appelé ganglion semi-lunaire ou 

de Gasser : la branche ophtalmique, la maxillaire et la mandibulaire. Les fibres nerveuses qui 

composent ces branches sont notamment responsables de l’innervation des muscles masticateurs 

au travers de la branche mandibulaire, mais surtout de l’innervation sensorielle de la face et d’une 

grande partie des cavités nasales et buccales via les trois branches. Les afférences sensorielles du 

nerf forment, centralement, le faisceau spinal du trijumeau qui suit les noyaux du complexe 

sensoriel du trijumeau qui forment une colonne plus ou moins continue de la corne dorsale de la 

moelle épinière jusqu’au mésencéphale (Shankland, 2000).  

Chez tous les mammifères, quatre principaux noyaux du tronc cérébral sont associés au système 

du trijumeau : trois sensoriels afférents – de caudal vers rostral ; n. trijumeau spinal (Vsp), n. 
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trijumeau principal (Vpr) et n. trijumeau mésencéphalique (Vmes) – en plus du noyau moteur du 

trijumeau (Vm) efférent (Fig. 4) (Capra et Dessem, 1992 ; Waite et al., 1994 ; Ashwell et al., 2006). 

Le noyau mésencéphalique du trijumeau est composé de neurones sensoriels responsables de 

l’innervation proprioceptive des muscles masticateurs (ex., m. masseter et temporal) et le noyau 

moteur contient les motoneurones activant ces mêmes muscles, plus quelques autres, tel que le 

muscle tenseur du tympan. Le noyau Vsp est principalement innervé par des afférences relayant 

des inputs sur la douleur, la température, le toucher grossier provenant du visage et des muqueuses 

nasales et buccales. Les fibres nerveuses sensorielles qui se terminent au niveau du noyau Vpr sont 

principalement des récepteurs cutanés sensibles à la pression et au toucher exercés sur la peau 

(Olszewsky, 1950). 

La principale voie efférente issue des noyaux sensoriels Vsp et Vpr est la voie trigéminale ventrale 

(Fig. 4). Celle-ci relaie les informations sensorielles vers la portion médiale du noyau ventral 

postérieur du thalamus. Les neurones de ce noyau projettent leurs axones vers le cortex 

somatosensoriel primaire. Cette voie est la principale source d’informations sensorielles 

conscientes de la face. Les noyaux sensoriels du trijumeau sont à l’origine d’autres systèmes de 

projection servant à influencer les comportements en fonction des inputs sensoriels faciaux. Ils 

influencent notamment l’activité de la moelle épinière principalement via des projections vers des 

neurones réticulospinaux.  
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Figure 4. Principale voie trigéminale centrale des mécanorécepteurs du visage chez les 

mammifères. Le schéma situe approximativement la localisation des quatre principaux noyaux du 

trijumeau au niveau du tronc cérébral ainsi que la voie trigémino-thalamique ventrale qui relais les 

inputs sensoriels faciaux vers le thalamus puis vers le cortex somatosensoriel primaire. 
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 1.3.2 Piezo2 et récepteurs cutanés 

Au cours de la dernière décennie, de nombreuses études ont porté sur la distribution de la protéine 

Piezo2 dans les DRG ainsi que leurs récepteurs cutanés associés chez plusieurs espèces. Cette 

protéine se retrouve principalement dans les projections périphériques associées aux corpuscules 

de Meissner, mais aussi dans les terminaisons nues dont celles associées aux cellules de Merkel 

(Maksimovic et al., 2014; Ranade et al., 2014b; Woo et al., 2014). Il a été démontré que les canaux 

Piezo2 étaient impliqués dans la mécanotransduction de la mouche drosophile et du poisson-zèbre 

(Kim et al., 2012 ; Faucherre et al., 2013).  

Chez la souris adulte, plusieurs tests ont comparé des spécimens sauvages (WT) qui expriment 

Piezo2 et d’autres où l’expression protéique a été inhibée par modification transgénique. Par 

exemple, des tests comportementaux réalisés sur des souris transgéniques n’exprimant pas Piezo2 

ont montré un déficit presque complet de la sensation du toucher léger (Ranade et al., 2014b). Une 

de ces expériences était un test de préférence à deux choix, où les souris avaient l’option de se 

déplacer sur une plateforme dont une moitié était en mouvement et l’autre était immobile. Dans ce 

contexte, les souris WT évitaient systématiquement le côté mobile, tandis que les souris qui 

n’exprimaient pas Piezo2 n’ont montré aucune préférence. De plus, à l’aide de cultures cellulaires 

des neurones DRG de souris transgéniques et WT, des enregistrements électrophysiologiques ont 

démontré une abolition de la capacité à convertir les pressions en courants dépolarisants en 

l’absence de Piezo2 (Zhang et al., 2019). Des enregistrements similaires sur des préparations ex 

vivo de nerf saphène et de peau ont permis d’établir une corrélation entre cette perte de courants 

chez les souris transgéniques et une forte diminution de la mécanosensibilité des fibres sensorielles 

qui innervent les terminaisons nues des cellules de Merkel (Ranade et al., 2014b). Finalement, la 

présence de Piezo2 a été confirmée dans les cellules de Merkel et dans les terminaisons nerveuses 
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qui les innervent (Maricich et al., 2012; Woo et al., 2014). Ces études montrent que la 

mécanotransduction du complexe de Merkel dépend fortement de Piezo2 chez la souris adulte. 

Néanmoins, pratiquement aucune étude ne traite de l’importance du canal Piezo2 lors du 

développement de la peau chez les mammifères. Une seule étude, réalisée chez l’humain, s’y 

intéresse et démontre une immunoréactivité positive pour Piezo2 dès 13 semaines de gestation pour 

les cellules de Merkel, à partir de 23 semaines dans les axones terminaux des corpuscules de Pacini 

et à 36 semaines dans le cas des corpuscules de Meissner. Cette expression de Piezo2 est observée 

chez tous les individus étudiés, même chez ceux âgés de 20 ans (García-Mesa et al., 2022). Malgré 

tout, nous ne connaissons pas les répercussions précoces de la protéine Piezo2 chez les euthériens 

immatures, et aucune donnée n’existe chez les marsupiaux.  

 

 1.3.3 Développement du système du trijumeau 

Afin de comparer les étapes de développement, il a été proposé de se rapporter à la taille des 

embryons plutôt qu’à leur âge, puisqu’elle offre un meilleur point de comparaison entre les espèces 

euthériennes et marsupiales (Ashwell, 2015). Par exemple, à la naissance, le rat et la souris 

montrent des vibrisses qui émergent à l’extérieur de l’épiderme, ce qui correspond au stade 6 sur 8 

que compte l’échelle de développement des poils de Hardy (Davidson et Hardy, 1952 ; Van Exan 

et Hardy, 1980) à la naissance, soit l’émergence des vibrisses à l’extérieur de l’épiderme (Ashwell, 

2015). Le même principe s’applique lors d’étude embryologique avec les stades de Carnegie (voir 

tableau 2). Le développement morphologique interne et externe, comme le nombre de somites et 

la longueur de l’embryon, est comparé afin d’établir des corrélations entre les stades embryonnaires 

de différentes espèces.  
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Tableau 2. Comparaison approximative des stades de Carnegie pendant l’embryogenèse de 

l’humain, de la souris, du rat et de l’opossum. Les chiffres dans les colonnes sous les espèces sont 

en jours embryonnaires ou postnataux (P). 

Stade Carnegie Humain1 Souris2 Rat3 Opossum4 

1 1 1 1 3 

2 2-3 2 3.5 4 

3 4-5 3 4-5 5 

4 5-6 4.5 5 6.5 

5 7-12 5 6 7 

6 13-15 6 7.5 8 

7 15-17 7 8.5 9 

8 17-19 8 9 10 

9 20 9 10.5 11 

10 22 9.5 11 11.5 

11 24 10 11.5 12 

12 28 10.5 12 12.5 

13 30 11 12.5 13 

14 33 11.5 13 13.5 

15 36 12 13.5 14 

16 40 12.5 14  

17 42 13 14.5 P0 

18 44 13.5 15 P0.5 

19 48 14 15.5 P1 

20 52 14.5 16 P1.5 

21 54 15 16.5 P2 

22 55 15.5 17 P2.5 

23 58 16 17.5 P3 

1O'Rahilly, 1979 2Otis et Brent, 1954  3Witschi, 1962 4Ashwell, 2015 
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Le développement du système du trijumeau est particulièrement bien documenté dans la littérature 

chez le rat embryonnaire. La neurogenèse du ganglion trigéminal (5G) débute vers le jour 

embryonnaire (E) 9.5, mais la plupart des neurones ganglionnaires de gros volume terminent leur 

division finale à E12 suivis des plus petits neurones à E13 (Forbes et Welt, 1981; Rhoades et al., 

1991). À E11, le 5G ressemble à un amas de cellules mitotiques alors qu’il apparaît sous la forme 

d’un groupe cellulaire distinct situé entre l’œil et le myélencéphale avec des projections 

périphériques rayonnant dans la direction de leurs cibles éventuelles à E12 (Erzurumlu et 

Killackey, 1983). Les prolongements périphériques du 5G se différencient et atteignent leurs cibles 

vers E13, comme les papilles dermiques, les follicules pileux des futures vibrisses, l’épiderme et 

le derme où se trouvent les cellules de Merkel (Erzurumlu et Killackey, 1983; Van Exan et Hardy, 

1980). Ces cellules sont identifiables à E16.5 chez la souris (Jenkins et al., 2019) et sont 

particulièrement abondantes dans le museau de marsupiaux nouveau-nés (Fig. 5) (Jones et Munger, 

1985 ; Gemmell et al., 1988).  

La différenciation des noyaux du complexe du trijumeau se produit entre E13 et E16 chez le rat 

(Altman et Bayer, 1980a, b, c; Erzurumlu et Jhaveri, 1992). Les prolongements centraux du 5G 

atteignent le tronc cérébral et se distribuent dans les différents noyaux peu après (Al-Ghoul et 

Miller, 1993). Les afférences trigéminales déclenchent des réponses dans les noyaux trigéminaux 

à partir de E15 (Waite et al., 2000). La transmission des influx trigéminaux vers la moelle épinière 

se fait soit directement au travers des neurones trigéminospinaux situés dans le noyau spinal, soit 

indirectement au travers de projections trigémino-réticulospinales. Le développement précis de 

celles-ci n’a pas été étudié à notre connaissance, mais elles s’établissent assez précocement. Par 

exemple, chez l’opossum Monodelphis domestica, des stimulations mécaniques et thermiques 

appliquées sur le museau entrainent des mouvements bilatéraux et synchronisés des membres 
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antérieurs dès la naissance (Corriveau-Parenteau et al., 2019; Desmarais et al., 2016). Ces résultats 

indiquent que le système trigéminal est au moins partiellement fonctionnel à des âges précoces et 

qu’il influence la motricité spinale (Adadja et al., 2013; Desmarais et al., 2016).  

 

 

Figure 5. Étapes du développement du système du trijumeau chez l’opossum (Monodelphis 

domestica) et le rat de laboratoire (Sprague dawley). L’échelle temporelle présente les âges 

embryonnaires (E) et postnataux (P) où certaines étapes de développement se produisent chez le 

rat (en bas). Les âges auxquels se produisent les étapes connues sont donnés entre parenthèses chez 

l’opossum (en haut) (Jones et Munger, 1985 et observation personnelle) et sont rapportés à des 

âges comparables chez le rat. Barre d’échelle, 1 jour.  
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1.4 Oreille interne 

La morphologie de l’oreille interne est complexe, comprenant une série de canaux et de lacunes 

dans la cavité de l’os temporal désignée par le terme de labyrinthe (Kandel et al., 2012 ch.30). On 

distingue le labyrinthe osseux, externe, dans lequel se déploie le labyrinthe membraneux dont la 

morphologie est légèrement différente du labyrinthe osseux. En raison de la différence de taille 

entre les labyrinthes osseux et membraneux, il y a un espace entre les deux structures qui est rempli 

d'un fluide appelé périlymphe similaire en composition ionique à celle du liquide cérébrospinal. La 

lumière du labyrinthe membraneux contient un autre fluide connu sous le nom d'endolymphe dont 

la composition ionique unique est très enrichie en potassium (Couloigner et al., 1999 ; Kahle et 

Frotscher, 2002). Le labyrinthe membraneux s’étend jusqu’à former le canal et le sac 

endolymphatique. Comme son nom l’indique, le labyrinthe membraneux est délimité par une 

membrane épithéliale, généralement simple et fine, mais qui s’épaissit au niveau des organes 

sensoriels en un épithélium stratifié constitué de cellules de soutien et de cellules ciliées. Chez les 

mammifères, ces organes sont au nombre de six : cinq vestibulaires – la macule sacculaire, la 

macule utriculaire, et les trois crêtes ampullaires – et l’organe de Corti, cochléaire (Fig. 6). Les 

récepteurs sensoriels sont des cellules ciliées qui doivent leur nom à la présence de longues 

microvillosités apicales appelées stéréocils. Ces derniers supportent les canaux ioniques 

mécanosensibles et ont la forme d’un cylindre dont le cytosquelette est formé de filaments d’actines 

liés ensemble par des protéines. Les stéréocils sont agencés en rang selon une formation 

triangulaire où on note une augmentation de la hauteur des cils vers une pointe du triangle. Les 

cellules ciliées vestibulaires et les cellules ciliées cochléaires immatures, mais pas les cellules 

auditives matures (Pujol et al., 1998), possèdent un cil spécialisé à cette pointe : le kinocil, qui est 

structurellement plus proche d’un flagelle que d’une microvillosité (Hillman, 1969). 
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Figure 6. Oreille interne. Une représentation schématique du labyrinthe osseux dans lequel se 

trouvent les structures du labyrinthe membraneux qui régissent l’équilibre (saccule, utricule et 

canaux semi-circulaires) ainsi que le canal cochléaire qui intervient dans l’audition.  
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 1.4.1 Système vestibulaire 

Les organes vestibulaires servent à détecter la position et les mouvements de la tête dans l’espace. 

Dans le labyrinthe vestibulaire, les cellules ciliées se développent en deux sous-types selon leur 

morphologie : le type I est globulaire ou en forme de flacon et est entouré au niveau de ses faces 

latérales et de sa face basale par un calice nerveux afférent formé d’une épaisse fibre nerveuse, 

tandis que le type II est cylindrique et innervé par de multiples terminaisons nerveuses de petit 

calibre faiblement granulaires (Wersall, 1956; Gopen et al., 2003 ; Desai et al., 2005a, b). Les 

différences fonctionnelles entre les deux types ne sont pas bien comprises. 

Les macules sont des épithéliums pseusdostratifiés recouverts d’une substance gélatineuse appelée 

membrane des otoconies (ou otolithes), car elle contient de petits cristaux de carbonate de calcium, 

les otoconies. Les cils des cellules ciliées (stéréocils et kinocils) sont entourés par la membrane 

otolithique, mais sont séparés de la matrice par un espace endolymphatique étroit (Fig. 7A). La 

macule utriculaire est localisée dans le mur antérieur de l’utricule en position horizontale lorsque 

l’animal dresse naturellement la tête, alors que la macule sacculaire est localisée ventrolatéralement 

dans le mur du saccule en position verticale. Chaque crête ampullaire, quant à elle, est localisée 

dans un élargissement d’un canal semi-circulaire, proche de l’utricule, appelé ampoule. Elles sont 

disposées orthogonalement l’une par rapport à l’autre, les crêtes antérieure et postérieure dans un 

plan vertical, alors que l’ampoule latérale est inclinée d’environ 30°. Chaque crête prend la forme 

d’un bourrelet recouvert de l’épithélium sensoriel formé par des cellules de soutien et des cellules 

ciliées caractérisées par des cils beaucoup plus longs que ceux des cellules ciliées maculaires. Les 

crêtes sont recouvertes d’une substance gélatineuse, la cupule, qui atteint le sommet du toit de 

l’ampoule (Fig. 7C) (Burns et Stone, 2017; Kahle et Frotscher, 2002).  
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Figure 7. Organes sensoriels vestibulaires chez un mammifère adulte. (A-B) Représentation 

schématique d’une macule au repos (A) et après une inclinaison de la tête (B). À ce niveau, le 

déplacement de la membrane otolithique provoque une inclinaison des stéréocils vers le kinocil, 

mais à d’autres niveaux, l’inclinaison peut être différente. (C-D) Une ampoule au repos (C) et à la 

suite de la rotation de la tête (D). L’endolymphe exerce alors une pression contre la cupule qui 

entraine un mouvement des cils. 
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Les cellules ciliées doivent leur nom à la présence d’au moins 50 longues microvillosités appelées 

stéréocils en plus de posséder un kinocil unique, qui est structurellement plus proche d’un flagelle 

que d’une microvillosité. Ces cils interconnectés portent le nom de faisceau ou boucle de stéréocils. 

50 à 100 stéréocils, disposés en 10 à 15 rangées de hauteur croissante, donnent au faisceau une 

apparence en escalier. La composition en protéines des faisceaux de cils vestibulaires a été 

beaucoup étudiée au niveau de l’utricule de poussin (Shin et al., 2013), de souris (Dumont et al., 

2002; Krey et al., 2015; Shin et al., 2007, 2010) et de rat (Krey et al., 2016; Wilmarth et al. 2015), 

démontrant l’abondance de l’actine qui représente plus de 50% des protéines totales dans chaque 

cil (Krey et Barr-Gillespie, 2018). Les stéréocils ont un diamètre relativement uniforme sur la 

majeure partie de leur longueur, mais sont étroits au niveau de leur insertion apicale dans le soma 

de la cellule ciliée. Cette « cheville » permet aux stéréocils de se mouvoir librement lorsqu'ils sont 

déviés. Contrairement aux stéréocils cochléaires, ceux des organes vestibulaires maintiennent des 

liens moléculaires au niveau du kinocilium et de la cheville, en plus des liaisons de pointe à l’âge 

adulte. La persistance de ces liens assure la cohésion du faisceau qui se déplace comme une unité 

lorsqu’il est stimulé en un seul point (Tsuprun et Santi, 2002; Tsuprun et al., 2003). La nature de 

la stimulation de ces faisceaux varie en fonction de leur emplacement (Dallos et al., 2008; Furness 

et Hackney, 2006). Par exemple, lorsque la tête se déplace par rapport à la gravité, le poids des 

otolithes permet à la membrane otolithique qui recouvre les macules de bouger légèrement dans la 

direction du vecteur gravitaire. Ce mouvement déplace les cils des cellules ciliées et entraine 

conséquemment leur excitation ou leur inhibition selon que le mouvement s’effectue en direction 

du kinocil ou pas. Les organes maculaires servent donc à percevoir l’accélération linéaire reliée à 

la gravité (Fig. 7B). Les ampoules, elles, captent l’accélération angulaire induite par les 

mouvements de rotation de la tête selon les trois axes des canaux semi-circulaires (sagittal, 

transverse et vertical). Ces mouvements font en sorte que l’endolymphe contenue dans les canaux 
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déplace les cupules, entrainant également un déplacement des cils et une modification de l’activité 

des cellules ciliées (Fig. 7D). Les cellules ciliées de tous les organes vestibulaires sont innervées 

par les prolongements périphériques des neurones sensoriels dont les corps cellulaires se trouvent 

dans le ganglion vestibulaire, aussi appelé ganglion de Scarpa. Les prolongements centraux 

forment le nerf vestibulaire qui s’accole, sans se mélanger, au nerf cochléaire pour former le 

huitième nerf crânien, le nerf vestibulocochléaire ou statoacoustique (8N ou VIII). La partie 

supérieure du nerf vestibulaire innerve les canaux horizontal et antérieur en plus de l’utricule, 

tandis que la partie inférieure innerve le canal postérieur et le saccule (McKinley et al., 2014 ch. 

