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Résumé 

L’émergence de la respiration aérienne au cours du développement de 

l’amphibien demande d’importants changements au niveau du circuit cérébral qui 

génère et régule le rythme respiratoire. La métamorphose étant influencée par 

différentes hormones métamorphiques, nous avons testé l’hypothèse proposant 

qu’exposer le cerveau à ces hormones augmenterait le rythme respiratoire aérien fictif 

chez les têtards de Lithobates catesbeianus. Nous utilisons une technique d’isolation 

du tronc cérébrale qui est ensuite exposé à différentes hormones, soit l’aldostérone, la 

corticostérone et l’hormone T3. En comparant les préparations exposées aux 

hormones sur 24h avec les contrôles, nous démontrons que l’exposition aux 

hormones augmente de manière générale la respiration aérienne. La ventilation fictive 

des préparations exposées aux hormones présentait des similarités avec celles 

provenant d’adultes. Nous concluons que, grâce à leurs effets à long terme, les 

hormones régulant la métamorphose peuvent déclencher la maturation des circuits 

neuronaux qui génèrent et régulent la respiration de cette espèce.  
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Abstract 

The emergence of air breathing during amphibian development requires 

significant changes to the brainstem circuits that generate and regulate breathing. 

Because this metamorphosis is regulated by metamorphic hormones, we tested the 

hypothesis that exposing the brainstem to these hormones augments the fictive air 

breathing frequency in Lithobates catesbeianus tadpoles. Brainstems were isolated 

from pre-metamorphic tadpoles and a hormone exposure was made with the 

following hormones: aldosterone, corticosterone, T3. By comparison with 

preparations subjected to sham treatment, hormone exposure generally increased 

fictive air breathing frequency. Brainstem preparations showed a response to a 

change in the aCSF pH only before the 24h incubation, suggesting a chemosensitivity 

lost following the incubation. However, the patterns of the exposed brainstem 

presented an activity that is reminiscent of those observed in adult frogs. We 

conclude that hormones play an important role in the maturation of the neural circuits 

that generate and regulate breathing in this species.  
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1. Métamorphose de l’amphibien 

1.1 Changements morphologiques  

En jetant un œil sur l’évolution générale des espèces, il est possible de 

remarquer chez plusieurs taxons une importante période de changements drastiques 

qui s’étendent sur une très courte durée permettant à l’animal de passer d’une forme à 

l’autre. Un des exemples le plus connu et aussi le plus spectaculaire est retrouvé dans 

le groupe des amphibiens.  Au cours de leur cycle de vie, les grenouilles subissent 

d’importants changements morphologiques et physiologiques leur permettant de 

passer du milieu aquatique vers le milieu terrestre  afin d’exploiter des nouvelles 

ressources (Werner, 1986) (Fig. 1.1). Cette transition est engendrée par une 

importante période de développement appelée métamorphose où la croissance de 

l’animal semble être stoppée. Ce dernier doit donc mettre l’emphase sur sa croissance 

lors du stade larvaire afin d’assurer une rapide expansion de son poids corporel dans 

une niche écologique qui est temporaire. Cette opportunité d’expansion sera un 

important facteur pour la survie de l’animal dans son cycle de vie tant par ses 

interactions avec les prédateurs que par sa réaction face à des changements 

environnementaux tels que la dessiccation de l’étang (Denver, 1997a).  

Grâce à la publication de Taylor et Kollros (1946) : stages in the normal 

deve1opment of Rana pipiens larvae, nous avons une très bonne description du 

développement de l’animal post-éclosion, présenté dans l’article par les 25 étapes 

décrivant la morphologie du stade larvaire vers la grenouille adulte. L’apparition des 

membres débute avant la métamorphose, au cours de la période encore aquatique du 

têtard. Ce sont tout d’abord les membres postérieurs qui apparaissent au cours de la 

vie aquatique. Une fois la formation des membres postérieurs complétée, les pattes 

antérieures qui se sont formées sous la peau émergent. Une fois la transition vers le 

milieu aérien effectuée, la queue régresse et le stade adulte est atteint. L’ensemble de 

ces transformations morphologiques permettent des changements au niveau de la 

locomotion dans la transition du milieu aquatique vers terrestre. 
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Figure 1.1 : Cycle vital de la grenouille. Tiré de Déry, 2006. 

 

1.2 Échanges respiratoires 

1.2.1 Transition des milieux 

Les changements morphologiques au cours de la métamorphose ne sont pas 

seulement observés au niveau de l’anatomie externe de la grenouille, mais sont aussi 

présent dans le système respiratoire de l’amphibien. En effet, la transition du milieu 

aquatique vers le milieu terrestre demande d’importantes modifications de la 

machinerie respiratoire considérant les caractéristiques physico-chimiques différentes 

de l’oxygène et du dioxyde de carbone entre les deux milieux. Ces différences sont 

montrées dans le tableau 1.1 ci-dessous. On retrouve l’oxygène en concentration 

nettement plus élevée dans l’air que dans l’eau (±30X) et son taux de diffusion est 

aussi plus rapide dans l’air (±300.000X). La densité de l’air ainsi que sa viscosité sont 

aussi nettement inférieures à celles de l’eau (Anctil et al., 2006). Il est donc beaucoup 

plus facile de déplacer une certaine quantité d’air qu’une même quantité d’eau. 
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L’oxygène est donc beaucoup plus disponible dans l’air et son accès est nettement 

plus aisé.  

 Eau Air Rapport eau/air 

Concentration en O2 (mL/L) 7 209 ~1/30 

L milieu/L O2 143 4.8 ~30/1 

Kg milieu/L O2 143 0.0062 ~2300/1 

Densité (Kg/L) 1 0.0013 ~800/1 

Viscosité (cP) 1 0.02 ~50/1 

Tableau 1.1 : L’eau et l’air comme milieux respiratoires. Tiré de Anctil et al., 2006 

On observe  cependant que la respiration aérienne résulte en une accumulation 

de CO2 au niveau du sang plus importante que la respiration aquatique (Anctil et al., 

2006). Ce haut niveau de CO2 serait engendré par la ventilation réduite au cours de la 

respiration aérienne. Puisque l’oxygène est plus facile à acquérir dans l’air, l’animal 

peut diminuer sa ventilation afin d’avoir les même taux d’O2 sanguin. Cette 

diminution de la ventilation créer cependant une augmentation du CO2 dans 

l’organisme puisque le métabolisme lui ne diminue pas pour autant sa production de 

CO2 avec la respiration terrestre. De plus, l’élimination du CO2 se fait plus aisément 

dans l’eau que dans l’air, car une bonne part du CO2 peut être éliminée sous forme de 

HCO3
- chez les organismes aquatiques. Les études chez Lithobates catesbeianus ont 

effectivement démontré une PCO2 trois fois supérieure dans le sang lors du passage 

vers la respiration aérienne (Erasmus, 1970).  On peut conclure ici que l’air est un 

milieu moins favorable pour l’élimination du CO2 que l’eau. Pour les animaux 

terrestres, le principal défi au niveau de la respiration est d’assurer une élimination 

adéquate du CO2, tandis que l’animal aquatique doit pour sa part s’assurer un accès 

optimal à l’oxygène qui est une ressource limitée dans l’eau. Ces deux particularités 

expliquent le besoin de la transition du système de respiration branchial chez le têtard 

vers le système de respiration pulmonaire de la grenouille adulte avec la 

métamorphose et la conquête du milieu terrestre. 
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Il est connu que le têtard possède plusieurs sites d’échanges gazeux : la peau, 

les branchies et les poumons. Cependant, puisque les têtards se situant dans les 

premiers stades du développement possèdent un rapport surface/volume très élevé, la 

peau et les branchies constituent les deux principaux sites d’échanges gazeux 

(Burggren and West, 1982; Burggren and Doyle, 1986). Même si les poumons sont 

présents, ces derniers sont immatures et ne contribuent pas encore aux échanges 

gazeux puisque la formation des alvéoles pulmonaires et leur vascularisation ne sont 

pas arrivées à terme (Bartel & Lametschwandtner, 2000). Néanmoins, les signaux 

mécaniques d’étirements pulmonaires produits par les mouvements respiratoires 

aident au développement des poumons (Crowder et al., 1998). En effet, des bouffées 

d’air ont été enregistrées chez des têtards de très jeunes stades (TK stade 4) 

(Torgerson et al., 1997). Avec la maturation de l’animal, les branchies régressent et 

les poumons deviennent la principale source d’échange gazeux (Straus et al., 2000). 

Une augmentation de la taille de la grenouille entraîne une diminution de son rapport 

surface/volume, ce qui affecte le taux de diffusion par la peau et les branchies, 

rendant ces deux mécanismes insuffisants pour répondre aux besoins d’échanges 

gazeux. Nous avons donc avec une maturation de l’animal et un changement de 

l’environnement, une modification des mécanismes respiratoires ainsi qu’une 

prédominance des poumons comme site d’échange gazeux chez l’adulte. 

1.2.2 Respiration Cutanée 

La peau exerce une multitude de fonctions : protection, support, locomotion, 

thermorégulation, et communication (Feder and Burggren, 1985). Elle peut cependant 

être aussi considérée comme un site d’échange gazeux, car tout comme les parois des 

branchies et des poumons, une diffusion de l’oxygène et du CO2 est observée au 

niveau de la peau. Le mécanisme de respiration cutanée est dit passif par la diffusion 

des gaz à travers la peau vers les capillaires périphériques. Ce dernier dépend 

beaucoup du ratio surface/volume ainsi que du nombre de vaisseaux sanguins 

recrutés (Feder and Burggren, 1985). Chez l’amphibien, la structure de la peau 

maximise la diffusion des gaz grâce à une absence de poils, de plumes ou toute autre 

barrière cutanée, grâce à un épiderme très fin (typiquement 10-50 µm) ainsi qu’un 
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important ratio de vaisseaux sanguins résidants dans la peau. La respiration cutanée 

est le principal site d’échange gazeux dans les premiers stades de développement de 

l’amphibien. Grâce au large ratio surface/volume en partie comblé par la section de la 

queue ainsi qu’une importante vascularisation, la peau du têtard dont le mode de vie 

est strictement aquatique contribue à 60 % de l’acquisition d’oxygène. Avec l’avancé 

du développement, les poumons prennent le dessus sur les branchies au niveau de 

l’acquisition d’oxygène, mais la peau reste le principal système d’obtention 

d’oxygène jusqu’à la complétion de la métamorphose (Burggren and West, 1982). 

Contrairement aux nombreuses variations observées dans l’acquisition de l’oxygène 

par les différents sites d’échanges gazeux au cours du développement de l’amphibien, 

l’excrétion de CO2 est effectuée en majorité (60%) par la peau au cours du cycle de 

vie entier de la grenouille. Suite à la métamorphose, les poumons vont combler 80% 

de l’obtention d’oxygène des adultes, mais leur contribution à l’excrétion de CO2 ne 

dépassera jamais les 20% (Burggren and West, 1982) (Fig. 1.2). 

 

 

Figure 1.2 : Variation dans la 

consommation d'O2, 

l'élimination du CO2 et dans le 

ratio des échanges gazeux, R 

(CO2 /O2), de la peau, des 

branchies et des poumons chez 

Lithobates catesbeianus à 

20°C. Tiré de Burggren & 

West, 1982. 
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1.2.3 Respiration branchiale 

La respiration branchiale du têtard est très similaire à la respiration observée 

chez le poisson. Le système respiratoire est composé de quatre arcs branchiaux situés 

de chaque côté de la tête séparant ainsi la cavité buccale de la cavité operculaire. 

Chaque arc possède deux rangées de filaments et chaque filament a une rangée 

supérieure et inférieure de lamelles. Afin de former un tamis assurant ainsi un contact 

maximal avec l’eau, chaque lamelle d’une rangée successive de filaments est très 

proche de sa voisine et les bouts des filaments de chaque arc adjacent sont juxtaposés. 

Une couche de mucus recouvre les branchies dans le but de les protéger et aider à la 

liaison entre l’eau et l’épithélium (Eckert, 1999).  

Contrairement à la respiration cutanée, la respiration branchiale est considérée 

comme un système actif d’échange gazeux puisqu’elle nécessite un mécanisme de 

pompe afin d’irriguer les branchies (Fig. 1.3). Deux types de pompes musculaires 

sont utilisés dans le cycle respiratoire : la pompe buccale et la pompe pharyngienne. 

La phase d’irrigation peut être divisée en deux parties : l’inspiration et l’expiration. 

Dans le cycle inspiratoire, l’animal débute en ouvrant la bouche et les narines, mais la 

pression buccale reste trop importante pour que l’eau puisse entrer. Ce dernier devra 

procéder à une expansion de sa cavité buccale pour créer une diminution de la 

pression, ce qui engendre une entrée d’eau par la bouche et les narines. À cette étape, 

la structure qui se nomme velum et qui sépare la cavité buccale de la cavité 

pharyngienne reste fermée par la pression initialement présente dans le pharynx. 

Cette pression est due à une compression que ce dernier a effectuée pour pousser 

l’eau déjà contenue dans la cavité pharyngienne vers les branchies. Suite au 

remplissage de la cavité buccale, le têtard procède à la phase d’expiration du cycle 

respiratoire. Le têtard ferme la bouche et soulève le plancher buccal. Cette élévation 

produit une pression positive dans la cavité buccale, ce qui engendre la fermeture des 

narines ainsi que l’ouverture du velum reliant la cavité pharyngienne à la cavité 

buccale. L’augmentation de la pression force l’eau à passer à travers le pharynx puis 

les branchies et le processus d’échange gazeux est démarré (Gradwell, 1972).    
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Figure 1.3 Mécanisme de la respiration branchiale chez le têtard. Représentation des 

pompes actives ainsi que les cavités mises en jeu. Modifié de Gradwell, 1972. 

1.2.4 Respiration pulmonaire  

La respiration aérienne des grenouilles adultes diffère de celle des vertébrés 

supérieurs puisqu’elle utilise un mécanisme de compression de l’air (pression 

positive) plutôt qu’une aspiration (pression négative). Dans le cas des mammifère, les 

muscles intercostaux et le diaphragme sont contractés  afin d’augmenter le volume de 

la cavité thoracique. Cette augmentation du volume diminue la pression intra-

pulmonaire sous la valeur atmosphérique, ce qui déclenche une entrée d’air dans les 

poumons afin d’égaliser la pression. Lors de l’expiration, les muscles et le 

diaphragme se relâchent diminuant ainsi le volume de la cavité thoracique et des 

poumons, poussant alors l’air hors des poumons par une augmentation de la pression 

de ces derniers (Hickman et al., 2008). Pour sa part, la grenouille respire selon un jeu 

de pression où ils forcent l’air à entrer dans les poumons grâce à l’activité des 

muscles de la cavité buccale (Hickman et al., 2008). L’activité respiratoire est divisée 

en deux cycles chez l’adulte (Gans et al., 1969; Vasilakos et al., 2005). Le premier 
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cycle, ou cycle oscillatoire, se déroule avec les narines ouvertes et la glotte fermée où 

l’air est forcé tour à tour à l’intérieur et à l’extérieur de la cavité buccale par les 

contractions du plancher buccal (Fig. 1.4, case 1). Le second cycle nommé cycle 

ventilatoire vient interrompre les mouvements buccaux afin d’ouvrir la glotte lorsque 

le plancher buccal est abaissé. L’air expulsé (vicié) des poumons, qui possède à ce 

moment une pression supérieure à la pression atmosphérique, entre dans la cavité 

buccale et passe au-dessus de l’air oxygéné pour ensuite sortir par les narines (Fig. 

1.4, case 2). Les narines sont ensuite fermées et une compression des muscles du 

plancher buccal augmente la pression de la cavité, entraînant ainsi l’air oxygéné de la 

cavité buccale vers les poumons (Fig. 1.4, case 3). La glotte est refermée au pic de la 

compression buccale afin de toujours garder la pression à l’intérieur des poumons 

supérieure à la pression atmosphérique. Finalement, le plancher buccal est rabaissé 

avec les narines ouvertes pour recommencer le cycle respiratoire (Fig. 1.4, case 4) 

(Gans et al., 1969).       

 

Figure 1.4 : Étapes successives du cycle ventilatoire avec les mouvements de l’air à 

travers les compartiments chez Lithobates catesbeianus. Tiré de Gans et al., 1969 
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2. Contrôle de la respiration 

Le système de contrôle respiratoire a comme rôle de diriger et réguler la 

convection de l’air ou de l’eau vers les structures d’échange gazeux dans le but ultime 

de maintenir des niveaux d’O2 et de CO2 sanguins relativement constants. Pour ce 

faire, la majorité des vertébrés supérieurs procèdent à une alternation rythmée et sans 

interruptions entre les inspirations et expirations. Les amphibiens pour leur part, 

utilisent une respiration épisodique où la ventilation des poumons est regroupée en 

épisodes comportant de nombreuses bouffées respiratoires séparées par des périodes 

non-ventilatoires (apnée) de durées variables (Kinkead, 1997) (Fig. 1.5).  Il a été 

supposé que cette genèse d’épisodes respiratoires était due à l’oscillation seule du 

taux d’O2 ou CO2/pH sanguin, tous deux associés à la respiration intermittente 

(Shelton  and  Croghan,  1988). Cependant, cette hypothèse a été réfutée par 

l’utilisation de la ventilation unidirectionnelle chez l’amphibien, technique qui permet 

d’éliminer toute fluctuation des gaz sanguins ainsi que du pH sanguin. L’animal, 

dépourvu de toute fluctuation des gaz et du pH sanguin, produisait malgré tout un 

rythme respiratoire épisodique supportant l’hypothèse que les chémorécepteurs 

phasiques, connus pour leur réponse rapide à un stimulus, jouent un plus petit rôle 

qu’on le pensait dans le contrôle du rythme respiratoire. Ces résultats supportent la 

possible action d’un générateur central double de rythme contrôlant la respiration 

(voir ci-dessous) selon les influx provenant des récepteurs périphériques et centraux, 

qui détectent les fluctuations des gaz et du pH sanguin et du liquide céphalo-rachidien 

respectivement (Kinkead and Milsom, 1994). 

