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Résumé

Ce mémoire a été réalisé par Alain Gervasi et s’intéresse a la caractérisation et étude
de la motilité et du phototactisme de Chlamydomonas reinhardtii et Euglena gracilis exposées
a différentes intensités lumineuses. |l a été réalisé en 2022 au BotaBotLab sous la supervision
de Pierre Cardol (laboratoire de génétique et physiologie des microalgues) et du Professeur
Patrick E. Meyer (laboratoire de biologie des systémes).

Ce travail a consisté a développer des outils informatiques d’analyse en temps réel de
la motilité d’organismes unicellulaires flagellées tels que C. reinhardtii ou E. gracilis en
employant un microscope automatique précédemment développé au laboratoire. Des
souches sauvages cultivées sous une lumiére de 100 yE/m2s ont été observées pour
permettre de développer et calibrer les logiciels d’analyse d’'image en temps réel nécessaires
a l'obtention de mesures quantitatives de morphologie et motilité. La bibliothéque d'analyse
d’'image open source OpenCV a été employée pour effectuer un prétraitement automatique
des images et en extraire les caractéristiques principales (nombre de cellules, forme, taille,
couleur, direction et vitesse de déplacement, ...).

Une attention particuliere a été portée pour limiter les erreurs de mesures en
développant des stratégies capables de corriger certains biais. Le logiciel est ainsi capable
d’ignorer les corps étrangers flottant dans le liquide ainsi que les cellules hors du plan focal
ou formant des agrégats. Il est également en mesure de quantifier un éventuel courant
entrainant les algues dans une direction préférentielle (généralement en raison des
mouvements de convection dans le liquide) et de soustraire ce dernier aux vecteurs de
déplacement mesuré. Enfin, il est capable de différencier et calculer la proportion de cellules
motiles et non motiles et de n’inclure que les cellules motiles dans les calculs de vitesse
moyenne. Ces données permettront de mieux caractériser les organismes étudiés au
laboratoire en apportant de nouveaux parameétres inédits qui compléteront les mesures
biochimiques et biophysiques actuellement utilisées. Un systéme permettant d’étudier le
gravitaxie et phototactisme en plagant les échantillons dans une cuvette de spectrophotométre
et en observant les cellules a I'aide d’'une lumiére inactinique (850nm) a aussi été congu. Un
éclairage contrélé électroniquement était placé au-dessus de la cuvette pour permettre
d’exposer les cellules a de la lumiére blanche. Le logiciel qui a été développé était alors en
mesure de déterminer 'orientation et proportion de cellules se déplacant vers la lumiére ou
coulant vers le fond de la cuvette ainsi que leurs vitesses.

Des cultures test de C. reinhardtii ou E. gracilis ont été ensuite réalisées a des
intensités lumineuses de 10 - 50 - 200 et 500 yE/m2s dans le but de déterminer si une
éventuelle acclimatation aux faibles ou fortes intensités Ilumineuses impliquait une
modification de la morphologie et motilité. La croissance des cultures a été suivie par des
mesures de densité optique a 750nm. Des échantillons ont été observés a l'aide du
microscope automatique a différents intervalles de temps, et analysés par le logiciel de
computer vision. Ces tests ont permis de mettre en évidence la capacité de C. reinhardtii a
maintenir un phototactisme malgré une culture sous une lumiére intense. Une forte diminution
de la vitesse de nage et de la proportion de cellules motiles a cependant été observée. La
motilité d’E. gracilis n’a été au contraire que peu altérée. Le pourcentage de cellules motiles
et la vitesse moyenne de nage sont relativement similaires, quelle que soit lintensité
lumineuse a laquelle ces derniéres ont été exposées lors de leur culture. Cela laisse penser
gu’une motilité robuste est importante pour cet organisme qui ne bénéficie que de peu de
stratégies de photoprotection. Une modification de la morphologie d’E. gracilis (élongation des
cellules) et C. reinhardtii (diminution du diamétre) a également été observée.
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1. Contexte et objectifs

1.1 Objectifs

Le but premier de ce travail est de développer et d’améliorer des outils hardware
(systémes d’éclairage et de microscopie) et software (logiciel d’analyse de vidéo) et de mettre
en place des modes opératoires permettant d’automatiser I'étude de la motilité des
microalgues modéles Chlamydomonas reinhardtii et Euglena gracilis. Des cultures seront
effectuées a diverses intensités lumineuses. La nage des cellules sera analysée pour
déterminer si ce dernier change en fonction des conditions de culture (acclimatation aux
faibles ou fortes lumiéres). Ce travail s’inscrit comme un préambule a I'étude de
linterdépendance entre motilité et mécanismes de photoprotection de [I'appareil
photosynthétique chez les microalgues que j’ai pour projet d’explorer dans le cadre d’'une
these.

Au cours de mes travaux antérieurs comme technicien au BotaBolLab dirigé par Pierre
Cardol et le Professeur Patrick Meyer, j’ai notamment développé une station de microscopie
autonome capable de prélever des échantillons de maniére parallélisée et de réaliser et
analyser des images. Cette derniéere, ainsi que son systeme de manipulation de liquides, ont
notamment fait I'objet de deux publications scientifiques peer-reviewées [1-2]. Cet appareil
sera employé lors de ce travail pour capturer les images et vidéos des microalgues étudiées.
Différents systemes d’éclairage seront ajoutés a la station de microscopie pour permettre
d’exposer des échantillons a des flashs lumineux de durée et intensité réglables (étude de la
réponse photophobe), et d’observer les cellules sous une lumiére inactinique (étude du
gravitropisme).

Un logiciel sera également mis au point pour permettre I'analyse des images et vidéos
prises a 'aide de la station de microscopie. Le programme devra étre capable de mesurer
(longueur et largeur) et de compter les cellules, de déterminer leur orientation, vitesse et
trajectoire. Il pourra aussi différencier les algues mobiles et immobiles tout en prenant en
compte les éventuels biais et défauts du systéme de mesure (mouvement de liquide créant
un courant, changement brusque de couleur ou d’intensité lumineuse). Puisque différentes
espéces d’algues aux caractéristiques morphologiques éloignées seront employées, le
logiciel se devra d’étre polyvalent et facilement adaptable. Une interface graphique permettant
un changement rapide des paramétres des algorithmes tout en affichant en temps réel le
résultat des analyses sera donc nécessaire.



1.2 Bioautomatique

La bioautomatique est une discipline assez récente qui vise a simplifier ou automatiser
les manipulations de laboratoire répétitives et sujettes aux erreurs humaines (pipetage,
préparation d’échantillons, dilution de cultures, comptage de cellules, etc) ou de réaliser de
nouvelles expériences inédites en s’aidant d’outils technologiques : matériel (hardware) ou
logiciel (software) permettant de travailler a plus haut débit ou d’employer de nouveaux types
de capteurs.

Cette initiative découle de I'application du mouvement maker [3] au monde de la
recherche qui promeut la fabrication d’appareils peu onéreux congus sur mesure pour réaliser
des expériences en utilisant une approche DIY (Do it Yourself). La plupart des projets sont
généralement Open-Source [4] ce qui signifie que les plans des machines et codes source
des logiciels sont libres d’accés et que n'importe qui est libre de les copier, modifier et
redistribuer.

2. Introduction

2.1 Microalgues

2.1.1 Généralités

La dénomination “algue” est un terme générique désignant un vaste groupe
d’organismes aquatiques majoritairement photoautotrophes occupant différentes positions
taxonomiques tant chez les eucaryotes que les procaryotes. Il existe par ailleurs au sein des
différents groupes taxonomiques une importante diversité morphologique différenciant les
organismes par leur taille (pluricellulaires macroscopiques ou unicellulaires microscopiques),
leur couleur (incolore, verte, rouge, brune ou bleue), leur forme (sphérique, ovale, en spirale,
rectangulaire, ...), I'organisation intracellulaire ou encore leur éventuelle capacité de motilité.

Les algues ont un réle écologique majeur en tant que producteur d’oxygéne et source
de nourriture pour les écosystémes aquatiques. Leur importante diversité génétique ainsi que
leur vitesse de croissance rapide (surtout dans le cas des microalgues) en font par ailleurs
des organismes trés intéressants pour la recherche scientifique dans des domaines aussi
variés que I'étude de la génétique, biochimie, photosynthése ou motilité. C’est par ailleurs le
cas des deux organismes modéles qui seront utilisés dans ce travail : Chlamydomonas
reinhardtii [5] et Euglena gracilis [6]. Les algues trouvent aussi de nombreuses applications
agronomiques, pharmaceutiques et biotechnologiques [7-9].