16). Ces prolongements axonaux font synapses avec les cellules nerveuses vestibulaires et avec 

certaines régions du cervelet (Barmack, 2003; Angelaki et Cullen, 2008). 

Les afférences primaires transmettent directement les signaux des organes vestibulaires vers le 

complexe vestibulaire qui comprend quatre noyaux principaux, soit du plus rostral au plus caudal: 

les noyaux vestibulaires supérieur (SuVe), médial (MVe), latéral (LVe) et inférieur (ou spinal) 

(SpVe). Ces noyaux sont le siège du premier traitement des informations vestibulaires. Chaque 

noyau reçoit une différente combinaison d’informations sensorielles, dont les signaux 

proprioceptifs des muscles du cou (Gdowski et McCrea, 2000) et des signaux oculomoteurs (Cazin 

et al., 1982). De plus, certaines régions corticales émettent également des projections vers les 

noyaux vestibulaires comme le cortex vestibulaire pariéto-insulaire et le cortex somatosensoriel 

primaire (Ventre et Faugier-Grimaud, 1988). Une convergence de l’information des trois systèmes 

sensoriels impliqués dans le contrôle de l’équilibre a donc lieu au sein des noyaux vestibulaires. 

Finalement, certains neurones commissuraux assurent la connexion des noyaux controlatéraux afin 

de permettre le traitement des informations provenant des deux oreilles internes (Uchino et al., 

2001).  
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À la suite de l’intégration des informations qu’ils reçoivent, les noyaux vestibulaires relaient des 

signaux à différentes structures nerveuses. Le noyau inférieur intègre principalement des signaux 

provenant des organes otolithiques et ses projections axonales efférentes font synapse avec les 

noyaux vestibulaires controlatéraux, le cervelet et les neurones de la moelle épinière. Ces derniers 

sont dirigés vers des cibles motrices en empruntant les faisceaux vestibulo-spinaux en vue de 

maintenir le tonus musculaire et l’équilibre (Pompeiano, 1972). Les noyaux supérieur et médian, 

quant à eux, intègrent principalement des informations provenant des canaux semi-circulaires pour 

ensuite projeter vers le thalamus. Ils empruntent aussi la voie vestibulo-spinale médiale qui innerve 

autant les motoneurones cervicaux que des motoneurones contrôlant l’activité des muscles 

oculaires. De plus, les projections axonales des noyaux SuVe et MVe sont également dirigées vers 

les motoneurones oculomoteurs. Ces projections régissent les mouvements réflexes des yeux 

(mouvement oculomoteur) et de la tête en transmettant des influx nerveux aux noyaux des nerfs 

crâniens oculomoteur (III), trochléaire (IV) et abducens (VI). Finalement, le noyau vestibulaire 

latéral intègre des signaux des organes otolithiques, des canaux semi-circulaires et du cervelet (Fig. 

8). Les neurones qui le composent sont à l’origine de la voie vestibulo-spinale latérale qui fait 

synapse sur les motoneurones de la corne ventrale ipsilatérale ; cette voie est impliquée dans le 

contrôle des réponses posturales en fonction de la perturbation de la tête (Feldman et Orlovsky, 

1972). D’autre part, tous les noyaux vestibulaires et le noyau fastigial du cervelet possèdent des 

neurones qui projettent vers la formation réticulée et peuvent ainsi exercer un contrôle indirect des 

motoneurones de la moelle épinière par la voie réticulo-spinale (Peterson et Abzug, 1975 ; Peterson 

et al., 1975). Celle-ci possède d’ailleurs un haut degré de collatéralisation axonale avec les deux 

voies réticulo-spinales décrites, latérales et médiales, et innerve la moelle épinière jusqu’aux 

segments lombaires (Kasumacic et al., 2015; Lambert et al., 2016). Grâce à cette organisation, les 

noyaux vestibulaires traitent les informations perçues par les organes vestibulaires et transfèrent 
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ces signaux à d’autres centres nerveux pour leur traitement supérieur permettant la conscience de 

la position du corps et vers des voies descendantes contrôlant l’activité musculaire comme la 

stabilisation de la tête dans l’espace. 

 

 
Figure 8. Noyaux vestibulaires chez l’humain. Le schéma situe approximativement la 

localisation du noyau vestibulaire médial en ocre, du noyau vestibulaire inférieur en turquoise, du 

noyau vestibulaire latéral en bleu et du noyau vestibulaire supérieur en vert dans le tronc cérébral 

ainsi que leurs projections vers le thalamus.  
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 1.4.2 Système cochléaire 

Chez les mammifères, la cochlée s’enroule autour d’un axe osseux conique, le modiolus, qui 

contient les corps cellulaires du ganglion spiral, les faisceaux nerveux qui en sont issus et le nerf 

cochléaire. Le long de l’axe, on retrouve le conduit cochléaire au-dessus duquel se trouve la rampe 

vestibulaire et en dessous duquel se situe la rampe tympanique. Le conduit ou canal cochléaire est 

rempli d’endolymphe et d’une portion du labyrinthe membraneux qui se prolonge dans la cochlée. 

Il a grossièrement la forme d’un triangle avec une paroi externe élargie, appelée strie vasculaire, 

qui est composée d’une muqueuse vascularisée qui sécrète l’endolymphe. Le toit et le plancher du 

conduit cochléaire sont formés respectivement de la paroi vestibulaire (dite membrane de Reissner) 

et de la membrane basilaire, laquelle supporte l’organe sensoriel de l’audition : l’organe de Corti 

(ou organe spiral) (Fig. 9A). On retrouve dans cet épithélium spécialisé une rangée de cellules 

ciliées interne (IHC), plusieurs rangées de cellules ciliées externes (OHC) et plusieurs sous-types 

de cellules de soutien. Ces dernières comprennent les cellules phalangiennes internes sur lesquelles 

sont placées les IHC, les cellules de pilier interne et externe qui entourent le tunnel de Corti, ainsi 

que les cellules phalangiennes externes (dites de Deiters) qui supportent les OHC (Fig. 9B). Les 

cellules ciliées des vertébrés, comme celles des organes de la ligne latérale des poissons, de tous 

les amphibiens larvaires et des amphibiens aquatiques matures, sont des cellules épithéliales 

polarisées qui réagissent à des mouvements de liquides – qu’ils soient induits par des sons ou des 

mouvements d’eau autour du corps – en générant des signaux électriques qui sont ensuite relayés 

via des neurones sensoriels au système nerveux central. Chez les mammifères, les cellules ciliées 

externes et internes jouent des rôles différents dans l’audition. En effet, les OHC sont 

électromotiles, ce qui leur permet de réagir à la dépolarisation en se contractant en phase avec les 

mouvements de la membrane basilaire, ce qui tend à rapprocher la membrane tectoriale, une 
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structure gélatineuse acellulaire qui surplombe l’organe de Corti, et ainsi à amplifier la stimulation 

en plus d’améliorer la sensibilité au son. Les IHC, elles, transfèrent les signaux électriques aux 

noyaux cochléaires via un appareil présynaptique élaboré, relayant ainsi les informations au centre 

auditif supérieur qui conduit à la perception auditive (Ashmore, 2008; Meyer et Moser, 2010). La 

détection des stimuli est possible grâce aux stéréocils, soit une structure hautement spécialisée 

située au pôle apical de la cellule ciliée. Les plus longs stéréocils des OHC se prolongent jusque 

dans la membrane tectoriale, alors que ceux des IHC ne sont pas attachés directement à la 

membrane, mais se trouvent dans l'espace sous-tectorial étroit rempli d’endolymphe (Iizuka-Kogo, 

2018; Kahle et Frotscher, 2002). 
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Figure 9. Schéma du système cochléaire chez un mammifère adulte. (A) Le canal cochléaire et 

ses trois conduits remplis de liquide, soit le conduit cochléaire, la rampe tympanique et la rampe 

vestibulaire. (B) L’organe de Corti. Localisation des cellules ciliées internes (vert), des cellules 

ciliées externes (bleu) et de différentes cellules de soutien.  
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Les stéréocils sont des organites qui font saillie à la surface apicale de cellules épithéliales et qui 

se présentent sous une variété de formes et de tailles dans différents organes et espèces et sont 

vraisemblablement adaptés aux paramètres de stimulation que chacun rencontre (Tilney et al., 

1992). Dans les cellules ciliées, de nombreux cils s’agencent en faisceaux ou boucles dont la 

structure peut varier. Par exemple dans la cochlée de rongeur, les stéréocils des OHC sont agencés 

en plusieurs rangées selon une formation triangulaire où l’on note une augmentation de la hauteur 

des cils vers une pointe du triangle (Fig. 10B), tandis que les rangées de IHC ont une formation 

plus linéaire (Fig. 10C) (Barr-Gillespie, 2015; Beurg et al., 2006; Tadenev et al., 2019). 

Néanmoins, tous se conforment, au moins pendant les premiers stades de leur développement, au 

même plan de base, contenant deux rangées ou plus de stéréocils disposés en escalier, avec des 

rangées successives de hauteur croissante (Fig. 10) (Furness et Hackney, 2006; Manley, 2000). 

Dépendamment de l’organe dans lequel ils se trouvent, les stéréocils matures peuvent regrouper 

jusqu’à 5 types de liaisons : liaison de kinocil, liaison de pointe, liaison supérieure, liaison latérale 

et liaison de cheville. L’inclinaison oblique de la liaison de pointe est la seule ayant été reconnue 

comme parfaitement adaptée pour l’activation d’un canal ionique mécanosensible (Cotanche et 

Corwin, 1991; Pickles et al. 1984; Pickles et Corey, 1992; Richardson et Petit, 2019). Chaque 

stéréocil possède un centre de filament d’actine étayé par des protéines, dont la plastine-1, la 

fascine-2 (Shin et al., 2010) et l’espine (Zheng, 2000). Ces composantes sont moins nombreuses 

dans la région basale des stéréocils, ce qui se traduit en une flexibilité accrue (Flock et Cheung, 

1977; Tilney et Tilney, 1986). Les filaments d’actines qui s’y trouvent sont plus densément 

agglomérés et interconnectés grâce à la protéine de liaison de l’actine : TRIOBP, ce qui augmente 

probablement la résistance de cette région (Kitajiri et al., 2010). Avec l’application d’une force, les 

stéréocils se plient, se tordent et dévient, ce qui permet de transmettre cette force mécanique aux 

canaux mécanosensibles environnants qui assurent la transduction auditive. 
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Figure 10. Visualisation par microscopie électronique à balayage des stéréocils chez 

différentes espèces. (A) Cellule ciliée auditive immature de tortue présentant neuf rangées de 

stéréocils et un kinocil (flèche) (Hackney et al., 1993). (B) OHC de rat avec trois rangées de 

stéréocils en formation triangulaire. (C) IHC de rat avec trois rangées de stéréocils en escalier de 

forme plus linéaire. (D) IHC de chauve-souris avec deux rangées de stéréocils dans la région 

apicale du canal cochléaire (Vater et Lenoir, 1992). Barres d'échelle, 1 μm en A et 2 μm de B-D. 

(Adapté de Fettiplace et Kim, 2014). 
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Pour ce faire, les ondes sonores sont recueillies par le pavillon de l’oreille externe, pénètrent dans 

le méat auditif et font vibrer la membrane tympanique. Les vibrations sont transmises à l’oreille 

interne par la chaîne des osselets de l’oreille moyenne - le marteau, l’enclume et l’étrier – et se 

traduisent en ondes de pression dans la périlymphe des rampes vestibulaire et tympanique, faisant 

osciller la membrane basilaire. L’amplitude des oscillations de la membrane varie selon la position 

baso-apicale de la membrane en fonction de la fréquence de stimulation. Ainsi, les fréquences plus 

lentes, induites par les sons graves, vont stimuler de manière maximale les régions apicales alors 

que les fréquences plus rapides, induites par les sons aigus, vont stimuler les régions basales. À la 

position maximale de stimulation, les mouvements de la membrane basilaire entrainent une torsion 

des stéréocils qui mène à l’ouverture de canaux ioniques et à une dépolarisation des cellules ciliées. 

Les IHC sont innervées par les prolongements périphériques de 10-20 cellules ganglionnaires, et 

réagissent à la dépolarisation en relâchant des neurotransmetteurs excitateurs qui déclenchent un 

signal nerveux dans ces prolongements. Les corps des cellules ganglionnaires forment le ganglion 

spiral, qui s’enroule autour du modiolus, et leurs prolongements centraux forment le nerf cochléaire 

qui s’amorce au centre de la cochlée et se termine majoritairement dans les noyaux cochléaires 

centraux au niveau du bulbe rachidien (Simon et al., 2009). Une organisation tonotopique des fibres 

est maintenue à l’intérieur du nerf le long de la voie auditive ; les fibres innervant les extrémités 

apicales de la cochlée se distribuent plutôt postéro-latéralement dans le nerf et se terminent 

ventralement dans les noyaux cochléaires, tandis que les fibres innervant l’extrémité basale de la 

cochlée se distribuent plutôt médialement dans le nerf et se terminent dorsalement dans les noyaux 

cochléaires (Geisler, 1998 ; De Ridder et al., 2004).  

Les neurones des noyaux cochléaires sont à l’origine de plusieurs systèmes de projection dans le 

SNC, mais les décrire en détail dépasserait le cadre du présent travail. Nous ne décrirons ici que 
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les deux plus importants : les projections vers le corps trapézoïde et l’olive supérieure et les 

projections vers le colliculus inférieur. Les projections vers le noyau du corps trapézoïde et les 

subdivisions de l’olive supérieure concernent majoritairement le noyau cochléaire ventral. Ces 

projections sont bilatérales, et leur rôle principal est de permettre une comparaison des inputs 

provenant des deux oreilles (analyse binaurale) afin de déterminer l’origine spatiale du son (Simon 

et al., 2009). Ces projections ont aussi pour objectif de moduler l’activité électromotile des OHC 

en plus de participer aux réflexes acoustiques qui limitent les mouvements de la chaîne des osselets 

lorsque les sons sont forts. Les deux noyaux cochléaires, ventral et dorsal, sont aussi à l’origine de 

projections essentiellement controlatérales formant le lemnisque latéral, qui se termine 

principalement dans le colliculus inférieur. En plus des efférences cochléaires, ce faisceau contient 

des fibres provenant de l’olive supérieure et du noyau du lemnisque latéral.  

Les neurones du colliculus inférieur relaient l’information acoustique vers le corps géniculé médial 

au travers du bras conjonctival inférieur, et les projections efférentes géniculaires forment les 

radiations auditives qui se terminent dans le cortex auditif primaire, situé dans le lobe temporal 

(Fig. 11) (Venkataraman et Bartlett, 2013). Le rôle de ce système de projection est de permettre la 

perception et la reconnaissance des sons (Cohen et Knudsen, 1999 ; Kahle et Frotscher, 2002 ; 

McKinley et al., 2014 ch.16).  
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Figure 11. Principales voies auditives centrales chez l’humain. Le schéma situe 

approximativement la localisation des deux noyaux cochléaires au niveau du tronc cérébral ainsi 

que leurs projections vers le corps trapézoïde et l’olive supérieure, en plus des projections vers le 

colliculus inférieur. 

 

 1.4.3 Récepteurs des cellules ciliées auditives 

Récemment, diverses études ont porté sur les canaux ioniques utilisés pour la perception mécanique 

par les cellules ciliées auditives. Le modèle largement accepté de transduction des cellules ciliées 

soutient que la déflexion en direction du plus long cil module la tension dans les liaisons de pointe, 

soit les filaments connectant l’extrémité d’un cil à la paroi latérale de son voisin (Fig. 12A), 

provoque l'ouverture de canaux de transduction non sélectifs situés au sommet des stéréocils 

(Furness et Hackney, 1985; Hackney et Furness, 1995; Furness et al., 1997; Gillespie et Müller, 

2009). Une augmentation de la tension dans les liaisons de pointe ouvre les canaux avec lesquels 

ils sont connectés (Fig. 12B) permettant au calcium d'entrer et de se lier aux sites intracellulaires 

qui favorisent la libération de neurotransmetteur (Fig. 12C) (Hudspeth, 1982 ; Jaramillo et 

Hudspeth, 1991). Les courants induits par ce type de mécanotransduction sont dits « normaux » 

(Hudspeth, 1982; Denk et al., 1995). Les premières liaisons de pointes matures et leur courant de 

transduction normal commencent à être enregistrés chez la souris à partir de P7 (Webb et al., 2011). 

Différentes protéines transmembranaires répondant à ces critères « normaux » ont été proposées 

comme canaux de mécanotransduction potentiels. Celles-ci incluent des protéines membranaires 

ne formant pas de canaux, comme les protéines transmembranaires Tetraspan des stéréocils 

(TMHS/LHFPL5), et des canaux transmembranaires (TMC). Ces dernières sont probablement plus 

cruciales, car il a été montré que les gènes 1 et 2 (TMC1 et TMC2) sont nécessaires pour permettre 

une mécanosensibilité des cellules ciliées cochléaires (Kawashima et al., 2011; Kim et al., 2013; 
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Kurima et al., 2012; Maeda et al., 2014; Pan et al., 2018; Vreugde et al., 2002). Plus spécifiquement, 

les TMC1/2 contribuent aux propriétés de perméation moléculaire, assurant la séparation des 

cations selon leur taille et ainsi l’entrée de calcium dans la cellule (Pan et al., 2013). Les sous-

unités CIB2 et CIB3 se lient à TMC1/2 afin de réguler leur fonction au niveau des stéréocils (Liang 

et al., 2021). Les protéines transmembranaires de l’oreille interne (TMIE), requises pour le ciblage 

des TMC, sont également essentielles pour la transduction (Pacentine et Nicolson, 2019; Qiu et 

Müller, 2018, Zhao et al., 2014). Malgré tout, ces canaux n’expliquent pas à eux seuls l’étendue de 

l’expression mécanoréceptrice des cellules ciliées. Car dans les expériences avec des doubles 

mutants TMC1 et TMC2, ou après la destruction des liaisons de pointe, le courant de 

mécanotransduction normal est perdu, pour être remplacé par un courant mécaniquement sensible 

évoqué par des stimuli de polarité inverse (Alagramam et al., 2011; Marcotti et al., 2014). 

Ce type de courant de polarité inverse serait généré, entre autres, par le canal ionique 

mécanosensible Piezo2 (Beurg et Fettiplace, 2017). Le courant est activé par la déflexion des cils 

dans la direction opposée vers le stéréocil le plus court. Ce déplacement entrainerait des 

déformations membranaires résultant en l’ouverture des canaux Piezo2 situés à la base des cils, sur 

la surface apicale des cellules (Fig. 12D-F). Cela a été démontré à la naissance chez la souris, où 

Piezo2 est très faiblement, voire aucunement exprimé au sommet des stéréocils, alors qu’une 

expression est décelable à la surface apicale des cellules ciliées au niveau des OHC dès E16.5 

(Johnson et al., 2005; Wu et al., 2017). Il semble donc, du moins chez la souris naissante, que des 

canaux ioniques mécanosensibles se trouvant sur les stéréocils ont une action physiologique moins 

importante que ceux insérés dans la membrane apicale à la base des cils (Fig. 12D). Mais cela 

change avec l’âge.  
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Figure 12. Localisation des canaux de transductions ioniques sur les cellules ciliées auditives 

de la souris. (A-C) Modèle de transduction original qui soutient que la déflexion des cils module 

la tension dans les liaisons de pointe situées au sommet des stéréocils (A) et provoque l'ouverture 

des canaux de transduction non sélectifs (B) ce qui permet le passage des ions (C). (D-F) Modèle 

de transduction proposé pour les canaux Piezo2 situés à la surface apicale des cellules ciliées (D). 