 

Figure 1.5 : Respiration épisodique enregistrée chez une grenouille adulte. Tirée de 

Belzile et al., 2004 
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Chez Lithobates catesbeianus, les principaux nerfs crâniens responsables de la 

respiration par la coordination des muscles respiratoires sont le nerf V (trijumeau) et 

le nerf VII (facial), tous deux responsables du contrôle de la cavité buccale, le nerf X 

(vague), responsable du contrôle de la glotte ainsi que le nerf XII (Hypoglosse), 

innervant les muscles de la langue et la cavité buccale. Nous retrouvons deux types 

d’activités respiratoires provenant de la décharge de ces nerfs (Fig. 1.6). L’activité 

reliée à la respiration branchiale est caractérisée par une haute fréquence et basse 

amplitude de contraction de la pompe buccale. Cette dernière est présente aux stades 

précoces du développement en tant que respiration branchiale et se transforme avec la 

métamorphose en respiration buccale où la grenouille remplit d’air la cavité buccale 

entre les respirations (Smatresk 1990). Dans le cas de l’activité pulmonaire, la force 

de poussée de l’air vers les poumons est nettement supérieure à la force demandée 

pour les oscillations buccales. Nous observons donc une amplitude de décharge des 

nerfs plus importante, mais une fréquence plus basse que l’activité branchiale 

(Vasilakos et al., 2006).  

 

Figure 1.6 : Signaux intégrés d’un enregistrement de tronc cérébrale isolée d’un 

têtard pré-métamorphique de Lithobates catesbeianus présentant l’activité 

respiratoire des nerfs VII (facial) et X (vague). 
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2.1 Genèse des rythmes respiratoires 

La ventilation de l’amphibien est à la base produite par les muscles qui 

effectuent les déplacements de l’air ou de l’eau dans les appareils respiratoires. Cette 

activation appropriée des muscles afin de produire une convection adéquate du 

médium nécessite une commande motrice de la part des circuits neuronaux qui 

génèrent le rythme respiratoire (Feldman and McCrimmon, 2003). Un important 

regroupement de ces circuits neuronaux est situé dans une région distincte du système 

nerveux central de l’amphibien, le tronc cérébral. 

2.1.1 Localisation des centres de contrôle 

 Grâce aux données provenant de modèles in-vitro et in-vivo, il a été 

amplement démontré chez les mammifères que le complexe pré-Bötzinger (pre-

Bötzinger complex; pBc) est une des structures cruciale à la génération des rythmes 

respiratoires (Gray et al., 2001; Wenninger et al., 2004). Le pBc contient des 

neurones de type «pacemaker» actifs durant la phase inspiratoire de la respiration 

(Feldman and Del Negro, 2006). Ce complexe a longtemps été considéré comme la 

seule source du rythme respiratoire jusqu’à ce que des récentes études proposent un 

second générateur de rythme, le groupe respiratoire para-facial (parafacial respiratory 

group; pFRG). Cette structure contiendrait des neurones pré-inspiratoires (pre-I) qui 

seraient inhibés au cours de l’inspiration et débuteraient leur décharge pendant la 

phase post-inspiratoire et au début de l’expiration. Ces neurones interagiraient donc 

avec le complexe pBc créant un réseau synaptique couplé afin de produire le rythme 

respiratoire (Janczewski et al., 2002; Feldman and Del Negro, 2006).  

Chez l’amphibien, la région précise du tronc cérébral responsable de la 

génération du rythme est moins connue. L’utilisation de multiples techniques 

d’enregistrements ou de micro-injections a cependant permis de définir deux régions 

potentiellement responsables du rythme respiratoire : un site caudal se situant au 

niveau du nerf vague (X)  régulant la respiration branchiale/buccale ainsi qu’un site 

plus rostral entre les nerfs crâniens VIII et XII régulant la respiration pulmonaire et 

branchiale/buccale (Fig. 1.7). Lorsque les deux sites ont été séparés physiquement par 

sectionnement, les deux sections du tronc cérébral caudale et rostrale ont toutes deux 
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été capables de générer un rythme respiratoire (Wilson et al., 2002). Ce double jeu 

d’oscillateurs rappelle l’interaction entre le pBc et le pFRg des mammifères, nous 

permettant de supposer que l’association entre deux oscillateurs générateurs de 

rythme pourrait être conservée au cours de l’évolution, présentant ainsi des 

mécanismes homologues entre les mammifères et les amphibiens (Vasilakos et al., 

2005). De plus, des résultats obtenus récemment par la méthode de «sheep-dip» 

suggèrent une possible division du site rostral contrôlant la ventilation pulmonaire. 

Cette zone serait divisée en deux entités fonctionnelles et distinctes, soit une 

composante d’amorçage ainsi qu’une composante de force qui utilisent chacune des 

mécanismes différents de rythmogénèse (Duchcherer and Wilson, 2008). Ce concept 

est similaire à celui des mammifères où les neurones inspiratoires et pré-inspiratoires 

sont à proximité l’un de l’autre, mais présentent des caractéristiques différentes 

malgré tout (Kinkead et al., 2009).  

 

                        

Figure 1.7: Tronc cérébrale 

isolé de Lithobates 

catesbeianus comportant les 

régions responsables de la 

respiration pulmonaire et 

branchiale/buccale. Tiré de 

Wilson et al., 2002 
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2.1.2 Ontogénie de la rythmogénèse 

Un passage de l’eau vers l’air ne demande pas seulement un changement des 

structures respiratoires, mais aussi une modification du système de contrôle de la 

respiration. En effet, les études démontrent que l’émergence de la pompe d’aspiration 

demande une réorganisation fonctionnelle et anatomique de la liaison entre les 

neurones du tronc cérébral qui génèrent le rythme respiratoire, les neurones moteurs 

ainsi que les muscles respiratoires (Wilson et al., 2006; Milsom, 2008).  

Dans le cas du circuit générateur de la ventilation pulmonaire, Torgerson 

propose une relocalisation des centres de contrôle avec le développement (Torgerson 

et al., 2001a). Ce dernier a démontré que la région caudale (au niveau du nerf X) du 

tronc cérébrale d’amphibien pré-métamorphique génère un rythme respiratoire qui 

n’est pas influencé par la région rostrale. Au stade post-métamorphique, cette 

fonction est occupée par la zone rostrale du tronc cérébrale (au niveau des nerfs 

crâniens VIII et XII). Le générateur de rythme de la ventilation pulmonaire se 

déplacerait d’une position caudale du tronc cérébral au stade pré-métamorphique de 

l’amphibien, vers une position plus rostrale une fois la métamorphose complétée. En 

effet, la rythmogénèse respiratoire observée à partir d’un segment caudal d’une 

préparation de tronc cérébrale isolé d’un têtard pré-métamorphique disparaissait 

lorsque le segment provenait d’une préparation d’amphibien post-métamorphique. Le 

générateur de rythme central de ce segment aurait donc été perdu avec la 

métamorphose. Il est cependant encore difficile de savoir si le repositionnement 

rostral de la fonction de rythmogénèse au cours de la métamorphose représente un 

mouvement développemental des neurones générateurs de rythme ou un recrutement 

de nouveaux neurones afin de former un circuit rythmique (Torgerson et al., 2001a). 

Cette conception de l’ontogénie du générateur de rythme a cependant été 

contredite par les résultats de Duchcherer. Ce dernier a démontré grâce à l’inhibition 

de certaines zones du tronc cérébral que les têtards pré-métamorphiques possédaient 

des éléments nécessaires à la génération du rythme respiratoire pulmonaire situés au 

niveau rostral du nerf crânien X (Duchcherer et al., 2013). Chez les têtards post-
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métamorphiques, ces éléments sont retrouvés dans une zone similaire au niveau du 

nerf crânien VII. Il y aurait donc un maintien du site de rythmogénèse au cours du 

développement, ce qui vient contredire l’hypothèse de la migration rostral des 

éléments générateurs de rythme. Il en serait de même pour l’oscillateur buccal qui 

resterait au niveau du nerf crânien X à travers le développement (Duchcherer et al., 

2013).     

2.1.3 Mécanismes de génération du rythme 

 Au cours de l’étude de la formation du rythme respiratoire chez les vertébrés, 

deux hypothèses expliquant cette génération ont été proposées : 1) une interaction 

entre les réseaux de neurones qui demande une inhibition synaptique pour son bon 

fonctionnement ou 2) des neurones de type «pacemaker» qui ne sont pas dépendants 

de l’inhibition synaptique afin de produire le rythme (Richter and Spyer, 2001). 

Hedrick (2005) propose l’hypothèse que les neurones «pacemaker» seraient 

responsables de la génération du rythme tôt dans le développement de l’amphibien, 

mais qu’un transfert de la commande vers le réseau neuronal dépendant de 

l’inhibition synaptique (incluant une possible action résiduelle des neurones 

pacemaker) serait effectué suite à la métamorphose. Cependant, les études effectuées 

sur les troncs cérébraux de têtards ainsi que chez les adultes (superfusion de LCRa 

sans Cl-, blocage de l’inhibition synaptique par la bicuculline et strychnine) ont 

démontré que l’activité «pacemaker» des neurones serait présente autant chez le 

têtard que chez l’adulte, contredisant ainsi l’hypothèse d’un transfert de commande 

de la génération du rythme à travers le développement. 

 Une récente étude effectuée par le laboratoire de Hedrick proposerait une 

possible action des jonctions communicantes dans la génération des rythmes 

respiratoires chez le têtard. En effet, un blocage de ces jonctions viendrait inhiber 

l’activité respiratoire branchiale et pulmonaire du tronc cérébral de têtards pré-

métamorphiques supportant l’hypothèse qu’un couplage électrique entre les neurones 

respiratoires serait important dans la génération du rythme respiratoire chez 

l’amphibien (Winmill and Hedrick, 2003).  
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3. Chémosensibilité de l’amphibien 

Les chémorécepteurs sont des cellules spécialisées dans la détection de 

groupes de substances chimiques ou de molécules particulières. Ils interviennent non 

seulement dans la perception interne ou externe de molécules organiques relevant des 

sensibilités gustatives ou olfactives, mais répondent aussi aux modifications de la 

pression partielle de l’oxygène, à celles du dioxyde de carbone ainsi qu’au pH dans le 

sang et le liquide cérébrospinal. Dans le cadre de la respiration, une activation des 

chémorécepteurs sensibles à l’oxygène ou au CO2 engendre un chémoréflexe qui 

vient modifier le rythme respiratoire ainsi que la régulation afin de maintenir une PO2 

et une PCO2 normale (guyenet, 2014). Ces récepteurs sont retrouvés au niveau 

périphérique et central (Anctil et al., 2006).  

3.1 Chémoréflexe à l’O2 

Chez les vertébrés aquatiques, les chémorécepteurs périphériques à l’O2 sont 

nécessaires pour initier les réponses comportementales (déplacements vers la surface 

de l’eau) et physiologiques (modification de la ventilation branchiale et pulmonaire, 

modification du rythme cardiaque) compensatoires à l’hypoxie afin de maintenir un 

échange convenable à travers les branchies et la peau. Cette caractéristique est 

présente chez la majeure partie des vertébrés à tous les stades du développement. Elle 

est cependant très bien démontrée avec les stades larvaires des amphibiens qui 

doivent garder un taux d’échange de gaz constant malgré l’augmentation de leur taille 

et de leur consommation d’O2 due à la métamorphose tout en se développant dans un 

environnement peu riche en oxygène : l’eau (Jonz and Nurse, 2006).  

3.1.1 Respiration aquatique 

Les amphibiens, tout comme les poissons, possèdent des cellules 

neuroépithéliales sensibles à l’oxygène (NECS) qui sont situées dans l’épithélium des 

branchies. Les caractéristiques de ces cellules telles que la présence de la sérotonine 

(5-HT) ainsi que les vésicules synaptiques dans le cytoplasme rappellent celles des 

corps neuroépithéliaux pulmonaires sensibles à l’O2 ainsi que les cellules de type I du 

corps carotidien des mammifères en développement (Gonzàlez et al., 1994; Cutz and 
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Jackson, 1999). Leur position sur les branchies nous porte à croire qu’elles sont en 

mesure de détecter la diminution du taux d’oxygène dans les milieux artériels et 

aquatiques leur permettant de répondre aux changements de la PO2 par une 

hyperventilation ou un changement dans le rythme cardiaque et le tonus vasculaire 

(Burleson and Milsom, 2003). En effet, les cellules résident très près du courant de 

l’eau dans les branchies et leur organisation ressemble beaucoup à celle observée 

dans les ramifications vasculaires des branchies des têtards de Xenopus (Minnich et 

al., 2002). Malgré  les évidences suggérant la présence de chémorécepteurs dans les 

branchies qui détectent la PO2 de l’eau ainsi que des chémorécepteurs avec une 

orientation plus interne dans un site encore inconnu qui influencent indirectement la 

PO2, il est encore difficile d’affirmer qu’il existe une population de chémorécepteurs 

qui contrôle de façon différentielle la réponse ventilatoire et cardiaque à l’hypoxie au 

cours du développement (Jia and Burggren, 1997a,b; Jonz and Nurse, 2006).   

Selon les études effectuées sur les amphibiens, plus précisément, avec 

Lithobates catesbeianus, ces chémorécepteurs retrouvés dans les branchies seraient 

bien fonctionnels et ce, dès le plus jeune stade, puisqu’une une exposition des têtards 

à l’hypoxie a engendré une augmentation dans la fréquence de ventilation branchiale, 

dans la pression buccale ainsi que dans la circulation de l’eau à travers les branchies. 

De plus, l’exposition à une période d’hyperoxie induit les effets contraires à 

l’hypoxie (Jia and Burggren, 1997). En revanche, chez les stades plus âgés, une 

exposition à l’hypoxie diminue la fréquence de ventilation branchiale, mais vient 

augmenter la fréquence pulmonaire (Jia and Burggren, 1997; Burggren and Doyle, 

1986). Cette modification de la réponse est due à l’importance que prennent les 

poumons en tant que principale surface d’échange gazeux au cours du développement 

(voir section 3.1.2). Malgré tout, un changement de la fréquence branchiale chez les 

stades avancés nous suggère que, même si  à un certain point les branchies ne sont 

plus considérées comme le site principal d’échange gazeux, une partie des 

chémorécepteurs externes sont maintenus dans les branchies et restent fonctionnels 

malgré les changements physiologiques engendrés par la métamorphose. La perte de 

la chémosensibilité branchiale ne sera engendrée que par la réabsorption complète des 

branchies (Jia and Burggren, 1997; Burggren and Doyle, 1986).    
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3.1.2 Respiration aérienne 

L’apparition de la chémosensibilité dans la respiration aérienne serait causée 

par une transition des récepteurs avec la métamorphose d’une position externe 

(branchies) vers une position plus centrale où ces derniers seraient moins sensibles à 

l’oxygène. Cette hypothèse est basée sur l’augmentation de la latence de la réponse à 

l’hypoxie qui serait en corrélation avec le développement du têtard (Jia and Burggren, 

1997). Les chémorécepteurs redistribués à un niveau plus interne de l’animal  sont 

regroupés en majeur partie dans une structure similaire au corps carotidien des 

mammifères, le labyrinthe carotidien (Kusakabe, 2002). Cette structure est composée 

de cellules de type 1 sensibles à l’oxygène qui occupent le même rôle que les 

chémorécepteurs externes en analysant le taux d’oxygène dans le sang. Le labyrinthe 

carotidien mature au cours du développement avant d’atteindre sa forme finale aux 

derniers stades de la métamorphose pour ensuite prendre le relais dans la détection 

des taux d’oxygène seulement lorsque la métamorphose est entièrement complétée 

(Kusakabe, 2002; Jonz and Nurse, 2006). 

3.1.3 Chémosensibilité centrale 

 La chémosensibilité à l’oxygène ne semblerait pas être seulement au niveau 

périphérique avec une transition des branchies vers le labyrinthe carotidien lors du 

développement de l’amphibien, elle serait aussi présente au niveau centrale et ce 

même chez des stades très jeunes de la grenouille (Winmill et al., 2005). Grâce à 

l’utilisation d’une préparation de tronc cérébral isolé soumise à une hypoxie, il a été 

possible de démontrer qu’une préparation provenant d’un têtard pré-métamorphique 

répondait aux bas taux d’oxygène par une augmentation de sa fréquence respiratoire 

fictive buccale et pulmonaire tandis que celle d’un adulte répondait par une 

augmentation  de la fréquence buccale et une diminution de la fréquence pulmonaire 

(Fournier et al., 2007). Ces résultats démontrent non seulement la présence d’un 

chémoréflexe au niveau central peu importe le stade de l’amphibien, mais aussi une 

modification avec le développement de cette réponse. Puisque la préparation est 

complètement dépourvue de ses récepteurs périphériques, le chémoréflèxe à 

l’oxygène serait contrôlé au niveau central. Nous en savons cependant encore peu sur 
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les mécanismes neuronaux dirigeant la réponse centrale à l’oxygène ainsi que 

l’interaction entre les chémorécepteurs centraux et périphériques (Fournier et al., 

2007).   

3.2 Chémoréflexe au CO2 

 Chez les vertébrés utilisant la respiration aquatique, il a longtemps été supposé 

que ces derniers étaient dépourvus de tout chémorécepteur sensible au CO2/pH. Cette 

hypothèse est fondée sur les caractéristiques de l’eau comparativement à l’air où le 

CO2 est beaucoup plus soluble que l’oxygène dans l’eau. La ventilation importante 

pour acquérir de l’O2 est donc amplement suffisante pour se débarrasser du CO2 qui 

pourrait s’accumuler dans le sang, excluant ainsi tout besoin de détecter les taux de 

CO2 dans le sang (Gilmour, 2001). L’oxygène exercerait donc le principal effet de 

contrôle sur la ventilation de l’animal aquatique et selon la théorie, la PCO2 ne 

deviendrait le stimulus principal de la respiration qu’une fois arrivé aux vertébrés 

terrestres lorsque la diminution de la ventilation provoquerait une importante 

rétention du CO2.  