2.1.2 Optimisation de la photosynthése

Par définition, les organismes photosynthétiques ont besoin d’énergie lumineuse pour
réaliser la photosynthése. Dans la nature, les conditions d’ensoleillement peuvent
considérablement varier en fonction de la localisation géographique, des saisons, des
conditions météorologiques ou encore du moment de la journée. Ces variations sont d’autant
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plus importantes en milieu aquatique ou la profondeur et la turbidité peuvent aussi avoir un
impact non négligeable sur 'atténuation de la lumiére. Au cours de I'évolution, les différents
organismes photosynthétiques ont non seulement d0 s’adapter aux intensités lumineuses
typiques de leur environnement mais aussi développer des stratégies pour optimiser la
photosynthése lorsque les conditions changent rapidement.

L’une des stratégies apparues chez les microalgues consiste a se déplacer en nageant
en direction de la lumiére. Ce phénomeéene appelé phototaxie nécessite deux éléments
primordiaux : un moyen de détecter la lumiére et la capacité de se diriger vers celle-ci.
Difféerentes familles de photorécepteurs capables de détecter la qualité et l'intensité
lumineuses ont été découvertes chez diverses lignées de microalgues [10-11]. Bien que leurs
mécanismes de signalisation différent, leur role commun est de modifier le comportement de
la cellule pour la diriger vers la lumiére. Le déplacement de la cellule est quant a lui
généralement réalisé a I'aide de flagelles ou de cils dont le battement contrélé permet a I'algue
de tourner et d’avancer [12].

Un excés de lumiére peut cependant étre nocif pour les cellules. Lorsque I'appareil
photosynthétique est soumis a un flux de photons dépassant la capacité maximale de la
photosynthése, la chaine de transport d’électrons se retrouve saturée. Les pigments
(essentiellement des chlorophylles) sont alors susceptibles de transférer leur énergie
d'excitation aux molécules d’'oxygéne environnantes, provoquant la formation de substances
réactives de l'oxygéne (reactive oxygen species ou ROS). Ce phénoméne se produit
principalement au niveau du photosystéeme 2 (PSIl). La protéine D1, essentielle au bon
fonctionnement du centre photochimique du PSII, peut étre inactivée par les ROS. Cette
inactivation, appelée photoinhibition, se traduit par une baisse partielle ou totale du rendement
photosynthétique [13-14]. Deux stratégies principales a court terme ont été identifiées chez
les micro eucaryotes photosynthétiques pour se protéger contre I'exces de lumiére. La
premiére englobe un ensemble de mécanismes de protection de I'appareil photosynthétique,
localisés dans le chloroplaste et qui, pour I'essentiel, visent a dissiper I'excés d'énergie
lumineuse sous forme de chaleur. Il en existe quatre types, qui se distinguent par les échelles
de temps de leur induction et de leur relaxation [13].

Ces processus peuvent étre mis en évidence par des mesures de rendement de
fluorescence de la chlorophylle, dans la mesure ou la dissipation d’énergie lumineuse sous
forme de chaleur entre en compétition avec la photochimie et |la fluorescence chlorophyllienne
[15]. On parle ainsi d'extinction non photochimique de la fluorescence (non photochemical
quenching, NPQ).

Le deuxieme mécanisme consiste, pour les organismes motiles, a s’éloigner de la
lumiére (phototaxie négative). E. gracilis et C. reinhardltii sont toutes deux capables de nager
en direction de la lumiére (phototactisme positif) ou de la fuir si elle est trop intense
(phototactisme négatif ou photophobie). A noter que la lumiére n'est pas le seul facteur
influencant le déplacement des cellules. Ainsi, la gravité, le pH, la température, la
concentration en oxygéne, la présence de polluant ou encore les stress mécaniques agissent
de concert pour influencer le déplacement de ces microalgues.



2.1.3 Organismes modéles

Euglena gracilis

Euglena gracilis est une microalgue unicellulaire d’eau douce au métabolisme
mixotrophe (a la fois autotrophe et hétérotrophe) appartenant a la classe des Euglenophyta,
de l'ordre des Euglenales et de la famille des Euglenaceae. Elle se reproduit de maniére
asexuée par division longitudinale. Ce protozoaire est dépourvu de parois cellulaires mais sa
membrane extérieure est supportée par un cytosquelette pelliculaire composé de
microtubules arrangés en spirale autour de la cellule permettant une déformation controlée de
cette derniére [16]. Cette organisation lui permet d’arborer une grande diversité de formes,
allant de sphérique (20um) a fusiforme (100um x 20pum), en fonction de son état physiologique
(photosynthése, respiration, cycle cellulaire, rythme circadien), de son environnement
(température, pH, salinité) [17]. Cette flexibilité lui permet également de se déplacer grace au
‘mouvement euglénoide”, une succession de contractions et relachements de son
cytosquelette. Elle posséde deux flagelles présents a I'avant de la cellule dans une petite
cavité dont un seul est assez long pour étre visible (figure 1).
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Figure 1 : Anatomie d’Euglena gracilis [18]

Le flagelle principal est composé d’un arrangement de microtubules de protéines
accessoires appelées axonémes. Des protéines de la famille des dynéines sont connectées
aux microtubules et sont capables d’induire une flexion du flagelle en hydrolysant de 'ATP
[19]. La déformation de la base du flagelle permet ainsi son battement a une fréquence
d’environ 40 Hz [20] ce qui a pour effet de tirer la cellule vers I'avant et d’induire une légére
rotation de cette derniére (environs 1Hz). E. gracilis se déplace typiquement a une vitesse de
50-100um/s [21] en décrivant une trajectoire hélicoidale quand lintensité lumineuse est
optimale,et circulaire lorsque la cellule arrive dans une zone fortement éclairée. Une
phototaxie positive est observée a des intensités lumineuses de 'ordre de 50uE [22] avec une
accumulation de cellules aux alentours de 135uE et une forte photophobie a plus de 500uE
[23].



Le controle du battement du flagelle est effectué par I'appareil paraflagellaire (PFB)
localisé juste a cbété de la base du flagelle principal de I'algue. Ce dernier contient
essentiellement des flavoprotéines présentant une activité adenlyl cyclase stimulée par de la
lumiere bleue (450nm). Une forte intensité lumineuse provoque une augmentation de la
concentration en cAMP qui active une cascade de signalisation induisant une modification du
battement du flagelle [24]. E.gracilis posséde également un stigma (aussi appelé eyespot)
riche en caroténoides apparaissant comme un point rouge d’environ 0.4um de diamétre situé
a coté des flagelles. Ce stigma semble avoir un réle dans la phototaxie en modulant I'excitation
du PFB en absorbant périodiquement la lumiére lorsque la cellule se déplace. Il est par ailleurs
supposé que les caroténoides jouent un réle protecteur du PFB en absorbant le surplus
d’énergie lumineuse ou en réagissant avec ROS avant qu’ils ne puissent endommager des
molécules importantes du PFB [25]. E. gracilis présente aussi une sensibilité lorsqu’elle est
exposée a une lumieére monochromatique rouge. Cette réponse n’est cependant pas initiée
par des pigments ni par un appareil spécialisé mais est en realité causée par un phénoméne
d’aérotaxie consécutif a la production d’oxygéne par I'appareil photosynthétique [26].

Le comportement d’E. gracilis (vitesse de nage, phototaxie et gravitaxie) peut étre
sensiblement altéré en fonction des conditions de culture (type et intensité lumineuse,
température ou présence de produits chimiques). La taille et la forme de cet organisme
combinées a la facilité d’analyse informatisée de son déplacement, font de cet organisme un
candidat de choix pour servir de biomarqueur [27]. E. gracilis a ainsi été employée pour de
nombreuses études sur I'effet des UVB [28], des métaux lourds [29-30], ou autres substances
chimiques [31].

Chlamydomonas reinhardltii

Chlamydomonas reinhardtii est une microalgue unicellulaire mixotrophe appartenant
a la classe des Chlorophyceae, de l'ordre des Chlamydomonales et de la famille des
Chlamydomonaceae. Elle est de forme sphérique, posséde deux flagelles, est de forme
léegérement ovale avec un diamétre de 5 a 10 um et posséde une paroi cellulaire composée
de glycoprotéines riches en hydroxyproline [32]. C. reinhardtii peut se reproduire de maniére
asexuée par fission binaire ou de maniére sexuée en condition de stress (manque d’azote).
Dans ce cas, les deux types de compatibilité reproductrice mt+ et mt- peuvent fusionner pour
former un zygote diploide [33]. Le zygote est dépourvu de flagelle et reste au stade dormant
jusqu’a ce que la présence de lumiére induise la méiose et la libération de quatre nouvelles
cellules haploides et flagellées. Le génome nucléaire de cet organisme est séquencé [34] et
facilement transformable.
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Figure 2 : Anatomie d’une cellule végétative de Chlamydomonas rehardtii [5]

Les deux flagelles de C. reinhardtii (figure 2) situés a I'avant de la cellule ont une
structure similaire a ceux de E. gracilis. La cellule se déplace par battement synchronisé des
deux flagelles dans des directions opposées a une fréquence d’environ 60Hz [35]. Sous un
éclairage optimal, cette algue se déplace a une vitesse de 80-200 um/sec en empruntant une
trajectoire hélicoidale [36]. Elle présente un phototactisme a partir de trés faibles intensités
lumineuses, les cellules commengant a se diriger vers la lumiére a partir d’intensités
lumineuses de l'ordre de 10 uE/m2s. Il a par ailleurs été observé que les cellules avaient
tendance a s’accumuler aux endroits ou l'intensité lumineuse était de 100 pE/m?2.s [37].