La déformation de la membrane basale induit le déplacement des lames périphériques (E) et 

l’ouverture du pore central conducteur d’ion (F).   
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À des stades immatures de développement chez les rongeurs, les courants évoqués mécaniquement 

dans les cellules ciliées sont moins sensibles au sens de la direction de la déflexion des cils que 

dans les cellules ciliées matures, révélant des courants de polarité normale et inversée 

simultanément. Avec le développement des cellules ciliées cochléaires, les courants normaux et 

inversés suivent des courbes d’activation parallèle, mais de sens opposé : l’intensité des courants 

inversés est maximale à la naissance puis décroit lentement. Inversement, les courants normaux 

sont nuls à la naissance et deviennent rapidement d’intensité maximale (Fig. 13) (Beurg et al., 

2016; Kim et al., 2013). Le rôle fonctionnel que peuvent avoir ces courants de polarité inverse dans 

la transduction auditive précoce n’a pas encore été déterminé.  

 

 

Figure 13. Courant de polarité normal et inversé des cellules ciliées externes cochléaires chez 

la souris postnatale. Les enregistrements sont réalisés en patch clamp et les courants entrants sont 

d’autant plus intenses qu’ils sont négatifs. Les courants de polarité normale sont induits par des 

déflexions des cils en direction des plus longs, alors que les courants de polarité inversée sont 

évoqués par des déplacements vers les plus courts. Lors des 4 premiers jours postnataux, on observe 

une diminution de l’intensité du courant de polarité inversée parallèle à une augmentation du 

courant de polarité normale. (Adapté de Beurg et Fettiplace, 2017).  
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 1.4.4 Développement de l’oreille interne 

  1.4.4.1 Développement de la vésicule otique 

Autant le système vestibulaire que cochléaire de l’oreille interne prend origine des placodes otiques 

(Groves, 2005; Bryant et al., 2002), c’est-à-dire de régions de l’ectoderme embryonnaire situées 

de part et d’autre du rhombencéphale antérieur qui s’épaississent avant de s’invaginer dans le 

mésoderme pour former une structure sphérique, avec une paroi épithéliale simple et remplie de 

liquide, appelée vésicule otique ou otocyste (Alsina et Whitfield, 2017). La formation de la vésicule 

otique survient à des jours embryonnaires variables selon les espèces. Par exemple, celle-ci se 

forme vers E9.5 chez la souris Mus musculus (Morsli et al., 1998) et vers E10.5 chez l’opossum 

Monodelphis domestica (Ashwell et Shulruf, 2014; Smith, 2001). Une fois formée, la vésicule 

commence à subir une série de modifications morphologiques débutant par un épaississement de 

sa paroi ventralement par une prolifération cellulaire qui donnera naissance aux différentes cellules 

– sensorielles et de soutien – des organes sensoriels de l’oreille. La région dorsale de l’épithélium 

vésiculaire, où la prolifération cellulaire n’est pas aussi forte que ventralement, demeure 

relativement mince et formera les dérivés non sensoriels, dont les canaux semi-circulaires et le 

canal endolymphatique (Fig. 14) (Alsina et Whitfield, 2017). 
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Figure 14. Développement de la vésicule otique. Le schéma illustre les premières étapes de la 

transformation de la vésicule otique et indique la localisation de l’épithélium qui donnera naissance 

aux régions sensorielles. Après son internalisation, la vésicule devient asymétrique selon l’axe 

dorso-ventral, par prolifération et migration cellulaires dans la portion ventrale de l’épithélium. Les 

cellules de la portion ventrale se différencient en cellules ciliées (bleu), en cellules de soutien (vert) 

et en cellules de l’épithélium membraneux (beige). Inspiré de Alsina et Whitfield, 2017. 
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  1.4.4.2 Développement du labyrinthe vestibulaire  

Chez les euthériens, le développement des organes sensoriels vestibulaires est bien documenté. Il 

débute par la sortie du cycle mitotique à partir de E13.5-14.5 dans les épithéliums sensoriels 

vestibulaires chez les souris et les rats (Ruben, 1967; Sans et Chat, 1982; Slowik et Bermingham-

McDonogh, 2016), ce qui correspond au début de la différenciation des cellules ciliées. Les 

premiers cils sont visibles à E13.5, mais seulement au niveau des macules (Denman-Johnson et 

Forge, 1999; Mbiene et al., 1984), alors qu’ils apparaissent dans les crêtes ampullaires à E15 chez 

la souris (Mbiene et Sans, 1986). Peu après leur apparition, les cils recouvrent la majorité de la 

surface apicale des cellules ciliées avec un kinocil central entouré de stéréocils. Au départ, les cils 

sont de longueur équivalente, mais entre E16 et E18, le kinocil s’allonge pour atteindre sa 

morphologie plus mature. À E17, des liaisons de pointe sont visibles entre la paroi latérale des cils 

des cellules ciliées utriculaires et des courants de transduction mécaniques robustes sont enregistrés 

(Geleoc et Holt, 2003). Ces résultats suggèrent une activité mécanotransductrice potentielle à ce 

stade. À E18, le contact synaptique des cellules ciliées avec leurs fibres afférentes est établi, 

permettant un relais de l’information aux noyaux vestibulaires et au lobe flocculo-nodulaire du 

cervelet. 

Pendant ce temps, la membrane des otoconies, qui recouvre les cils, débute sa maturation 

simultanément sur toute la longueur des macules vers E16.5 et des otoconies sont visibles à partir 

de E18 chez la souris (Denman-Johnson et Forge, 1999) et entre E16-E18 chez le rat (Anniko, 

1980). Chez d’autres espèces de mammifères, cette membrane pourrait se développer plus 

précocement. En effet, une membrane otolithique a été décrite chez différentes espèces de 

marsupiaux d’opossums Didelphis virginia (Krause, 1991) et Monodelphis domestica (Pflieger et 

Cabana, 1996), wallaby Macropus eugenii (McCluskey et al., 2008) et chat marsupial Dasyurus 
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hallucatus (Gemmell et Nelson, 1992) à la naissance, correspondant en moyenne à un stade E13 

chez la souris (Clancy et al., 2007). 

Au niveau central, la différenciation des noyaux du complexe vestibulaire se produit entre E11 et 

E18 chez le rat (Maklad et Fritzsch, 2003). La maturation du cervelet débute à E13 et s’étend 

jusqu’à la 2e semaine de vie postnatale où de nombreuses afférences vestibulaires sont décelées 

(Kakizawa et al., 2000). L’apparition des potentiels vestibulaires évoqués en réponse à des 

accélérations linéaires débute entre P7 et P8 chez le rat (Curthoys, 1979, 1982; Freeman et al., 

1999) et la souris (Desmadryl et al., 1986). Ces données montrent que les structures vestibulaires 

sont morphologiquement bien développées à la naissance chez les mammifères placentaires. 

Néanmoins, elles poursuivent leur maturation jusqu’à environ 1 mois après la naissance. Ainsi, les 

étapes importantes du développement des cellules sensorielles vestibulaires et leurs structures 

associées ont largement lieu in utero chez les euthériens. Cependant, des données à des âges 

comparables sont peu disponibles chez les marsupiaux. 

Chez de nombreuses espèces de marsupiaux, les nouveau-nés présentent un géotropisme négatif, 

c'est-à-dire qu'ils orientent leur tête et rampent contre la gravité vers le haut. Ce comportement, 

associé à la posture de parturition adoptée par la mère, aide à diriger le nouveau-né vers le 

marsupium ou les mamelles exposées chez les espèces dépourvues de marsupium (Cannon et al., 

1976; Hartman, 1920). Un géotropisme négatif pourrait impliquer que le système vestibulaire est 

assez développé à la naissance pour envoyer des efférences vers le SNC. D’un autre côté, des études 

sur le développement des réflexes comportementaux chez les marsupiaux, incluant l’opossum 

Monodelphis domestica, ont montré que des réflexes ayant une composante vestibulaire 

apparaissent quelques semaines après la naissance (Larsell et al., 1935; Pellis et al., 1992 ; Cassidy 

et al., 1994).  



65 

Chez les marsupiaux, notons que même si le système vestibulaire semble encore immature à la 

naissance (Ashwell et Shulruf, 2014), les cinq organes sensoriels sont généralement présents. 

L'utricule est le plus développé avec une macule distincte contenant des cellules ciliées et une 

membrane otolithique déjà présente chez plusieurs espèces, dont l'opossum Didelphis virginia 

(Krause, 1991) et l’opossum Monodelphis domestica (Pflieger et Cabana, 1996), chez le wallaby 

Macropus eugenii (McCluskey et al., 2008) et chez le chat marsupial du nord Dasyurus hallucatus. 

Le développement vestibulaire du chat marsupial est légèrement plus tardif par rapport aux autres 

marsupiaux. À la naissance, le saccule fait encore partie du labyrinthe membraneux et atteint, avec 

les canaux semi-circulaires, un niveau de développement semblable à l’utricule quelques jours plus 

tard (Gemmell et Nelson, 1989; 1992). De plus, il a été démontré que les axones innervant l’utricule 

et les noyaux vestibulaires chez l’opossum Monodelphis domestica sont immunoréactifs pour 

NF200 (lourd neurofilament ~200kDa), soit une protéine indiquant la maturité axonale (Adadja et 

al., 2013). Ces résultats pourraient suggérer que les cellules ciliées de l’utricule sont connectées 

avec les neurones formant le complexe vestibulaire au niveau du tronc cérébral à un stade très 

précoce de développement (P0).  

À un niveau plus central, des expériences de traçage neuronal chez l’opossum Monodelphis 

domestica (Pflieger et Cabana, 1996) et le wallaby Macropus eugenii (McCluskey et al., 2008) ont 

montré que MVe, SpVe et LVe, ainsi que le cervelet, reçoivent déjà des afférences vestibulaires 

primaires à la naissance. Des projections efférentes des noyaux vestibulaires Lve, et dans une 

moindre mesure MVe et SuVe atteignent aussi la moelle épinière cervicale chez l’opossum (Wang 

et al., 1994; Pflieger et Cabana, 1996). Chez ces deux espèces, les voies réticulo-spinales sont assez 

développées à la naissance et peuvent relayer les entrées vestibulaires vers la moelle épinière. La 

stimulation électrophysiologique du noyau vestibulaire latéral sur des préparations in vitro de 
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l’opossum induit des mouvements des membres antérieurs, suggérant que la voie relayant l’utricule 

vers la moelle épinière est partiellement fonctionnelle à la naissance (Adadja et al., 2013). 

Néanmoins, même si une voie entre le labyrinthe, les neurones formant le complexe vestibulaire et 

la moelle épinière existe à la naissance, on ne sait pas encore si les organes sensoriels vestibulaires 

sont capables de capter une déformation mécanique à ce stade. Des études électrophysiologiques 

sur des préparations in vitro suggèrent que ce n’est pas le cas (Lanthier*, Laforge* et Pflieger, 

2022), mais nous allons néanmoins le découvrir en étudiant leurs développements avec Piezo2.  

 

  1.4.4.3 Développement de la cochlée 

Le développement du système cochléaire débute donc par une période initiale de prolifération et 

d’extension du plancher du canal cochléaire qui se caractérise par une saillie de l’extrémité ventrale 

de l’otocyste vers E11 chez la souris (Li et al., 1978). Cette saillie s’allonge sous une forme 

tubulaire, qui s’enroule sur elle-même au cours du temps, et son extrémité s’éloigne de la vésicule 

otique au fur et à mesure de la prolifération cellulaire. À E12.5, les cellules se divisent activement 

et deviennent post-mitotiques à partir de l’apex de la cochlée, c’est-à-dire le point le plus éloigné 

des régions vestibulaires (Matei et al., 2005; Doetzlhofer et al., 2006). Les cellules de la base 

deviennent post-mitotiques environ 2.5 jours après celle de l’apex (Ruben, 1967), soit vers E15. 

La différenciation cellulaire en cellules de soutien ou en cellules ciliées ne survient pas directement 

après la sortie du cycle mitotique pour toutes les cellules. En effet, les premiers signes de 

différenciation apparaissent initialement dans les cellules situées près de la base du canal cochléaire 

– à environ 1/8e de la longueur baso-apicale totale -, puis se poursuivent vers la base et enfin vers 

l’apex (Li et Ruben, 1979; Montcouquiol et Kelley, 2003). Ainsi, les cellules de l’apex 

commencent à se différencier 5 à 6 jours après être devenues post-mitotiques. Il en résulte que les 
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premières cellules terminant leur division cellulaire, à l’apex de la cochlée, seront les dernières à 

se différencier. En revanche, certaines des dernières cellules qui terminent leur division dans la 

région basale de la cochlée seront les premières à se différencier en cellules de soutien ou en 

cellules ciliées (Basch et al., 2016). 

Les mécanismes moléculaires sous-jacents à la différenciation des cellules de l’organe de Corti 

sont encore mal compris. Cependant, il a été démontré que la sécrétion du morphogène SHH - sonic 

hedgehog - par les neurones du ganglion spiral joue un rôle dans ce processus (Liu et al., 2010; 

Bok et al., 2013). En effet, le taux de SHH s’élève, puis diminue selon un patron spatial et temporel 

similaire à celui de la différenciation des cellules ciliées (Matei et al., 2005). Ces variations dans 

la portion ventrale des otocystes influenceraient l’expression d’Atoh1 (Driver et al., 2013). Il agit 

à titre de facteur homologue mammalien du gène atonal de drosophile, qui régule la formation des 

mécanorécepteurs et des photorécepteurs chez ces animaux (Jarman et al., 1993, 1994). Chez les 

souris embryonnaires génétiquement modifiées pour ne pas exprimer Atoh1, les cellules ciliées ne 

se développent pas dans l’oreille interne (Bermingham et al., 1999; Pan et al., 2011). La 

surexpression d’Atoh1 quant à elle est suffisante pour induire des cellules ciliées ectopiques dans 

des cultures cochléaires (Gubbels et al., 2008; Woods et al., 2004). Atoh1 est un facteur de 

transcription de type hélice-bouche-hélice de base ou bHLH, qui lui-même initierait la 

différenciation en cellules ciliées (Chen et al., 2002; Cai et al., 2013). En plus d’Atoh1, l'expression 

de la myosine VI (MYO6) est une méthode bien établie pour l’identification des cellules ciliées au 

stade précoce (Hertzano et al., 2008; Kappler et al., 2004; Roux et al., 2009). De plus, de nombreux 

gènes, dont Pou4f3 et Gfi1, sont exprimés lors du processus de formation et de maturation des 

cellules ciliées au cours du développement cochléaire. Pou4f3 est un gène essentiel pour la 

formation des cellules ciliées (Ikeda et al., 2015), tandis que Gfi1 est essentiel pour leur survie 
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(Hertzano et al., 2004; Wallis et al., 2003). Des études sur des souris et des vertébrés non 

mammaliens suggèrent que la fonction d'Atoh1, dans la différenciation des cellules ciliées, est 

modulée par son interaction avec Gfi1 et Pou4f3 (Costa et al., 2017; Yamashita et al., 2018), et ces 

trois protéines sont exprimées de manière distincte au cours du développement de l'oreille interne 

dans la cochlée de la souris (Scheffer et al., 2015). Après leurs différenciations, il est possible de 

distinguer les cellules sensorielles et de soutien en étudiant la région synaptique. En effet, la 

protéine Otoferlin agit à titre de capteur d’ions calcium impliqué dans la fusion membranaire des 

vésicules présynaptiques au niveau des synapses en ruban des IHC immatures et matures, 

permettant de déclencher l'exocytose des neurotransmetteurs. Il est également essentiel à 

l'exocytose synaptique des OHC immatures chez les souris embryonnaires (Roux et al., 2006; 

Pangrsic et al., 2010; Al-Moyed et al., 2019). Son expression est ainsi spécifique aux cellules 

sensorielles cochléaires (Duncker et al., 2013; Heidrych et al., 2009). Finalement, l’observation 

des filaments d’actine grâce à l’immunofluorescence de la phalloïdine est une autre stratégie 

largement utilisée pour l’identification de la surface épithéliale des cellules ciliées (McKenzie et 

al., 2004). Malgré l'élégance de ces nombreuses expériences et des hypothèses qui les 

accompagnent, les mécanismes moléculaires sous-jacents à la différenciation des cellules 

sensorielles de l’organe de Corti restent encore mal compris.  

Chez la souris à E14.5, la différenciation physiologique des IHC devient évidente par l’apparition 

d’un faible courant potassique dans la région basale (Marcotti et al., 2003). La différenciation des 

cellules ciliées internes précède légèrement celle des cellules ciliées externes (Huh et al., 2012). 

Une demi-journée plus tard, le développement des stéréocils débute, d’abord au niveau des cellules 

ciliées internes puis des externes (Bulankina et Moser, 2012; Nayak et al., 2007). La synaptogenèse 

entre les cellules ciliées et leurs fibres nerveuses débute à E16.5 chez la souris et à E18 chez le rat 
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(Johnson et al., 2005). La maturation de l’organe de Corti se termine à E17 avec les cellules ciliées 

et les cellules de soutien disposées selon le modèle caractéristique de l'organe de Corti : une rangée 

de IHC, trois rangées de OHC et plusieurs sous-types de cellules de soutien. À P0, le canal 

cochléaire aura atteint sa forme mature qui correspond à environ 1.75 tour (Kelley, 2007). Le 

système auditif est fonctionnel vers l’âge de 2 semaines où l’enregistrement des potentiels évoqués 

dans le nerf VIII par des stimuli sonores atteint les mêmes valeurs que chez l’adulte (Mikaelian et 

Ruben, 1965), alors que ceux dans le tronc cérébral demeurent très élevés, mais immatures (Ehret, 

1975, 1976a, b; 1977). La maturation auditive du SNC se poursuit jusqu’au sevrage qui correspond 

à 3 ou 4 semaines de vie (Prichett et Taft, 2007). 

La croissance des stéréocils suit un processus chorégraphié dans lequel l’allongement et 

l’élargissement sont activés à des moments précis. Bien que plus précisément décrit dans la cochlée 

du poussin (Avenarius et al., 2014; Tilney et al., 1988; Tilney et al., 1992), la croissance des 

stéréocils des cellules ciliées cochléaires des mammifères suit des étapes séquentielles similaires. 