3.2.1 Réponse développementale au CO2/pH 

 Cette conception du contrôle respiratoire avait été transmise aux études de la 

respiration de l’amphibien au cours du développement. On proposait un transfert de 

la chémosensibilité au CO2/pH des branchies vers les poumons suivant la migration 

des sites d’échanges gazeux à la métamorphose. Cette utilisation des poumons 

induisait une modification de l’importance du CO2, qui deviendrait à ce moment le 

principal stimulateur de la commande respiratoire (Torgerson et al., 1997). Malgré 

cette conclusion attirante, il est possible de débattre sur sa véracité. 

Tout d’abord, selon les études menées par l’équipe de Taylor, les branchies ne 

seraient pas les seules structures à contenir des chémorécepteurs au stade larvaire. 

Ces derniers ont démontré grâce à la préparation de tronc cérébral in-vitro que la 

fréquence respiratoire pulmonaire pouvait augmenter en réponse à l’hypercapnie à 

tous les stades développementaux malgré une réponse plus importante aux stades 

avancés, démontrant une présence de chémorécepteurs au niveau du système nerveux 
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central (Taylor et al. 2003 a,b). Il est aussi démontré par Torgerson que chez les 

larves d’amphibiens, la ventilation des branchies est régulée par les chémorécepteurs 

centraux de CO2/pH. Ce dernier a effectué une stimulation hypercapnique centrale 

chez les têtards pré-métamorphiques qui a engendré une importante augmentation de 

la ventilation branchiale (Torgerson et al., 1997).  

Dans le cadre de l’ontogénie de la respiration de l’amphibien, il est important 

de savoir si ces chémorécepteurs centraux se déplacent à travers les zones de la 

commande respiratoire, comme le feraient les générateurs de rythme centraux qui se 

déplacent d’une position caudale vers rostral dans le tronc cérébral avec la 

métamorphose. Torgerson a proposé que la chémosensibilité est apparue dans la zone 

caudale et rostrale du tronc cérébrale chez les têtard pré-métamorphiques avant de se 

concentrer dans la région plus rostrale suivant la métamorphose (Torgerson et al., 

2001b). Des récentes études sur la préparation de tronc cérébral isolé ont cependant 

identifié deux zones sensibles au CO2 à la hauteur des nerfs trijumeaux et vagues. Ces 

sites seraient constamment actifs à travers le développement sans se déplacer et il a 

été démontré que l’activation de ces deux zones simultanément engendrerait une 

réponse additive (Taylor et al., 2003a,b).    

Ces conclusions nous indiquent que dans le cadre du développement larvaire, 

il y aurait un transfert de la commande respiratoire des branchies par les 

chémorécepteurs centraux vers la commande des poumons par ces mêmes récepteurs 

avant même que l’animal ait débuté sa métamorphose et ce jusqu’à ce qu’il atteigne 

la forme adulte (Milsom, 2010). À ce stade, les chémorécepteurs centraux génèrent 

80% de la réponse respiratoire à l’hypercapnie, suggérant que suite à la 

métamorphose, ces derniers jouent un rôle dominant dans la régulation ventilatoire 

acide-base (Smatresk et a., 1991; Branco et al., 1992). Malgré tout, les mécanismes 

responsables de ce changement au cours du développement demeurent inconnus.  
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4. Régulation de la métamorphose 

4.1 Plasticité phénotypique 

La plasticité phénotypique est un processus par lequel l’animal modifie son 

comportement, sa morphologie, son histoire de vie ou sa physiologie en réponse aux 

changements de l’environnement (Via et al., 1995). Puisqu’il est reconnu que la 

plasticité est un phénomène qui se produit souvent (mais pas exclusivement) au cours 

du développement (Denver, 2009), il est intéressant dans le cadre de l’étude du 

développement de l’amphibien d’utiliser une des formes communes de plasticité 

phénotypique : la plasticité développementale. La grenouille représente un exemple 

parfait dans l’étude de cette forme de plasticité par son stade pré-métamorphique très 

sensible aux fluctuations de l’environnement influençant ainsi l’âge de la 

métamorphose.   

Chez l’amphibien, plusieurs facteurs environnementaux peuvent venir 

influencer la métamorphose de la grenouille en formation. Ces facteurs peuvent être 

divisés en deux catégories : les facteurs abiotiques (la disponibilité de l’eau, la 

température et la photopériode) et les facteurs biotiques (compétition intra- et 

interspécifique et la prédation) (Denver, 2002). Chacun de ces facteurs peut 

influencer la qualité et la stabilité de l’habitat du têtard, qui se reflète en changement 

phénotypique chez l’animal (Denver, 2002). En effet, les espèces qui se reproduisent 

dans un environnement stable (lac et étang permanent ou semi-permanent) ont 

tendance à avoir un stade larvaire (têtard) plus long que les espèces d’un 

environnement plus précaire (étang éphémère) (Denver, 2002). Les larves 

d’amphibiens montrent donc une certaine plasticité dans leur période de 

métamorphose et peuvent capitaliser sur les conditions favorables à la croissance 

d’un environnement adéquat et riche afin de faire correspondre leur phénotype aux 

conditions environnementales en vigueur (Denver, 2002). Cette plasticité résulte en 

un juvénile/adulte qui est bien adapté aux conditions environnementales. Dans le cas 

contraire, un têtard vivant dans un milieu aride peut accélérer sa métamorphose. Pour 

ce faire, ce dernier doit cependant initier le processus avec une plus petite taille 

larvaire, diminuant ainsi ses chances de survie futures (Denver, 2009). Les têtards 
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élevés dans des conditions environnementales sous-optimales se métamorphosent à 

une plus petite taille et les jeunes sont donc plus susceptibles de présenter des taux de 

croissance plus lents, des capacités locomotrices inférieures, une plus grande 

sensibilité à la famine et un taux de mortalité plus élevé lorsqu'ils font face à des 

ressources limitées (Semlitsch et al., 1988; Berven, 1990; Goater,1994; Scott, 1994; 

Beck and Congdon, 1999, 2000; Van Buskirk and Saxer, 2001; Alvarez and Nicieza, 

2002; Altwegg and Reyer, 2003; Relyea and Hoverman, 2003). 

4.2 Régulation endocrinienne centrale 

La plasticité développementale des amphibiens est bien connue, mais les 

mécanismes à la base de ces changements phénotypiques en réponse à 

l’environnement restent mal compris. Le système neuroendocrinien sert d’interface 

entre le système nerveux central et la sécrétion d’hormones qui traduisent les signaux 

dérivés de l’environnement externe et interne en réponses physiologiques/ 

développementales appropriées. Les structures supérieures de ce système ont chacune 

une influence spécifique sur les structures subalternes afin de modifier la réponse 

phénotypique aux conditions environnementales (Fig. 1.8). Les hormones produites 

sont connues pour influencer le niveau et le moment de l’expression des gènes 

affectant ainsi le développement de l’animal, modifiant les changements 

morphologiques et programmant les phénotypes comportementaux et physiologiques 

exprimés dans les stades de vie ultérieurs (Denver 2009). Les principales hormones 

impliquées dans la métamorphose proviennent de l’axe Hypothalamus - Hypophyse - 

Glandes surrénales et Thyroïdienne (HPA-HPT).  

Selon les travaux de Etkin (1968), l’horloge qui détermine le moment de la 

métamorphose selon les signaux externes se trouve dans l’hypothalamus. Ce dernier 

sécrète un agent de libération de la corticotropine (Corticotropin Releasing Factor; 

CRF) qui aurait pour but de contrôler la sécrétion par l’hypophyse de l’hormone 

stimulant la glande thyroïdienne (Thyroid Stimulating Hormone; TSH) ainsi que 

l’hormone adénocorticotropique (adrenocorticotropic hormone; ACTH) (Denver, 

1996). La TSH est nécessaire pour le développement de la glande thyroïdienne ainsi 

que sa synthèse de l’hormone thyroïdienne, importante molécule régulatrice du 
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développement (Voir section 4.3.1). Pour sa part, l’ACTH agit au niveau des cellules 

de la glande surrénale régulant ainsi la sécrétion des glucocorticoïdes. 

Comparativement au procédé de sécrétion de la TSH, nous en savons très peu sur le 

contrôle de la sécrétion d’ACTH par l’hypothalamus chez l’amphibien (Denver, 

2013).  

L’activité hypothalamique et sa liaison avec l’hypophyse serait donc 

nécessaire au développement de l’amphibien. En effet, Etkin a démontré qu’une 

relocalisation de l’hypophyse dans la queue du têtard coupant ainsi tout contact avec 

l’hypothalamus inhibe la métamorphose de l’amphibien (Etkin 1968). Ses travaux ont 

été supportés par Denver (1996) où un têtard ayant subi une destruction ou ablation 

chirurgicale de l’hypothalamus, brisant sa liaison avec l’hypophyse, n’était pas en 

mesure d’entrer en métamorphose. L’hypothalamus est non seulement nécessaire à la 

métamorphose, mais il est aussi activé en cas de changements de l’environnement. 

Une importante augmentation de CRF hypothalamique a été enregistrée chez des 

têtards qui ont dû accélérer leur métamorphose en réponse à la dessiccation de leur 

étang (Denver 1997b). Il est important de noter que dans le cas des amphibiens, la 

même hormone produite par l’hypothalamus (CRF) vient influencer le taux de 

sécrétion par l’hypophyse tant pour la TSH que pour l’ACTH. Le CRF étant une 

neurohormone du stress, nous pouvons considérer que cette dernière participe à une 

métamorphose induite par l’environnement (induite par le stress) (Laudet, 2011).  
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Figure 1.8 : Représentation schématique de l’axe HPA et HPT ainsi que les 

mécanismes d’intégration centrale et périphérique de l’axe du stress et de l’axe 

thyroïdien dans le contrôle de la métamorphose de l’amphibien. Tirée de Denver, 

2009. 

4.3 Modulation endocrinienne périphérique 

4.3.1 Glande Thyroïdienne  

 Une caractéristique frappante de la métamorphose de l’amphibien est qu’une 

simple molécule sécrétée par la glande thyroïdienne (hormone thyroïdienne, TH) 

orchestre la multitude de changements morphologiques, biochimiques et moléculaires 

décidant ainsi du moment où la métamorphose débute et du rythme auquel elle 

progresse (Denver, 2013). La glande thyroïdienne se développe aux stades précoces 

de l’amphibien, mais elle n’est complétée qu’au début de la métamorphose (Dodd 
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and dodd, 1976; Regard et al., 1978). C’est aussi à ce moment que son activité débute 

pour atteindre son pic à la métamorphose avant de diminuer à la période adulte. La 

glande thyroïde sécrète deux types d’hormones: la thyroxine (T4) et la T3. 

L’hormone T4 est produite en plus grande quantité par la glande thyroïdienne, mais 

elle est en majorité transformée en T3 par l’action des enzymes monodésiodinases 

dans les organes périphériques suivant sa sécrétion (Holzer, 2013). La raison de cette 

conversion pourrait être que la T3 a une plus grande activité biologique 

comparativement à la T4 dû à sa grande affinité avec les récepteurs thyroïdiens (TR) 

(10 à 15 fois plus grande) (Oppenheimer et al. 1995). Rien n’exclue cependant que la 

T4 ne puisse jouer un rôle dans certains organes où les enzymes monodésiodinases ne 

sont pas actives. En relation avec la maturation de l’axe HPT, le pic de production 

des deux hormones se trouve au climax de la métamorphose tout comme l’expression 

des TR qui augmente à ce moment (Fig. 1.9). L’hormone thyroïdienne (T3) joue un 

rôle considérable dans le développement de l’amphibien. En effet, des têtards traités 

avec de l’hormone thyroïdienne exogène ont tous montré une métamorphose précoce. 

Par son action au niveau des récepteurs nucléaires ainsi que ses interactions au niveau 

transcriptionnel, elle active les programmes d’expression des gènes venant causer la 

prolifération, migration, différentiation et mort des cellules (Brown and Cai, 2007).  

 

Figure 1.9 : Niveau des hormones thyroïdiennes et des récepteurs thyroïdiens au 

cours du développement de Xenopus laevis. Tirée de Holzer, 2013. 
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Un autre point intéressant à mentionner est que, malgré le manque de 

connaissances sur les mécanismes moléculaires derrière ce système, il est connu que 

la T3 est en mesure de contrôler sa propre production via des boucles de rétroaction 

négatives au niveau de l’hypothalamus et de l’hypophyse (Holzer, 2013). Ce 

mécanisme serait important pour limiter la sécrétion de TSH au cours de la 

maturation du système endocrinien signifiant que la coordination de la métamorphose 

aurait besoin d’une modération de l’expression de TSH par TH. Cependant, nous 

pouvons tout de même observer une production de CRF et de TSH au cours de la 

métamorphose, période où l’hormone thyroïdienne est en importante concentration 

dans le corps. La légère diminution de la sensibilité de l’hypophyse à la rétroaction 

négative par TH au climax de la métamorphose en combinaison avec la stimulation 

hypothalamique de la sécrétion de TSH serait vraisemblablement suffisante pour 

surmonter la rétroaction négative de TH à ce moment du développement (Denver 

2013). 

4.3.2 Glande surrénale 

L’hormone thyroïdienne n’est pas la seule hormone jouant un rôle dans la 

métamorphose. Dès le stade pré-métamorphique du têtard, l’animal peut répondre à 

un stress environnemental par la production de corticostéroïdes, ce qui suggère 

qu’une maturation de son axe HPA se produit avant la métamorphose (Denver, 2013). 

Cette maturation contraste avec l’axe HPT qui lui mature au cours de la pro-

métamorphose, moment où les membres sont apparus, mais sont encore en 

développement (Denver, 2013). Les principaux corticostéroïdes sécrétés par la glande 

surrénale de l’amphibien sont la corticostérone et l’aldostérone. Le cerveau est un 

important site ciblé par les corticostéroïdes qui se lient à un système de récepteurs 

constitué des récepteurs minéralocorticoïdes et des récepteurs glucocorticoïdes. Fait 

intéressant, le récepteur minéralocorticoïde à une affinité 10 fois plus importante pour 

la corticostérone que le récepteur glucocorticoïde. Le récepteur minéralocorticoïde est 

donc occupé en majeur partie avec des niveaux de base de corticostérone circulants. 

Le récepteur glucocorticoïde serait alors recruté lorsque les niveaux de 

corticostéroïdes augmentent tel qu’observé lors d’un stress (Reul and de Kloet, 1985).   
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Le rôle des corticostéroïdes dépend du stade de l’amphibien et du statut de la 

TH, pouvant ainsi accélérer ou ralentir le moment de la métamorphose (Hu et al., 

2008; Glennemeier and Denver, 2002). Malgré tout, il a été démontré que les 

corticostéroïdes pouvaient accélérer la métamorphose induite par la TH grâce à 

l’interaction entre les hormones. Pour ce faire, les glucocorticoïdes ainsi que les 

minéralocorticoïdes augmentent l’expression des récepteurs TR et des gènes codant 

pour les monodésiodinases, la bioactivité de T3, ainsi que sa capacité de liaison à son 

récepteur nucléaire (Kikuyama et al., 1993). De plus, les corticostéroïdes augmentent 

l’action de la 5’-déiodinase, entrainant une génération plus importante de la molécule 

active T3 dans les tissus ciblés (Bonett et al., 2010). Des gènes autres que ceux ciblés 

directement par la TH sont aussi soupçonnés d’être régulés en synergie par TH et les 

corticostéroïdes, ce qui pourrait expliquer le mécanisme par lequel ces deux 

hormones coopèrent pour accélérer la métamorphose (Kulkarni et Buchholz, 2012). 

4.4 Mode d’action génomiques des hormones 

4.4.1 Homodimères 

Il est reconnu depuis longtemps que les corticostéroïdes fonctionnent selon un 

mode d’action dit génomique qui engendre des modifications lentes du cerveau. Ces 

effets génomiques lents peuvent se produire sur une période qui débute entre 15 et 30 

minutes après l’activation du récepteurs et qui peut s’étendre sur des heures et même 

des jours, selon une exposition continue ou non aux hormones (Morsink et al., 

2006a,b). Une fois lié à son ligand, le récepteur minéralocorticoïde ou 

glucocorticoïde se déplace dans le noyau de la cellule afin de moduler la transcription 

via la méthode de transactivation et de transrépression  (Fig. 1.10). Dans le cas de la 

transactivation, l’homodimère formé par la liaison ligand-récepteur se lie à des 

éléments de réponses aux glucocorticoïdes (GREs) sur l’ADN pour ensuite améliorer 

ou réprimer la transcription. Cette suppression de la transcription est rare, mais plus 

souvent retrouvée dans la boucle de rétroaction des corticostéroïdes sur la sécrétion 

de CRF et d’ACTH par l’hypothalamus et l’hypophyse respectivement (Beato and 

Sanchez-Pacheco, 1996). Pour sa part, la transrépression implique la liaison de 

l’homodimère ligand-récepteur à un facteur de transcription ayant pour but une 
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inhibition de certains mécanismes du corps (Guardiola-Diaz et al., 1996). Dans le 

cerveau, ce mode d’action est connu pour son rôle sur les fonctions neuronales tel que 

l’intégration des signaux afin de produire une réponse comportementale spécifique, la 

locomotion ou le comportement d’anxiété (Datson et al., 2008).  

 

Figure 1.10 : Principal mode d’action génomique des corticostéroïdes. Méthode de 

transactivation et de transrépression. Tirée de Datson et al., 2008. 