Chlamydomonas reinhardltii a la capacité de détecter la quantité et la qualité du flux de
photons a 'aide de deux types de rhodopsines, CHR1 et CHR2. Ces rhodopsines sont des
canaux cationiques situés entre les flagelles et le stigma sur le c6té de la cellule [38].
L’activation CHR1 et CHR2 par de la lumiére induit une dépolarisation de la membrane
cellulaire conduisant a une modification du battement des flagelles. Le stigma est quant a lui
composé de caroténoides et sa fonction est similaire a celle d’E. gracilis. CHR1 est un canal
a H+ absorbant principalement a 480-520 nm. Il est responsable de la réponse photophobe
a plus de 1000 yE/m2.s [39]. Ce dernier se sature plus rapidement que CHR2 et permet une
dépolarisation rapide de la membrane flagellaire causant une inversion rapide du sens de la
nage [40]. L’activation de CHR2, qui absorbe majoritairement les longueurs d’onde de 430—
470 nm, altére plus lentement le courant membranaire [41]. Les canaux étant situés sur le
c6té de la cellule, le flagelle le plus proche du stigma (cis-flagelle) est exposé a une
concentration plus importante que le trans-flagelle. Le battement asynchrone qui résulte de
ce déséquilibre provoque une nage en douceur éloignant I'algue de la lumiére (phototaxie
négative) [42]. C. reinhardtii présente un autre mode de déplacement appelé “glisse” (gliding)
consistant a se fixer sur une surface et a glisser le long de celle-ci. Ce comportement est
possible grace a la production d’adhésines (plus précisément des protéines FMG-1B) a la



surface des flagelles [43]. Ces adhésines permettent également aux cellules de former des
agrégats pour s’accumuler a la surface de I'eau ou se déplacer en glissant sur une surface.
L’exposition de ces protéines a la surface des flagelles peut étre modulée pour produire une
adhésivité sélective qui est par ailleurs régulée par la lumiére a laquelle les algues sont
exposées. Une lumiére rouge (665 nm) induira la diminution de la concentration et une lumiére
bleue (470nm) une augmentation [44].

2.2 Microscopie

Lorsque l'on travaille avec des organismes microscopiques, il est parfois nécessaire
de réaliser une observation directe pour obtenir des informations sur leur morphologie ou
structure cellulaire, étudier leurs comportements (motilité, agrégation ou formation de biofilm)
ou simplement réaliser un comptage pour déterminer la concentration cellulaire d’'une culture.
Le microscope est par conséquent un outil indispensable dans un laboratoire de biologie.

Les premiers microscopes employés comme instrument scientifique furent inventés au
17e siécle par Robert Hooke et Antonj van Leeuwenhoek et étaient composés d'un tube
contenant une ou plusieurs lentilles de verre permettant d’observer un échantillon éclairé par
une source de lumiére, initialement une bougie (figure 3a). Ce type de microscope a permis
d’observer des graines, des plantes, les yeux de mouches ou encore la structure du liége.
Ces premiéres observations ont été publiées en 1665 par Robert Hooke [45]. Van
Leeuwenhoek a également produit une grande quantité d’observations [46] & l'aide d'un
systéme n’employant qu’une seule lentille afin de réduire les aberrations optiques (figure 3b).
La qualité des lentilles et du systéme d’éclairage a par la suite été grandement perfectionnée,
permettant d’améliorer le contraste et le grossissement des images tout en réduisant les
aberrations optiques et chromatiques. Cest au 19e siécle que la limite maximale de
grossissement atteignable par un microscope optique fut déterminée. Cette derniére
correspondant a la moitié de la longueur d’'onde employée. Au-dela, la diffraction de la lumiére
devient significative et empéche la résolution d’'une image [47].

La microscopie a champ clair, qui consiste a faire passer la lumiere a travers
I'échantillon, est la technique la plus simple & mettre en place mais elle ne permet que
d’obtenir des contrastes trés faibles. Les échantillons biologiques ne possédant pas toujours
de molécules colorées susceptibles d’absorber une partie de la lumiere sont difficiles a
observer. De plus, leur indice de réfraction, généralement trés similaire a celui de I'eau, limite
leurs capacités a diffuser la lumiére incidente. L’ajout de colorant permet de mitiger ce défaut
et permet notamment de mettre en évidence des parties spécifiques des cellules. Le
processus de coloration peut cependant étre long et complexe. De plus, il est susceptible
d’altérer la physiologie de I'organisme étudié ou méme de le tuer.

D’autres techniques ont par la suite été mises au point pour permettre d’améliorer la
qualité et le contraste des images. Une premiére stratégie a consisté a modifier les propriétés
de la lumiere éclairant I'échantillon pour n’observer que la lumiére ayant interagi avec celui-
ci. La microscopie a contraste de phase, découverte en 1930 par Fritz Zernike [48] et
améliorée en 1955 par Smith [49] permet ainsi d’obtenir des images exceptionnellement bien
contrastées sur lesquelles les organismes apparaissent sur un fond sombre. Une seconde
stratégie a consisté a ne sélectionner que la lumiére parfaitement focalisée pour produire une



image d’'une grande netteté, comme le fait la microscopie confocale (figure 3d) mise au point
par Marvin Minsky en 1957 [50]. Il est également possible d’ajouter des marqueurs
fluorescents fixés a des anticorps pour mettre en évidence certaines parties de cellules [51]
ou méme de mesurer la localisation et le taux d’expression de certaines protéines en modifiant
génétiquement les organismes étudiés pour greffer des protéines fluorescentes aux protéines
que I'on souhaite observer [52]. La microscopie a épifluorescence (figure 3c) apparue en 1967
permet de visualiser et quantifier uniquement le signal de fluorescence en filtrant la lumiére
d’excitation [53].

La démocratisation de techniques de manufacture additive telle que l'impression 3D
[54] a permis I'apparition de design de microscope “Do It Yourself’ pouvant étre fabriqué par
n’importe qui a partir de composants facilement accessibles. On retrouve ainsi divers modéles
de microscope a champ clair [55-57] parfois bien plus compacts que les modéles traditionnels
[58], des modeéles capables de réaliser de la microscopie a fluorescence [59-62] ou méme
confocale [63]. On note aussi des systémes capables d’automatiser la capture et I'analyse
des micrographies [64-66], catégorie a laquelle appartient le microscope que j’ai développé
[2]. Ce dernier sera employé pour étudier la motilité des deux microalgues utilisées dans ce
travail, leur taille et pigmentation naturelle, les rendant aisément visibles en microscopie a
champ clair.

(a) early compound microscope (b) Leeuwenhoek mount for spherical lens
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Figure 3 : Designs de microscope optique a travers le temps [67]. (a) One design of a simple compound microscope
used by Hooke while writing Micrographia. (b) Microscope composé employé par Hooke. (b) Systéme employé par
van Leeuwenhoek employant une unique lentille sphérique. (c) Microscope a épifluorescence. (d) Microscope
confocal.



2.3 Analyse d’'image informatisée
2.3.1 Principe

L’analyse d’images informatisées consiste a traiter et analyser des images ou vidéos
a l'aide de divers algorithmes dans le but d’extraire des informations [58]. Cela peut aller de
la détection de contours, formes ou couleurs a la reconnaissance d’objets ou de motifs,
'analyse de mouvements ou encore la reconstruction d’environnement 3D. Cette technologie
est utilisée dans le domaine industriel (monitoring et contrble qualité) et médical (diagnostic
et analyse cellulaire), dans certains types de systémes de sécurité (vidéosurveillance,
reconnaissance faciale) ou encore pour permettre le fonctionnement autonome de robots ou
de véhicules. Divers outils d’analyse d’'images sont également employés dans d’autres
disciplines scientifiques pour réaliser par exemple le phénotypage de plantes (analyse des
feuilles ou racines) ou de microalgues, compter des cellules ou assister I'interprétation
d'images. L’analyse “classique” basée sur la perception humaine, bien qu'apte a la
reconnaissance d’objets et a une interprétation des données impressionnante, présente de
nombreuses failles : lente, parfois non reproductible, sujette aux erreurs et aux biais. L’analyse
informatisée est quant a elle précise, rapide, répétable et automatisable. Elle est également
en mesure d’accéder a des informations impossibles a traiter par un humain car trop denses
ou multidimensionnelles [69]. Un humain sera capable de reconnaitre trés rapidement des
objets, personnes, motifs, en faisant abstraction de I'environnement (fond de I'image, couleur,
condition d’éclairage, etc..) pour en déduire le résultat le plus pertinent mais peinera a réaliser
des taches plus simples et répétitives (comptage, mesure, détection de subtils changements,
...). A contrario, un algorithme aura des difficultés a reproduire I'adaptabilité et le raisonnement
abstrait du cerveau humain mais excellera dans les taches nécessitant un traitement
mathématique des informations. Les récents progrés en intelligence artificielle et plus
précisément en apprentissage autonome (machine learning) contribuent a combler ce fossé
en augmentant la diversité des caractéristiques analysables tout en améliorant la précision, la
flexibilité et la vitesse d’analyse [70].