Au stade I, les cellules ciliées terminent leurs mitoses et commencent à se différencier. Au stade 

II, les stéréocils se forment et commencent à s'allonger en forme d'escalier. Chez la souris, les 

stades I et II se produisent avant la naissance entre E12.5 et E15 (Basch et al., 2016; Doetzlhofer 

et al., 2006; Matei et al., 2005). À P0.5, les faisceaux de stéréocils ont déjà une forme d’escalier 

discernable (Krey et al., 2020). Au stade III, l'allongement des stéréocils s'arrête, mais 

l'élargissement commence, comme dans la cochlée du poussin. Cet élargissement coïncide avec 

l'apparition de la transduction. Enfin, au stade IV, les stéréocils atteignent leur longueur adulte à 

P21.5. L’assemblage des faisceaux de stéréocils des vertébrés assure ainsi la détection des stimuli 

mécaniques (Fettiplace et Kim, 2014).  
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Chez les marsupiaux, les principales étapes du développement morphologique de l’oreille interne 

s’apparentent à celles des euthériens (Aitkin et al., 1991; Clancy et al., 2007). Néanmoins, les 

données recensées sur le développement du système cochléaire chez l’opossum Monodelphis 

domestica sont limitées. La majorité des études se concentrent sur le système nerveux central et 

ont révélé que des synapses d’axones provenant des noyaux cochléaires au niveau du colliculus 

inférieur étaient observables au jour postnatal (P) 17 et que leur nombre augmentait 

considérablement à partir de P27. De plus, des potentiels évoqués suite à des stimuli auditifs ont 

été enregistrés dès P24 dans le colliculus inférieur (Aitkin et al., 1997) et le tronc cérébral (Reimer, 

1995), suggérant la fonctionnalité auditive. En se basant sur des techniques histologiques, d’autres 

chercheurs ont révélé que lorsque la perception auditive de l’opossum Monodelphis domestica 

débute à P24, le méat auditif externe n'est pas encore complètement développé, les osselets de 

l’oreille moyenne ne sont pas complètement ossifiés et la future caisse du tympan est partiellement 

remplie de mésenchyme lâche (Sánchez-Villagra et al., 2002). Ces résultats montrent qu’un 

développement complet des différentes structures anatomiques de l’oreille n’est pas un prérequis 

à la perception des sons. Avant la réalisation de cette thèse, aucune étude ne s’est, à notre 

connaissance, penchée sur le développement sensoriel de l’organe de Corti lui-même. 

Comme démontré, les étapes importantes de développement des cellules mécanosensorielles et de 

leurs structures associées dans les systèmes trigéminal, vestibulaire et cochléaire ont largement lieu 

in utero chez la souris. Afin de pouvoir étudier leur développement sans pour autant sacrifier la 

mère et mieux comprendre le développement de ses sens céphaliques précoces, nous employons 

comme modèle animal, l’opossum, Monodelphis domestica.  
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1.5 Le modèle d’étude, l’opossum Monodelphis domestica 

L’opossum gris à queue courte, Monodelphis domestica, est un marsupial originaire d’Amérique 

du Sud (Brésil, Bolivie, Paraguay) de la taille d’un petit rat. Le nom marsupial dérive du mot grec 

marsupion signifiant « poche », en référence au marsupium ou la poche marsupiale (Russell, 1982), 

qui est un repli cutané qui recouvre les tétines sur le ventre des femelles de la plupart des espèces 

de marsupiaux. Lorsque la poche est complète, comme chez les kangourous ou phalangers 

(Fig.15A), les tétines sont recouvertes et les petits sont protégés du milieu extérieur. Chez certaines 

espèces, le marsupium est relativement peu développé, et il est absent chez d’autres espèces comme 

l’opossum Monodelphis domestica, ce qui fait que les nouveau-nés restent exposés et on parle alors 

de champ marsupial (Fig.15B).  

 
 
Figure 15. Nouveau-nés marsupiaux. (A) Le phalanger renard Trichosurus vulpecula avec 

une poche marsupiale bien développée dont seule l’ouverture est visible et (B) l’opossum gris 

à queue courte Monodelphis domestica sans marsupium. L’échelle en A vaut 1 cm. A tirée de 

Nelson et Gemmel (2004) et B de Cassidy et al. (1994). 
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Il s’élève facilement en captivité et se reproduit à l’année longue, l’oestrus étant déclenché chez la 

femelle par la proximité d’un mâle (Baggot et al., 1987 ; VandeBerg et Williams-Blanguero, 2010). 

Ce modèle marsupial est employé pour différentes raisons, dont le fait que les petits naissent après 

une courte période de gestation de 14 à 15 jours (Harder et al., 1993) et que l’aspect général de 

l’opossum est comparable à un embryon de rongeur âgé entre E10 et E14 ou à un foetus humain 

de 6 à 10 semaines (Cassidy et al., 1994 ; Hughes et Hall, 1988 ; VandeBerg et William Blangero, 

2010) (voir tableau 2). Quelles que soient les interventions technologiques appliquées chez 

l’homme ou la souris, les individus se trouvant à ces stades de développement seraient trop 

prématurés et ne survivraient pas. Pourtant, les nouveau-nés marsupiaux ont développé une série 

d’adaptations qui leur permettent de commencer une vie indépendante alors que la plupart des 

systèmes du corps subissent encore des processus de développement fondamentaux (Smith et 

Keyte, 2019). Comme une partie du développement des voies sensorielles et motrices, qui se 

produit dans l’utérus des mammifères placentaires, a lieu post-natalement chez les marsupiaux, ces 

derniers permettent l’accès à des stades précoces pour des études développementales sans avoir 

recours à des prélèvements in utero invasifs pour la mère. En plus, l’opossum ne montre pas de 

spécialisation sensorielle ou motrice particulière, ce qui en fait un mammifère généraliste sur le 

plan sensorimoteur (Cabana, 2000).  

 1.5.1 La naissance et le nouveau-né  

La naissance des opossums a été décrite chez la famille Américaine Didelphidae. La mère lèche le 

sinus urogénital pour ensuite s'assoir sur sa croupe, habituellement avec la queue tendue devant 

elle et les hanches soulevées. Quelques gouttes de liquide peuvent tomber du sinus urogénital juste 

avant que les jeunes en soient expulsés. Le sac amniotique est encore intact à ce moment, il sera 

rompu par les mouvements du nouveau-né. Lorsqu’ils quittent le canal de naissance, les opossums 
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s'orientent rapidement de sorte que leur tête soit tournée vers le haut, en direction de la mamelle. 

À notre connaissance, aucune description détaillée de la naissance chez Monodelphis n’a été faite, 

mais VandeBerg et Williams-Blangero (2010) font une courte description suggérant une grande 

similitude avec la parturition chez Didelphis. 

À la naissance, les nouveau-nés mesurent environ 10mm du haut du crâne à la croupe et pèsent 

environ 100mg (Fadem et al., 1982; Cabana, 2000; Vandeberg et Williams-Blangero, 2010). 

Comme tous les marsupiaux, l’opossum est glabre et a une peau translucide laissant apparaître 

certains organes internes (Fig.16). Il ne possède pas de vibrisse ou autre poil, ses yeux sont 

recouverts d’une fine couche de peau et le pavillon de son oreille est encore replié et fusionné à la 

peau. Le nouveau-né est recouvert d’une épaisse couche externe de cellule épidermique appelée 

périderme, censé aider le jeune à résister au dessèchement en plus de lui offrir une protection 

immunitaire (Smith et Keyte, 2019). 

Les membres antérieurs des nouveau-nés sont relativement 

bien développés avec cinq doigts individualisés et préhensiles 

qui se terminent par de fines griffes qui leur permettent 

d’agripper le poil sur le ventre de la mère (Cabana, 2000). Les 

articulations de l’épaule, du coude et du poignet sont 

relativement flexibles, mais le coude ne permet pas une 

flexion complète du bras. Tous les groupes musculaires des 

avant-bras sont présents, mais immatures, car ils sont 

composés de myotubes non striés (Martin et Mackay, 2003). 

L’innervation musculaire est déjà amorcée dans les bras des 

nouveau-nés, mais les axones moteurs poursuivent leur 

 
Figure 16. Opossum Monodelphis 

domestica à la naissance. Crédit 

photo Stéphanie Lamoureux.  

Barre d’échelle, 2mm. 
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développement dans les membres antérieurs et postérieurs sur plusieurs mois après la naissance 

(Barthélémy et Cabana, 2005). L’ensemble du squelette est sous forme cartilagineuse (Martin et 

Mackay, 2003). 

À la naissance, ou lorsqu’ils sont retirés d’une tétine et manipulés, les nouveau-nés effectuent des 

mouvements d’extension et de flexion de faible amplitude des membres antérieurs, selon un patron 

rythmique et alterné. Ces mouvements permettent au nouveau-né de grimper sur le ventre de la 

mère, de l’orifice urogénital à la tétine où il se fixe en avalant la tétine qui gonfle légèrement dans 

la bouche, empêchant son retrait (Cabana, 2000; Fadem et al., 1982). Il est possible que les tissus 

de la bouche fusionnent au moins partiellement avec les tissus épithéliaux mammaires. Les petits 

qui ne trouvent pas de tétine continuent à grimper et mourront ; la mère peut éventuellement les 

manger. Le trajet vers la tétine et l’attachement à celle-ci se produit en seulement quelques minutes 

au total, voire quelques secondes (Vandeberg et Williams-blangero, 2010). Les membres 

postérieurs sont de courts bourgeons embryonnaires dépourvus d’articulation et immobiles, ils 

suivent passivement les mouvements du tronc et commencent à se mouvoir au courant de la 

deuxième semaine. Après environ trois semaines de maturation, le jeune opossum devient capable 

de se détacher de la tétine, mais ne le fait régulièrement que vers la quatrième semaine, un âge où 

il est capable de se mouvoir en marchant (Pflieger et al., 1996). Il n'est cependant pas sevré avant 

la neuvième semaine (Barthélémy et Cabana, 2005). 

 1.5.2 L’état du système nerveux central à la naissance 

Chez l’opossum nouveau-né, le canal central de la moelle épinière est entouré d’une épaisse zone 

germinative, comprenant des cellules mitotiques, entourées d’une zone intermédiaire composée de 

petites cellules indifférenciées dont la plupart sont en cours de migration et deviendront la matière 

grise présumée (Cabana, 2000; Gingras et Cabana, 1999). Le tout est finalement entouré d’une 
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mince zone marginale pratiquement dépourvue de fibres myélinisées qui deviendront la matière 

blanche présomptive chez l’animal adulte (Barthélémy et Cabana, 2005 ; Lamoureux et al., 2005). 

Contrairement aux neurones des cornes dorsales, les colonnes motrices sont bien définies au niveau 

des renflements cervical et lombosacré de la moelle épinière (Phan et Pflieger, 2013). Il a été 

démontré que des motoneurones des deux renflements innervent les muscles des bras et des jambes 

et que cette innervation se poursuit jusqu’à l’âge de 2 mois (Barthélémy et Cabana, 2005). Ces 

auteures rapportent une faible présence de jonctions neuromusculaires immatures dans tous les 

segments des membres antérieurs à la naissance, ainsi que leur quasi-inexistence dans les membres 

postérieurs ; le nombre de ces jonctions croît de manière importante jusqu’à environ la 5e semaine 

postnatale. Au cours de la même période, dans la moelle épinière : le canal central diminue de taille 

et devient circulaire, la zone ventriculaire s'amincit alors que l’intermédiaire s'épaissit, 

vraisemblablement par l'addition et la différenciation de neuroblastes post-mitotiques et de cellules 

gliales, tandis que la zone marginale augmente en volume (Gingras et Cabana, 1999). La matière 

grise spinale adopte sa forme typique semblable à un papillon aux ailes déployées vers 5-6 

semaines.  

Dans la moelle, on observe un gradient rostro-caudal de développement : l’état de maturité du 

renflement lombosacré montre quelques jours de retard par comparaison avec celui du renflement 

cervical (Cabana, 2000). Ce gradient est à mettre en parallèle avec le stade de développement des 

membres chez le nouveau-né, les membres postérieurs étant immobiles à la naissance 

contrairement aux membres antérieurs. Toutefois, la croissance postnatale des régions caudales est 

légèrement plus rapide, ce qui fait que cette disparité s’amoindrit avec l’âge. 
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Au niveau encéphalique, toujours chez l’opossum nouveau-né, le néocortex présomptif ne 

comporte que deux couches cellulaires à la naissance (Saunders et al., 1989 ; Puzzolo et Mallamaci, 

2010). Le prosencéphale ventral et le diencéphale montrent peu de différenciation nucléaire, à 

l’exception du noyau latéral de l’hypothalamus. Au niveau du mésencéphale ventral, le faisceau 

longitudinal médial et la substance noire peuvent être discernés alors que ce n’est pas le cas pour 

le tectum et le noyau rouge (Holst et al., 1991 ; Wang et al, 1992). Le pont et le cervelet ne sont 

que très peu développés, ce dernier ayant encore la forme de lèvres rhombiques (Cabana, 2000; 

Pflieger et Cabana, 1996). Bien que possédant encore une zone germinative assez épaisse, la moelle 

allongée montre l’état de développement le plus mature de l’encéphale, avec plusieurs noyaux 

discernables, comme les noyaux moteurs du facial et du trijumeau, le noyau vestibulaire latéral, ou 

les noyaux principal et spinal du trijumeau. 

Des études portant sur l’état de développement des systèmes de projections centrales basées sur 

l’injection de traceurs neuronaux se sont penchées sur les connexions entre la moelle et l’encéphale 

chez l’opossum nouveau-né. Les projections descendantes de plusieurs noyaux de la formation 

réticulée médullaire et pontique atteignent la moelle épinière à la naissance ou moins d’une journée 

après : les noyaux réticulaires ventraux et dorsaux de la médulla, le noyau réticulaire 

gigantocellulaire, le noyau réticulaire paragigantocellulaire ainsi que le noyau réticulaire pontique 

et raphé caudal (Wang et al., 1992). Le noyau rétroambigu, le locus coeruleus putatif et le noyau 

spinal du trijumeau ont tous également des axones envoyés vers la moelle épinière. L’application 

de traceurs neuroanatomiques chez l’opossum nouveau-né a montré qu’un faible nombre 

d’afférences primaires trigéminales atteints le premier segment cervical (Adadja et al., 2013). Les 

neurones du noyau vestibulaire latéral (LVe) projettent aussi vers la moelle cervicale chez le 

nouveau-né en voyageant dans le funicule ventral, alors que les projections vestibulospinales à 
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partir d’autres noyaux vestibulaires (MVe et SpVe) se développent plus tardivement (Pflieger et 

Cabana, 1996). Les premières voies ascendantes (spino-encéphaliques) en provenance des niveaux 

thoraciques de la moelle caudale atteignent le tronc vers le 3e jour postnatal (Qin et al., 1993). 

 

 1.5.3 Les sens influençant le nouveau-né 

Les mouvements des membres des tétrapodes demandent une coordination de l’activité des 

motoneurones, donc des contractions des muscles que ces cellules innervent, afin de permettre leur 

fonctionnement adéquat lors du cycle moteur. La question n’a pas été étudiée spécifiquement chez 

les marsupiaux nouveau-nés, mais ces mouvements rythmiques sont probablement générés par des 

réseaux de neurones spinaux formant des générateurs centraux de rythmes (CPG). Il s’agit de 

réseaux d’interneurones localisés au niveau des renflements cervicaux et lombosacrés de la moelle 

épinière qui induisent et coordonnent l’activité rythmique des motoneurones (Grillner, 1975; 1981; 

Kiehn, 2006). Toutefois, pour soutenir la locomotion, guider le nouveau-né vers la tétine et 

déclencher les comportements d’attachement à celle-ci, des « inputs » sensoriels céphaliques 

doivent influencer l’activité des générateurs centraux de rythmes. Or, la nature de ces stimuli est 

encore mal comprise.  

Certains des sens céphaliques peuvent être éliminés assez aisément en raison de leur immaturité 

chez l’opossum nouveau-né. En effet, les systèmes auditif et visuel montrent un développement 

anatomique et physiologique trop tardif pour pouvoir jouer un tel rôle. Le premier est mature et 

fonctionnel lorsque le méat auditif s’ouvre vers 30 jours (Aitkin et al., 1997 ; Sánchez-Villagra et 

al., 2002). Alors que les axones rétinofuges du second vont atteindre le chiasma optique à P3 

(Taylor et Guillery, 1994), celles des collicules supérieurs ne font contact avec la moelle épinière  



78 

cervicale que vers P16 (Taylor et Guillery, 1994; Wang et al., 1992) et les yeux ne s’ouvrent que 

vers P35 (Cassidy et al., 1994).  

Les sens les plus invoqués pour une action sur les comportements moteurs des marsupiaux 

nouveau-nés sont le goût, l’olfaction et l’équilibre, en plus de la somesthésie faciale (Adadja et al., 

2013; Nelson et Gemmell, 2004). Aucune étude, à notre connaissance, n’a évalué le rôle du goût 

dans les comportements moteurs précoces de l’opossum ou d’aucun autre marsupial. L’olfaction 

est plus étudiée, mais son rôle à ce niveau reste incertain. Certaines études ont proposé que 

l’olfaction influence les comportements moteurs précoces des marsupiaux (Schneider et al., 2009), 

tandis que d’autres montrent qu’elle est fonctionnellement trop immature pour jouer un tel rôle 

(Adadja et al., 2013; Hour, 2017). La question de l’implication de l’équilibre (système vestibulaire) 

lors de la naissance est encore discutée. Concernant la somesthésie faciale, elle semblerait 

suffisamment développée pour influencer les comportements moteurs précoces (Adadja et al., 

2013; Desmarais et al., 2016).  

En effet, il a été démontré que lorsqu’une pression est appliquée sur le museau de l’opossum 

Didelphis, ce dernier tourne la tête du côté stimulé et enroule sa queue autour d’un objet lors d’un 

contact (Langworthy, 1928). De concert, des recherches au sein de notre laboratoire sur l’opossum 

Monodelphis domestica ont démontré que la stimulation électrique du ganglion du trijumeau 

induisait des mouvements bilatéraux et synchronisés des membres antérieurs similaires à ceux 

exprimés durant la locomotion dès la naissance (Adadja et al., 2013). Des stimulations mécaniques 

et thermiques appliquées sur les zones d’innervation du trijumeau sur le museau entrainent les 

mêmes mouvements (Corriveau-Parenteau et al., 2019; Desmarais et al., 2016). Ces résultats 

suggèrent que le système trigéminal est au moins partiellement fonctionnel à des âges précoces et 

qu’il influence la motricité spinale. À cet âge, la peau ne contient pas de récepteurs encapsulés, 
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mais les cellules de Merkel sont particulièrement abondantes dans le museau (Jones et Munger, 

1985 ; Desmarais et al., 2016). Le développement des récepteurs encapsulés au niveau de la peau 

faciale n'est pas documenté.  
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1.6 Problématique 

Comme nous l’avons vu, Piezo2 est une composante essentielle au fonctionnement de nombreux 

mécanorécepteurs, dont les récepteurs tactiles et les cellules ciliées de l’oreille interne. La 

distribution et la fonction de cette protéine ont surtout été étudiées chez les mammifères euthériens 

adultes ou à des stades de maturité avancés et, par contraste, son développement est très peu connu. 

Il n’existe pas d’étude se penchant sur la présence et la distribution de Piezo2 chez les marsupiaux. 

Ce projet a donc été entrepris pour étudier la distribution de Piezo2 lors du développement en 

étudiant par RT-PCR, hybridation in situ et immunohistochimie, l’expression de Piezo2 de 

l’opossum Monodelphis domestica.  

En débutant ce projet, trois hypothèses ont été formulées, chacune concernant un système   

sensoriel : 

1. Comme les afférences du trijumeau, qui relaient les entrées mécanosensorielles faciales 

(Capra et Dessem, 1992 ; Viana, 2011) sont fonctionnelles chez l'opossum nouveau-né 

(Adadja et al., 2013 ; Desmarais et al., 2016), nous nous attendions à ce que Piezo2 soit 

exprimé dans la peau du museau dès la naissance et que son expression croisse avec l’âge. 