4.4.2 Hétérodimère 

 Outre la formation d’homodimères par les deux types de récepteurs dans la 

régulation de la transcription des tissus ciblés chez l’amphibien, il a été suggéré que 

la régulation de la réponse aux corticostéroïdes dans le cerveau soit aussi attribuée à 

un complexe d’hétérodimère formé par les deux récepteurs. Il a été démontré par 

Trapp (1994) que les récepteurs minéralocorticoïdes et glucocorticoïdes peuvent 

former un complexe hétérodimérique avec les GRE. Puisqu’il est connu que ces deux 

récepteurs répondent aux niveaux physiologiques de glucocorticoïdes et qu’ils se lient 

aux mêmes éléments de réponse, une colocalisation de GR et MR dans la même 

structure du cerveau pourrait former ce complexe et engendrer une réponse différente 



30 

aux corticostéroïdes de celle de l’homodimère (Arriza et al. 1988; Datson et al., 

2008).  

4.5 Mode d’action non-génomique des hormones 

Il a récemment été démontré que l’action des corticostéroïdes peut être 

effectuée par un effet non-génomique très rapide où nous observons une réponse 

quasi instantanée suite à l’activation du récepteur. Le fait que cet effet non-

génomique ne peut être bloqué par des inhibiteurs de synthèse de protéine exclue la 

possibilité qu’il agit par la voie génomique des récepteurs (Datson et al., 2008). Ce 

mode d’action peu commun des corticostéroïdes a déjà été reporté dans les études 

d’activité locomotrice nouvellement induite ainsi que d’agressivité chez les rats mâles 

(Sandi et al., 1996; Mikics et al., 2004). Sachant que l’hormone thyroïdienne agit 

selon un effet génomique sur les tissus ciblés, il est nécessaire dans le cadre de 

l’étude d’identifier le mode d’action des corticostéroïdes qu’il soit génomique ou non. 

4.6 Remodelage du système nerveux central par le système endocrinien 

 Il a été démontré que l’hormone thyroïdienne en synergie avec les 

corticostéroïdes régule la métamorphose de l’amphibien via un mode d’action 

génomique afin d’influencer la croissance, la différenciation ainsi que la mort 

cellulaire. Ces hormones seraient aussi importantes dans le remodelage du système 

nerveux central au cours du développement, affectant les régions nécessaires à la 

transition du stade larvaire vers un mode de vie adulte (Denver, 1998). Au cours de 

cette modulation, certaines structures présentes chez le têtard sont éliminées. Par 

exemple, les neurones «Mauthner» situés de chaque côté du bulbe rachidien ainsi que 

les motoneurones sensoriels contrôlant les muscles de la queue  disparaissent lors de 

la métamorphose (Kollros, 1981). Il est aussi possible d’observer le développement 

de certaines structures avec le passage vers le stade adulte parmi lesquelles nous 

retrouvons le nucléus mésencéphalique du nerf trijumeaux (nerf V), le cervelet et les 

segments connectant la moelle épinière aux membres antérieurs et postérieurs 

(Kollros and McMurray, 1956; Gona et al., 1988; Beaudoin, 1956).   
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5. Objectif de la recherche 

Malgré les connaissances multiples sur la modulation du système nerveux par 

l’hormone thyroïdienne et les corticostéroïdes, nous en savons très peu sur l’action de 

ces hormones dans le développement des centres de contrôle de la respiration au 

cours de la métamorphose. Les études sur la préparation du tronc cérébral in-vitro de 

l’amphibien est donc un premier pas dans la compréhension des mécanismes 

régissant la modification des structures responsables de la transition d’une respiration 

aquatique vers une respiration terrestre. Compte tenu du rôle des hormones de l’axe 

HPA et HPT dans la métamorphose des amphibiens, il est plausible que la 

restructuration du système nerveux central par les hormones au cours de la 

métamorphose affecte également le système de contrôle de la respiration et contribue 

ainsi à l'émergence de la respiration aérienne chez les grenouilles adultes. 

Afin de répondre à cette question, nous avons tout d’abord testé l’hypothèse 

selon laquelle une application des hormones T3, aldostérone et corticostérone sur 

la préparation de tronc cérébral isolé de Lithobates catesbeianus influence le 

développement de la commande respiratoire. Considérant l’action à long terme 

(génomique) de ces hormones, leur application a été effectuée sur une période de 1h 

(exposition aigue) ainsi que sur une période de 24h (considérée ici comme une 

exposition chronique). Puisque l’influence par le CO2/pH dans la commande 

respiratoire pourrait contribuer à l'évolution de l'activité respiratoire associée à 

l'exposition aux hormones, la réponse au CO2/pH a été évaluée avant et après le 

protocole de traitement (Chap.II). 

6. Méthodes générales 

6.1 La préparation du tronc cérébrale in vitro 

La technique d’isolation du tronc cérébral a été développée en 1931 (Adrian 

and Buytendijk, 1931) à partir d’un cerveau de poisson rouge et consistait à isoler le 

tronc cérébral de l’animal pour le placer ensuite sur une lame de verre et l’humidifier 

par un liquide de «Ringer» (solution composée de chlorure de sodium, de potassium 

et de calcium), avant d’apposer des électrodes sur la surface du tissus. Heureusement, 
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cette technique a été perfectionnée avec les années. Une fois le cerveau extrait de la 

boîte crânienne, il est déposé dans une chambre d’enregistrement où le tissu baigne 

dans une solution oxygénée dont la composition ionique et nutritive s’apparente au 

liquide céphalorachidien (LCRa). Nous pouvons ensuite mesurer l’activité 

respiratoire par des enregistrements intra- ou extracellulaires, selon l’étude désirée 

(Fig. 1.11) (Belzile et al., 2004). Dans le cadre de la recherche en neurobiologie 

respiratoire, le tronc cérébral des mammifères a depuis toujours été la référence afin 

de comprendre les mécanismes de contrôle respiratoire. Il est bien sûr logique de 

croire que le mammifère est le meilleur modèle expérimental afin de comprendre le 

système respiratoire de l’humain. Un second groupe de vertébré a cependant 

récemment attiré l’attention des chercheurs dans le domaine de la neurobiologie 

respiratoire tant par ses avantages techniques que par la ressemblance avec les 

mammifères de ses principes fondamentaux régissant le fonctionnement et le 

développement du système de contrôle de la respiration. Ce modèle est l’amphibien 

et bon nombre de scientifiques ont fait progresser nos connaissances dans le domaine 

de la neurobiologie de la respiration grâce à l’utilisation du tronc cérébral de cet 

animal.  

 

Figure 1.11 : Préparation de 

tronc cérébral isole de 

Lithobates catesbeianus. 

Enregistrement 

électrophysiologique de 

l’activité respiratoire à partir 

des nerf trijumeaux et vague. 

Tirée de Belzile et al., 2004. 
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6.2   Avantages du tronc cérébral isolé de l’amphibien  

Un important problème dans l’utilisation du tronc cérébral de mammifère est 

que ce dernier n’est pas résistant à l’hypoxie. Puisqu’il est détaché du système 

vasculaire, les échanges gazeux ne se font que par diffusion à travers les membranes. 

Cette diffusion étant très lente, les neurones respiratoires finiront par être exposés à 

une hypoxie ou acidose tissulaire, qui vont toutes deux perturber le fonctionnement 

des neurones. Il est donc impossible d’utiliser ici une préparation provenant d’un 

mammifère adulte puisqu’il ne survit pas assez longtemps dans ces conditions. Afin 

de contrer cette problématique, la préparation doit provenir de nouveau-nés où la 

tolérance des circuits nerveux à l’hypoxie est plus importante et doit être maintenue à 

une température entre 25 et 28°C (Belzile et al., 2004). Par sa structure simple et sa 

robustesse, le tronc cérébral de l’amphibien sera ainsi un bien meilleur choix pour 

l’étude du développement du système de contrôle respiratoire lors de la transition du 

milieu aquatique vers le milieu terrestre.  

6.2.1 Une préparation robuste 

Le tronc cérébrale de l’amphibien présente une grande tolérance à l’hypoxie et 

à l’acidose peu importe le stade développementale. Le tronc cérébral sera viable peu 

importe le stade (pré-métamorphique ou adulte), ce qui résout la contrainte apposée 

par l’utilisation du mammifère dans l’étude du développement respiratoire. La 

préparation de l’amphibien est aussi viable sur une durée bien plus importante que 

celle du mammifère. Tandis que le tronc cérébral isolé du mammifère génère un 

rythme constant sur une période d’environ 7h (Suzue, 1984), celui de l’amphibien 

peut produire un rythme respiratoire plus de 24h suivant la séparation du tronc 

cérébral avec le reste du corps de l’animal (Voir Chapitre II). De plus, une 

température supérieure à la température du corps n’a pas besoin d’être atteinte 

puisque 20°C est la température physiologique de la grenouille (Belzile et al., 2004). 

Une température trop élevée peut cependant détériorer la préparation à long terme 

(Voir chapitre II). Finalement, selon les résultats obtenus à ce jour, il a été démontré 

que, malgré les différences propres à la mécanique respiratoire, les structures et les 

principes fondamentaux du contrôle de la respiration ont été conservés au cours de 
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l’évolution, nous permettant de comparer les données recueillies à celles de 

mammifères. Nous avons par exemple la conservation des oscillateurs centraux qui 

régissent le rythme respiratoire en synergie ainsi que les épisodes respiratoires 

observés chez la grenouille adulte qui sont aussi présents chez les mammifères en 

hibernation ou chez certains nouveau-nés prématurés (Belzile et al., 2004; Milsom et 

al., 1997).  

6.2.2 Similarité in-vivo / in-vitro 

Malgré l’absence de l’information des récepteurs périphériques, le profil 

respiratoire provenant du tronc cérébrale de l’amphibien in-vitro est similaire à celui 

enregistré chez en animal entier. La préparation peut donc générer son propre rythme 

respiratoire et elle est aussi sensible aux changements de gaz du milieu. De plus, la 

respiration épisodique observée chez l’animal entier est aussi retrouvée au niveau des 

préparations de troncs cérébraux in-vitro (Fig. 1.12). Cette dernière ne serait donc pas 

un artéfact expérimental et la production d’épisodes ne serait pas sous l’influence des 

structures supérieures du cerveau et ne nécessite pas les informations sensorielles 

(Hedrick, 2005). Ces caractéristiques (fréquences respiratoires, réponse au CO2, 

présence d’épisodes respiratoires) sont présentées dans le chapitre II de ce manuscrit.  

 

Figure 1.12 : Enregistrement électrophysiologique de la respiration épisodique chez 

Lithobates catesbeianus au stade adulte. Enregistrement de l’activité motrice du nerf 

trijumeau.
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Résumé 

L’émergence de la respiration aérienne au cours du développement de 

Lithobates catesbeianus demande d’importants changements dans le circuit cérébral 

qui génère et régule le rythme respiratoire. Malgré les connaissances déjà acquises 

sur le sujet, les mécanismes responsables de l’initiation et de la régulation de cette 

transformation restent mal compris. La métamorphose étant influencée par différentes 

hormones métamorphiques telles que l’aldostérone, la corticostérone et l’hormone 

thyroïdienne (T3), nous avons testé l’hypothèse proposant qu’exposer le cerveau à 

ces hormones augmenterait le rythme respiratoire aérien fictif chez les têtards pré-

métamorphiques de Lithobates catesbeianus. Les troncs cérébraux ont été isolés puis 

placés pour traitements soit dans une chambre d’enregistrement (aigue; 1h exposition 

+ 1h récupération) ou dans une bouteille fermée hermétiquement (chronique; 24 

d’exposition). Les préparations ont été exposées à un liquide céphalorachidien 

artificiel (LCRa; traitement contrôle) ou une des hormones suivante : aldostérone 

(100nM), corticostérone (100nM), hormone T3 (100nM) ou une combinaison de deux 

des composantes précédentes. Alors que nous avons observé de faibles effets sur la 

commande motrice suite à l’exposition aigue, l’exposition chronique avec chaque 

hormone a fait augmenter significativement la respiration aérienne. La ventilation 

fictive des préparations exposées aux hormones présentait des similarités avec celles 

provenant d’adultes. Nous concluons que, grâce à leurs effets à long terme, les 

hormones régulant la métamorphose peuvent déclencher la maturation des circuits 

neuronaux qui génèrent et régulent la respiration de cette espèce.  

 

Mots-clés: Amphibien, Grenouille taureau; Tronc cérébral; Contrôle respiratoire; 

Développement, axe HPA; Chémorécepteur CO2/pH. 
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Abstract 

The emergence of air breathing during Lithobates catesbeianus development 

requires significant changes to the brainstem circuits that generate and regulate 

breathing; however, the mechanisms responsible for initiating this transformation 

remain largely unknown. Because amphibian metamorphosis is regulated by 

hormones such as aldosterone, corticosterone, and thyroid hormone (T3), we tested 

the hypothesis that exposing the brainstem to these hormones augments the fictive air 

breathing frequency in pre-metamorphic tadpoles. Brainstems were isolated and were 

placed either in the recording chamber (acute; 1h + 1h recovery) or in a bottle 

(chronic exposure; 24h) for treatment. Brainstems were exposed to artificial 

cerebrospinal fluid (aCSF; sham treatment) or one of the following hormones: 

aldosterone (100 nM), corticosterone (100 nM), or T3 (100 nM). While acute 

exposure had limited effects on respiratory motor output, chronic incubation with any 

hormone significantly increased fictive air breathing; the burst frequencies observed 

following treatment were similar to those observed in adult bullfrogs. We conclude 

that through their long term effects, hormones regulating metamorphosis can initiate 

the maturation of the neural circuits that generate and regulate breathing in this 

species 

 

Keywords: Amphibian, Bullfrog; Brain stem; Control of Breathing; Development, 

HPA axis; CO2/pH Chemoreceptor. 

  



39 

1. Introduction 

During their life cycle, aquatic bullfrog tadpoles undergo substantial 

anatomical and physiological changes that ultimately enable them to exploit the 

terrestrial environment. The progressive use of air as an “O2-rich” gas exchange 

medium offers several advantages and consequently, transformations of the 

respiratory system are an important part of this developmental process. In tadpoles, 

air breaths can be observed at an early stage (Taylor Kollros, TK stage IV) even at a 

time when the lungs are immature and do not contribute to gas exchange. Prior to 

metamorphosis, the gills and skin are the primary site for gas exchange (Burggren 

and West, 1982; Burggren and Doyle, 1986). As the gills begin to regress, however, 

the lungs emerge as the most important structure for gas exchange (Torgerson et al., 

1998; Burggren and Infantino, 1994). To be fully functional, these anatomical 

transformations of the respiratory system require changes in the neural control 

network producing and regulating the motor command. Early investigations of 

respiratory reflexes have revealed the complex interactions between the mechanisms 

controlling gill and lung breathing during tadpole development (Burggren and West, 

1982) and the subsequent use of reduced brainstem preparations have allowed 

substantial progress in our understanding of respiratory control development in 

bullfrogs (Torgerson et al., 1998, 2001; Kinkead, 2009). To this day, however, the 

mechanisms initiating this developmental process remain poorly understood.  

In developing tadpoles, the most significant morphological transformations 

take place during metamorphosis, a tightly orchestrated process which is the result of 

the interplay between the neuroendocrine system and environmental signals (Denver, 

2013). Thyroid hormone (TH) is a primary morphogen as it regulates metamorphosis 

by influencing the expression of genes that lead to cell proliferation, death, 

differentiation or migration (Brown and Cai, 2007). This hormone is necessary for 

tadpole metamorphosis since the removal of the thyroid gland prevents this process 

(Allen, 1925). Corticosteroids (corticosterone and aldosterone) produced by the 

interrenal glands influence the rate of metamorphosis by controlling TH production 

and action on target tissues (Denver, 2009). While many hormones (including 
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steroids) can exert rapid, non-genomic effects on neurons via activation of G protein-

coupled membrane receptors, corticosterone and aldosterone are better known for 

their so called “genomic actions” where the receptor, once bound to its ligand, 

translocate to the cell nucleus where it can modulate gene transcription (Datson et al., 

2008). Corticosterone and aldosterone exert these effects via a binary receptor system 

consisting of glucocorticoid receptors (GR) and mineralocorticoid receptors (MR) 

respectively (Datson et al., 2008). Furthermore, these pharmacologically distinct 

receptors can interact when binding to glucocorticoid response element at the gene 

level (Arriza et al., 1988; Trapp et al., 1994).  

Given the role of these hormones in amphibian metamorphosis and the 

knowledge that in rat, the hypothalamo-pituitary-adrenal axis has significant 

anatomical and functional interactions with several brainstem areas that regulate 

breathing (Behan and Kinkead, 2011), it is plausible that this restructuring of the 

CNS by hormones also affects the respiratory control system and thus contribute to 

the emergence of air breathing in adult frogs. We recently addressed this hypothesis 

by exposing isolated brainstems from Xenopus laevis to corticosterone (100 nM; 1h; 

Fournier et al, 2012) and data show that following 1h of exposure to the hormone, the 

fictive air breathing frequency measured in tadpoles brainstems was increased and 

well within the range observed in adult frogs in vivo (Boutilier, 1984). Moreover, this 

effect of corticosterone is stage-dependent because the same treatment applied to 

brainstems from adult frogs had no effect (Fournier et al, 2012). These highly 

promising results being consistent with our main hypothesis, the present study aimed 

to further investigate the effects of hormones regulating amphibian metamorphosis on 

respiratory control development. To do so, we chose to use Lithobates catesbeianus 

since this species exploits the terrestrial habitat more readily than Xenopus. Owing to 

its predominant role in metamorphosis, our interest was centered on the action of T3, 

the biologically active coumpound; we also investigated the effects of corticosterone 

and aldosterone as these hormones also play an important role in the regulation of 

metamorphosis. The effects of hormone application was tested individually or 

combined since corticosteroids act in synergy with TH to promote extensive 

remodeling of the CNS (Denver, 1998). Because acute (1h) exposure likely limits the 
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possibility of observing changes associated with the long term (genomic) effects of 

hormones, we first developed an experimental approach allowing us to test the effects 

of chronic (24h) hormone exposure on the respiratory motor output produced by the 

brainstem. 