2.3.2 Logiciels et bibliothéques

De nombreux logiciels permettent d’utiliser des algorithmes d’analyse d'images dans
un contexte de recherche en biologie, parmi lesquels on retrouve une grande quantité de
solutions en libre accés (open source) [71-72]. La majeure partie des programmes disposent
d’une interface graphique et proposent différentes méthodes prétes a I'emploi pour mesurer
et compter des cellules ou encore différencier leur forme et couleur. lls sont par conséquent
largement employés en recherche lorsqu’une analyse/quantification d’'image est requise.
Certains sont uniquement capables de fonctionner depuis l'interface graphique mais d’autres
offrent également des systémes de script permettant d’automatiser les analyses. |l est par
ailleurs possible de trouver des programmes capables de travailler avec des vidéos et qui sont
en mesure de quantifier le déplacement des organismes étudiés. Cette simplicité d’utilisation
a cependant un co(t : ces logiciels manquent de flexibilité lorsque I'on souhaite réaliser des
analyses “non standard”. Qu’il s’agisse des conditions d’expérimentation (résolution, netteté
des images, type d’éclairage) ou du type de données a extraire, les logiciels “clé en main”
sont aptes a réaliser uniquement ce pourquoi ils ont été congus et il peut étre trés complexe,
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voire impossible, de les modifier pour répondre a des attentes particulieres. Un probleme
d’interopérabilité peut également se présenter si I'on souhaite faire communiquer plusieurs
logiciels entre eux (pour par exemple synchroniser une source de lumiere avec une analyse
de la vidéo).

Il sera alors plus judicieux d’employer une bibliothéque de programmation plutdt qu’un
logiciel complet, lorsqu’'une grande adaptabilité est requise ou que I'on ignore encore
précisément quels seront les algorithmes nécessaires. Une bibliothéque est un ensemble de
fonctions préprogrammeées et prétes a I'emploi, évitant a I'utilisateur de les réécrire. Dans le
cas de l'analyse d’image informatisée, on retrouve par exemple l'implémentation de divers
algorithmes de traitement et d’analyse d'image utilisables trés facilement sans devoir
programmer des routines et développements mathématiques parfois complexes. L'une des
bibliothéques la plus connue dans ce domaine est OpenCV [73]. Cette bibliothéque Open-
source, disponible pour les langages de programmation C++, Python et Java, inclut plus de
2500 algorithmes de computer vision et machine learning. Loin d’étre la seule bibliothéque de
bioimagerie (table 1), OpenCV a l'avantage de jouir d’'une documentation riche et d’'une
importante communauté contribuant a son maintien et amélioration ainsi qu’a la création de
tutoriels qui la rendent trés accessible méme aux débutants. L'emploi de bibliothéques requiert
cependant des connaissances en programmation. Bien qu’elles permettent de simplifier et
d’accélérer le processus, il reste tout de méme nécessaire de concevoir le programme final a
partir de zéro. Pour des analyses peu complexes, la création d’'un simple script (lecture du
fichier, analyse des images avec quelques algorithmes et enregistrement des résultats) peut
étre suffisante. Mais si I'on souhaite créer un logiciel polyvalent susceptible d’étre employé
par un grand nombre de personnes qui ne sont pas nécessairement formées a la
programmation ou a I'emploi de logiciel depuis un terminal de commande, la mise en place
d’une interface intuitive sera également requise. En résumé, la bibliotheque est un outil qui
permet de créer le logiciel que I'on souhaite mais ce n’est pas un programme qui peut étre
installé et exécuté “out of the box”.

2.3.3 Algorithmes

L’analyse automatisée de la morphologie et du mouvement de microalgues requiert
d’effectuer un certain nombre de traitements informatisés de I'image. Il est en effet impossible
de réaliser la moindre analyse a partir des images brutes car le logiciel ne serait pas capable
de différencier les pixels qui correspondent aux algues de ceux qui composent l'arriere-plan.
Une sélection des éléments pertinents (ni trop gros, ni trop petits, ni trop rapides ou trop lents)
doit aussi étre explicitement programmeée pour permettre de produire des mesures de qualité.
Il existe deux fagons de procéder qui se différencient par I'ordre et les types d’algorithmes
utilisés [74]. La premiére méthode consiste a déterminer les points d’intérét (objet que I'on
souhaite suivre) et ensuite d’en effectuer le suivi. La seconde fonctionne a I'envers et consiste
a analyser le mouvement de toute une image pour extraire le mouvement aux coordonnées
souhaitées. L’'une est peu colteuse en puissance de calcul car elle n’étudie qu’'une partie de
limage. L’autre est plus lourde (puisqu'elle analyse toute I'image) mais elle permet une
correction ou re-sélection des objets a posteriori.
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Nom

Type

Site

BiolmageXD

logiciel multi-usage

http://www.bioimagexd.net/

CellProfiler

logiciel muti-usage

http://www.cellprofiler.org/

Fiji

logiciel multi-usage

https://imagej.nih.govl/ij/

Icy

logiciel multi-usage

http://icy.bioimageanalysis.org/

ImageJ

logiciel multi-usage

https://imagej.nih.govl/ij/

BoofCV

bibliotheque (java)

https://boofcv.org/

CCcv

bibliotheque (C)

https://github.com/liuliu/ccv

ITK

bibliotheque (python)

https://itk.org/

LibCVD

bibliotheque (C++)

https://github.com/edrosten/libcvd

LTI-lib

bibliotheque (C++)

http://ltilib.sourceforge.net/doc/hom
epage/index.shtml

Mahotas

bibliotheque (python)

https://mahotas.readthedocs.io/

Nasa vision workbench

bibliotheque (C)

https://software.nasa.gov/software/
ARC-15761-1A

OpenCV bibliotheque (python, C++, java) https://opencv.org/
Phenopype bibliotheque (python) https://www.phenopype.org/
PlantCV bibliotheque (python) https://plantcv.readthedocs.io/
SOD bibliotheque (C/C++) https://sod.pixlab.io/
Trackdem bibliotheque (R) https://github.com/marjoleinbruijnin
g/trackdem
VTK bibliotheque (python) https://vik.org/
VXL bibliotheque (C++) https://vxl.github.io/

CellOrganizer

Machine learning pipeline

http://www.cellorganizer.org/

CellProfiler

Machine learning pipeline

https://cellprofiler.org/

llastik

Machine learning pipeline

https://www.ilastik.org/

WND-CHARM

Machine learning pipeline

https://code.google.com/archive/p/
wnd-charm/

Table 1 : Liste de logiciels, bibliothéques et pipelines Open-sources permettant de réaliser des analyses d’images

ou de vidéos [71-72].
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Sélection des objets

L’image thresholding (ou seuillage d’image en francais) consiste a binariser une image
dans le but de segmenter les régions au premier plan et a I'arriére-plan ou d’augmenter
fortement le contraste d’une image [75]. A partir d’'une image en niveaux de gris (dans laquelle
chaque pixel peut prendre une valeur comprise entre 0 et 255), tous les pixels qui se situent
au-dessus d’un certain seuil (threshold) prendront la valeur 1 et ceux en dessous, la valeur 0
en appliquant la fonction suivante :

maxval if src(z,y) > thresh

dst(x —
(z,9) {0 otherwise

Dans le cas d'une détection d’objet, le seuillage permet de réduire la quantité
d’informations a traiter (les pixels a analyser passent de 3 canaux de 8bits a un seul canal de
1 bit) mais également de réaliser une premiére séparation des objets. Il existe différents
algorithmes de seuillage qui se différencient par la fagon dont les seuils sont définis et
appliqués [76-77]. L'utilisation de ces différentes méthodes sera explorée lors de ce travalil
pour déterminer laquelle est la plus adaptée a ce genre d’étude.