2. Concernant le système vestibulaire, d’autres études (Pflieger et Cabana, 1996; Ashwell et 

Shulruf, 2014) ont suggéré que la macule utriculaire est un peu plus mature à la naissance 

chez les marsupiaux en comparaison de la macule sacculaire et des crêtes ampullaires. Nous 

posons alors l’hypothèse que Piezo2 serait présent dès la naissance dans la macule 

utriculaire, que son expression se limiterait aux cellules ciliées et qu’il augmenterait dans 

les cinq organes sensoriels avec l’âge. 
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3. Concernant le système cochléaire, la présence de Piezo2 chez les souriceaux vers E16.5 

(Johnson et al., 2005), et sa localisation grandement circonscrite aux cellules ciliées 

externes (Beurg et Fettiplace, 2017; Wu et al., 2017), suggère que Piezo2 devrait être 

exprimé dans ces cellules à un âge comparable chez l’opossum, soit au moins au cours de 

la première semaine postnatale.  

Ce projet de doctorat permettra de mieux comprendre le fonctionnement des sens haptique, 

vestibulaire et cochléaire chez les mammifères, en plus d’améliorer la transposition des 

découvertes faites chez l’opossum à des modèles euthériens. 
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Chapitre 2 

Matériels et Méthodes 

La vie est courte, l’art est long.2 

– Hippocrate (460 avant J.-C. – 377 avant J.-C), médecin et philosophe 

 

Ce chapitre a pour objectif de décrire en détail les techniques communes aux différentes parties de 

cette thèse. Afin de décrire l’expression de Piezo2 au niveau de la tête d’opossums en 

développement, nous avons examiné l’expression du gène par RT-PCR et hybridation in situ, alors 

que la présence de la protéine a été démontrée par immunohistochimie. Un total de 193 opossums 

Monodelphis domestica a été utilisés pour cette étude. 

Les opossums Monodelphis domestica utilisés sont issus d’un élevage maintenu à l’animalerie du 

Département des sciences biologiques à l’Université de Montréal dans des conditions optimisées 

pour cet animal (Fadem et al., 1982; VandeBerg et Robinson, 1997; Vandeberg et Williams-

Blangero, 2010). Les expériences présentées respectent les recommandations du Conseil Canadien 

de Protection des Animaux et ont été approuvées par le Comité de déontologie de l’expérimentation 

sur les animaux de l’UdeM.  

Les opossums adultes peuvent s’avérer agressifs en cohabitation, ils sont donc gardés dans des 

cages individuelles réparties dans deux pièces séparées selon leur sexe. Pour effectuer les 

accouplements, les opossums sont placés en couple dans de grandes cages pourvues d’un grillage 

 
2 Hippocrate : Aphorismes 1.1 
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en métal amovible qui les isole dans leur compartiment respectif. Ils sont maintenus ainsi pour une 

durée de sept jours afin de permettre aux opossums de s’habituer à la présence de leur partenaire, 

ce qui diminue considérablement les agressions et déclenche l’oestrus de la femelle.  

Le grillage est ensuite retiré afin de mettre les animaux en contact pendant quatre jours avant qu’ils 

ne soient remis dans des cages individuelles. Douze à quatorze jours suivant leur séparation, la 

présence de petits est vérifiée quotidiennement sur l’abdomen de la mère pendant une semaine. 

Cette période correspond au temps de gestation de la femelle. Les premières 24 h suivant la 

naissance sont considérées comme le jour postnatal 0 ou P0.  

2.1  RT-PCR avec extraction par colonne de purification 

18 opossums (3 P0, 2 P3, 3 P7, 2 P10, 2 P13, 4 P14 et 2 P15) ont été traités avec la technique de 

transcription inverse - polymérisation en chaîne (RT-PCR). Les opossums ont été prélevés sur la 

mère, anesthésiés profondément par hypothermie à une température de -20˚C pour une durée 5 à 

15 minutes dépendamment de l’âge et décapités. En raison de la forte kératinisation, la peau a été 

entièrement retirée de la tête et le reste des tissus ont été immergés dans un tampon d’extraction 

RLT avec β-mercaptoéthanol (β-ME) et homogénéisés au pied électrique pendant 45 secondes. 

L’ARNm a été isolé en digérant les tissus avec 10µL de protéinase K (10µg/ml) suivis d’une 

incubation pendant 10 minutes à 55˚C. Après une centrifugation de 3 minutes à 10 000 rpm, le 

supernatant a été pipeté dans un nouveau tube avec de l’éthanol 100%. La solution a été transférée 

sur des colonnes de purification avant d’être centrifugée pendant 15 secondes. 350 µL du tampon 

RWT a été ajouté avant de centrifuger la solution pendant 15 secondes. Subséquemment, un 

mélange de 10µL de DNase (2.7U/µL) et de 70µL du tampon RDD a été déposé directement sur 

le gel pendant 15 minutes. Des étapes répétées où nous avons ajouté du tampon RPE + éthanol 
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suivi de centrifugation permettent de rincer le gel avant d’ajouter 30-50µL d’eau RNA-free 

directement sur la membrane. Une centrifugation d’une minute permet d’obtenir un échantillon 

contenant l’ARNm extrait qui sera utilisé pour la transcription inverse en ADNc (SuperscriptTM 

IV).  

L’ADNc obtenu a été amplifié par PCR avec des amorces spécifiques (voir tableau 3). Pour ce 

faire, un mélange de la matrice d’ADNc diluée a été créé avec 1µL de tampon Taq (10x), 0.5µL 

de dNTP (10 mM), 1µL de chaque amorce (10 µM) et 0.1µL d'ADN Taq polymérase (5 U/µL). 

Les réactions de PCR ont été réalisées sur un Thermocycleur TProfessional Basic dans les 

conditions suivantes : dénaturation initiale des ponts hydrogène de l’ADNc à 94°C pendant 5 

minutes, suivi de 30 cycles d’élongation des amorces à 94°C pendant 30 secondes, 58°C pendant 

30 secondes et 72 °C pendant 30 secondes, puis d'une extension finale de l’ADN à 72°C pendant 

30 minutes. Les produits de PCR ont été examinés sur un gel d'agarose à 1% avec un colorant (Life 

Technologies). Les résultats ont été photographiés avec une caméra digitale (Fusion FX, Vilber 

Lourmat, MBI Lab Equipment) et analysés avec le logiciel FusionCapt Advance Solo 4 16.08a. 

 

2.2 Hybridation in situ  

Pour les expériences d’hybridation in situ, 9 opossums (3 P0, 3 P7, 3 P14) ont été utilisés. Nous 

nous sommes inspirés du protocole de Wei et al. (2011) pour la souris embryonnaire. Il a toutefois 

fallu modifier le protocole pour l’opossum à cause de la présence du périderme, une couche 

épidermique légèrement plus épaisse retrouvée chez les nouveau-nés. Dans tous les cas, les 

expériences ont été réalisées sur des spécimens entiers (whole mount).  
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L’ADNc de la tête d’opossum a été synthétisée à partir d’embryons P1 immergés dans 200µL de 

solution pour stabiliser l’ARN (RNAlater). L’intégrité du tissu a été perturbée en le forçant à travers 

une aiguille 27G, puis l’ARN a été extrait à l’aide d’un kit d’extraction d’ARN (RNeasy). Un 

mélange de 1µg d'extrait d'ARN, 2µl d'oligo désoxythymidine (oligo dT) à 0,5µg/µL et 1µL de 

désoxy nucléoside triphosphate (dNTP) à 60µM a été chauffé à 70˚C pendant 5 minutes. La 

synthèse de l'ADNc a été réalisée en utilisant 1µL de transcriptase inverse M-MuLV, 1µL de 

tampon de rétrotransciption 10X M-MuLV RT et l'inhibiteur d'ARN murine.  

Le modèle a été amplifié en utilisant l'ADNc d'embryons P1 en fonction du niveau d'expression du 

gène d'intérêt. L'ADN polymérase TOPTAQ a été utilisé avec les amorces décrites dans le Tableau 

3 (l'amorce inverse possède le promoteur de l'ARN polymérase T7). Toutes les matrices d'ADN 

issues de l'amplification ont été purifiées à l'aide d'un kit de purification du produit de PCR. Les 

plasmides comprenant les promoteurs T7 ont été précipités avec une solution saturée de NaCl et 

100% d'éthanol. Les précipités ont ensuite été lavés avec de l'éthanol à 70% avant séchage et 

redilution dans l'eau. 

Pour synthétiser les ribosondes, 500ng de la matrice d'ADN ont été ajoutés à 2µL du mélange de 

digoxigenine et d'ARN 10X (2µL de tampon de transcription d'ARN 10X RNAPOL, 0.1 µmol de 

Dithiothréitol (DTT), 20U d'inhibiteur d'ARN murin et 200U d'ARN polymérase T7). Le mélange 

a été porté à 20µL avec de l'eau et subséquemment incubé à 37°C pendant 3h. Les sondes 

synthétisées ont été traitées avec 50U de DNase I pendant 30 minutes à 37˚C pour éliminer la 

matrice. Les sondes ont été purifiées sur une colonne G50 à 1 500G pendant 1 minute. Une 

électrophorèse sur gel a été réalisée pour contrôler la qualité des sondes.  
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Les embryons d’opossums ont été disséqués et placés dans du paraformaldéhyde 4% pendant 24 

heures, puis déshydratés avec une solution méthanol + PBS (solution saline tampon phosphate) de 

concentrations croissantes (30%, 50 %, 70% et 100%). Afin d’être en mesure de voir le signal émis 

par la sonde, les tissus ont été javellisés avec 6% de peroxyde d'hydrogène H2O2 pendant 1h dans 

le noir afin de devenir transparents. Les embryons ont ensuite été lavés trois fois pendant 5 minutes 

dans une solution de PBST (PBS 1X, Tween 0.1%), puis traités avec 10µL de protéinase K 

(10µg/ml) pendant 45 minutes. Afin d’arrêter la réaction de dégradation des membranes cellulaires 

produite par la protéinase K, les tissus ont été placés dans 20µl/ml de glycine froide pendant 5 

minutes. Les tissus ont été rincés deux fois pendant 5 minutes dans le tampon PBST à température 

ambiante avant d’être traités pendant 20 minutes dans l’agent de fixation, soit une solution de 

paraformaldéhyde 4% (PFA 4%). Les embryons ont ensuite été lavés cinq fois pendant 5 minutes 

avec le PBST.  

La préhybridation permet de stabiliser la double hélice d’ADN à des hautes températures en 

utilisant un four muni d’une plaque en mouvement continuel à 68˚C. Pendant les cinq premières 

minutes, les tissus ont été incubés dans le tampon H1/L1 (Formamide déionisé 100%, 20X SSC 

pH 4.5, SDS 20%, Tween 20%) suivi de 2h dans le tampon H2 (tampon H1/L1, poudre d’ARN de 

torula, héparine 100mg/ml). La torula, contenue dans le tampon H2, est riche en ARN qui se fixe 

afin de diminuer les liaisons non spécifiques de la sonde qui pourrait mener à un fort signal ou bruit 

de fond. L’hybridation dénature ensuite la sonde avec 1ml du tampon H2 pendant 10 minutes à 

80˚C. Les tissus incubent le reste de la nuit à 68˚C, ce qui permet à la sonde de devenir entièrement 

linéaire (sans replies ou circonvolution) afin de faciliter sa liaison à l’ARN. 
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La seconde journée, les embryons ont été lavés trois fois pendant 30 minutes avec le tampon H1/L1, 

suivi de trois autres fois avec le tampon L2 (moins concentré que H1/L1) et d’une fois avec le 

tampon L3 (20X SSC pH 4.5, Tween 20%), le tout à 68˚C. Les embryons ont ensuite été retirés du 

four pour revenir à la température de la pièce. Ils ont été embloqués pendant 2h à température 

ambiante avec 20µl de sérum de chèvre (HIGS) + 20µl de BSA (100 mg/ml) dans 1 ml de TBST 

avec agitation. Finalement, les échantillons ont été incubés avec le fragment Fab anti-DIG (1 :3000) 

dans 20µl de sérum de chèvre (HIGS) + 20µl de BSA (100 mg/ml) dans 1 ml de TBST à 4˚C 

pendant la nuit.  

La troisième journée débute avec trois lavages de 5 minutes dans du TBST suivi de 6 lavages d’une 

heure chacun, le tout à température ambiante; les spécimens sont ensuite incubés dans le TBST 

pendant la nuit à 4˚C. La quatrième journée commence avec trois lavages de 5 minutes dans une 

solution hydratante de NTMT (NaCl 5M, Tris 1M pH 9.5, Tween 20%). L’expression de la sonde 

est développée en ajoutant un mélange 1µl de NBT + 3.5 µl de BCIP dans 1 ml de NTMT dans 

l'obscurité pendant plusieurs heures. Le développement peut être poursuivi à 4˚C avec du TBST si 

la coloration n'est pas suffisante. Autrement, le développement est arrêté en lavant les tissus trois 

fois pendant 5 minutes avec du PBST à 4˚C. Toutes les images ont été prises à l'aide d'un capteur 

CCD Leica DFC450C monté sur un stéréomicroscope Leica M165FC et les images ont été 

enregistrées à l'aide de l'application Leica 4 (Las V4). 

Les expériences chez la souris servent de contrôle positif et permettent une comparaison 

interspécifique entre les marsupiaux et les euthériens de l’expression de l’ARNm Piezo2 (3 E11.5, 

3 E12.5, 4 E13.5). Le gène Gdf10 a été utilisé comme contrôle négatif (3 E12). Les embryons ont 

été obtenus de souris gestantes suivant une euthanasie au CO2. 
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Tableau 3. Amorces spécifiques utilisées dans les expériences en RT-PCR et Hybridation in situ. 

La séquence en gras correspond au promoteur T7.  

Gènes Animal Séquence (5’-3’) 

GAPDH Opossum Forward : TAAATGGGGAGATGCTGGAG 

+ Souris Reverse : GCCAGCATCGAAGGTAGAAG 

Piezo2  Opossum Forward : TCAGTGTGGCCAAGCAAAGA 

 Reverse : 

TAATACGACTCACTATAGGGGGATGGGGAAAAGGCAGGAG 

Piezo2  Souris Forward: TGCAAGTCACCTCACACAAGA 

Reverse : 

TAATACGACTCACTATAGGGGAGCCATCCGAAGCAGAATG 

Gdf10  Souris Forward : CCAGACAAGATGAACTCCCTTGG 

Reverse : 

TAATACGACTCACTATAGGGGACTCTCTCCGTTTTGCTTTGA 
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2.3 Immunohistochimie 

Un total de 91 opossums a été utilisé pour l’immunohistochimie dirigée contre Piezo2 dans la peau 

faciale (8 P1, 7 P7, 3 P13, 6 P14, 3 P21, 2 adultes), le système vestibulaire (8 P1, 3 P5, 9 P7, 1 P13, 

7 P14, 5 P21) et le système cochléaire (4 P1, 3 P5, 8 P7, 2 P13, 7 P14, 5 P21). En plus de 75 

opossums traités contre la phalloïdine répartis entre la peau faciale (3 P0, 3 P7, 4 P14, 1 P21, 2 

adultes), le système vestibulaire (4 P0, 5 P7, 4 P9, 3 P10, 3 P11, 3 P12, 3 P13, 4 P14, 3 P21) et le 

système cochléaire (4 P0, 3 P7, 4 P9, 3 P10, 3 P11, 3 P12, 3 P13, 4 P14, 3 P21). 

La phalloïdine est un heptapeptide bicyclique originalement isolé du champignon Amanita 

phalloides (Lynen et Wieland, 1938). Elle est connue pour sa liaison spécifique aux filaments 

d’actines (Estes et al., 1981, Wieland et Govindan, 1974). Ces filaments s’associent à deux autres 

polymères du cytosquelette des cellules eucaryotes, soit les microtubules et les filaments 

intermédiaires, afin de fournir un support mécanique aux cellules (Pollard et Cooper, 2009). Son 

étude permet de visualiser l’architecture de la majorité des cellules eucaryotes. De ce fait, la 

phalloïdine est largement utilisée en laboratoire pour les études microscopiques, comme en 

microscopie électronique sur des cellules vivantes, ou encore en microscopie optique à 

fluorescence sur des tissus fixés (Melak et al., 2017). Cette dernière technique a été utilisée dans 

cette étude afin de mettre en évidence les principales structures de la peau, notamment l’épiderme 

et les poils, ainsi que les composantes de l’oreille interne. 

 

Les opossums, de la naissance à l’âge adulte, ont été préparés comme mentionné précédemment. 

Les spécimens de 3 semaines (P21) ou plus étaient anesthésiés par isoflurane. Après la décapitation, 

la peau du crâne a été coupée à l’aide de microciseaux et une craniotomie a été pratiquée pour 

faciliter la pénétration des tissus par l’agent de fixation, soit une solution de paraformaldéhyde 4% 
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(PFA 4%) servant à maintenir l’intégrité des tissus. Concernant les spécimens P14 ou plus, la 

mâchoire et la langue ont été retirées. Après sept jours, chaque tête était transférée dans une solution 

de sucrose 15 % comme cryoprotecteur, pendant 1 ou 2 jours, puis dans une solution de sucrose 

30% pour la même durée. Les spécimens ont ensuite été séparément immergés dans de l’O.C.T 

(Optimal Cutting Température compound, Tissue Tek Sakura), rapidement solidifiés sur glace 

sèche et subséquemment entreposés à -80 °C. Les tissus ont été débités en coupes d’une épaisseur 

de 20 μm à l’aide d’un cryostat (LeicaCM3050S) et les coupes apposées une par une sur des lames 

Superfrost Plus (Fisherbrand) et conservées à 4 °C.  

Les étapes du traitement immunohistochimique qui suivent ont été effectuées à la température de 

la pièce sauf lorsque spécifié autrement. Les coupes ont été d’abord hydratées à l’aide d’un tampon 

TBST (Tris buffer 0.05 M, NaCL 1.5 %, Triton X-100 0.3 %, pH 7.4) pendant 20 minutes, puis 

incubées pendant 24h à 4°C dans la solution de TBST contenant les anticorps appropriés à 

l’expérience (voir tableau 4) et 5 % de sérum normal de chèvre (NGS). Les coupes ont ensuite été 

lavées trois fois pendant 20 minutes dans la solution de TBST, puis incubées pendant 2h dans la 

solution de TBST contenant un anticorps de chèvre anti-lapin couplé à un fluorochrome (voir 

tableau 4). La suite des manipulations a été effectuée dans une pièce à luminosité réduite. Les 

coupes ont ensuite été lavées trois fois pendant 20 minutes : une fois à l’aide de TBST, puis deux 

fois à l’aide de TBST contenant quelques gouttes de HCl. Finalement, les coupes ont été 

recouvertes de Fluoromount G (SouthernBiotech) et d’une lamelle, puis conservées à 4 °C. Les 

contrôles ont été effectués en omettant l’anticorps primaire afin de valider les résultats. Dans 

certains cas pour Piezo2, d’autres contrôles ont été réalisés en parallèle en utilisant un antigène 

Piezo2 pré-absorbé.  
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Les sections ont été observées avec un microscope équipé pour l’épifluorescence (Leica ebq100 

et Nikon eclipse50i) à l'aide de filtres spécifiques pour la fluorescence (vert : 450-490 nm, em : 

520nm ou rouge : 560 nm, em : 595 nm). Les microphotographies ont été acquises avec un 

microscope Confocal Zeiss LSM 800 équipé d’un détecteur Airyscan.  