CO2/pH level in tissues is the predominant respiratory stimulus in air 

breathing organisms. With metamorphosis, the progressive use of the lungs for gas 

exchange results in CO2 retention (Just et al., 1973) and consequently, tadpole 

development has been linked with the emergence of CO2/pH chemosensitivity as an 

important source of respiratory drive (Torgerson et al., 1997b; Milsom, 2010). 

Though attractive, this hypothesis is debatable. The relative contribution of central 

versus peripheral chemoreceptors to CO2/pH to this drive is uncertain given that 

isolated brainstems increase lung burst frequency in response to hypercapnia at all 

developmental stages (Taylor et al. 2003a, b). Regardless, because changes in 

CO2/pH respiratory drive could contribute to the changes in neuroventilatory activity 

associated with hormone exposure, CO2/pH responsiveness was assessed before and 

after the treatment protocol. In addition to obtaining valuable insight into the effects 

of hormones on this chemoreflex, testing central chemosensitivity made it possible to 

assess the overall “health” of the brainstem preparation 24h after being removed from 

the animal.  
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2. Methods 

2.1 Animals 

Experiments were performed on 130 brainstem preparations from bullfrog 

(Lithobates catesbeianus) tadpoles and 18 brainstems from adult bullfrogs. All 

experiments complied with the guidelines of the Canadian Council on Animal Care. 

The institutional animal care committee approved the specific protocols used in this 

study. Animals were obtained from a commercial supplier (Island Bullfrog, Nanaimo, 

BC) and were housed in aquaria supplied in flowing, filtered and dechlorinated 

Québec city water maintained between 19° and 22°C (photoperiod: 12h light/dark). 

Tadpoles were fed frozen spinach, goldfish food (Goldy Royal, Sera), and algae 

present on the surface of the aquaria whereas adults received live crickets (CG 

Reptile Inc., Saint-Apollinaire, QC, Canada).  

2.2 In vitro brainstem preparations 

 Surgical procedure and recording techniques have been described previously 

(Fournier et al., 2012). Briefly, animals were anesthetized by immersion in ice cold 

tricaine methane sulfonate (1g/L) buffered to pH 7.0 with NaHCO3 (Sigma-Aldrich 

Canada. Oakville, Ontario). Once unresponsive to tail pinch, the developmental stage 

was determined based on the morphological criteria from Taylor and Krollos (1946). 

Tadpoles were between TK stages V and X; at that stage, animals have no developed 

limbs. Tadpoles were then decerebrated by a transection just rostral to the eyes. The 

cranium was opened to expose the brainstem and rostral spinal cord and to allow 

dissection of the cranial nerves. During dissection, the brainstem was superfused with 

oxygenated artificial cerebrospinal fluid (aCSF) kept at cold temperature (0-5°C) to 

avoid a sudden change in temperature and reduce axonal conductance throughout the 

dissection procedure (Fournier et al., 2007). The composition of the tadpole aCSF 

consisted of (in mM): NaCl (104); KCl (4.0); MgCl2 (1.4); NaHCO3 (25.0); CaCl2 

(2.4); D-glucose (10.0). Adult aCSF was composed of (in mM): NaCl (75.0); KCl 

(4.5); MgCl2 (1.0); NaHCO3 (40.0); CaCl2 (2.5); NaH2PO4 (1.0); d-glucose (7.5). 

Note that the higher HCO3
- used for adults is based on values reported for whole 
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blood (Toews and Stiffler, 1990) and the aCSF composition used in other laboratories 

working on this species (Winmill et al., 2005; Reid et al, 2000). The superfusate was 

equilibrated with a 98% O2 / 2% CO2 gas mixture and had a pH 7.90 ± 0.10 which 

corresponds to normal blood pH in this species (Just et al, 1973; Kinkead and 

Milsom, 1994). The brainstem was finally transected between the optic tectum and 

the forebrain and then caudal to the hypoglossal nerve before being transferred to the 

recording chamber coated with Syglard (Dow Corning; Midland, MI, USA) where it 

was immobilized with insect pins ventral side up. The arachnoid and pia membranes 

were then carefully removed. 

2.3 Electrophysiological recordings 

 Using suction electrodes, bursts of respiratory-related motor activity were 

recorded simultaneously from the rootlets of the trigeminal (V) or facial (VII) nerves 

and the vagal (X) nerve. Vagal nerve activity was used as a sensitive marker of fictive 

lung activity to distinguish between lung- and buccal-related signals (Kogo et al., 

1994; Kogo and Remmers, 1994). The pipettes were constructed from borosilicate 

glass (1.5 mm) pulled to a fine tip with a vertical microelectrode puller (Stoelting 

Co., Wood Dale, IL, USA). The tip was broken and beveled to achieve an appropriate 

tip diameter. Neural activity signal recorded from the suction electrodes were 

amplified (10k) and filtered (low cut-off 10Hz, high cut-off 1kHz) using a differential 

AC amplifier (model 1700; A-M Systems, Everett, WA, USA). Signals were then 

full-wave rectified and integrated (time constant 100ms) using a moving average 

(model MA-821; CWE, Ardmore, PA, USA). The raw and integrated nerve signals 

were digitized for recording with a data acquisition system (model DI-720; Dataq 

Instrument, Akron, OH, USA). The sampling rate of the analog to digital conversion 

for the raw signal was 1250 Hz. 

2.4 Experimental protocols 

 Once the recording electrodes were in place, the brainstem preparation was 

superfused with aCSF at room temperature (19 - 21°C) delivered at 7 ml min-1. The 

aCSF was not recycled. The preparation was allowed to return progressively to 

ambient temperature and recover from the isolation procedure until stable rhythmic 
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neural activity was recorded from both nerves (~20 min). Figure 2.1 illustrates the 

time course of the experimental protocols used in the two series of experiments. 

 

 

 

Figure 2.1: Schematic representation of the time course of the experimental protocols 

used to assess the effects of A) acute (1h) and B) chronic (24h) application of 

mineralocorticoid, glucocorticoid and thyroid hormone on fictive gill and lung 

breathing frequencies. 

2.4.1 Series I: effects of acute (1h) exposure to hormones on fictive gill and lung 

breathing frequency 

Once recovery from dissection was complete, the neural correlates of gill and 

lung ventilation were recorded under “resting” conditions for 10 min (baseline 1; pre-

exposure; see figure 2.1A). Corticosterone (100 nM), aldosterone (100 nM), T3 (100 

nM) or T3 + aldosterone (100 nM + 100 nM) was applied to the brainstem 

preparation for 60 min before a second recording (end of exposure) was performed. A 

final recording was performed at the end of the 60 min wash out period (recovery). In 

this series, the aCSF containing the hormones was delivered continuously (non-static) 

at the same flow rate as the control aCSF. The hormone concentrations were chosen 

because they correspond to plasma levels measured in intact animals following stress 

exposure (Licht et al., 1983; Dupont et al., 1976; Krain and Denver, 2004). 

Aldosterone and corticosterone were first dissolved in DMSO and T3 was dissolved 

in NaOH and addition of the stock hormones solutions into the main reservoir did not 
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affect the pH of the aCSF. Considering the long duration of the entire protocol (over 

2h), time-control experiments were performed to ensure that changes in fictive 

breathing were due to experimental treatment rather than to non-specific, time-

dependent changes in motor output. Since acute exposure had very limited effects on 

respiratory motor output (see results) the effects of T3 + corticosterone was not 

tested. Because the action of these hormones on the brainstem likely involves a 

slower mechanism for which changes in genes expression is necessary, the effect of a 

longer exposure to corticosterone, aldosterone or T3 was evaluated in another series 

of experiments.  

2.4.2 Series II: effects of chronic (24h) exposure to hormones on fictive gill and lung 

breathing frequency 

As in the previous series, baseline gill and lung burst frequencies were 

recorded for 10 min (baseline 1; pre-exposure) after the dissection (see figure 2.1B). 

The brainstem was then transferred from the recording chamber to a 250 ml glass 

bottle containing aCSF equilibrated with 98% O2 + 2% CO2 gas mixture and 

supplemented with aldosterone (100 nM), corticosterone (100 nM), T3 (100 nM), T3 

+ aldosterone (100 nM + 100 nM) or T3 + corticosterone (100 nM +100 nM) and 

kept at room temperature (19° - 20°C) for 24h. Bottles were capped and constantly 

shaken gently to ensure a renewal of aCSF around the brainstem. After 24h, the 

brainstem was transferred back into the recording chamber and a second baseline 

(post-exposure) recording was performed with sham aCSF. Note that because 

replacing the electrode onto the nerve rootlet likely results in changes in conductivity 

affecting the quality and intensity of the nerve signal, it was not possible to reliably 

compare burst amplitude before and after hormone exposure. Despite this limitation, 

this approach was chosen because with the flow through system, nerve rootlets 

occasionally slipped out of their suction electrodes during prolonged incubation and 

preliminary experiments showed that placing the brainstem in a hermetic recipient 

was the most convenient way to ensure constant brainstem conditions over a 

prolonged period of time (see Table 2.1). Once again, time-controls experiments were 

performed to assess the effect of incubation alone (i.e. without hormone treatment). 
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To evaluate incubation conditions over the course of the experiments, pH, PO2, PCO2 

of the aCSF was measured before and after the chronic exposure protocol using a 

blood gas analyser (ABL5, Radiometer model ABL-5, Radiometer, Copenhagen, 

Denmark). aCSF samples were obtained randomly between the different experimental 

groups (aCSF alone versus hormone treatment). 

2.4.3 CO2/pH chemosensitivity test 

In order to measure the effects of hormone exposure on central 

chemosensitivity, the aCSF circulating in the recording chamber was changed to a pH 

of 7.5 and 8.3 by manipulating the levels of O2 and CO2 in the gas mixture bubbling 

the aCSF. Exposure to each level of CO2/pH lasted 15 minutes. This procedure was 

performed following baseline measurement and after hormone exposure (Fig. 2.1B).  

2.4.4 Adult frogs 

In order to compare the effects observed in tadpoles after hormone exposure 

with the motor output produced by a mature system, the same brainstem extraction 

procedure and electrophysiological recording were performed on brainstems from 

adult frogs (N = 18). These animals have metamorphosed in the animal care facility 

and were less than one year and ranged in size between 5 and 8 cm (tail to snout). 

The neural correlates of lung and gill (buccal) ventilation were recorded under 

baseline conditions; this was followed by a chemosensitivity test identical to the one 

described for tadpoles. Based on previous results showing the lack of hormone 

responsiveness in adult frog (Fournier et al., 2012), the effects of acute exposure were 

not assessed in these preparations. Preliminary experiments aiming to assess the 

effects of chronic hormone exposure on adult preparations showed that these 

brainstems could not reliably survive to the 24 incubation procedure at room 

temperature. While performing the incubations at a lower temperature may have 

increased survival rate, this possibility was not pursued in adult preparations. 

2.5 Data analysis 

 Frequency values for respiratory burst activity were obtained by analysing the 

last 10 min of recording for each condition. In vitro tadpoles typically produce two 
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patterns of respiratory-related neural activity: (1) high frequency, low amplitude, and 

(2) low frequency, high amplitude, reflecting fictive gill and lung ventilation, 

respectively (Liao et al., 1996; Torgerson et al., 1998). Consequently, analysing 3 to 

4 segments of stable and uninterrupted recording (60 s each) was sufficient to obtain 

a representative gill burst frequency. Conversely, lung burst frequency values were 

obtained by analysing the entire segment (10 min) and values were averaged for a 1 

min period. Note that the amplitude measurements obtained in series I showed no 

significant effect of time or treatment and were not reported for conciseness and 

consistency between experimental series. The presence of bursting episodes was 

determined according to the criteria proposed by Kinkead and Milsom (1994). 

Briefly, bursting was considered to occur in episodes when large amplitude bursts 

occurred in succession and that the time between each event did not exceed the length 

of two individual bursts.  

Statistical analyses were performed using an analysis of variance (ANOVA; 

Statview version 5.0, SAS Institute, Cary, NC, USA). Two factors were considered: 

time (baseline versus recovery and post-exposure/end of exposure) and hormone 

treatment (with or without exposure); these analyses did not discriminate whether 

hormone application was performed individually or in combination. A distinct 

analysis was performed to assess the effects of hormone exposure on the gill and lung 

burst frequency response to CO2/pH changes. Two factors were considered: time and 

pH (pH 7.5, pH 7.9, pH 8.3). Because chemosensitivity was lost following chronic 

incubation under sham conditions, the effects of hormones were not tested. Whenever 

the effects of a factor (or interaction between factors) were significant (p < 0.05), the 

ANOVA was followed by Fisher’s protected least significant difference test. 

ANOVA results are reported in the figures legend; results from post hoc tests are 

displayed as symbols in the figures. 
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3. Results 

3.1 Effects of acute (1h) exposure to hormones on fictive gill and lung breathing 

frequency 

The facial (VII) and vagal (X) neurograms presented in Figure 2.2 show that, 

by comparison with baseline (panel A) acute (1h) exposure to hormones had a limited 

effect on the neural correlates of gill and lung ventilation. Following recovery (panel 

C), aldosterone treatment was the only condition in which a small but statistically 

significant increase in lung burst frequency was detected (Figs. 2.2D and 2.3A). 

Aldosterone alone did not influence gill burst frequency (Fig. 2.2E) but when 

combined with T3, a significant decrease in gill burst frequency was observed by the 

end of the protocol compared to time-control (Fig. 2.3B).  

3.2 Effect of chronic (24h) incubation under control condition (no hormone) on 

neurorespiratory activity 

Table 1 reports values of pH, PO2, and PCO2 of the aCSF contained in the 

bottles before and after the 24h incubation protocol. Samples were taken randomly 

from each treatment. Since no differences were observed between sham (aCSF) and 

hormone treatment, data were combined (Table 2.1). PO2 was the only variable that 

changed during the 24h protocol. Over that period, PO2 decreased by 11% (table 1). 

Note, however, that the low PCO2 values were near the inferior limit (5 mmHg) of 

the effective range for the PCO2 electrode. 

 

Table 2.1: Measurement of pH, PO2 and PCO2 of aCSF in the bottle containing the 

tadpole brainstem before and after incubation. Number of bottles: N=9. ANOVA: 

Time effect (PO2): P<0.0001. Data are reported as means ± s.e.m. *Significantly 

different from the corresponding baseline value at P<0.05. 
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The bursting patterns recorded before and after sham incubation (aCSF alone) 

were similar (Fig. 2.5A and B). The mean lung and gill burst frequencies obtained 

before and after incubation did not differ either (Fig. 2.4A and B). However, 

brainstems maintained in aCSF for 24h lost central chemosensitivity since changes in 

CO2/pH no longer affected lung burst frequency (Fig. 2.6A and D). 

3.3 Effects of chronic (24h) exposure to hormones on fictive gill and lung 

breathing frequency 

One day exposure to hormones increased lung burst frequency in all groups 

(except sham). This effect was observed whether the hormones were applied 

individually or in combination (Figs. 2.4A and 2.5D, respectively); the greatest 

response was observed in preparations exposed to T3 and aldosterone simultaneously 

(Fig. 2.5D). The neurogram presented in Fig. 2.5C shows that this increase in lung 

burst frequency was associated with the appearance of bursting episodes in which the 

amplitude occasionally increased with each successive breath (crescendo). While 

assessing the occurrence of crescendos in bursting activity was difficult (e.g. which 

nerve to measure, difference required, etc.), quantification of bursting episodes with 

established criteria revealed that the proportion of preparations in which episodes 

were observed was greater following hormone than sham treatment (Fig. 2.8) but was 

still less than preparations from adult frogs (70%; Fig. 2.8B). 

Fictive gill ventilation was generally reduced by the hormone incubation 

protocol; however, the most important decrease was observed in brainstems 

incubated with aldosterone (alone and combined with T3) and corticosterone (Figs. 

2.4B and 2.5E). In many preparations, however, vagal neurograms no longer 

presented “gill-related” bursting following hormone incubation whereas this activity 

remained in the facial nerve (Fig. 2.5A). Quantification of this observation is reported 

in Fig. 2.9.  
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3.4 CO2/pH chemosensitivity test 

Regardless of hormonal treatment, the chemosensitivity of pre-metamorphic 

tadpoles was tested on all brainstem preparations (total: n = 71). Prior to incubation, 

the average response to aCSF acidification was a 234 ± 66% increase in lung burst 

frequency (Fig. 2.6A and D). Unlike acidification, the effects of augmenting aCSF 

pH on fictive air breaths were heterogeneous and the net response was a more modest 

increase (90 ± 44%; Fig. 2.6A and D). Conversely, changing aCSF CO2/pH had no 

significant effect on gill burst frequency (Fig. 2.6B). For comparison purposes, the 

chemosensitivity of 18 preparations from adult tadpoles was tested (no incubation). 

The lung burst response to changes in CO2/pH was significant but did not differ from 

that of tadpoles (Fig. 2.6C). 

The chemosensitivity of 10 brainstem preparations following 24h incubation 

with aCSF alone was tested and the frequency of gill and lung-related signals was no 

longer responsive to changes in CO2/pH. The lack of CO2/pH chemosensitivity was 

also observed following hormone incubation; however, these results are not presented 

on the figures for conciseness and clarity.  
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Figure 2.2: Integrated facial (VII) and vagal (X) neurograms comparing the motor 

output produced by a tadpole brainstem preparation A) at baseline, B) 2h after sham 

aCSF exposure or C) a different preparation 1h after aldosterone exposure (recovery). 