La détermination de la localisation des objets présents sur une image se reéalise
ensuite en effectuant une détection de contours. Un contour peut étre décrit comme une
courbe continue joignant tous les pixels adjacents de la méme couleur ou intensité et se
trouvant en périphérie d’'un objet. Plusieurs algorithmes permettent d’effectuer cette tache
[78]. L’algorithme Satoshi Suzuki [79] sera particulierement adapté a ce genre d’analyse car
il est non seulement capable de fonctionner avec une image binaire mais il est également en
mesure de hiérarchiser la classification de contours. En d’autres termes, il est capable de
détecter si un contour se trouve lui-méme inclus dans un autre contour plus grand. Cette
fonctionnalité est particuli€rement intéressante pour éviter de sélectionner deux fois le méme
objet dans le cas ou ce dernier contiendrait plusieurs “sous objets” de petite taille. C’est
typiquement le cas pour les organismes étudiés dont les membranes et le contenu cellulaire
(chloroplaste, vacuole, stigma, pyrenoide) peuvent apparaitre comme des éléments distincts.

Quantification du mouvement

La quantification du mouvement d’un objet peut étre réalisée a I'aide d’'une analyse du
flux optique. Cette analyse peut étre simplement décrite par la détermination du changement
de position (Ax et Ay) d’un pixel d’une intensité / entre deux images capturées a un intervalle
de temps At.

I(z,y,t) = I(z + Az,y + Ay, t + At)
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La méthode de Lucas Kanade [80] permet le suivi d’'un objet situé entre deux images
en déterminant la direction et I'intensité du déplacement d’un pixel sélectionné. L’algorithme
part du postulat que le déplacement sera relativement faible (de I'ordre de 1 pixel/image), que
les pixels adjacents de celui qui a été sélectionné se déplaceront de la méme fagon et que
leurs variations d’intensité (couleur) seront faibles. Si le déplacement est trop important,
I'emploi de pyramides sera nécessaire [81].

Une pyramide est une succession d’'images provenant d’'une unique image d’origine,
qui aura été successivement sous-échantillonnée. Dans une pyramide, chaque étage est une
image de plus basse résolution moyennant la valeur des pixels de I'étage précédent. L'analyse
de pyramide aura pour effet de réduire le mouvement apparent d’un objet, ce qui permettra
de respecter les conditions requises par I'algorithme de Lucas-Kanade mais cela se fera au
prix d’'une baisse de la précision et d’'une augmentation de la puissance de calcul requise.

Si I'on souhaite étudier le déplacement a I'échelle de toute une image, il est possible
de calculer un “dense optical flow” a I'aide de l'algorithme de Farnerback [82] qui a un
fonctionnement similaire au précédent, au détail prés que I'analyse se réalise sur tous les
pixels de l'image avec la création de pyramides. Le temps de calcul est beaucoup plus
important mais cette technique permet de déterminer le point d’intérét a posteriori ou de
décrire le mouvement de tous les objets présents sur une image.

3. Matériel et méthode

3.1 Logiciels et bibliothéques
3.1.1 Python

Le langage de programmation Python (V3.10.4) a été employé pour programmer le
logiciel d’analyse d'image a I'aide des bibliothéques suivantes :

OpenCV (https://opencv.org/) : traitement et analyse des images

Numpy (https://numpy.org/) : manipulation des tableaux (valeurs des pixels)
PysimpleGUI (https://www.pysimplegui.org/) : création de l'interface graphique
Matplotlib (https://matplotlib.org/) : création de graphiques

Multiprocessing : parallélisation des fonctions sur plusieurs coeurs du processeur pour
optimiser la fluidité de l'interface graphique ainsi que la vitesse d’analyse des vidéos.
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3.1.2 C++ et Arduino IDE

Le langage C++ a permis de programmer les microcontrdleurs utilisés pour piloter les
systemes d’éclairage ou contrdler le microscope. La compilation et le téléversement des
codes sur les microcontrdleurs ont été effectués a partir de I’Arduino IDE [83] auquel le support
pour carte ESP8266 [84] a été ajouté. Les bibliotheques suivantes ont été employées pour
programmer les firmwares :

PubSubClient : Contrdle a distance en utilisant le protocole MQTT
FastLED (https://github.com/FastLED/FastLED) et Adafruit_neopixel
(https://github.com/adafruit/Adafruit NeoPixel) : pilotage des LED adressables

e ArduinoJSON (https://arduinojson.org/) : structuration des commandes au format
JSON

3.1.3 Javascript

Le logiciel de programmation nodale basé sur NodeJS, Node-RED [85], a été employé
pour créer l'interface graphique de contrdle du microscope a l'aide de la palette additionnelle
“node-red-dashboard”. Les différents scénarios d’automatisation (positionnement de la
caméra, lancement de I'autofocus, pilotage de I'éclairage) ont été programmés en Javascript
dans les nodes “function” du logiciel. La node MQTT a également été employée pour
permettre la transmission des commandes en WiFi a l'aide du protocole de communication
MQTT [86].

3.1.4 Acquisition des images

La mise en place des protocoles d’analyse a été effectuée sur Windows avec le logiciel
Open-source OBS Studio (https://obsproject.com/). Bien que principalement utilisé pour le
streaming, cette application permet la capture et I'enregistrement d'une ou plusieurs caméras
tout en offrant une importante paramétrabilité : contrble poussé de la caméra (résolution,
fréquence d’image, gain, luminosité, contraste, exposition), ajout de filtres ou encore
annotation des vidéos, le tout a partir d’'une interface graphique simple d'utilisation. Ce logiciel
est en outre pilotable a distance a laide d'un plugin (OBS-Websocket) qui permet
d’automatiser son emploi ou de le synchroniser avec d’autres logiciels. OBS est également
en mesure de créer une caméra virtuelle. Cette fonctionnalité permet de créer une
composition dans OBS (choix de la webcam, ajustement des parameétres d'image) et
d’envoyer le flux vidéo dans un autre logiciel. Dans notre cas, le script d’analyse d'image est
développé en Python.

Une fois les paramétres vidéo optimaux définis, la capture de vidéo a été réalisée a
l'aide d’un script python fonctionnant de concert avec le systéme d’automatisation développé
sur Node-RED. Ce pipeline permet d’accélérer la capture de la vidéo en automatisant le
positionnement de la caméra. Il permet aussi I'ajustement du focus (voir section autofocus)
en démarrant soit le script d’analyse avec des parametres prédéfinis (dans le cas d'une
analyse en direct), soit I'enregistrement d’'une vidéo (pour une analyse subséquente) avec
ffmpeg (https://ffmpeg.org/).
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3.2 Cultures
3.2.1 Milieu de culture

Deux milieux de culture ont été employés, du TAP et du TMP [87] réalisés a partir de
100ml/I de Tris (0.2Mol/I) 50ml/I de solution “A” (8g/l de NH4ClI, 2g/l de MgSOs4 et 1g/l de CaCly),
1ml/l d’'une solution d’oligoéléments et 1ml/l de solution “buffer II” (93.5g/l de K:HPO4 et 63g/
de KH2PO4). La solution a été ajustée a un pH de 7.0 avec de 'acide acétique glacial (dans le
cas du TAP) ou de l'acide chlorhydrique (pour le TMP). Aprés stérilisation par autoclavage,
1ml/I de vitamines stérilisées par filtration ont été ajoutées (biotine 107%, vitamine B12 107%
et vitamine B1 2x105%(w/v)).

3.2.2 Précultures

Les souches sauvages d’E. gracilis et C. reinhardtii ont été cultivées dans du milieu
liquide TMP a une température de 22°C sous un éclairage constant de 100 yE/m2.s et une
agitation de 125 RPM (Unimax shaker). Les cellules ont été ensemencées a 2x10°° cell/ml
dans 50 ml de milieu. Les cultures ont été diluées périodiquement avec du milieu TMP pour
les maintenir en phase exponentielle.

3.2.3 Test intensité lumineuse

Les souches sauvages d’E. gracilis et C. reinhardtii ont été cultivées dans du milieu
liquide TMP a une température de 22°C avec un éclairage constant de 50 - 200 et 500 pE/m?2.s
dans un multicultivateur avec une agitation de 125 RPM (Unimax shaker) une autre culture a
été réalisée dans du milieu liquide TAP et exposée a 10 uE/m2s. Les cellules ont été
ensemencées a 2x10° cell/ml dans 50 ml de milieu et la densité cellulaire a été mesurée
quotidiennement : comptage des cellules (Beckman coulter counter) et mesure de la DO 750
(Safas UV mc?). Des échantillons ont été prélevés aprés 1 jour et 5 jours de culture puis dilués
dans du TMP pour atteindre la concentration de 5x10° cell/ml pour E.gracilis et 2x10° cell/ml
pour C. reinhardtii (concentration optimale pour le microscope).