 

 

Tableau 4. Anticorps primaires et secondaires utilisés dans les expériences en 

immunofluorescence 

Anticorps 
primaire Description Anticorps secondaire associé 

Anti-Piezo2 
IgG polyclonal de lapin dirigé contre Piezo2 
(HPA040616, Sigma-Aldrich) 1:500 
FEDENKAAVRIMAGDNVEICMNLDAASFSQHNP 

IgG H&L de chèvre dirigé 
contre le lapin Alexa-Fluor 
488 (ab150077, Abcam) 
1:500 

Phalloïdine Alexa Fluor 568 Phalloidin (A12380, 
Invitrogen) 1:10 000 - 

PrEST Antigène 
Piezo2 

(APrEST81707, Sigma-Aldrich) antigène : 
anticorps à 10:1 
FEDENKAAVRIMAGDNVEICMNLDAASFSQHNP 

IgG H&L de chèvre dirigé 
contre le lapin Alexa-Fluor 
488 (ab150077, Abcam) 
1:500 

Anti-Piezo1 

IgG polyclonal de lapin dirigé contre Piezo1 
(HPA047185, Sigma-Aldrich) 1:50 
SVVGVVNQPIDVTVTLKLGGYEPLFTMSAQQPSI 
IPFTAQAYEELSRQFDPQPLAMQFISQYSPEDIVT 
AQIEGSSGALWRISPPSRAQMKRELYNGTADITL 
RFTWNFQRDLAKGGTVEYANEKH 
 

IgG H&L de chèvre dirigé 
contre le lapin Alexa-Fluor 
488 (ab150077, Abcam) 
1:500 
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Liste d’anticorps testés et non spécifiques chez l’opossum Monodelphis domestica 

Anti-Atoh1 

IgG de poulet dirigé contre Atoh1  
(non commercialisé) 1:10 000 
Généreusement offert et formulé par le 
laboratoire du Dr Driver : National Institute on 
Deafness and Other Communications Disorders 
CZRSHRSDGEFSPHSHYSDSDEAS 

IgG H&L de chèvre dirigé 
contre le poulet Alexa Fluor 
568 (A-11041, Invitrogen) 
1:500 

Anti-Atoh1 

IgG monoclonal de souris dirigé contre Atoh1 
(SAB1412015, Sigma-Aldrich) 1:200 
PTPPGSCRTRFSAPASAGGYSVQLDALHFSTFEDSA 
LTAMMAQKNLSPSLPGSILQPVQEENSKTSPRSHRS 
DGEFSPHSHYSDSDEAS 

IgG H&L de chèvre dirigé 
contre la souris Alexa Fluor 
568 (ab175473, Abcam) 
1:300 

Anti-Myo6 
IgG monoclonal de souris dirigé contre Myosin 
VI (M0691, Sigma-Aldrich) 1:200 
UniProt #Q9UM54 

IgG H&L de chèvre dirigé 
contre la souris Alexa Fluor 
568 (ab175473, Abcam) 
1:300 

Anti-Otoferlin 

IgG polyclonal de lapin dirigé contre Otoferlin 
(PA5-52935, Invitrogen) 1:100 
PIIVIEIYDQDSMGKADFMGRTFAKPLVKMADEAY 
CPPRFPPQLEYYQIYRGNATAGDLLAAFELLQIGPA 
GKADLPPINGPVDVDRGPIMPVPMGIRPVLSKYRVE 
VLFWGLRDLKRVNL 

IgG H&L de chèvre dirigé 
contre le lapin CFTM488A 
(SAB4600389, Sigma-
Aldrich) 
1:500 

Anti-Piezo2 
IgG polyclonal de lapin dirigé contre Piezo2 
(HPA031975, Sigma-Aldrich) 1:100 
QFQFFQEAVPPNDYYARLFGIKSVIQTDCSSTWKIIV 
NPDLS 

IgG H&L de chèvre dirigé 
contre le lapin Alexa-Fluor 
488 (ab150077, Abcam) 
1:500 

Anti-Piezo2 

IgG polyclonal de lapin dirigé contre Piezo2 
(NBP1-78624, Novus Biological) 1:100 
EKKRSAREERKRRRKGSKEGPVEWEDREDEPIKKK 
SDGPDNIIKRIFNILK 
 

IgG H&L de chèvre dirigé 
contre le lapin Alexa-Fluor 
488 (ab150077, Abcam) 
1:500 
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Chapitre 3 

Résultats 
 

If you want to understand function, study structure.3 

― Francis Crick (1916 – 2004), biolophysicien 

 
 

3.1 Peau faciale 

3.1.1 Hybridation in situ 

Chez l’opossum à la naissance (P0), l’expression de l’ARNm de Piezo2 se limite à une région de 

la face située autour de la bouche et des narines appelée bouclier oral (Fig. 17A, flèches pleines). 

À ce niveau, l’épiderme est légèrement plus kératinisé que sur la peau recouvrant le reste de la tête 

et cette région touche le ventre de la mère lorsque le nouveau-né est accroché à une mamelle. Le 

marquage est légèrement plus intense au niveau de la frontière entre le bouclier et la peau générale 

(Fig. 17A, flèches pleines), avec une expression plus modérée au niveau du bouclier lui-même. 

Aucune autre structure ne montre de signal ailleurs dans le corps de l’opossum en raison de la 

pénétration trop faible de la sonde. Les expériences réalisées sur les animaux à P7 et P14 n’ont pas 

révélé de marquage pour la même raison.  

 
3 Crick, 1988. 
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Chez la souris à E13.5, un âge sensiblement comparable à celui d’un opossum P0, du marquage est 

observé dans la peau des lèvres supérieures (Fig. 17B, flèches vides pleines), autour des narines 

(Fig. 17B, flèches vides pointillées) et vers l’arrière des joues (Fig. 17B, tête de flèche pleine). La 

peau étant très mince et non kératinisée, du marquage transparait dans les tissus sous-cutanés 

correspondant à des portions antérieures, soit du crâne, soit de l’encéphale en développement. Du 

marquage est également observé au niveau des os qui composent le zeugopode et l’autopode des 

membres antérieurs et postérieurs en développement (Fig. 17C), en plus de l’oreille interne en 

développement (Fig. 17D, tête de flèche vide pointillée).  

Des spécimens contrôle ont été systématiquement traités avec une sonde formulée avec la protéine 

Gdf10 responsable de la morphogenèse osseuse. Un exemple de contrôle est donné à la figure 17E 

chez une souris E12 où nous pouvons observer l’absence de signal autour des narines et de la 

bouche (#) contrairement à la sonde Piezo2 (Fig. 17B). 
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Figure 17. Hybridation in situ de Piezo2. (A) Opossum à la naissance (P0). Les flèches pleines 

pointent la périphérie du bouclier oral qui exprime Piezo2. L’astérisque indique la bouche. (B-D) 

Souris âgée de 13.5 jours embryonnaires (E). Le marquage de l’ARNm Piezo2 est observé dans la 

peau des lèvres supérieures (flèches vides pleines), autour des narines (flèches vides pointillées), 

vers l’arrière des joues (tête de flèche pleine) et dans les tissus sous-cutanés correspondant à des 

portions antérieures, soit du crâne ou de l’encéphale en développement (tête de flèche vide) (B). Il 

est aussi observé dans les os des membres antérieurs et postérieurs (C) et au niveau de l’oreille 

interne en développement (tête de flèche vide pointillée) (D). (E) Souris E12 traitée avec une sonde 

Gdf10 ne montrant aucun signal autour des narines et de la bouche (#) contrairement à Piezo2. N : 

Narine, O : Œil, Oi : Oreille interne. Barre d’échelle, 500μm.   
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3.1.2 Immunohistochimie 

Les expériences d’immunohistochimie dirigées contre Piezo2 ont été réalisées sur des coupes 

transverses de têtes entières d’animaux de la naissance jusqu’à l’âge adulte. Pour nous assurer de 

bien discerner les structures auprès desquelles la présence de Piezo2 a été décrite chez d’autres 

espèces, l’organisation cellulaire de la peau a été mise en relief à l’aide d’un marquage à la 

phalloïdine (Fig. 18D-F) chez certains spécimens. Dès la naissance, le marquage à la phalloïdine 

permet de délimiter la frontière entre l’épiderme et le derme qui correspond à la couche germinale 

épidermique (Fig. 18D). À P7, le développement dans la couche dermique est mis en évidence 

grâce aux terminaisons périphériques des neurones sensoriels à l’intérieur et autour des follicules 

pileux (Fig. 18E). Malgré une complexification importante du tégument avec l’âge, comprenant le 

développement des structures qui sont innervées par des fibres exprimant Piezo2 chez la souris 

adulte, nos observations n’ont pas révélé de marquage suggérant la présence de Piezo2 chez 

l’opossum au niveau de l’épiderme et du derme, même chez l’adulte (non illustré). La figure 18A-

C montre des exemples typiques de coupes de peau chez des animaux respectivement âgés de P0, 

P7 et P14. Des résultats préliminaires ont été publiés dans Laforge et Pflieger, 2018. 

L’absence de marquage immunohistochimique pour Piezo2 dans la peau faciale ne semble pas être 

due à un problème d’anticorps, car du marquage a été observé dans l’oreille interne sur les mêmes 

coupes de têtes, traitées dans les mêmes conditions. Les résultats concernant l’oreille font l’objet 

des sections suivantes.  
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Figure 18. Immunohistochimie contre la protéine Piezo2 et la phalloïdine dans la peau du 

museau d’opossum à différents âges. (A-C) Coupes transverses d’opossums à P0 (A), P7 (B) et 

P14 (C). Aucun marquage Piezo2 n’est observé, ni dans le derme ni dans l’épiderme. (D-F) Structure 

cellulaire de la peau à P0 (D), P7 (E) et P14 (F) sur des coupes traitées à la phalloïdine. La flèche 

vide en D pointe la base de l’épiderme et les flèches pleines en D et F montrent des poils en 

développement. Toutes les microphotographies ont été prises au même temps d’exposition et sont 

orientées avec la surface de la peau vers le haut. Les astérisques pointent des vaisseaux sanguins qui 

émettent une fluorescence intrinsèque. N : Cavité nasale, Épi : Épiderme, Der : Derme. Barre 

d’échelle, 100μm. 
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Des coupes contrôle ont été systématiquement réalisées pour tous les échantillons en omettant les 

anticorps primaires lors de la première incubation. Ces coupes ont été exposées aux anticorps 

secondaires. Un exemple de contrôle est donné dans la figure 19 où nous pouvons observer le 

marquage de la phalloïdine dans une section de la peau du museau (Fig. 19A) d’un opossum P14, 

alors que la série traitée sans anticorps primaire (Fig.19C) est dépourvue de marquage. La figure 

19B montre la même section que sur la figure 19A, mais photographiée à l'aide d'un filtre 

fluorescent non spécifique à Alexa Fluor-568, comme en témoigne l'absence de marquage pour la 

phalloïdine. 

 

 

Figure 19. Contrôle pour l'immunohistochimie de la phalloïdine. (A-B) Coupe de la peau du 

museau d'un opossum P14 traitée avec la phalloïdine couplée à un fluorophore. Ce traitement 

permet d’observer les cellules qui possèdent un cytosquelette bien développé, comme les 

kératinocytes formant la gaine des poils (flèches pleines). La spécificité du marquage est évaluée 

en observant les coupes avec un filtre spécifique pour le fluorophore (A, rouge) et un filtre non 

spécifique (B, vert). Le marquage n'est observable qu'en A. (C) Section adjacente à celle montrée 

en A, mais non traitée avec la phalloïdine. De la fluorescence intrinsèque à l’intérieur d’un poil est 

pointée par la tête de flèche. Toutes les microphotographies ont été prises au même temps 

d'exposition. Les astérisques pointent des vaisseaux sanguins montrant une fluorescence 

intrinsèque. Barres d'échelle, 100μm.   
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3.2 Système vestibulaire 

3.2.1 RT-PCR 

La présence de bandes au poids moléculaire attendu pour Piezo2 a été observée à tous les âges 

étudiés (Fig. 20A), ce qui suggère que l’ARNm est exprimé dès la naissance dans la tête entière 

sans peau de l’opossum. Les tissus de l’estomac, de l’intestin et des poumons, reconnus dans la 

littérature pour ne pas exprimer la protéine Piezo2 chez la souris, ne montrent pas de signal de 

l’ARNm Piezo2 chez l’opossum. La spécificité des amorces a été testée à tous les âges avec des 

contrôles négatifs (pour le gène Piezo2 avec les amorces, montré pour P0 sur la Fig. 20A, ainsi que 

pour le gène rapporteur avec l’eau distillée, montré pour P0 sur la Fig. 20B). La glycéraldéhyde-3-

phosphate déhydrogénase (GAPDH) a été utilisée comme contrôle positif pour valider l’extraction 

de l’ARNm à tous les âges (Fig. 20B). Les résultats préliminaires sont publiés dans Laforge et 

Pflieger, 2019. 
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Figure 20. Présence d’ARNm de Piezo2 dans la tête complète d’opossums sans peau. (A) Gel 

de RT-PCR montrant la présence de l’ARNm de Piezo2, à 664 pb. Les tissus ayant servi à 

l’extraction sont des têtes complètes d’opossums sans peau à différents âges entre P0 et P14. Deux 

tissus n’exprimant pas Piezo2 sont également présentés; l’estomac et les intestins ensemble, en 

plus des poumons. Contrôles négatifs avec les mêmes amorces que Piezo2 et contrôles positifs 

(GAPDH; 640 pb). (B) Contrôles négatifs (eau distillée) et contrôles positifs (GAPDH; 640 pb) sur 

les mêmes échantillons de tissus qu’en A.  
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3.2.2 Développement de Piezo2 dans le système vestibulaire 

À la naissance, dans les organes maculaires, le marquage immunohistochimique contre Piezo2 est 

présent sous forme de faibles disques de fluorescence dispersés sur toute la surface de la macula 

utriculaire (Fig. 21A, tête de flèche pleine) et est absent de la macula sacculaire (Fig. 21A, tête de 

flèche vide). À P7, à la fois dans les macules utriculaires et sacculaires, le marquage est présent 

sous la forme de plaques de fluorescence en forme de disques répartis de manière homogène sur la 

macula (Fig. 21B). Ils sont plus nombreux et leur intensité légèrement supérieure à ce qui est 

observé dans l'utricule à P0. À P14, la densité des disques ainsi que l’intensité de fluorescence 

paraissent avoir augmenté dans les macules (Fig. 21D-E). À P21, le marquage reste similaire à 

celui observé précédemment (Fig. 21F). Nous n’avons pas compté le nombre de disques, donc ne 

pouvons déterminer si leur nombre se stabilise entre P14 et P21. À tous les âges, le marquage est 

limité à la surface apicale de la macula avec un diamètre correspondant à ceux des cellules 

épithéliales (Fig. 21G-I). La membrane otolithique au-dessus des macules présente également un 

marquage Piezo2 (Fig. 21B, G-H) qui semble augmenter en intensité jusqu’à P14. 

Le marquage Piezo2 apparaît dans les crêtes ampullaires des canaux semi-circulaires à P7 avec un 

faible marquage à la surface apicale de l’épithélium et les disques bien délimités sont visibles à 

P14 (Fig. 21C). Le nombre de disques et l’intensité de fluorescence croissent aux âges subséquents 

comme pour les macules. Contrairement à ce qui est observé pour les membranes otolithiques, la 

cupule recouvrant les crêtes ampullaires ne présente aucun marquage. 
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Figure 21. Expression développementale de Piezo2 dans le système vestibulaire. (A) 

Labyrinthe vestibulaire à P0 montrant un faible marquage Piezo2, sous la forme de disques à la 

surface de l’épithélium, dans la macula utriculaire (têtes de flèches pleines), mais pas dans la 

macula sacculaire (têtes de flèches vides). (B) À P7, les macules utriculaires et sacculaires 

expriment Piezo2 sous la forme de disques répartis de manière homogène sur la macula. (C) À 

P14, les crêtes ampullaires des canaux semi-circulaires présentent du marquage sous forme de 

disques bien délimités (flèches vides). À P14 et P21, la macula utriculaire (D, F) et la macula 

sacculaire (E) semblent présenter davantage de disques marqués. Des observations à plus fort 
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grossissement des macules à P14 (G, H) et P21 (I) montrent que le marquage (flèches vides) 

correspond au diamètre apical de cellules, probablement des cellules ciliées. La membrane 

otolithique au-dessus des macules présente également un marquage Piezo2 (#). Toutes les 

microphotographies ont été prises au même temps d’exposition et sont orientées dorsal vers le haut. 

Les astérisques pointent des vaisseaux sanguins qui émettent une forte fluorescence intrinsèque. U 

: Utricule, S : Saccule. Barres d'échelle, 100μm en A-B, D-F; 20μm en C, G-I. 
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3.2.3 Développement des faisceaux de stéréocils du système vestibulaire 

Nous avons utilisé le marquage à la phalloïdine pour étudier le développement des stéréocils au 

niveau des organes sensoriels vestibulaires. À la naissance, du marquage est visible sur le pourtour 

des cellules épithéliales, notamment au niveau apical. Le marquage apical est plus intense au niveau 

des organes maculaires présomptifs : au niveau de la macule utriculaire (Fig. 22A, flèche pleine), 

il prend la forme de disques pleins à la surface de l’épithélium, ce qui semble correspondre au 

diamètre des cellules individuelles, alors qu’au niveau de la macule sacculaire (Fig. 22A, flèche 

vide), il forme un trait généralement ininterrompu. Les crêtes ampullaires des canaux semi-

circulaires montrent un faible marquage (non illustré). À P7, le marquage ressemble à ce qui est 

observé dans la macule utriculaire à P0 (Fig. 22B), c’est-à-dire des disques apicaux pleins du 

diamètre d’une cellule. Toutefois, l’intensité de la fluorescence semble supérieure à ce qui est 

observé dans l'utricule à P0 et le contour des disques est plus net. Ce type de marquage est visible 

au niveau des deux macules. Le marquage des crêtes ampullaires est plus avancé sous la forme de 

longs filaments à la surface apicale de l’épithélium sensoriel (Fig. 22C), suggérant la présence de 

cils à l’extrémité des cellules ciliées présomptives. Ce qui ressemble aux cils courts et minces des 

macules utriculaires et sacculaires observés au niveau des disques à P12 (Fig. 22D) s’allonge et 

s’épaissit considérablement à P14 (Fig. 22E). Le même patron de fluorescence a été retrouvé à P21 

autant pour les macules que les crêtes ampullaires des trois canaux semi-circulaires.  
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Figure 22. Immunohistochimie contre l’actine dans les organes sensoriels du système 

vestibulaire. Coupes transverses de têtes d’opossums âgés de P0 à P14. (A) À P0, le marquage est 

plus intense à la surface apicale des organes sensoriels. Il prend la forme de disques à la surface de 

la macule utriculaire (flèches pleines), mais a une apparence plus uniforme à la surface de la macule 

sacculaire (flèches vides). (B) À P7, en plus des macules, les crêtes ampullaires des canaux semi-

circulaires (têtes de flèches pleines) montrent un fort marquage. Dans les macules, celui-ci prend 

la forme de nombreux disques apicaux comme dans la macule utriculaire à P0. (C) Dans les crêtes 

ampullaires, le marquage a la forme de filaments à la surface apicale de l’épithélium sensoriel, 

suggérant la présence de longs cils (têtes de flèches vides). (D) À P12, les cils des macules 

utriculaires et sacculaires semblent encore courts et minces au niveau des disques. (E) Dès P14, 

l’allongement et l’épaississement des cils présomptifs des macules sont notable. Les 

microphotographies ont été prises au même temps d’exposition et sont orientées dorsal vers le coin 
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supérieur droit. Les astérisques pointent des vaisseaux sanguins qui émettent une fluorescence 

intrinsèque. U : Utricule, S : Saccule, CA : Crête Ampullaire. Barres d'échelle, 100μm. 