Mean D) lung burst frequency and E) gill burst frequency before and after an acute 

(1h) exposure of the brainstem preparations to the sham aCSF (time control) or aCSF 

with aldosterone (100 nM), corticosterone (100 nM) or T3 (100 nM). ANOVA: time 

effect: P < 0.0001. Data are reported as means ± s.e.m. *Significantly different from 

the corresponding baseline value at P<0.05.  
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Figure 2.3: Mean A) lung burst frequency and B) gill burst frequency before and after 

an acute (1h) exposure of the brainstem preparations to the sham aCSF (time control) 

or aCSF with T3 + aldosterone (100 nM + 100 nM). ANOVA: hormone effect: P = 

0.02. Data are reported as means ± s.e.m. † Significantly different from the control 

condition (time control) at P<0.05.  
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Figure 2.4: Mean A) lung burst frequency and B) gill burst frequency before and after 

a chronic (24h) exposure of the brainstem preparations to the sham aCSF (time 

control) or aCSF with aldosterone (100 nM), corticosterone (100 nM) or T3 (100 

nM). ANOVA (Lung): Hormone effect: P = 0.022. Time effect: P < 0.0001. hormone 

x Time: P = 0.012. ANOVA (Gill): hormone effect: P = 0.02. time effect: P = 0.009. 

The analyses did not discriminate whether hormone application was performed 

individually or in combination. Data are reported as means ± s.e.m. *Significantly 

different from the corresponding baseline value at P<0.05. † Significantly different 

from the control condition (time control) at P<0.05.  
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Figure 2.5: Integrated facial (VII) and vagal (X) neurograms comparing the motor 

output produced by a tadpole brainstem preparation A) at baseline, B) 24h after sham 

aCSF exposure and C) 24h after T3 + aldosterone exposure. Mean D) lung burst 

frequency and E) gill burst frequency before and after a chronic (24h) exposure of the 

brainstem preparations to the sham aCSF (time control) or aCSF with T3 + 

aldosterone (100 nM + 100 nM) or T3 + corticosterone (100 nM + 100 nM). Data are 

reported as means ± s.e.m. *Significantly different from the corresponding baseline 

value at P<0.05. † Significantly different from the control condition (time control) at 

P<0.05. § Significantly different from the aldosterone treatment at P<0.05.  
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Figure 2.6: The effects of changing aCSF pH on A) Lung burst frequency and B) gill 

burst frequency in tadpole brainstems before and after the 24h incubation in sham 

conditions (aCSF alone). ANOVA:  Lung burst frequency: pH effect: P < 0.0001. C) 

The effects of changing aCSF pH on lung burst frequency in brainstem preparations 

from adult frogs shortly after baseline recording (no incubation) ANOVA: pH effect: 

P = 0.0084. D) Changes in lung burst frequency expressed as a percent change from 

baseline condition (pH 7.9) in tadpoles preparations before and after a 24h sham 

incubation protocol (aCSF). These results are compared with the response of 

preparations from adult frogs kept in control conditions (no incubation). ANOVAs: 

Tadpole pH effect: P < 0.0001. Adult pH effect: P = 0.01. Data are reported as means 

± s.e.m. *Significantly different from the corresponding baseline value at P<0.05     
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Figure 2.7: Integrated trigeminal (V), Facial (VII) and vagal (X) neurograms of the 

motor output produced by A) a tadpole under baseline conditions, B) a tadpole 24h 

after T3 + aldosterone exposure and C) an adult in-vitro under baseline conditions. D) 

Mean fictive air breathing frequency measured in the tadpole following the 24h sham 

exposure, the tadpole following the 24h T3 + aldosterone exposure, the adult in 

control conditions (reduced brainstem preparation like the tadpoles) and E) mean 

lung ventilation in the entire adult animal breathing. Note that the data for adult 

animals obtained in vivo are from Kinkead and Milsom (1994; with permission). 
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Figure 2.8: The % of tadpole preparations with episodic lung bursts before and after a 

chronic (24h) exposure of the brainstem preparations to sham aCSF (time control) or 

aCSF with A) aldosterone (100 nM), corticosterone (100 nM) or T3 (100 nM) and B) 

T3 + aldosterone (100 nM + 100 nM), T3 + corticosterone (100 nM + 100 nM) or 

adults preparations kept in control conditions (no incubation).  
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Figure 2.9: Comparison of the number of brainstem preparations without the “gill-

related” bursting in the Xth nerve following the 24h incubation in sham aCSF (time 

control) or aCSF with aldosterone (100 nM), corticosterone (100 nM), T3 (100 nM), 

T3 + aldosterone (100 nM + 100 nM) or T3 + corticosterone (100 nM + 100 nM). 

Adult preparations were also tested in control conditions (no incubation). The number 

above each histogram is the percentage of preparations that do not present gill-related 

bursting versus the total number used in this experimental group.  
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4. Discussion 

Here, we show that prolonged (24h) exposure of tadpole brainstems to 

hormones regulating metamorphosis can have a profound effect on the neural circuits 

that regulate breathing. Exposure to aldosterone and corticosterone individually 

increased lung burst frequency; however, the observation that individual application 

of T3 produced the highest increase is consistent with the notion that TH is a main 

actor in the regulation of metamorphosis (Fig. 2.4A). Furthermore, brainstems 

exposed to T3 and aldosterone simultaneously showed a higher fictive lung frequency 

compared to aldosterone alone (Fig. 2.5D). This result is consistent with the 

hypothesis that TH and corticosteroids act in synergy to promote tadpole maturation. 

As figure 2.7 shows, combining T3 with aldosterone brought fictive air breathing 

frequency of tadpole preparations closest to the levels observed in adult frogs. 

Moreover, gill-related activity frequently disappeared from the vagal nerve and the 

lung bursts episodes were observed and these occasionally displayed a progressive 

increase from burst to burst. These patterns of activity are reminiscent of those 

observed in adult frogs, including lung inflation cycles that are more common when 

the animal faces a respiratory challenge (Kinkead and Milsom, 1994). Together, these 

results support our initial hypothesis as they indicate that hormones regulating 

metamorphosis can initiate maturation of the brainstem circuits that produce air 

breathing. The fact that the increase in burst frequency was not observed in small 

amplitude (gill related) bursting indicates that these effects do not reflect a 

generalized increased in activity and that hormones may act specifically on the 

circuits that regulate the motor command producing air breaths. While these results 

are highly promising, several issues related to technical limitations and experimental 

design need to be considered while interpreting these data. 

4.1 Critique of methods 

 The present study aimed to perform “proof of principle” experiments to 

address the effects of hormones on the core networks regulating breathing. 

Accordingly, we used doses that were at the superior limits of the levels measured in 

animals (c.f. section 2.4.1). While this approach was effective, it lacked the 
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refinement necessary to determine which hormone (or combination) acts as the 

primary signal initiating respiratory control maturation. At high doses, it is likely that 

the receptors were saturated and that the responses were near maximum. Moreover, 

because corticosterone activates both gluco- and mineralo-corticoid receptors, 

synthetic agonists would have been necessary to discriminate the contribution of each 

receptor in the responses observed. Clearly, dose-response curves for each individual 

hormone would have been highly informative, but such detailed work was well 

beyond the scope of the present investigation.  

By comparison with mammals, the amphibian brainstem preparation is viable 

at all developmental stages and its tolerance to the experimental conditions imposed 

by acute electrophysiological studies in vitro is well established. Here, attempts to 

record neurorespiratory signals from adult brainstem following 24h incubation with 

aCSF (time control) indicate that the protocol used in the second series of 

experiments may have pushed the viability of this preparation close to its limits 

because at room temperature, most brainstems from adult animals no longer produced 

activity by the end of the protocol. The factors underlying the non-specific loss of 

activity in more mature brainstems is unknown but since gas exchange in the tissue is 

limited under in vitro conditions, a reduced tolerance to hypoxia/acidosis is possible 

at this developmental stage. 

Conversely, subjecting tadpoles to the chronic protocol produced a highly 

rhythmic gill and lung-related motor output. Except for the loss of gill-related 

bursting in the Xth nerve in some preparations, the overall activity did not differ from 

the activity recorded prior to the 24h incubation period. However, the fact that none 

of the preparations responded to changes in CO2/pH following incubation strongly 

suggests that the functionality of chemosensing cells has been compromised by the 

procedure. Obviously, this situation did not allow us to assess the potential 

contribution of chemosensitive neurons to the increase in lung burst frequency 

induced by hormone exposure. Further experiments aiming to identify the causes and 

origins of the loss of chemosensitivity could be useful to improve the incubation 

protocol and ultimately preserve this function. Despite this limitation, several aspects 
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of the data indicate that our preparation is sufficiently functional to address our main 

hypothesis and as we discuss below, factors other than changes in CO2/pH 

chemosensitivity may contribute to the increase in lung burst frequency following 

chronic incubation with hormones.  

4.2. Time-dependent effects of hormones on respiratory control maturation 

 Since corticosteroid injection can increase locomotor activity in rats within 

minutes (Sandi et al., 1996), it is plausible that these hormones could modulate the 

respiratory motor command via non-genomic actions. However, data showing no 

change in neurorespiratory activity during the first 1h of incubation do not support a 

role for membrane receptors respiratory modulation in this species. These first 

observations are consistent with similar work performed on Xenopus (Fournier et al, 

2012). By contrast, however, a 1h recuperation period from corticosterone exposure 

made it possible to double lung burst frequency in Xenopus (Fournier et al, 2012) 

whereas an identical incubation protocol failed to produce a similar result in 

Lithobates tadpoles. The factors underlying this discrepancy are unknown. Based on 

morphological criteria, we aimed to work on animals at similar developmental stage. 

However, direct comparisons between species remains difficult such that differences 

in relative developmental stages between the two studies cannot be excluded. 

Nevertheless, the results observed in the second series of experiments suggest that a 

longer exposure was necessary for corticosterone to exert its effects. Unfortunately, 

the effects of aldosterone were not tested in Xenopus. Here, aldosterone exposure was 

the only treatment in which an increase (albeit modest) in lung burst frequency was 

observed. Since stress exposure favors an early metamorphosis in Lithobates 

catesbeianus (Denver, 1999, 1993), the low response to corticosteroids and TH 

observed in our preparations was attributed to the need of a prolonged exposure to 

allow long term (genomic) effects of hormones to take place. 

4.3 Putative mechanisms   

While the results of CO2/pH tests performed prior to chronic incubation 

further demonstrate that central chemosensitivity is fully functional in pre-

metamorphic tadpoles (cf Taylor et al, 2003a,b), the tests performed post-incubation 
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were inconclusive. However, given that the responsiveness observed in tadpoles did 

not differ from adults, our results indicate that, in this model system, developmental 

changes in central chemosensitivity contributes little (if any) to the increase in air 

breathing in developing tadpoles. We must emphasise that this conclusion is based on 

in vitro results from isolated brainstems that lack sensory afferents. In adult frogs, 

vagal feedback from the lungs augments the gain of the CO2/pH chemoreflex 

(Kinkead et al, 1994; Kinkead & Milsom, 1997) and the strength of this effect in 

tadpoles is not known. Thus other mechanisms need to be considered to explain how 

hormones contribute to the increase in lung burst frequency in this species. 

Maturation of the GABAergic system and developmental changes in the inhibitory 

action exerted by GABAB receptors contribute to the emergence of fictive air 

breathing in developing tadpoles (Straus et al., 2000) and our laboratory provided 

evidence indicating that corticosterone may help initiate this maturation process 

(Fournier et al., 2012). It is therefore plausible that aldosterone and even T3 may also 

act on the GABAergic system. This, in turn, could contribute to the “release of 

inhibition” that facilitates the expression of lung-related activity in tadpoles (Strauss 

et al., 2000; Duchcherer et al., 2013). While addressing these effects is beyond the 

scope of the present study, these experiments could provide valuable insight into the 

mechanisms by which hormones promote the emergence of air breathing in the 

developing tadpole. 

5. Conclusion and perspectives   

Multiples studies have described the complex functional and morphological 

reorganizations of the respiratory control system of tadpoles that take place over the 

course of development (Just et al., 1973; Gdovin et al. 1999; Vasilakos et al., 2005; 

Wilson et al., 2002); however, the mechanisms behind the initiation of the 

neurological changes leading to the emergence of air breathing remain poorly 

understood. Here, the increase in air breathing frequency following exposure to 

hormones regulating metamorphosis clearly shows that the respiratory control system 

is highly sensitive to hormonal regulation during pre-metamorphic stages and that the 

ensuing changes likely involve long term (genomic) effects. The sum of these data 
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are fascinating as they provide new evidences that will help develop new research 

avenues to further our understanding of respiratory control development in 

amphibians as well as other groups of vertebrates, including mammals.  
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L’objectif premier de ce mémoire était de déterminer si le fonctionnement du système 

de contrôle respiratoire est influencé par l’hormone thyroïdienne ainsi que les 

corticostéroïdes au cours du développement de l’amphibien. L’augmentation de la 

respiration aérienne fictive suite à l’exposition chronique aux hormones démontre que 

ces centres de contrôle sont effectivement sensibles à la régulation hormonale (Chap. 

II). La maturation du système respiratoire semble aussi être majoritairement régulée 

par une synergie entre la TH et les corticostéroïdes puisque c’est avec la combinaison 

T3 + aldostérone que nous avons observé la plus importante augmentation de 

fréquence pulmonaire, augmentation beaucoup plus grande que celle provenant de 

l’application de T3 ou d’aldostérone seules. Suite à l’exposition, la baisse de 

fréquence branchiale fictive du têtard pré-métamorphique nous laisse supposer que 

les hormones ont influencé des régions spécifiques du tronc cérébrale afin d’amener 

ce dernier à produire un patron respiratoire très similaire à celui d’un adulte tant par 

la fréquence respiratoire que la présence d’une ventilation épisodique. 

1. La désinhibition : un mécanisme complémentaire 

 Avec l’étude de la contribution des hormones à l’émergence de la respiration 

aérienne, nous avons démontré un accroissement de la fréquence pulmonaire déjà 

présente chez le têtard pré-métamorphique par l’action ciblée des hormones et le 

remodelage potentiel du système nerveux. Ce remodelage par les hormones, malgré 

les résultats innovateurs présentant une réponse claire du tronc cérébral, ne peut 

cependant être la seule explication d’une émergence précoce de la respiration 

aérienne lorsque le têtard se retrouve face à un environnement hostile. Dans le cadre 

de l’étude de la commande respiratoire au niveau central, il est nécessaire de 

considérer des mécanismes complémentaires à cette amplification de la fréquence 

pulmonaire par les hormones ainsi qu’une interaction avec différents systèmes du 

contrôle de la rythmogénèse.  
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1.1 La maturation du système GABAergique 

1.1.1 Maturation du système GABAergique à travers le développement 

Comme il a été mentionné auparavant, des bouffés d’air ont été enregistrées 

chez des têtards de très jeunes stades (TK stade 4) (Torgerson et al., 1997). De plus, 

grâce à la préparation de tronc cérébral isolé, il a été possible d’observer des influx 

nerveux pulmonaires au niveau du système nerveux central de têtards pré-

métamorphiques (Torgerson et al., 1998). Ces résultats révèlent l’existence d’un 

générateur de rythme respiratoire pulmonaire fonctionnel dès les plus jeunes stades, 

qui serait vraisemblablement inhibé jusqu’à la métamorphose où les poumons 

prennent le dessus dans les échanges gazeux. L’équipe de Straus suggère ici un 

mécanisme spécifique qui produit un influx inhibiteur empêchant ainsi l’expression 

du générateur de rythme pulmonaire déjà présent chez le têtard pré-métamorphique 

(Straus et al., 2000). Ces derniers ont considérés le système GABAergique comme le 

potentiel  acteur dans la suppression pulmonaire avant la métamorphose. Grâce à 

l’utilisation de préparations de tronc cérébral in-vitro, ils ont démontré qu’un blocage 

du système GABAergique augmente la fréquence pulmonaire fictive dans les stades 

pré-métamorphiques. Malgré tout, ce blocage n’influence pas la fréquence 

pulmonaire lorsque la préparation provient d’un stade post-métamorphique. Il y aurait 

alors une suppression du générateur de rythme respiratoire chez les stades pré-

métamorphiques par le système GABAergique, qui serait âge-dépendante et 

diminuerait donc avec l’avancé à travers les stades (Straus et al., 2000). Ceci 

expliquerait l’apparition progressive du rythme pulmonaire avec le développement de 

l’amphibien.  

Dans le cadre de cette désinhibition développementale, il est important de 

comprendre les processus cellulaires qui accompagnent la maturation du système 

GABAergique. Dans les neurones immatures, il est connu que les gradients de Cl- ne 

sont pas encore parfaitement établis. À ce stade, l’activation du récepteur GABA 

déclenche alors une dépolarisation de la cellule par la sortie du Cl-. C’est avec la 

maturation du système GABAergique que l’on assiste à l’inhibition de la cellule 

(Ben-Ari, 2002). Cette maturation est étroitement liée avec l’expression progressive 
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au cours du développement d’un exportateur d’ions Cl-, le KCC2, qui exporte le Cl- 

hors de la cellule, modifiant le gradient intracellulaire de l’ion chlorure afin qu’il 

migre à l’intérieur de la cellule lorsque les canaux GABAergiques sont ouverts (Fig. 

3.1) (Ben-Ari, 2002).  

 

Figure 3.1 : Changements développementaux de la [Cl-]i déterminés par l’expression 

des co-transpoteurs NKCC1 et KCC2 dans les neurones immatures et matures. Tiré 

de Ben-Ari, 2002  

Suite à la compréhension des mécanismes cellulaires impliqués dans la 

maturation du système GABAergique, nous devons nous questionner sur les 

affirmations posées par Straus. Ce dernier parle d’une inhibition de la ventilation 

pulmonaire par le système GABAergique chez les stades pré-métamorphiques alors 

que le mécanisme cellulaire explique plutôt une dépolarisation (et donc activation) de 

la cellule lorsque le système GABAergique est immature. Pourquoi une telle 

contradiction dans les deux processus? Afin de répondre à cette question, Straus 

défini la désinhibition développementale comme une réduction au cours du 

développement de l’excitation d’une voie inhibitrice, menant ainsi à la suppression de 

l’activité de cette voie (Straus et al. 2000). Le système GABAergique n’agirait donc 

pas directement sur le centre de contrôle pulmonaire, mais plutôt par une structure ou 
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une voie de signalisation intermédiaire qu’il active tôt dans le développement et 

inhibe avec l’avancé en âge. Malgré tout, nous sommes dans l’incapacité d’expliquer 

les mécanismes cellulaires dirigeant la désinhibition observée, car nous en savons 

encore très peu sur cette voie intermédiaire. De plus amples investigations seraient 

nécessaires afin de non seulement déterminer le rôle de la voie intermédiaire dans la 

suppression pulmonaire, mais aussi d’évaluer les changements possibles au niveau 

des récepteurs GABA pouvant expliquer le changement du comportement de la voie 

inhibitrice.   