3.3 Station de microscopie

Les organismes ont été observés a l'aide de la station automatisée de microscopie
développée antérieurement au laboratoire [2] présenté dans la figure 4. Cet appareil permet
une observation parallélisée de plusieurs échantillons (jusqu’a 24) placés dans des plaques
multipuits a fond transparent (Cellvis, P12-1.5H-N). Cette approche permet aux algues de
nager librement dans le liquide, caractéristique requise pour cette étude. Les possibilités de
parallélisation des mesures et d’automatisation de la capture des vidéos (positionnement de
la caméra, autofocus, enregistrement de vidéos) sont également trés intéressantes car ce
travail nécessite I'observation d’une grande quantité d’échantillons.
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Figure 4 : Station d'imagerie multipuits automatisée. L’appareil s’appuie sur le chassis d’'une imprirriante
3D Anet A8 (A) dont I'extrudeur de plastique a été retiré et remplacé par un support magnétique imprimé
en 3D en ABS (B) pour y installer une caméra numérique (C) et son objectif (E) ainsi qu'un support
pour tip de micropipette (D). Le systéme est contrélable a distance via le protocole MQTT.

3.3.1 Microscope

Le microscope de la station représentée dans la figure 5 a été imprimé en 3D en PLA
et emploie un capteur d’image Sony IMX179. Deux objectifs permettant d’obtenir un
grossissement de 50X ont été réalisés a partir de lentilles M12x0.5-2.8mm placées a I'envers
devant le capteur d’'image a l'aide d’un support magnétique imprimé en 3D. Le premier était
équipé d’un filtre infrarouge pour permettre de réaliser des observations dans le spectre visible
(le capteur d’'image étant également sensible aux infrarouges). Le second a été équipé d’un
filtre a densité neutre permettant des observations dans l'infrarouge en atténuant la lumiére
du spectre visible. Les vidéos ont été capturées a une résolution de 1280x720 pixels et a une
fréquence d’'image de 20 images/seconde. Le niveau de grossissement des images a été
déterminé a l'aide d’une lame de calibration microscopique possédant une graduation de
10pm/division. La valeur de calibration des images produites avec l'objectif “IR Filter”
(observation spectre visible) est de 0.64um/pixel tandis que celle de I'objectif “ND Filter”
(observation en infrarouge) est de 0.55um/pixel.

Figure 5 : Microscope numérique DIY. Les deux objectifs (A) permettent d’obtenir un grossissement de 50X. Le
premier (A1) dispose d’un filire a densité neutre pour réaliser des observations en infrarouge tandis que le second
(A2) est équipé d’un filtre infrarouge qui permet d’observer les organismes dans le spectre visible. Les objectifs
sont placés dans un support magnétique (B) imprimé en 3D en PLA, ce qui permet de les fixer facilement sur le
boitier (C) contenant le capteur d’images (D).
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3.3.2 Autofocus et capture de vidéos

Les vidéos et images ont été capturées en pilotant la station d’'imagerie depuis
l'interface graphique développée sur Node-RED et représentée dans la figure 6. Cette
interface, accessible depuis un smartphone ou un ordinateur, permet de contréler les
lumieres, le déplacement du microscope et peut également initier le script d’autofocus ou
lancer la capture d’images ou de vidéos.

Puisque le volume des échantillons est connu par la machine (1ml), le placement de
la caméra au-dessus de I'échantillon au niveau du point focal est théoriquement réalisable. Il
est cependant possible que le volume du liquide varie légérement, qu’il y ait une imprécision
dans le positionnement des boites ou que les algues s’accumulent a différentes profondeurs.
Un ajustement du focus sera donc généralement nécessaire. L’autofocus, dont le
fonctionnement est schématisé dans la figure 7, est réalisé par la machine en plagant la
caméra 0.5 mm au-dessus de la position optimale théorique. La caméra est ensuite déplacée
vers le bas 10 fois par incréments de 0.1 mm. A chaque niveau, une image est capturée et sa
netteté globale est déterminée en calculant la variance des opérateurs Laplaciens mesurés
via OpenCV. Le script détermine la hauteur ayant produit la variance maximale et positionne
la caméra 0.05 mm au-dessus de cette derniére. L'analyse est ensuite répétée avec des
incréments de 0.01 mm et la caméra est renvoyée a la valeur maximale, ce qui permettra de
produire les images et vidéos les plus nettes possibles.
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Figure 6 : Interface graphique de controle de la station d’imagerie. Le premier panneau (A) permet de visualiser
I'état du robot ou d’accéder aux images du microscope. Le second panneau (B) permet de contréler la couleur et
I'intensité des LED. Le panneau de contrdle (C) permet de déplacer manuellement la caméra sur ses 3 axes. Le
panneau (D) permet d’envoyer la caméra a différentes positions pré-programmeées. Les boutons numérotés
correspondent aux puits. Le bouton “SP” permet d’accéder facilement aux plaques multipuits en déplacant la
caméra sur le coté et en avangant le plateau porte échantillon. Enfin, le bouton “LP” renvoie la caméra a sa derniere
position dans le cas ou I'utilisateur I'aurait involontairement déplacé. Le panneau (E) permet de capturer et nommer
les images et le panneau (F) permet de lancer la procédure d’autofocus.
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Figure 7 : Procédure d’autofocus. La procédure d’autofocus consiste a capturer 20 images a différentes hauteurs
et d’en mesurer la netteté pour déterminer le positionnement optimal de la caméra. Les fleches schématisent le
déplacement vertical de la caméra (en mm) tandis que les graphiques correspondent a une représentation de la
“netteté relative”.

3.3.3 Etude de la motilité (nage horizontale)

1ml d’échantillon de C.reinhardtii ou E. gracilis a été placé dans des plaques 12 puits
a fond plat transparent (Cellvis, P12-1.5H-N). Le systéme d’éclairage est composé de 24 LED
(SK6812 RGBW) connectées en série et individuellement adressables par un microcontréleur
(ESP8266) permettant de régler 'intensité des 4 canaux de couleur (rouge, vert, bleu et blanc
froid) a 255 niveaux différents. Les plaques contenant les échantillons étaient positionnées
2.cm au-dessus des LED (figure 8). La longueur d’'onde maximale d’émission des 3 canaux
de couleur a été mesurée a I'aide d’un spectrométre OceanView USB2000+ et est de 634 nm
avec largeur de bande a mi-hauteur (LMH) de 20 nm pour le rouge, 522 nm et une LMH de
35 nm pour le vert et 463 nm avec une LMH de 17 nm pour le bleu. L’intensité lumineuse du
channel blanc en fonction de la puissance des LED a été mesurée a 'aide d’'un luxmétre PP
System ESR-1. L’'observation des microalgues a été effectuée avec de la lumiére blanche a
60 uE/m2.s et les vidéos ont été analysés a I'aide du logiciel développé lors du mémoire.
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Figure 8 : Systéme d’éclairage des plaques multipuits de la station de microscopie.
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3.3.4 Etude du phototactisme (nage verticale)

Le phototactisme des algues a été réalisé a I'aide du systéme présenté dans la figure
9. 1ml d’échantillon de C.reinhardtii a été placé dans une cuvette pour spectrophotométre
ayant un trajet optique de 3 mm posée sur un support imprimé en 3D en PLA. La caméra de
la station de microscopie a été placée perpendiculairement a la cuvette pour observer la nage
verticale des algues. Les échantillons ont été placés a I'obscurité a I'aide d’un boitier imprimé
en 3D couvrant l'intégralité de la cuvette et contenant deux LED. La premiére LED (Osram L-
850-V2), placée en face de la caméra, permet d’observer les microalgues a l'aide d’'une
lumiére inactinique de 850 nm. La seconde LED (SK6812), située au-dessus de la cuvette,
est employée pour exposer les organismes a une lumiére blanche de 50 yE m? s™. L’allumage
et I'extinction des LED sont pilotés par un microcontréleur ESP8266 contrélable a distance a
'aide de Node-RED via le protocole MQTT. Les vidéos capturées par le microscope ont été
analysees a 'aide du logiciel développé lors du mémoire.