 
 
 
 

La présence de marquage dans les membranes otolithiques était inattendue et une attention 

particulière a été portée aux coupes contrôles pour s’assurer de sa spécificité. La figure 23 montre 

une macule utriculaire traitée contre Piezo2 et observée avec un filtre spécifique pour le 

fluorophore Alexa Fluor-488 (Fig. 23A) et un filtre non spécifique (Fig. 23B). Le marquage à la 

surface de la macule (flèches pleines) et dans la membrane otolithique (têtes de flèches pleines) 

n’est observable qu’avec le filtre spécifique. Une coupe adjacente de la même macule, traitée sans 

l’anticorps primaire et observée avec le filtre spécifique, ne montre pas de marquage au niveau de 

la macule (flèches vides) et une fluorescence au niveau de la membrane otolithique (têtes de flèches 

vides) dont l’intensité est beaucoup plus faible que sur les coupes traitées avec l’anticorps primaire. 

Les coupes traitées avec les anticorps pré-absorbés ont produit des résultats similaires aux contrôles 

négatifs (non illustrés).  
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Figure 23. Contrôle négatif pour l'immunohistochimie Piezo2. (A-B) Macule utriculaire d'un 

opossum P7 traitée avec l’anticorps anti-Piezo2 et observée avec un filtre spécifique pour le 

fluorophore (A, vert) et un filtre non spécifique (B, rouge). Les flèches et les pointes de flèches 

pointent respectivement à la surface de la macula et de la membrane otolithique. Le marquage n'est 

observable qu'en A. (C) Section adjacente à celle montrée en A, mais traitée sans l'anticorps 

primaire. Aucun marquage n'est observé à la surface de la macula (flèches vides) avec le filtre 

spécifique. Les pointes de flèches vides pointent une légère fluorescence de la membrane 

otolithique. Toutes les microphotographies ont été prises au même temps d’exposition et sont 

orientées dorsal vers le coin supérieur droit. Les astérisques pointent des vaisseaux sanguins qui 

émettent une fluorescence intrinsèque. Barres d'échelle, 20μm en A-B, 40μm en C. 
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3.3 Système cochléaire 

3.3.1 Développement de Piezo2 dans le système cochléaire 

L’état de maturation de la cochlée varie grandement entre la naissance et P14. Sommairement à 

P0, elle prend la forme circulaire caractéristique de la vésicule otique (voir section 1.4.4.1). En 

absence de coloration ou de marquage spécifique, la paroi ventrale et dorsale ne semble montrer 

aucune distinction apparente. Une série de modifications morphologiques est observable à P7, ce 

qui inclut un épaississement important de la paroi ventrale de la vésicule, suggérant un 

développement plus avancé. Dès P9, nous pouvons observer la membrane tectoriale présomptive 

qui surplombe la région apicale. De plus, les structures entourant l’organe de Corti en 

développement se raffinent également avec un conduit cochléaire séparé de la rampe vestibulaire 

et de la rampe tympanique. À P11, la portion ventrale du conduit cochléaire est divisée en plusieurs 

couches distinguables, correspondant fort probablement aux cellules sensorielles et aux cellules de 

soutien. Entre P14 et P21, l’organisation générale de la cochlée ressemble à ce qui a été observé 

précédemment. Néanmoins, sa taille augmente singulièrement.  

La distribution de Piezo2 lors du développement de la cochlée a été étudiée par immunohistochimie 

sur des coupes de tête entière. À la naissance, un fort marquage Piezo2 a été observé sous la forme 

d’une ligne continue circonscrite au niveau apical d’une portion de l’épithélium du canal cochléaire 

(Fig. 24A, flèche pleine) qui correspond à la zone présomptive de développement de l’organe de 

Corti (voir section 1.4.4.1). À P7, le marquage Piezo2 est d’une intensité supérieure à ce qui a été 

observé à P0 (Fig. 24B, flèche pleine). La morphologie de l’organe de Corti présomptif s’est 

légèrement modifiée et montre, chez certains spécimens au moins, un bourrelet central à 

l’emplacement du limbe spiral (Fig. 24B, #), soit une structure contenant des cellules qui produisent 
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la membrane tectoriale. Cette dernière n’est pas encore présente à cet âge. À partir de P14, Piezo2 

ne forme plus une ligne continue à la surface apicale de l’épithélium, mais prend la forme de 

disques qui correspondent au diamètre des cellules ciliées (Fig. 24C). Ces disques permettent de 

reconnaitre trois rangées de cellules (Fig. 24C, têtes de flèches pleines) qui correspondent aux 

cellules ciliées externes de l’organe de Corti. L’identification des cellules est permise par la 

morphologie des faisceaux de cils (voir section 1.4.2) et leur positionnement périphérique sur 

l’organe de Corti (illustré à P21 à la Fig. 25A, tête de flèche pleine). Les cellules ciliées internes 

n’expriment pas Piezo2 (Fig. 24C, tête de flèche vide). À P14, la membrane tectoriale est bien 

visible et fortement marquée (Fig. 24C et Fig 25A, flèche vide). 
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Figure 24. Développement de Piezo2 et des cils dans les cellules ciliées de la cochlée. La rangée 

du haut (A-C) montre des coupes marquées pour Piezo2 (en vert) et celle du bas (D-F) des coupes 

marquées pour l’actine (en jaune). (A et D) Canal cochléaire à P0 avec des flèches pleines pointant 

l’épithélium ventral correspondant à l’organe de Corti présomptif où les cellules expriment du 

marquage pour Piezo2 (A) et les filaments d’actines (D). (B et E) À P7, les cellules sensorielles 

présomptives semblent démontrer une plus forte expression de Piezo2. Un bourrelet central à 

l’emplacement du limbe spiral (#), soit une structure contenant des cellules qui produisent la 

membrane tectoriale, peut être observé (B). Le marquage apical pour l’actine montre des 

discontinuités (tête de flèche vide pointillée) qui suggèrent une réorganisation du cytosquelette à 

ce niveau des cellules concernées (E). (C et F) Coupes rasantes de la surface de l’organe de Corti 

à P14. Le marquage pour Piezo2 prend la forme de disques sphériques sur trois rangée (C, têtes de 

flèches pleines) correspondant aux rangées de OHC (voir F). Du marquage est observé sur une 

portion de la membrane tectoriale (C, flèche vide), mais pas à l’emplacement présumé des IHC (C, 

têtes de flèches vides). Le marquage des filaments d’actine permet de reconnaître les faisceaux de 

cils en forme de V formant un angle aigu chez les OHC (F, têtes de flèches pleines) et un angle 

obtus chez les IHC (F, têtes de flèches vides). Pour faciliter la comparaison avec C, l’emplacement 
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présumé de la membrane tectoriale est indiqué par une flèche vide. Toutes les microphotographies 

ont été prises au même temps d’exposition et sont orientées dorsal vers le haut. Les astérisques 

pointent des vaisseaux sanguins intrinsèquement fluorescents. Barres d'échelle, 20μm en E; 100μm 

en A-D, F. 

 

3.3.2 Développement des faisceaux de stéréocils de l’organe de Corti  

Pour s’assurer que le marquage Piezo2 observé précédemment correspond bien aux cellules ciliées, 

des coupes d’oreille interne d’opossums aux mêmes âges ont été traitées avec la phalloïdine pour 

faire ressortir l’organisation du cytosquelette, en particulier au niveau des cils. À tous les âges, la 

phalloïdine marque faiblement les contours des cellules de l’épithélium de la cochlée présomptive 

et plus intensément au niveau apical. À P0, le marquage apical forme des portions continues à 

différents endroits du pourtour de la cochlée, particulièrement dans la région ventrale caractérisée 

par des cellules de plus haute taille (Fig. 24D, flèche pleine) où se développe l’organe de Corti. À 

P7, le marquage apical se restreint à la surface apicale des cellules de plus haute taille et il est 

toujours continu dans l’ensemble (Fig. 24E, flèche pleine), même s’il se fragmente pour laisser 

apparaître des régions isolées correspondant à la surface des cellules individuelles (Fig. 24E, tête 

de flèche vide pointillée). Vers P9, une rangée de cellules ciliées internes peut être identifiée grâce 

à leur forme. À ce stade, les cellules épithéliales de la région externe semblent uniformes et les 

cellules ciliées externes ne peuvent pas être identifiées. Cependant, elles deviennent distinguables 

entre P10 et P11. Le marquage à la phalloïdine met en relief les faisceaux de cils reconnaissables 

en forme de « V ». L’angle aigu du V permet de distinguer les trois rangées de cellules ciliées 

externes (Fig. 24F, têtes de flèches pleines) de la rangée unique de cellules ciliées internes dont 

l’angle est plus obtus (Fig. 24F, têtes de flèches vides) comme mis en évidence à P14 (Fig. 24F). 
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La présence de Piezo2 au niveau de la membrane tectoriale (Fig. 25A, flèches vides) est intrigante, 

car il s’agit d’une protéine considérée comme un récepteur membranaire alors que la membrane 

est acellulaire. Le marquage semble spécifique, car il n’apparaît pas sur les contrôles négatifs 

(traités sans anticorps primaires; non illustrés) et qu’il disparait au niveau de la membrane tectoriale 

(flèches vides) et de la surface apicale des OHC (têtes de flèches pleines) lorsque les coupes sont 

observées avec un filtre inadéquat pour l’Alexa Fluor-488 (Fig. 25B). Toutefois, pour nous assurer 

qu’il ne s’agit pas d’un artefact méthodologique, des contrôles avec des anticorps préalablement 

saturés avec Piezo2 (pré-absorption) ont été réalisés. Les coupes traitées avec ces anticorps ne 

montrent pas de marquage ni dans la membrane tectoriale (Fig. 25C, flèches pleines) ni dans les 

cellules ciliées (Fig. 25C, tête de flèche vide).  

 
Figure 25. Spécificité des anticorps dirigés contre Piezo2. (A-B) Organe de Corti d'un opossum 

à P21 traité avec l’anticorps anti-Piezo2 et observé avec un filtre spécifique pour le fluorophore 

(A, vert) et un filtre non spécifique (B, rouge). Les flèches vides et les têtes de flèches pleines 

pointent respectivement la localisation de la membrane tectoriale et de la rangée de IHC. (C) 

Section adjacente à celle montrée en A, mais traitée avec l’anticorps anti-Piezo2 pré-absorbé, c’est-

à-dire préalablement saturé avec l’antigène. Aucun marquage n'est observé au niveau de la 

membrane tectoriale (flèches pleines) ni au niveau des IHC (têtes de flèches vides) lorsqu'elles sont 

exposées au filtre adéquat. Toutes les microphotographies ont été prises au même temps 

d’exposition et sont orientées dorsal vers le haut. Les astérisques pointent des vaisseaux sanguins 

tandis que les têtes de flèches vides pointillées montrent des portions autofluorescentes de cellules 

de soutien. Barres d'échelle, 40μm. 
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Chapitre 4 

Discussion 
 

The important thing is to never stop questioning.4 

– Albert Einstein (1879 – 1955), physicien théoricien 

 

 

Dans cette thèse, nous avons étudié la présence du canal mécanosensible Piezo2 dans la tête de 

l’opossum (Monodelphis domestica) entre la naissance et la fin de la 3e semaine postnatale. En 

utilisant la RT-PCR, nous avons montré que l’ARNm de la protéine est présent à tous les âges 

étudiés. L’hybridation in situ suggère la présence d’ARNm au niveau du bouclier oral à la 

naissance. Toutefois, aucune autre structure ne montre de signal en raison de la pénétration trop 

faible de la sonde. L’immunohistochimie n’a pas permis de mettre en évidence la protéine Piezo2 

au niveau de la peau faciale, ni chez les jeunes animaux ni chez l’adulte. Cette technique nous a 

cependant permis de mettre en évidence Piezo2 dans l’oreille interne : la protéine est présente dès 

la naissance dans la macule utriculaire et l’organe de Corti, elle est observable dans la macule 

sacculaire et les crêtes ampullaires à P7. Dans tous ces organes, à partir de P7, le marquage pour 

Piezo2 prend la forme de disques à la surface de l’épithélium. Ces disques ont une morphologie 

similaire à ceux formés par l’accumulation d’actine où se développent les cils des cellules ciliées, 

 
4 Einstein, 1955. 
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ce qui permet de penser que Piezo2 se trouve à la surface des cellules ciliées présomptives. Ceci 

est corroboré dans l’organe de Corti à P9, où le patron de marquage Piezo2 correspond à la 

distribution en rangée des cellules ciliées internes et à P11 avec les trois rangées des cellules ciliées 

externes. À P14, les disques de marquage Piezo2 sont bien nets dans tous les organes et la seule 

différence avec P21 semble être une augmentation de leur nombre. Nous n’avons toutefois pas 

tenté de quantification. Du marquage Piezo2 est observé dans la membrane tectoriale de l’organe 

de Corti à partir de P14, et dans les membranes otolithiques des macules dès P7.  

4.1 Considérations méthodologiques 

La présence de Piezo2 dans la peau chez d’autres espèces est bien démontrée, au moins chez 

l’adulte, alors que nos résultats en immunohistochimie ne montrent pas de marquage. Cela amène 

la question de la spécificité de l’anticorps utilisé, d’autant plus qu’il n’existe pas d’anticorps 

commercial ciblant spécifiquement la protéine de l’opossum. Différentes observations permettent 

de conclure que cet anticorps marque bien Piezo2. Premièrement, le marquage observé à la surface 

des cellules ciliées présomptives des organes sensoriels de l’oreille interne correspond à 

l’emplacement de Piezo2 dans ces structures chez d’autres espèces (Wu et al., 2017). 

Deuxièmement, des vérifications à l’aide de l’outil BLAST du National Centre for Biotechnology 

Information (https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi) rapportent 97% de similitude entre 

l’immunogène employé pour produire l’anticorps utilisé dans cette thèse et la séquence de Piezo2 

chez l’opossum. Enfin, deux types de contrôles négatifs ont été employés : l’omission de l’anticorps 

primaire et l’emploi d’anticorps préalablement saturé avec l’antigène ayant servi à sa production 

(pré-absorption). Dans ces deux cas, les coupes contrôles ne montraient pas de marquage alors que 

des coupes adjacentes, traitées avec l’anticorps primaire anti-Piezo2 non saturé, en montraient au 

niveau de l’oreille interne. 
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Par ailleurs, la présence potentielle de Piezo2 dans la tête de l’opossum néonatal est soutenue par 

les expériences de RT-PCR. La région amplifiée par les amorces avec cette technique se trouve 

dans la séquence codante, soit la partie du gène potentiellement traduite en protéine Piezo2, ainsi 

que dans sa région 3’-UTR adjacente. L’amplification de l’expression génique survenue à tous les 

âges au poids moléculaire attendu permet d’affirmer avec confiance que l’opossum exprime 

l’ARNm de Piezo2 et qu’il est possiblement traduit en protéine, au moins dans l’oreille interne. 

Concernant l’hybridation in situ sur animal entier, nos résultats chez la souris suggèrent une 

expression précoce de l’ARNm de Piezo2 au niveau de la tête, comprenant les régions où se 

développent les vibrisses. Toutefois, il est souvent difficile d’étudier les cellules épidermiques avec 

cette technique lorsque la peau est bien kératinisée, car la kératine limite l’accès aux acides 

nucléiques dans le cytoplasme des cellules d’intérêts. Nos expériences suggèrent que le périderme, 

soit la dense couche de kératine retrouvée chez certains marsupiaux dont l’opossum, bloque le 

passage de la sonde Piezo2. En modifiant un protocole mis au point pour la souris (Wei et al., 

2011), nous avons observé une expression de l’ARNm de Piezo2 au niveau du bouclier oral à la 

naissance. Deux observations rendent suspicieux les résultats obtenus à P0. D’une part, le 

marquage est très circonscrit par rapport à celui visible chez des souris d’âge comparable; il se 

limite au bouclier oral, sans s’étendre sur les joues ou le museau. D’autre part, même si la coloration 

obtenue résulte du traitement, car elle n’est pas observée chez les animaux non traités, la teinte est 

légèrement différente (moins bleutée) en comparaison de celle observée chez la souris. Le bouclier 

oral correspond à la région du museau qui fait contact avec la peau de la mère (Nelson, 1992; 

Schneider, 2011) ce qui rend possible le fait qu’une quantité plus ou moins importante de tissu 

épithélial maternel reste déposé à ce niveau lorsque les petits sont retirés de la mère. Comme 

l’épiderme se renouvelle par lyse des kératinocytes, il est possible que l’ARNm de Piezo2 
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provenant de l’épithélium maternel reste pris au niveau du bouclier oral et ne se dégrade pas ou 

moins rapidement que dans les régions directement exposées à l’air. Pour bien vérifier que l’ARNm 

de Piezo2 est exprimé à ce niveau, d’autres types d’expériences devraient être tentées. Par exemple, 

il serait intéressant de réaliser de l’hybridation sur lame, ce qui éliminerait d’emblée le problème 

de l’épaisseur de l’épiderme et permettrait une meilleure visualisation des tissus en cas de 

marquage. Par manque de matériel et d’expertise, ces avenues n’ont pas été poursuivies dans ce 

travail. Nous nous sommes plutôt tournés vers l’étude protéinique de Piezo2. 

 

4.2 Peau faciale 

L’hypothèse principale que cette étude testait était que Piezo2 était un des canaux mécanosensibles 

impliqués dans la détection du toucher au niveau du museau de l’opossum nouveau-né. Les 

résultats que nous avons obtenus démentent cette hypothèse, car aucun marquage pour Piezo2 n’a 

été observé dans la peau, même chez l’adulte. Malgré une complexification importante du 

tégument, comprenant des structures qui sont innervées par des fibres exprimant Piezo2 chez la 

souris, nos observations suggèrent que Piezo2 n’est pas exprimé dans la peau faciale de l’opossum.  

La plupart des études montrant que Piezo2 est impliqué dans la mécanotransduction au niveau des 

récepteurs peauciers ont été faites chez les mammifères euthériens (Ranade et al., 2014b; Zhang et 

al., 2019) ou chez d’autres vertébrés (Faucherre et al., 2013) à des stades assez matures. Peu 

d’études ont été réalisées sur le développement de Piezo2 (voir García-Mesa et al., 2022) et il n’en 

existe aucune, à notre connaissance, spécifiquement au niveau de la peau du visage ou des 

ganglions céphaliques.  
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D’autres récepteurs moléculaires doivent être envisagés pour expliquer les réponses sensorielles 

aux stimulations mécaniques du visage induites dès la naissance chez l’opossum (Desmarais et al., 

2016). Toutefois, il n’existe pas encore d’autres mécanorécepteurs aussi bien caractérisés que les 

Piezos. La famille des TRP (transient receptor potentiel) pourrait contenir des candidats, car ces 

récepteurs multimodaux sont impliqués dans la perception de plusieurs types de sensations - 

changements de température, détection d’agents chimiques, changements osmotiques. À ce jour 

chez les mammifères, 33 canaux TRP répartis en 7 sous-familles ont été identifiés et une sensibilité 

aux stimulations mécaniques a été proposée pour 9 isoformes (voir tableau 1) (Clapham et al., 

2005; Kang et al., 2010). Cependant, leur implication dans la mécanosensation chez les 

mammifères reste encore discutée, car de nombreux résultats contradictoires ont été rapportés et 

leur présence dans des cellules mécanosensibles est rarement démontrée (Christensen et Corey, 

2007 ; Sharif-Naeini et al., 2008). La plupart joueraient un rôle modulateur de l’activité 

mécanosensorielle plutôt que d’être la source de la mécanosensation. Toutefois, certains sont de 

meilleurs candidats en ce sens, comme le canal TRPV4 qui est présent dans le ganglion du 

trijumeau et des cellules de Merkel autour des vibrisses du rat adulte (Liedtke et al., 2005). Il serait 

intéressant d’étudier si ce canal est présent chez l’opossum Monodelphis domestica nouveau-né. 