1.1.2 Régulation endocrinienne du système GABAergique 

 Il est maintenant clair que le système GABAergique est un important acteur 

dans la transition de la respiration aquatique vers aérienne chez l’amphibien et il a 

récemment été démontré que la maturation de ce dernier pourrait être régulée par le 

système neuroendocrinien. En effet, l’application de GABA sur une préparation de 

tronc cérébral de têtard pré-métamorphique préalablement exposée à la corticostérone 

diminuait la fréquence pulmonaire fictive, alors qu’elle l’augmentait dans le cas 

d’une préparation non exposée à la corticostérone (Fournier et al., 2012). Cette 

inversion complète de la réponse au GABA nous laisse suggérer une possible 

influence de l’hormone dans le processus cellulaire responsable de la maturation du 

système GABAergique, incluant aussi l’expression progressive de la molécule KCC2. 

Suite à ces résultats prometteurs, il serait intéressant de vérifier si l’aldostérone et 

l’hormone thyroïdienne ont un effet similaire à la corticostérone. Nous savons que 

l’aldostérone peut se lier aux même sites que la corticostérone, ce qui nous laisse 

supposer qu’elle pourrait aussi influencer la maturation du système GABAergique 

(Arriza et al., 1988). Dans le cas de la T3, nous en savons encore peu sur son 

potentiel rôle dans la régulation du système GABAergique. Des études ont démontré 

qu’elle pouvait augmenter la liaison d’un antagoniste du GABA à son récepteur 

GABAA inhibant ainsi la stimulation du flux d’ions Cl- à travers la membrane. Ce 

processus serait cependant considéré comme un mécanisme non-génomique de 

l’hormone thyroïdienne afin qu’elle agisse comme un neurotransmetteur ou 

neuromodulateur dans le cerveau (Martin et al., 1996). Des études supplémentaires 
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devraient être effectuées afin de déterminer le rôle de l’hormone thyroïdienne dans la 

maturation du système GABAergique et ainsi s’assurer qu’elle ne représente pas un 

inhibiteur de cette maturation.    

1.2 Les Rhombomères 

La notion d’une division du tronc cérébral en plusieurs sections fut présentée 

dans une publication de Champagnat et Fortin (1997) où ces derniers énoncent une 

répartition des centres générateurs de la rythmogénèse au cours du développement 

embryonnaire à travers les huit compartiments segmentaux du tronc cérébral nommés 

rhombomères. Chaque rhombomère renferme un groupe spécifique de nerfs moteurs 

crâniens et certains seraient donc des potentiels fournisseurs de progéniteurs pour la 

formation des circuits générateurs de rythme respiratoire (Bass and Baker, 1997; 

Goulding and Pfaff, 2005; Straka et al., 2006). Cette notion a été utilisée par 

Duchcherer (Duchcherer et al., 2013) afin de non seulement expliquer le maintien de 

la position des générateurs de rythmes respiratoires à travers le développement 

(oscillateur pulmonaire dans le rhombomère 5 et oscillateur buccal dans le 

rhombomère 7 peu importe le stade) (Chapitre I, Section 2.1.2), mais aussi afin de 

confirmer l’hypothèse de la désinhibition respiratoire proposée par Straus (Straus et 

al., 2000). En effet, un blocage de l’oscillateur buccal situé au niveau du nerf X et 

donc du rhombomère 7 engendrait l’émergence de la ventilation pulmonaire fictive 

dans la préparation du tronc cérébral de têtard pré-métamorphique provenant du 

rhombomère 5 (Duchcherer et al., 2013). Les résultats de Duchcherer démontrent 

donc que l’oscillateur branchial situé dans le rhombomère 7 vient inhiber l’oscillateur 

pulmonaire du rhombomère 5 chez le stade pré-métamorphique du têtard (Duchcherer 

et al., 2013). En se basant sur les hypothèses de Straus présentées précédemment, 

nous pouvons supposer que l’oscillateur branchial passerait par une maturation à 

travers le développement, tout comme le système GABAergique et donc que son 

activité inhibitrice chez les jeunes stades disparaitrait avec l’âge pour laisser place à 

la respiration pulmonaire. Tout comme le système GABAergique, la maturation de 

l’oscillateur branchial pourrait être influencée par les hormones régulatrices de la 
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métamorphose (TH, corticostéroïdes), mais des études supplémentaires seraient 

nécessaires afin de nous éclairer sur ce sujet. 

2. La chémosensibilité  

 Une caractéristique importante de la préparation in-vitro est l’absence des 

chémorécepteurs périphériques enlevant ainsi toute influence du système 

périphérique, ce qui nous permet d’observer la réponse centrale aux différents taux 

d’O2 et de CO2 du milieu sanguin. Une critique importante de notre méthode 

d’exposition du tronc cérébral aux hormones pendant 24h est la perte de toute 

chémosensibilité central. Comme il a été mentionné dans le chapitre II, il est possible 

que l’incubation pousse le cerveau à la limite de sa viabilité, endommageant ainsi les 

neurones sensibles à l’O2 et au CO2, ce qui explique la perte de chémosensibilité. Ce 

potentiel effet de l’incubation a cependant été développé très rapidement dans la 

critique des méthodes du chapitre II et mérite d’être plus approfondi dans cette 

discussion.  

2.1 Le CO2 en tant que stimulus à travers le développement 

Comme il a été mentionné dans le chapitre I (Voir Chap. I, Section 3), la 

transition d’une respiration assurée par les branchies vers une respiration assurée par 

les poumons est accompagnée d’une augmentation du CO2 sanguin et un point 

soulevé par les études de l’ontogénie de la respiration est le potentiel rôle de la 

chémosensibilité au CO2/pH en tant que principal stimulus de la respiration aérienne 

avec le développement de l’amphibien (Milsom 2010). Puisque nous en savons 

encore très peu sur les mécanismes régulant la chémosensibilité à travers le 

développement ainsi que l’interaction entre les chémorécepteurs périphériques et 

centraux, il aurait été intéressant dans le cadre de cette étude d’observer une réponse 

différente selon le pH de la solution de la part des préparations exposées aux 

hormones. La plupart des hypothèses soulevées par les différentes équipes de 

recherche sur la chémosensibilité à travers le développement restent à débattre et 

certaines en viennent même à se contredire. En effet, lors de l’étude de la réponse à 

l’hypercapnie, Infantino (1992) n’observait aucune réponse dans la ventilation 
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branchiale d’un têtard pré-métamorphique, alors que Torgerson (1997) démontrait 

que la ventilation branchiale répondait de façon importante suite à une stimulation 

hypercapnique. Les contradictions étaient aussi présentes dans l’analyse de la réponse 

pulmonaire. Torgerson (1997) et Infantino (1992) observaient une réponse au 

CO2/pH dans la ventilation pulmonaire seulement chez les stades post-

métamorphiques, tandis que Taylor (2003 a, b) a récemment démontré une 

augmentation de la ventilation pulmonaire chez tous les stades développementaux 

suite à l’exposition d’une préparation de tronc cérébral isolé à une solution 

hypercapnique. Face à ces multiples hypothèses, il aurait été intéressant d’apporter de 

l’information nouvelle sur la réponse centrale au CO2/pH ainsi qu’à l’O2 au cours du 

développement. 

2.2 Implication de la chémosensibilité périphérique dans la réponse ventilatoire 

 Une récente étude de la part d’une étudiante de notre laboratoire a cependant 

permis d’éclaircir certains questionnements sur le chémoréflexe de l’amphibien. 

L’étudiante a injecté des têtards pré-métamorphiques simultanément avec les mêmes 

concentrations de T3 et d’aldostérone que celles utilisées dans le projet de maîtrise 

pour ensuite enregistrer sur l’animal entier la ventilation pulmonaire et branchiale 

24h suivant l’injection. Il est tout d’abord important de mentionner qu’elle a observé 

une augmentation de la ventilation pulmonaire chez les têtards injectés ainsi qu’une 

légère diminution de la ventilation branchiale, deux résultats qui viennent corroborer 

notre étude in-vitro. Outre les mesures de la ventilation de base de l’animal, 

l’étudiante a aussi effectué des tests d’hypoxie, d’hyperoxie et de CO2. Les résultats 

démontrent une réponse à l’O2 tant chez les têtards injectés que chez les contrôles, 

mais aucune différence entre les deux groupes ne pouvait être observée. Pour sa part, 

la réponse au CO2 présentait elle aussi aucune différence entre les groupes. Il 

semblerait donc que la réponse à l’O2 et au CO2 soit présente peu importe le stade 

développementale, mais que les hormones métamorphiques n’aient aucune influence 

sur la régulation de cette réponse. Comme il a été supposé dans l’article (Chap. II), 

l’émergence de la respiration aérienne pourrait être régulée par des mécanismes 

autres que la chémosensibilité au CO2/pH.     
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3. Influence du sexe sur la réponse respiratoire 

3.1 Régulation de l’axe du stress 

 Au cours de l’étude in-vitro de l’influence des hormones sur le contrôle 

respiratoire, nous nous sommes questionnés sur l’importance d’évaluer le sexe et son 

influence dans la régulation endocrinienne de l’émergence de la respiration aérienne 

au cours du développement. Il est en effet connu que le contrôle de la respiration 

diffère selon le sexe de l’animal (Wenninger et al., 2009) et plusieurs recherches ont 

démontré que les hormones stéroïdiennes sexuelles (testostérone, estrogène, 

progestérone) influencent le développement neural, la plasticité respiratoire ainsi que 

le contrôle neural de la respiration (Holley et al., 2012). Les hormones sexuelles 

n’influencent pas seulement la respiration, mais aussi l’activité de l’axe du stress. Des 

études sur les mammifères ont d’ailleurs rapporté avoir observé des différences entre 

les sexes dans la réponse de l’axe HPA face à un stress environnemental (McCormick 

et al., 1995). Il a été démontré que le stress prénatal augmentait les niveaux 

plasmatiques d’ACTH et de corticostérone chez des rats femelles adultes restreintes, 

mais ce phénomène n’était pas présent chez les mâles (McCormick et al., 1995). De 

plus, 14 jours suivant la naissance, les niveaux de base d’ACTH, mais non de 

corticostérone étaient nettement plus élevés chez les nouveau-nés femelles provenant 

d’une mère stressée que chez les mâles (Takahashi et al., 1990). L’effet du stress 

gestationnel serait donc beaucoup plus marqué chez les femelles que chez les mâles 

et cette différence pourrait être expliquée par l’impact des hormones sexuelles sur le 

développement de l’axe HPA. La testostérone est connue pour altérer l’activité de 

l’axe HPA et pourrait ainsi expliquer la faible réponse du mâle au stress, causée par 

une voie de suppression adréno-corticale activée lors du stress in-utero (Matthews, 

2002). Cette potentielle interférence des hormones sexuelle a aussi été soulevée lors 

d’une étude où des femelles ayant subi le stress gestationnel présentaient une réponse 

moins importante lors de la phase lutéale tardive, phase au cours de laquelle le 

phénotype de l’axe HPA est similaire à celui du mâle (Liu et al., 2001). Il a donc été 

démontré que nous avons une réponse différente au stress selon le sexe chez les 

mammifères et l’homologie du système endocrinien entre les mammifères et 
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l’amphibien nous porte à croire que cette différence dans la réponse pourrait aussi 

être observée chez l’amphibien. 

3.2 Détermination du sexe chez le têtard pré-métamorphique 

 La technique de détermination des sexes a déjà été utilisée dans une 

publication de Hsü (Hsü et Liang, 1970). La différentiation commence au stade III de 

l’animal, mais à cet âge, il est presque impossible de faire la différence entre les deux 

structures (Fig. 3.2). Selon Hsü, c’est à partir du stade X que nous pouvons 

différencier les ovaires des testicules. L’observation doit être faite sous un 

microscope de dissection et cette dernière demande des manipulations très précises 

qui sont néanmoins réalisables. Dans le cadre de notre étude, il est cependant 

intéressant d’utiliser des jeunes stades qui se situent entre V et XV. Les stades sous la 

barre des X seraient alors perdus en ce qui concerne la différentiation des sexes. Sur 

la base d’une étude du développement respiratoire, je crois que nous éliminerions un 

groupe important de têtards en utilisant seulement les animaux de stade X et plus, 

notamment en considérant qu’une respiration pulmonaire peut être observée chez des 

stades aussi jeunes que IV (Torgerson et al., 1997). Il est de plus reconnu que 

l’espèce Lithobates catesbeianus possède des groupes dont le sexe demeure 

indifférent de la naissance jusqu’à 6 mois suivant la métamorphose (Hsü et Liang, 

1970). Le sexe de l’amphibien peut aussi être influencé au cours de la métamorphose 

par certains facteurs environnementaux comme la température de l’eau qui change les 

ovaires en testicules lors d’exposition à une température trop élevée (Hsü et al., 

1971). Il serait cependant possible de déterminer le sexe de l’amphibien par une 

méthode de génotypage en utilisant le polymorphisme de longueur des fragments 

amplifiés (AFLP) (Olmstead et al., 2010). Chacun de ces facteurs demandent malgré 

tout des procédures complémentaires qui étaient selon nous hors de l’objectif du 

projet de maîtrise. D’autre part, l’étude du sexe de l’amphibien sur la respiration peut 

être  facilement effectuée chez les adultes. Des résultats provenant de l’espèce 

Xenopus laevis montrent une réponse à l’hypoxie beaucoup plus prononcée chez le 

mâle contrairement à la femelle (Résultats provenant du laboratoire de Richard 

Kinkead, non publiés). Le sexe pourrait donc influencer le développement des centres 
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de contrôle de la respiration de l’amphibien et des études sur cette différentiation 

apporteront probablement des données intéressantes dans le domaine du contrôle 

respiratoire. En complément, sachant que le stress thermique affecte la 

masculinisation/féminisation de l’amphibien, il serait intéressant de voir si les 

injections d’hormones affectent cette différentiation sexuelle ou ont des effets sexe-

dépendants.    

   

  

Figure 3.2 : Testicules (1-3) et 

ovaires (4-6) receuillis chez 

Lithobates catesbeianus au 

stade III (1 et 4), au stade XX 

(2 et 5) et deux mois après la 

métamorphose (3 et 6).  

Grossissement : 1.5X  

Tiré de Hsü et Liang, 1970  
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4. Approches alternatives  

 La technique d’incubation du tronc cérébral en entier sur une période de 24h 

fut développée afin d’avoir une diffusion complète des hormones à travers les tissus 

et ainsi s’assurer que tous les centres de contrôle respiratoire soient en constant 

contact avec les hormones au cours de la période d’incubation. De plus, procéder aux 

enregistrements sur 24h suivant la mise en bouteille nous a permis de confirmer la 

présences des récepteurs des corticostéroïdes et de l’hormone thyroïdienne dans le 

tronc cérébral ainsi qu’un effet génomique des hormones sur le remodelage du 

système nerveux central. Malgré l’utilisation selon nous justifiée de cette technique 

pour l’étude, nous aurions pu utiliser des approches alternatives dans le but de viser 

des zones précises responsables du contrôle respiratoire.        

4.1 La méthode «Sheep-Dip» 

La méthode de «Sheep-Dip» est une technique nouvelle dans le domaine de 

l’électrophysiologie respiratoire. Contrairement au procédé de base de 

l’enregistrement sur tronc cérébral isolé où la préparation est submergée dans un 

liquide céphalo-rachidien artificiel constamment renouvelé, la technique du «Sheep-

Dip» consiste à installer le tronc cérébral verticalement dans la chambre 

d’enregistrement (Fig. 3.3). Au lieu de procéder à une immersion complète du tronc-

cérébral, le liquide céphalo-rachidien coule constamment sur la préparation à partir 

du haut de la chambre. La préparation peut alors être plongée en partie dans une 

seconde chambre qui contient un liquide pouvant avoir plusieurs fonctions selon le 

type de procédure. Dans le cadre de la recherche de Duchcherer et son équipe 

(Duchcherer et al., 2013) le liquide était constitué d’une forte dose de Mg2+ et d’une 

faible dose de Ca2+ afin de bloquer les synapses par une faible entrée de calcium et 

ainsi inhiber l’activité d’une zone précise du tronc cérébrale. L’avantage de cette 

technique est qu’elle permet d’effectuer une ablation chimique réversible qui réduit le 

risque de dommages aux axones. La technique du «Sheep-Dip» a bien sur ses 

avantages et désavantages. Contrairement aux micro-injections de drogues qui 

assurent un effet précis et une pénétration profonde de la drogue, il est impossible 

d’assurer une profondeur précise avec le «Sheep-Dip». Cependant, il permet une 
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application de la drogue sur une grande région de la préparation, ce qui est 

avantageux lorsqu’on étudie une voie neural avec plusieurs interactions où un 

blocage local pourrait être compensé par le reste du système neural relié à cette voie 

(Duchcherer et al., 2013).   

 

 

Figure 3.3 : Technique d’enregistrement électrophysiologique «Sheep-Dip». Les 

neurogrammes représentent l’activité respiratoire fictive enregistrée à partir des nerfs 

crâniens Trijumeaux (V) et Facial (VII). Tiré de Duchcherer et al., 2013. 

4.2 La technique «Split-bath» 

 La technique «Split-bath» est très similaire à la technique que nous avons 

utilisée dans les enregistrements électrophysiologiques sur tronc cérébral isolé. 