Figure 9 : Systéme d’analyse de phototactisme. L’appareil permet de placer une cuvette ayant un trajet optique de
3mm (A) dans I'obscurité a I'aide d’'une piéce imprimée en 3D en PLA (B) comportant une ouverture pour le
microscope (C). Un microcontréleur (D) pilote une LED infrarouge (850nm) (E) placée en face du microscope et
permettant d’observer les microalgues avec une lumiére inactinique ainsi qu’'une LED RGBW (rouge, vert, bleu,
blanch froid) (F) capable d’exposer les microalgues a une intensité lumineuse ou couleur variables. Le déplacement
des microalgues est quantifié a I'aide d’un logiciel d’analyse d’'image capable de déterminer I'orientation des algues
(G) ainsi que leur vitesse mais également de calculer la proportion d’algues motiles ou se déplagant vers la lumiére.
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4. Résultats et discussion

4.1 Test et calibration des algorithmes

4.1.1 Image thresholding

Global thresholding

Le thresholding global “classique” consiste a définir manuellement le seuil qui
détermine si un pixel doit étre gardé ou supprimé. Ce seuil est appliqué de la méme maniére
sur tous les pixels de I'image. Cette technique a I'avantage d’étre rapide et peu colteuse en
puissance de calcul; il faut simplement réaliser une comparaison entre deux chiffres pour
chaque pixel. Cependant, elle ne sera en mesure de produire des résultats satisfaisants que
si 'image d’origine présente déja un fort contraste entre I'arriére-plan et I'objet au premier plan
que I'on souhaite extraire. Un autre désavantage est que ce seuil doit étre défini (et donc
déterminé) manuellement, ce qui requiert une intervention humaine dans le cas ou plusieurs
images aux caractéristiques différentes seraient employées. Dans OpenCV, la fonction
cv.threshold permet de réaliser cette action. Cet ajustement requiert une image en niveaux
de gris, un seuil, I'intensité maximale que peut prendre un pixel (255 dans le cas d’'une image
8 bit) et un flag précisant le type de binarisation souhaitée. Voici par exemple la ligne de code
ayant permis de réaliser 'une des images de la figure 10 (Thresh = 150).

result = cv.threshold(img,150,255,cv.THRESH_BINARY)

Le choix d’'un seuil inadapté a un effet dramatique sur la qualité du résultat. Un
seuillage fixe pourrait étre utile dans le cas ou I'on contrble parfaitement I'environnement dans
lequel sont capturées les images (couleur du fond, éclairage, objets étudiés) ou qu’un faible
nombre d’images doit étre analysé. Le cas échéant, un ajustement manuel serait acceptable.
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Figure 10 : Global thresholding. Binarisation d’'une image en niveau de gris en employant différents seuils (0 - 50 -
100 - 150 - 200 et 255). L’histogramme représente la somme des pixels ayant une intensité donnée. La binairisation
consiste a attribuer la valeur 0 (blanc) a tous les pixels a gauche du seuil (traits rouges sur I'histograme) et 1 (noir)
a ceux a droite du seuil.
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Otsu thresholding (automatic global thresholding)

Le probléme de détermination du seuil optimal peut étre résolu en utilisant I'algorithme
d’Otsu [77]. Ce dernier travaille sur I'histogramme de l'image et consiste a maximiser la
distance entre les deux pics principaux d’'une image. Pour obtenir de bons résultats, il est par
conséquent souhaitable d’avoir une image bimodale. En d’autres termes, il s’agit d’obtenir une
image fortement contrastée avec une quantité importante de pixels clairs (généralement le
fond) et foncés. L’algorithme va alors tenter de déterminer un seuil qui sépare I'histogramme
en deux clusters minimisant la distance intra-classe et peut étre résumé avec I'équation
suivante :

o5 (t) = qi(t)oi(t) + qa(t)o3(t)

Ou g1 et g2 correspondent aux probabilités de diviser les pixels en deux classes a un
seuil t donné définies par :

t I
at) =) PG & o)=Y P()

Et 021 et 021 la variance intra-classe des deux clusters a un seuil t:

& iPG) B L. iP(3)

p(t) = ; a(0) &) = i;l 0(t)
2 N g P(i) 2 S 3.20)
or(t) = ;[z ~ill] a1(t) i igl[l ~nacl Q2(1)

La figure 11 représente I'application de cette technique sur une image en noir et blanc
ayant permis de déterminer automatiquement le seuil optimal. L'implémentation via OpenCV
sera assez similaire au seuillage global et nécessitera simplement de renseigner les valeurs
limites de I'histogramme (0 et 255 dans le cas d’'image 8bit). Il faudra aussi ajouter le flag
cv2.THRESH_OTSU.

result = cv2.threshold(img,0,255,cv2.THRESH_BINARY+cv2.THRESH_OTSU)
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Figure 11 : Binarisation d’'une image selon la méthode d'Otsu. Le seuil de 107 (ligne rouge sur I'histogramme) a
été automatiquement déterminé pour permettre de séparer le plus efficacement possible les deux pics de I'image.
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Adaptive thresholding

Les deux précédentes techniques appliquent le méme seuil a tous les pixels de I'image
et ne sont donc efficaces que si l'arriere-plan est homogéne. Le seuillage adaptatif, lui,
permettra d’appliquer un seuil différent pour chaque pixel qui sera déterminé en fonction de
lintensité des pixels adjacents. Le seuillage sera généralement précédé de I'application d’'un
flou gaussien permettant de réduire le bruit de I'image (variation aléatoire de l'intensité de
certains pixels causée par le capteur ou la circuiterie électronique de I'appareil).

Dans OpenCV, la fonction cv2.adaptiveThreshold permet d’'utiliser deux techniques.
Avec cv2. ADAPTIVE_THRESH_MEAN_C, le threshold est défini a partir de la moyenne de
l'intensité des pixels voisins d’'un pixel donné (cette surface peut étre plus ou moins grande et est
définie par le parameétre blocksize) auquel on soustrait une constante C permettant d’ajuster la
“sensibilité”. En revanche, avec cv.ADAPTIVE _THRESH GAUSSIAN_C, le threshold correspond
a la somme pondérée a laquelle la constante C est soustraite. Il s'agit d'une corrélation croisée
avec une fonction gaussienne donnant plus d’importance aux pixels situés au centre qu’a ceux
localisés en périphérie de la zone de calcul définie par le paramétre blocksize. Peu de différences
ont été observées entre les deux techniques. La méthode “Gaussian” est cependant préférable
car elle permet une sélection lIégerement plus compléte des cellules, limitant le nombre de “trous”
dans les cellules (figure 12).

Original image Thresh Mean Thresh Gaussian

Figure 12 : Image d’'E. gracilis binarisée a I'aide d’un seuillage adaptatif. L'image binarisée a été superposée
a I'image d’origine pour permettre de visualiser les zones sélectionnées. Les flag “Mean” ou “Gaussian” ont
été testés. Les différences majeures entre ces deux techniques sont mises en évidence a I'aide des fleches
rouges.

Les trois méthodes de seuillage ont finalement été comparées a I'aide d’'une image
volontairement sub-optimale (figure 13) : peu contrastée avec peu d’éléments en premier plan
et un arriére-plan non homogene (présence d’aberrations chromatiques). Il est apparu que ni
le seuillage global ni le seuillage d’Otsu ne permettaient de réaliser une binarisation correcte.
Le seuillage adaptatif est quant a lui parfaitement capable d’extraire les éléments en faisant
abstraction du fond. Cette technique a donc été employée pour la premiére étape de I'analyse
des vidéos.
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Figure 13 : Comparaison des trois techniques de seuillage a partir d'une image sub-optimale. Une image
représentant un mélange de C. reinhardtii et E. gracilis capturées avec une lumiére inadaptée (causant des
aberrations chromatiques) a été binarisée en employant un seuillage global (seuil d’intensité de 150), la méthode
d’'Ostu ayant déterminé le seuil optimal a une intensité de 154 (trait rouge sur I'histogramme) et un seuillage
adaptatif (blocksize = 9 pixels et C = 10). On peut ainsi observer que seul le seuillage adaptatif a permis d’isoler
correctement les cellules

4 1.2 Détection de contours

L’algorithme de Satoshi Suzuki [79] permet, a partir d’'une image binarisée, de
déterminer si deux pixels sont connectés et d’analyser les pixels adjacents pour savoir s’ils se
trouvent a l'intérieur ou a I'extérieur de I'objet. Cet algorithme a été implémenté dans OpenCV
via la fonction cv2.findContours qui nécessite de fournir une image binaire et de préciser le
type de résultat souhaité. Exemple :

result = cv2.findContours(image,cv2.RETR_LIST,cv2.CHAIN_APPROX_SIMPLE)

Avec cv2.RETR_LIST qui fait en sorte de ne renvoyer que I'objet avec la hiérarchie la
plus haute pour ne sélectionner que les contours le plus a I'extérieur possible. Et
cv2.CHAIN_APPROX_SIMPLE qui permet de compresser les segments horizontaux,
verticaux et obliques pour ne garder que les points les plus importants. Un objet rectangulaire
pourra par exemple étre décrit avec seulement 4 points (ses 4 coins) plutét que de nécessiter
de stocker les coordonnées de tous les pixels qui le composent. Cette technique a permis de

détecter correctement les cellules mais également d’obtenir leurs dimensions (figure 14).

Original image Threshloding Find contours

Figure 14 : Détection et analyse de contours a I'aide de I'algorithme de Satoshi Suzuki.
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4.1.3 Quantification du déplacement

La fonction cv2.calcOpticalFlowPyrLK d’'OpenCV permet le calcul du déplacement d’'un
pixel a I'aide de l'algorithme de Lucas Kanade [81].

newpoint, _, = cv2.calcOpticalFlowPyrLK( old_frame, new_frame, point,
None, winsize, maxlevel, criterias)

old_frame et new_frame sont deux images en niveaux de gris dont la capture séparée
d'un temps t. winsize correspond a la zone de pixels adjacents a analyser. Une zone de
grande taille minimisera les risques de perdre le tracking mais produira une détermination
moins précise du déplacement. maxlevel correspond au nombre d’'étages de la pyramide (0O
si on analyse directement I'image brute). Et enfin, criteria permet de renseigner différents flags
tel que l'algorithme a employer ou sa sensibilité.