Des expériences en immunohistochimie ainsi que des expériences complémentaires sur 

préparations in vitro utilisant des substances pharmacologiques antagonistes telles que le carvacrol 

(Nazıroğlu, 2022) pourraient être réalisées afin d’apporter des éléments de réponses. 
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4.3 Système vestibulaire 

L’hypothèse de départ était que Piezo2 serait présent dans la macule utriculaire à la naissance avant 

d’apparaître dans les autres organes vestibulaires. Nos résultats montrent que c’est effectivement 

le cas même si, sur la base de l’expression de Piezo2, la maturation respective des différents 

organes semble suivre un décours temporel presque similaire. En effet, on observe un assez faible 

marquage Piezo2 dans la macule utriculaire à la naissance, dont l’intensité augmente à P7 et se 

stabilise vers P14. Dans la macule sacculaire et les crêtes ampullaires, une faible expression de 

Piezo2 est observable à P7 suivi d’une expression plus forte à P14 (Fig. 26). Ces observations 

permettent de penser que les premiers stades de maturation des cellules ciliées de la macule 

utriculaire s’effectuent principalement durant les 2 premières semaines postnatales, alors que cette 

maturation s’effectue plus durant les 2e et 3e semaines postnatales dans les autres organes 

vestibulaires. Cela confirme d’autres études (Pflieger et Cabana, 1996; Ashwell et Shulruf, 2014) 

qui montrent que la macule utriculaire est un peu plus mature à la naissance chez les marsupiaux 

et qu’elle est suivie de la macule sacculaire et des crêtes ampullaires. 

L’expression de Piezo2 prend la forme de disques tout comme l’actine qui précède l’apparition des 

faisceaux de stéréocils. Il est donc plausible que ce canal soit retrouvé au niveau de la surface 

apicale des cellules ciliées vestibulaires. Dans la macule utriculaire de l’opossum nouveau-né, 

l’expression de Piezo2 est comparativement faible par rapport à ce qui est observé à P7, ce qui 

suggère que cette macule n’est pas encore fonctionnelle. La macule sacculaire et les crêtes 

ampullaires montrant une maturation plus tardive, cela permet de penser que le système vestibulaire 

n’est pas assez mature pour jouer un rôle fonctionnel à la naissance chez l’opossum. Des 

stimulations vestibulaires sur des préparations in vitro d’opossums nouveau-nés n’induisent 

d’ailleurs pas de réponses motrices entre P0 et P12 (Adadja et al., 2013; Lanthier, 2017). Ce que 
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nous observons chez l’opossum est possiblement valable chez d’autres espèces marsupiales. En 

effet, une étude de comparaison anatomique (Ashwell et Shulruf, 2014) a montré que, à l’exception 

des Dasyuridés, qui naissent beaucoup plus immatures, de nombreuses espèces de marsupiaux 

naissent à des stades de maturation vestibulaire comparables à celui de l’opossum.  

Nos résultats permettent seulement une approximation du développement fonctionnel des organes 

sensoriels, car si Piezo2 est associé à des courants précoces, ce sont des courants dits « inversés » 

et non les courants « normaux » associés aux cellules matures (Beurg et al., 2016; Kim et al., 2013). 

La présence des disques d’actine aux âges précoces est possiblement le signe que le cytosquelette 

à la surface apicale des cellules ciliées s’organise pour former l’ébauche des cils, mais la 

méthodologie utilisée ne permet pas d’observer les premiers stades de développement de ces 

structures. La présence de cils a été notée vers P7 au niveau des crêtes ampullaires, possiblement 

parce qu’ils sont plus longs dans ces organes, et P12 au niveau des macules. Chez le rat, une 

importante maturation fonctionnelle du système vestibulaire a lieu durant la première semaine 

postnatale (Lannou et al., 1979; Parrad et Cottereau, 1977) ce qui correspond approximativement 

à la deuxième semaine chez l’opossum. Si on assume un rythme de développement semblable du 

rat et de l’opossum, ce qui semble être le cas pour le système vestibulaire (Ashwell et Shurluf, 

2014), P14 serait donc un âge minimal approximatif pour le début de la perception sensorielle dans 

ces organes. C’est d’ailleurs vers le début de la seconde semaine postnatale que les cellules ciliées 

des différents organes vestibulaires expriment fortement Piezo2 et semblent avoir développé des 

cils, mais leur maturation continue sans doute par après. Cela s’accorderait avec le développement 

de certains comportements, notamment de réflexes. En effet, chez l’opossum, le réflexe de 

redressement sur une surface - qui consiste pour l’animal à se replacer sur les pattes après avoir été 

posé dos contre une surface - montre une phase de maturation importante au cours de la 3e semaine 
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postnatale (Cassidy et al., 1994). Toutefois, pour s’en assurer, il serait intéressant d’enregistrer les 

réponses des cellules ciliées à la suite de stimulations des cils à partir de cet âge. 

La présence de l’expression du canal ionique mécanosensible Piezo2 à des âges précoces chez 

l’opossum permet d’envisager l’étude de son rôle lors du développement. Il serait intéressant 

d’étudier le développement de Piezo2 en relation avec le substrat moléculaire responsable des 

courants « normaux ». Par exemple, en étudiant l’expression développementale du canal 

transmembranaire TMC1/2, une composante importante du complexe de transduction sensorielle 

des cellules ciliées vestibulaires matures (Pan et al., 2018). Le développement fonctionnel de ces 

cellules a été beaucoup moins étudié que leur physiologie chez l’adulte (voir par exemple, Kros et 

al., 1992; 1993; 1995; Ashmore et al. 1993). 
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Figure 26. Étapes du développement des cellules ciliées vestibulaires chez l’opossum 

(Monodelphis domestica) et la souris (Mus musculus). L’échelle temporelle présente les âges en 

jours embryonnaires (E) et postnataux (P) où certaines étapes de développement se produisent chez 

la souris (en bas). Les âges auxquels se produisent ces étapes sont donnés entre parenthèses chez 

l’opossum (en haut) et sont rapportés à des âges comparables chez la souris. Le texte en gris 

correspond à ce qui a été rapporté dans la littérature (Denman-Johnson et Forge, 1999; Geleoc et 

Holt, 2003; Mbiene et Sans, 1986) et celui en noir à ce qui a été observé dans la présente thèse. 

Barre d’échelle, 1 jour.  
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4.4 Système cochléaire 

Les expériences réalisées dans le cadre de cette section testaient l’hypothèse que les cellules ciliées 

cochléaires montraient du marquage Piezo2 peu après la naissance chez l’opossum puisque, chez 

la souris, elles expriment Piezo2 dès E16.5 (Johnson et al., 2005; Wu et al., 2017). Les résultats 

que nous avons obtenus montrent qu’il y a effectivement du marquage Piezo2 au niveau de l’organe 

de Corti à la naissance, mais qu’il concerne toutes les cellules de l’épithélium et pas seulement les 

cellules ciliées présomptives. Avec le temps, le marquage se restreint de plus en plus aux cellules 

ciliées jusqu’à P14, où le marquage sous forme de disques d’un diamètre cellulaire permet de 

penser à une expression au seul niveau des cellules ciliées.  

Afin d’observer la relation entre l’expression de Piezo2 et les cellules ciliées, nous avons tenté de 

marquer spécifiquement ces dernières en immunohistochimie. Cependant, les différents anticorps 

dirigés contre Atoh1, contre la myosine VI (MYO6) et contre l’otoferlin (voir tableau 4) n’ont pas 

permis de marquer ces cellules chez l’opossum. Nous nous sommes donc tournés vers la 

phalloïdine, même si elle est moins spécifique, car elle marque l’actine, soit un élément du 

cytosquelette de la majorité des cellules de l’organisme. La grande quantité d’actine présente dans 

les cils fait que les cellules ciliées peuvent être identifiées à P14 par la configuration en forme de 

V des trois rangées de cellules ciliées externes et en forme transversale plus ou moins linéaire de 

la rangée de cellules ciliées internes (Waguespack et al., 2007). La morphologie particulière des 

disques où se développent les cils supporte l’idée que les disques similaires observés lors du 

marquage Piezo2 se trouvent bien au niveau des OHC à P14.  
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À des stades plus précoces, nos observations en microscopie photonique ne permettent que des 

comparaisons superficielles avec le développement des stéréocils chez la souris. Le développement 

des faisceaux de stéréocils de l’opossum semble plus tardif que celui de la souris. En effet, les 

stéréocils de souris au stade II sont déjà répartis en faisceaux isolés les uns des autres sur des 

cellules ciliées différenciées vers E15, ce qui correspond au 2e jour postnatal chez l’opossum. À ce 

stade, le marquage de la phalloïdine et celui de Piezo2 sont sous la forme d’une ligne continue au 

niveau de la région ventrale de l’épithélium cochléaire immature, suggérant que les cellules ciliées 

sous-jacentes n’ont pas terminé leur différenciation et que nous sommes en présence du premier 

stade de croissance des stéréocils. L’opossum parait atteindre le stade II plusieurs jours plus tard, 

soit vers P9 avec l’observation d’une rangée de cellules ciliées internes marquées avec la 

phalloïdine. À ce stade, les cellules ciliées externes ne peuvent toujours pas être distinguées de 

l’ensemble des cellules épithéliales de la région externe. Elles deviennent identifiables autour de 

E15 à E16 chez la souris (Chacon-Heszele et al., 2012; McKenzie et al., 2004) et de P10 à P11 

chez l’opossum, soit à mesure que le marquage circonférentiel à la phalloïdine devient plus net 

(voir Figure 27). Ces résultats suggèrent que la différenciation des cellules ciliées internes précède 

légèrement celle des cellules ciliées externes chez l’opossum comme chez la souris (Huh et al., 

2012).  
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Figure 27. Étapes du développement des cellules ciliées cochléaires chez l’opossum 

(Monodelphis domestica) et la souris (Mus musculus). L’échelle temporelle présente les âges en 

jours embryonnaires (E) et postnataux (P) où certaines étapes de développement se produisent chez 

la souris (en bas). Les âges auxquels se produisent ces étapes sont donnés entre parenthèses chez 

l’opossum (en haut) et sont rapportés à des âges comparables chez la souris. Le texte en gris 

correspond à ce qui a été rapporté dans la littérature (Basch et al., 2016; Huh et al., 2012; Kelley, 

2007; Marcotti et al., 2003) et celui en noir à ce qui a été observé dans la présente thèse. Barre 

d’échelle, 1 jour.  
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Le développement fonctionnel des cellules ciliées peut également être relié à la protéine Piezo2. 

Le courant induit par la mécanotransduction de Piezo2 est inversé (voir section 1.4.3) (Michalski 

et al., 2007; Shotwell et al., 1981). Ces canaux localisés sur la surface apicale des cellules ciliées, 

à la base des stéréocils, sont activés par des déformations de la membrane cellulaire en fonction de 

la déflexion des stéréocils dans la direction inverse, soit vers le stéréocil le plus court. Ces courants 

sont encore peu étudiés et leur rôle est encore méconnu. Le fait qu’ils soient fonctionnels 

précocement a conduit certains auteurs à proposer qu’ils jouent un rôle dans la maturation des 

cellules ciliées (Beurg et Fettiplace, 2017). En utilisant la souris comme modèle, des chercheurs 

ont confirmé que l’intensité des courants de polarité inversée est importante vers E16.5 et s’annule 

vers P4 (Beurg et al., 2016; Johnson et al., 2005; Kim et al., 2013), ce qui correspond 

approximativement à un intervalle d’âges entre P3 à P11 chez l’opossum (voir tableau 2). Dans le 

même laps de temps, les courants normaux se développent et ce sont eux qui prédominent 

fonctionnellement chez l’adulte. L’expression précoce de Piezo2 que nous observons chez 

l’opossum à P0 indique un mécanisme physiologique favorisant la maturation fonctionnelle des 

cellules ciliées, par exemple, les déformations de la surface apicale pourraient favoriser des 

courants ayant pour conséquence d’induire et de soutenir la croissance des cils. Toutefois, cette 

hypothèse demanderait à être testée, car les IHC développent des cils, mais n’expriment que 

rarement Piezo2 tôt dans le développement chez la souris (Wu et al., 2017) et n’exprime pas encore 

Piezo2 à P14 chez l’opossum.  

C’est seulement vers le début de la seconde semaine postnatale que les cellules ciliées externes 

différenciées expriment fortement Piezo2, elles ont alors acquis des cils. Le rôle principal des OHC 

est de capter les oscillations de la membrane basilaire et d’amplifier la stimulation des IHC en 

régulant entre autres les mouvements de la membrane tectoriale (Ashmore, 2008; Dallos, 2008; 
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Meyer et Moser, 2010). P14 serait donc un âge minimal approximatif pour le début du 

fonctionnement des OHC. Toutefois, l’oreille est encore trop immature pour permettre l’audition. 

En effet, les osselets sont encore peu développés dans l’oreille moyenne à cet âge (Sánchez-

Villagra et al., 2002). Ce n’est que vers P24 que l’activité auditive est suffisante pour provoquer 

des potentiels auditifs évoqués dans le tronc cérébral (Reimer, 1995) et le colliculus inférieur 

(Aitkin et al., 1997), et le méat auditif externe ne s’ouvre que vers la 5e semaine postnatale (Cassidy 

et al., 1994). L’expression précoce de Piezo2 suggère que la maturation fonctionnelle des OHC 

pourrait précéder celle des IHC de plusieurs jours, voire semaines. D’autres études seront 

nécessaires afin de déterminer si le développement des OHC influence celui des IHC et à quel 

moment ces dernières commencent à transmettre les informations auditives perçues au SNC.  

Le développement fonctionnel cochléaire de l’opossum Monodelphis domestica semble 

généralement plus rapide que chez d’autres espèces marsupiales, considérant que des potentiels 

évoqués ne peuvent être enregistrés qu’à partir de P49 chez l’opossum Didelphis virginiana 

(McCrady, 1938) et vers P45-50 chez le chat marsupial Dasyurus hallucatus (Aitkin et al., 1994). 

Il est cependant plus tardif que chez les placentaires puisque des chercheurs ont noté une sensibilité 

au son à partir de 6 jours postnataux chez le chat Felis catus (Aitkin et Moore, 1975; Foss et 

Flottorp, 1974), entre les jours 10 et 12 chez le rat de laboratoire Sprague dawley (Ehret, 1983; 

Pysh, 1969), à partir de 14 jours chez la souris Mus musculus (Ehret, 1976a) et vers 32 jours chez 

le furet Mustela putorius (Brunso-Bechtold et al., 1992; Moore, 1982). Ces données sont 

comparées à la Figure 28. 
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Figure 28. Début de la sensibilité au son chez différentes espèces de mammifères. L’échelle 

temporelle présente les âges en jours postnataux (P) approximatifs où le système auditif devient 

fonctionnel chez des euthériens (Butler et Juurlink, 1987; Evans et Sack, 1973) et des marsupiaux 

(Aitkin et al., 1994, 1997; McCrady, 1938). Les âges auxquels se produisent les mêmes étapes sont 

donnés entre parenthèses chez les différentes espèces et sont rapportés à des âges comparables chez 

l’opossum Monodelphis domestica. Barre d’échelle, 1 jour.  
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La membrane tectoriale qui recouvre l’organe de Corti présentait également du marquage Piezo2 

dès P14. Présente dans l’oreille interne des reptiles, des oiseaux et des mammifères (Goodyear et 

Richardson, 2002; Teudt et Richter, 2014), cette matrice extracellulaire joue un rôle modulateur de 

l’audition en influençant l’activité des OHC qui, indirectement, influencent celle des IHC. La 

matrice contient un grand nombre de molécules, dont la bêta-tectorine (TECTB), l'alpha-tectorine 

(TECTA), l'otogelin, l'otogelin-like et la molécule d'adhésion CEACAM16 (Cohen-Salmon et al., 

1997; Legan et al., 2014, 1997; Legan et Richardson, 1997; Yariz et al., 2012; Zheng et al., 2011). 

Toutefois, la présence de Piezo2 dans la membrane tectoriale n'a pas été rapportée chez d’autres 

espèces à notre connaissance. Il est possible que ça soit dû au fait que chez d’autres espèces, 

principalement la souris, les expériences visent l’expression génique (hybridation in situ, animaux 

transgéniques exprimant un marqueur fluorescent dans les cellules exprimant l’ARNm de Piezo2), 

alors que notre utilisation de l’immunohistochimie vise la protéine. Le rôle que pourrait jouer une 

protéine considérée comme membranaire dans une matrice extracellulaire est difficile à expliquer. 

Il est possible que la protéine Piezo2 affecte les propriétés physiques de la matrice de la membrane 

tectoriale de manière à favoriser son rôle fonctionnel.  

Nous avons aussi observé du marquage Piezo2 dans les membranes otolithiques des deux macules, 

mais pas dans les cupules des crêtes ampullaires. Cela suggère que la synthèse des cupules suit des 

mécanismes différents de ceux des membranes tectoriales et otolithiques. Afin de vérifier cette 

idée, des expériences complémentaires seraient nécessaires, à commencer par déterminer si Piezo2 

est présent dans ces membranes chez d’autres espèces. 
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Chapitre 5 

Conclusion générale 
 

Hâtez-vous lentement, et, sans perdre courage 

Vingt fois sur le métier remettez votre ouvrage 

Polissez-le sans cesse et le repolissez 

Ajouter quelquefois, et souvent effacez5 

― Nicolas Boileau (1636 – 1711), homme de lettres 

 

 

Les expériences effectuées dans le cadre de cette thèse ont contribué à mieux comprendre le 

développement précoce des sens haptique, vestibulaire et cochléaire de l’opossum. Contrairement 

à ce qui est observé chez d’autres mammifères, Piezo2 ne semble pas être une composante majeure 

de la mécanosensiblité des récepteurs peauciers chez l’opossum. Dans le système vestibulaire, la 

présence de Piezo2 dans la macule utriculaire uniquement confirme qu’elle se développe un peu 

plus précocement que les autres organes sensoriels vestibulaires. Toutefois, l’expression de Piezo2 

dans cette macule est comparativement trop faible à la naissance pour être fonctionnelle, infirmant 

l’hypothèse que le système vestibulaire joue un rôle dans le contrôle sensorimoteur lors de la 

naissance chez l’opossum. Ce canal membranaire est cependant lié à la maturation des cellules 

ciliées de l’oreille interne. Son expression par les cellules ciliées cochléaires suggère qu’elles 

 
5 Boileau, 1718. 
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subissent d’importantes modifications fonctionnelles durant la 2e semaine postnatale, c’est-à-dire 

à des âges correspondant à ce qui est observé chez les euthériens. Piezo2 semble aussi jouer un rôle 

dans le développement de la membrane tectoriale de l’organe de Corti et les membranes 

otolithiques des macules, mais d’autres études sont nécessaires pour comprendre celui-ci. Cette 

étude ouvre ainsi de nouvelles avenues de recherche sur le développement de la perception 

mécanosensorielle chez l’opossum, dans des perspectives adaptatives et comparatives.  
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Figure 29. Opossum Monodelphis domestica. Crédit photo Dr. Jean-François Pflieger 
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