Cependant, la préparation n’est pas immergée en entier dans une même solution. 

Grâce à une membrane de plastique et de vaseline, une séparation de la chambre 

incluant le tronc cérébral peut être effectuée, ce qui permet d’irriguer chaque 

compartiment avec une solution de liquide céphalorachidien artificiel (LCRa) 

différente. Cette technique a été utilisée par Johnson et Mitchell (1998) avec une 

préparation de tortue où ils ont séparé le tronc cérébral et la moelle épinière (Fig. 

3.4).  
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Figure 3.4 : Technique d’enregistrement électrophysiologique «Split-bath». La bande 

noire représente la barrière séparant la chambre d’enregistrement en deux 

compartiments non connectés. Tiré de Johnson et Mitchell, 1998  

4.3 Liens potentiels avec notre protocole  

Dans le cadre de l’étude de l’effet des hormones métamorphiques sur le 

développement du système de contrôle respiratoire, nous pourrions procéder à 

l’exposition de régions spécifiques du tronc cérébral aux hormones. Nous serions 

alors en mesure d’approfondir les connaissances sur l’emplacement des différents 

récepteurs dans le tronc cérébral. En accord avec nos observations, des études ont 

déjà démontré que les récepteurs thyroïdiens ainsi que les récepteurs glucocorticoïdes 

et minéralocorticoïdes sont présents dans les tissus du système nerveux central 

(Brown et Cai, 2007; Arriza et al., 1988), mais leur emplacement exact dans le tronc 

cérébral reste à confirmer. En plus d’aider à la localisation des récepteurs, la 

combinaison des différentes techniques d’enregistrement électrophysiologique 

élargirait notre savoir sur l’interaction des hormones métamorphiques avec d’autres 

voies de signalisation dans le remodelage du système de contrôle respiratoire. Le 

rhombomère 5 contenant le générateur de rythme pulmonaire serait une cible de 

choix dans cette pratique. Avec la technique du «Split-bath», il pourrait être très 

intéressant d’effectuer simultanément un blocage du rhombomère 7 contenant le 

générateur de rythme branchial inhibiteur de la respiration pulmonaire ainsi qu’une 

activation du rhombomère 5 par les hormones métamorphiques. Cette combinaison 
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pourrait grandement améliorer la réponse du tronc cérébral puisque nous 

accélérerions le processus de désinhibition développementale. La technique du 

«Sheep-Dip» pourrait aussi être utilisée dans la détection des centres sensibles à l’O2 

et au CO2 ainsi que leur possible déplacement au cours du développement de 

l’amphibien (Voir Chap. I, Section 3). Il est cependant important de considérer la 

raison principale pour laquelle nous avons procédé à l’incubation en bouteille sur 

24h. L’irrigation constante, proposée dans la technique du «Sheep-dip» et du «Split-

bath» demande des quantités importantes de LCRa et surtout une alimentation 

continue en gaz. Ce facteur peut être limitant, d’où notre utilisation de bouteilles 

fermées hermétiquement. Malgré tout, si nous ne considérons pas les inconvénients 

techniques de l’irrigation continue, un croisement des manipulations proposées ci-

dessus avec notre protocole ouvrirait des portes sur la compréhension anatomique des 

zones responsables du contrôle respiratoire ainsi que leurs interactions. Finalement, 

comme il a été mentionné précédemment (Chapitre III, Section 4.1), la micro-

injection d’hormones dans une région spécifique assurerait une diffusion profonde du 

produit dans les tissus ainsi qu’une certitude que la zone voulue soit en contact avec 

les hormones (Duchcherer et al., 2013). Cette technique demanderait cependant une 

répétition dans le processus d’injection afin d’avoir une réponse à l’exposition 

chronique (24h) aux hormones, ce qui nous porte à croire que l’incubation dans le 

liquide céphalorachidien reste à ce jour une technique très fiable pour répondre à nos 

questions.    

5. Perspectives futures et retombées dans la recherche clinique 

5.1 Homologie du système de contrôle de la respiration : Amphibien vs 

Mammifères 

 Malgré leur distance phylogénétique, le développement du contrôle 

respiratoire des mammifères reste très similaire à celui de l’amphibien. Tout comme 

le mammifère, la grenouille adulte doit contrôler la ventilation pulmonaire afin de 

maintenir l’homéostasie de ses concentrations de gaz sanguins (O2 et CO2). Chez les 

deux espèces, cette ventilation nécessite une coordination des structures sensorielles 

périphériques et des mécanismes intégrateurs et effecteurs situés dans le système 
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nerveux central qui sont mis en place selon une séquence précise au cours du 

développement afin d’assurer une transition parfaite de la vie aquatique vers la vie 

terrestre. Cette transition peut être autant in utéro chez le mammifère qu’extérieure 

chez l’amphibien, elle n’en reste pas moins semblable au niveau de la machinerie 

respiratoire. Plusieurs aspects du développement neural et du contrôle respiratoire 

sont semblables entre les amphibiens et les mammifères, mais un très bon exemple 

serait le complexe pré-Bötzinger qui interagit avec le groupe respiratoire para-facial 

afin de contrôler la respiration, un concept similaire au double jeu d’oscillateurs 

présenté chez l’amphibien (Chapitre I, Section 2.1.1). 

 L’axe du stress neuroendocrinien représente aussi un système de signalisation 

qui est apparu depuis très longtemps et a été gardé à travers l’évolution afin 

d’accommoder le développement de la larve et du fœtus à son prochain 

environnement (Crespi and Denver, 2005). Tant chez le mammifère que chez 

l’amphibien, les corticostéroïdes et le CRF agissent au niveau central et périphérique 

afin d’altérer le développement de l’individu face à un environnement hostile. Les 

mécanismes de cette régulation sont conservés à travers les espèces de vertébrés nous 

permettant de comparer les réponses de chacune lors d’un stress environnemental.  

 

5.2 Un apport de l’étude à la recherche clinique? 

La compréhension du rôle des hormones thyroïdiennes et des corticostéroïdes 

est avant tout une importante étape dans l’avancée de notre connaissance du 

développement respiratoire de l’amphibien et des mammifères, mais rien n’empêche 

que ces résultats puissent être utilisés afin d’aider la recherche clinique à mieux 

comprendre le développement intra-utérin du système respiratoire et ainsi élaborer 

des traitements pour les nouveau-nés prématurés qui présentent une déficience dans 

le contrôle respiratoire.  

Dans le cadre des changements phénotypiques résultants d’un stress éprouvé 

tôt dans la vie de l’animal, les effets de l’environnement sur le développement ainsi 

que la croissance de l’amphibien peuvent être mis en parallèle avec le stress intra-
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utérin qui modifie la croissance fœtale et le développement des mammifères. Pour les 

mammifères, on ne parle cependant plus d’assèchement de l’étang ou d’augmentation 

de la compétition pour les ressources, mais plutôt de malnutrition maternelle ou 

d’expositions répétitives à un stress aigu. Ce stress intra-utérin cause chez le fœtus un 

retard de la croissance ainsi qu’une naissance prématurée, phénomène comparable à 

la métamorphose accélérée du têtard (Bloomfield et al., 2003; Challis et al., 2001). 

Ces facteurs ont été reconnus comme susceptibles d’altérer les fonctions 

reproductives, mais aussi d’augmenter les risques de maladie avec l’avancée de l’âge 

(Weinstock, 2001). La cause de ces effets néfastes sur la santé de l’enfant serait une 

activation prématurée du système neuroendocrinien en réponse au stress ayant pour 

conséquence une élévation des glucocorticoïdes dans le plasma. Cette élévation, à 

une période critique du développement du cerveau, peut altérer de façon permanente 

le fonctionnement de l’axe du stress (HPA) (Matthews, 2002). La programmation de 

l’axe du stress est-elle cependant si néfaste dans le cadre du développement du 

contrôle respiratoire chez l’amphibien ainsi que chez l’humain? 

 Une importante conclusion de l’étude du développement respiratoire est que 

les hormones métamorphiques (T3, corticostéroïdes) accélèrent le développement de 

la commande motrice pour la respiration aérienne en cas de stress. Certes, un stress 

créer par l’environnement hostile accélère l’émergence de la respiration aérienne afin 

que le têtard ait accès à un domaine plus favorable à sa croissance, mais l’animal sort 

de son ancien milieu avec une taille plus petite et diminue ainsi ses chances de 

reproduction et de survie dans le nouvel environnement (Crespi et Denver, 2005). 

Qu’en est-il pour un humain? Il est clair qu’une activation de l’axe du stress 

augmente les chances de maladies chez le nouveau-né, mais l’utilisation de 

corticostéroïdes a déjà été effectuée afin d’aider au développement pulmonaire. En 

effet, le traitement de mères gestantes avec des glucocorticoïdes synthétiques est 

couramment utilisé pour contrer les effets néfastes des naissances prématurées. Les 

glucocorticoïdes sont utilisés ici pour accélérer le développement des poumons et 

ainsi aider le nouveau-né à respirer normalement à la naissance (Gilstrap et al., 2000). 

L’hormone thyroïdienne est aussi essentielle au développement neurologique du 

fœtus et du nouveau-né. Il a été démontré que les enfants prématurés présentent des 
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taux d’hormones thyroïdiennes bien en dessous de la moyenne et sont incapables 

d’initier l’importante augmentation postnatale d’hormone thyroïdienne normalement 

aperçue de 24 à 48 heures suivant la naissance (Biswas et al., 2002). Ce déficit est 

relié à un plus haut taux de décès chez les bébés humains ainsi qu’une plus grande 

dépendance ventilatoire après deux semaines de vie (Biswas et al., 2002). Dans le 

cadre de cette étude, il est selon moi nécessaire de ne pas considérer les effet du stress 

sur les chances de survie tant du têtard que de l’humain, mais plutôt de se concentrer 

sur l’effet des hormones dans le développement du système de contrôle respiratoire et 

utiliser l’homologie entre l’amphibien et l’humain au niveau des mécanismes 

responsables de la régulation du développement neural.  

5.3 Perspectives futures 

Il est bien sur intéressant d’explorer les possibles retombées cliniques grâce à 

l’analyse des résultats de notre étude, mais à la fin de ce mémoire, il est selon moi 

important de déterminer quelle serait la continuité de ce projet dans le domaine 

fondamental et donc de se concentrer sur la compréhension des mécanismes 

régulateurs du développement du système de contrôle respiratoire. Plusieurs pistes 

sont possibles, mais voici les priorités en lien avec notre étude. La première suite 

logique serait d’examiner l’impact de l’hormone thyroïdienne et des corticostéroïdes 

sur le développement respiratoire de l’animal entier, ce qui nous permettrait 

d’intégrer la potentielle action des chémorécepteurs périphériques et aussi voir 

l’influence de structures complémentaires à la régulation de la respiration à travers le 

développement. Nous perdons bien sur la précision dans l’évaluation des 

chémorécepteurs centraux, mais nous serons en mesure de répondre à des questions 

supplémentaires qui ne pouvaient être résolues par la préparation in-vitro (impact des 

chémorécepteurs périphériques, influence de structures supplémentaires dans le 

contrôle respiratoire). Une étudiante du laboratoire a déjà effectué des observations 

préliminaires (Chapitre 3, Section 1) et les résultats qui en ressortent sont très 

convaincants. Dû au stade encore précoce de l’étude, les résultats n’ont pas été 

intégrés dans le présent mémoire. Ces derniers seront cependant évalués plus en 

profondeur et feront certainement partie d’une publication dans les années à venir. 
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Comme il a été mentionné, combiner notre protocole d’incubation sur 24h avec la 

méthode «Sheep-Dip» ou «Split-bath» sera aussi un atout intéressant dans l’étude de 

la régulation hormonale du développement du système de contrôle respiratoire. 

Finalement, une approche avec les rongeurs pourrait être effectuée afin de mieux 

comprendre les processus du contrôle neuroendocrinien sur le développement 

respiratoire du mammifère. Le processus de transition d’une respiration aquatique 

vers aérienne de l’amphibien est initié par un pic de sécrétion d’hormone 

thyroïdienne, principal morphogène jouant un rôle central dans la régulation de la 

métamorphose et l’approche électrophysiologique a démontré clairement qu’une 

incubation de 24h en présence de T3 est suffisante pour augmenter de façon 

spécifique la respiration aérienne fictive chez cette espèce. Puisque le rongeur et 

l’humain montrent aussi ce pic d’hormone thyroïdienne à une période critique du 

développement du système neural, il serait intéressant d’élargir cette étude en testant 

l’hypothèse proposant que les hormones thyroïdiennes soient essentielles au 

développement des circuits respiratoires du rongeur nouveau-né.  
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Annexe 

 

Figure 2.2D/2.3A : Tableau d’ANOVA de la fréquence pulmonaire fictive 

 
 

Figure 2.2E/2.3B : Tableau d’ANOVA de la fréquence branchiale fictive 

 
 

Figure 2.4A/2.5D : Tableau d’ANOVA de la fréquence pulmonaire fictive 

 
 

Figure 2.4B/2.5E : Tableau d’ANOVA de la fréquence branchiale fictive 

 
 

 

 

 

 

4 29,762 7,440 2,831 ,0332 11,326 ,735

54 141,900 2,628

2 6,992 3,496 10,845 <,0001 21,689 ,994

8 4,336 ,542 1,681 ,1111 13,449 ,706

108 34,818 ,322

DF Sum of Squares Mean Square F-Value P-Value Lambda Pow er

Drogue

Subject(Group)

Category for Pulmonaire

Category for Pulmonaire * Drogue

Category for Pulmonaire * Subject(Group)

ANOVA Table for Pulmonaire

Inclusion criteria: Premeta 1h from Résultats statview Rana 24h - 1h.svd

4 6046,871 1511,718 3,234 ,0192 12,935 ,799

52 24309,307 467,487

2 113,425 56,713 1,223 ,2986 2,445 ,252

8 374,101 46,763 1,008 ,4345 8,066 ,442

104 4823,693 46,382

DF Sum of Squares Mean Square F-Value P-Value Lambda Pow er

Drogue

Subject(Group)

Category for Branchiale

Category for Branchiale * Drogue

Category for Branchiale * Subject(Group)

ANOVA Table for Branchiale

Row exclusion: Résultats statview Rana 24h - 1h.svd

5 27,295 5,459 2,845 ,0220 14,227 ,812

65 124,701 1,918

1 78,549 78,549 65,117 <,0001 65,117 1,000

5 19,397 3,879 3,216 ,0118 16,081 ,866

65 78,407 1,206

DF Sum of Squares Mean Square F-Value P-Value Lambda Pow er

Drogue

Subject(Group)

Category for Pulmonaire

Category for Pulmonaire * Drogue

Category for Pulmonaire * Subject(Group)

ANOVA Table for Pulmonaire

Inclusion criteria: 24h from Résultats statview Rana 24h - 1h.svd

5 2966,172 593,234 2,930 ,0190 14,652 ,826

65 13158,983 202,446

1 851,523 851,523 7,336 ,0086 7,336 ,770

5 761,123 152,225 1,311 ,2702 6,557 ,428

65 7544,701 116,072

DF Sum of Squares Mean Square F-Value P-Value Lambda Pow er

Drogue

Subject(Group)

Category for Branchiale

Category for Branchiale * Drogue

Category for Branchiale * Subject(Group)

ANOVA Table for Branchiale

Inclusion criteria: 24h from Résultats statview Rana 24h - 1h.svd
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Figure 2.6A : Tableau d’ANOVA de la fréquence pulmonaire fictive des têtards 

 
 

Figure 2.6B : Tableau d’ANOVA de la fréquence branchiale fictive des têtards 

 
 

Figure 2.6C : Tableau d’ANOVA de la fréquence pulmonaire fictive des  adultes 

 
 

Figure 2.6D : Tableau d’ANOVA du pourcentage de changement de la valeur de 

base de la fréquence pulmonaire fictive des têtards  

 
 

Figure 2.6D : Tableau d’ANOVA du pourcentage de changement de la valeur de 

base de la fréquence pulmonaire fictive des adultes 

 
 

70 86,888 1,241

2 21,524 10,762 21,848 <,0001 43,696 1,000

140 68,962 ,493

DF Sum of Squares Mean Square F-Value P-Value Lambda Pow er

Subject

Category for Pre-exposure

Category for Pre-exposure * Subject

ANOVA Table for Pre-exposure

Row exclusion: Résultats statview Rana 24h - 1h.svd

67 21211,395 316,588

2 215,396 107,698 2,631 ,0757 5,262 ,505

134 5485,093 40,934

DF Sum of Squares Mean Square F-Value P-Value Lambda Pow er

Subject

Category for Pre-exposure

Category for Pre-exposure * Subject

ANOVA Table for Pre-exposure

Row exclusion: Résultats statview Rana 24h - 1h.svd

17 1588,188 93,423

2 122,503 61,251 5,520 ,0084 11,039 ,827

34 377,304 11,097

DF Sum of Squares Mean Square F-Value P-Value Lambda Pow er

Subject

Category for Pre-exposure

Category for Pre-exposure * Subject

ANOVA Table for Pre-exposure

Inclusion criteria: Meta from Résultats statview Rana 24h - 1h.svd

63 15486190,045 245812,540

2 1867215,604 933607,802 10,556 <,0001 21,111 ,993

126 11144272,469 88446,607

DF Sum of Squares Mean Square F-Value P-Value Lambda Pow er

Subject

Category for Pre-exposure

Category for Pre-exposure * Subject

ANOVA Table for Pre-exposure

Inclusion criteria: 24h from Résultats statview Rana 24h - 1h.svd

17 750215,619 44130,331

2 195927,586 97963,793 4,817 ,0144 9,634 ,766

34 691454,352 20336,893

DF Sum of Squares Mean Square F-Value P-Value Lambda Pow er

Subject

Category for Pre-exposure

Category for Pre-exposure * Subject

ANOVA Table for Pre-exposure

Inclusion criteria: Meta from Résultats statview Rana 24h - 1h.svd