La mesure du flux optique a I'échelle d’'une culture entiere avec  l'algorithme  de
Fanerback [82] s’emploie de la maniére suivante :

result = cv2.calcOpticalFlowFarneback(old_frame, new_frame, None, params)

Les paramétres (params) étant :
e pyr _scale : sous échantillonnage entre deux étages de la pyramide (un pyr_scale de
0.5 signifie par exemple qu’un nouvel étage aura une résolution 2x plus faible que
I'étage précédent).
levels : nombres d’étages de la pyramide
winsize : taille de la fenétre d’analyse
iterations : nombre d’itérations de 'algorithme a chaque étage de la pyramide

La figure 15 montre I'analyse du déplacement d'un objet a l'aide de la méthode de
Lucas-Kanade ainsi que la représentation du flux optique d’'une image compléte déterminé
avec l'algorithme de Farnerback.

Lucas Kanade Farnerback

Figure 15 : Visualisation de I'analyse du flux optique a partir de la méthode de Lucas Kanade ou de Farnerback.
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4.1.4 Opérateur Laplacien (mesure de la netteté)

L’opérateur Laplacien permet de quantifier la divergence de gradient d’'une fonction en
analysant sa dérivée seconde [88]. Dans le cas d’une image, cela permet une détection de
contours car une variation rapide d’intensité des pixels (couleur ou contraste) entre le bord
d’un objet et I'arriére-plan est généralement observée. L'opérateur Laplacien d’'une image se
calcule avec I'équation suivante :

82 2
o°f 9
ox?  Oy?

Cette caractéristique peut également étre employée pour déterminer la mise au point
d’'une image. En effet, une image correctement focalisée produira des bords francs tandis
gu’une image floue présentera un faible gradient d’intensité. OpenCV permet d’effectuer un
calcul du Laplacien d’'une image. Pour chaque pixel, le gradient entre le pixel et une surface
plus ou moins grande de pixels adjacents est analysé. La fonction suivante permet de réaliser
cette analyse :

Laplace(f) =

result = cv.Laplacian(img, depth, ksize)

depth correspond a la profondeur de I'image produite (par exemple cv.CV_16S pour
une image avec un seul canal de 16bit) et ksize a la taille du kernel (nombre de pixels a
analyser autours de chaque pixel). Une fois les valeurs normalisées, il est possible d’obtenir
une image en niveaux de gris mettant en évidence les zones ayant un fort contraste (voir
figure 16). L’étude de la variance de I'image permet ensuite de déterminer sa netteté car elle
atteint un maximum lorsque I'image est correctement focalisée. Cette technique a I'avantage
d’étre rapide et permet de déterminer la mise au point globale d’'une image ou au contraire de
I'ajuster a un point précis (en maximisant la variance sur une partie de I'image plutot que dans
sa globalité). Cette méthode a ainsi été employée pour réaliser la procédure d’autofocus
(figure 7).

Original image Low biur Medium blur High blur
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var : 599.7 Var : 28.9 Var: 3.1 Var: 2.9

Figure 16 : Analyse de la netteté d’'une image en observant la variance des opérateurs Laplaciens de tous ses pixels. Une image
en niveaux de gris a été artificiellement floutée en appliquant un flou gaussien (haut de la figure). Le résultat de la fonction
cv.Laplacian est représenté dans le bas de I'image. On peut remarquer que pour une différence de netteté difficilement
perceptible par I'ceil humain (original vs low blur) le changement de variance est malgre tout énorme (599.7 vs 28.9) ce qui permet
de retrouver I'image ayant la meilleure mise au point.
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4.2 Fonctionnalités du logiciel et interface graphique

La section précédente a été dédiée a la validation des algorithmes de maniére
individuelle pour s’assurer qu’ils convenaient a I'étude des microalgues. Ces programmes ne
peuvent cependant pas étre utilisés tels quels car les mesures qu’ils réalisent sont
interdépendantes : 'output d’un algorithme correspond a I'input d’un autre. Plusieurs fonctions
ont donc été programmeées pour structurer I'ordre dans lequel les algorithmes doivent étre
appliqués. Les algorithmes renvoient des coordonnées et mesures en pixels. Pour étudier des
microorganismes, des mesures en micrométres seraient préférables. Un systéme de
calibration permettant de convertir les distances en prenant en compte le niveau de
grossissement du microscope et la résolution des vidéos était en conséquence requis.

Il n’était pas envisageable de modifier systématiquement le code source pour ajuster
des paramétres ou activer/désactiver des fonctionnalités. En plus d’étre chronophage, cette
approche n’aurait pas permis de visualiser en direct I'effet des modifications sur les mesures.

Une interface graphique était donc nécessaire pour permettre de gérer les vidéos,
activer/désactiver les différentes fonctionnalités, ajuster les paramétres des algorithmes ou
présenter et exporter les mesures. Elle a été développée a laide de la bibliothéque
PysimpleGUI (figure 17). Les sections suivantes décrivent en détail le principe de
fonctionnement des analyses ainsi que les stratégies mises en place pour limiter les biais et
erreurs de mesures.
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Surfaces distribution

Figure 17 : Logiciel d’analyse d’'images et son interface graphique de contréle. (A) Panneau principal permettant
de sélectionner la vidéo ou la webcam et visualisation du flux vidéo (A1). (B) Menu permettant de choisir le type
d’analyse. (C) Menu permettant le comptage des cellules ainsi que I'analyse de leur taille et visualisation des zones
sélectionnées (C1) et de la distribution de tailles (C2). Menu d’analyse de la matilité (D) permettant de quantifier et
d’afficher le déplacement sur le flux vidéo d’'origine (D1) ou sur un fond noir (D2) et capable de produire un
graphique représentant I'orientation des cellules (D3). (E) Menu permettant de suivre la vitesse et la trajectoire
d’'une algue et d’afficher ce déplacement sur le flux vidéo (E1). (F) Représentation des éléments en mouvement
dans la vidéo.
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4.2.1 Détection et mesure des cellules (outil “counter”)

La premiére fonctionnalité du logiciel consiste a détecter les cellules présentes sur une

image pour permettre de les compter et mesurer leur taille et leur forme. Les images produites
par le microscope peuvent cependant comporter plusieurs défauts. On retrouve notamment
des aberrations optiques et chromatiques causées par le systéme d’éclairage ou de capture
d’'image, des algues hors du plan focal ou encore des corps étrangers flottant dans le liquide.
Il arrive aussi parfois que les algues se rassemblent en agrégats. Le logiciel doit donc étre
capable d’'isoler les objets présents au premier plan et ne garder que ceux correspondant a
des microalgues individuelles. Réalisée en 7 étapes résumées ci-apres, cette procédure tire
parti de diverses fonctions d’'OpenCV.

1.

2.

Application d’un flou gaussien (fonction cv2.GaussianBlur)

Réduction de l'impact du bruit de I'image.
Conversion en niveau de gris (fonction cv2.cvtColor)

La réduction du nombre de canaux de tricolore a monochrome permet de
limiter les calculs redondants car I'étape 3 analysera uniquement une variation de
contrastes et non de couleur.

Binarisation de I'image (fonction cv2.adaptiveThreshold)

Suppression de [larriere-plan. Les paramétres de [l'algorithme sont
manuellement modifiables depuis I'interface graphique pour s’adapter aux conditions
d’éclairage ou aux tailles changeantes des cellules et ainsi permettre une binarisation
optimale.

Dilatation des zones binarisées (fonction cv2.dilate)

Cette étape étend les bords des zones binaraisées dans le but de “fermer” les
cellules éventuellement incomplétes (figure 18). Un effet secondaire de ce traitement
d’'image est 'augmentation de la surface apparente des objets sélectionnés, ce qui
fausse les mesures de taille des cellules.

Erosion des zones binarisées (fonction cv2.erode)

A l'opposé de la dilatation, I'érosion réduira la surface des objets d’'un nombre
défini de pixels. L'emploi de cette fonction aprés une dilatation peut paraitre contre-
productif puisqu’elle semble annuler son résultat. Ce n’est en réalité pas le cas car ces
algorithmes agissent uniquement sur la partie extérieure des objets. Or, les pixels qui
délimitent une cellule lors de la dilatation se retrouvent alors a l'intérieur de la surface
binarisée et ne sont donc pas affectés par I'érosion. Au contraire, les pixels ajoutés ne
permettent pas de fermer de cellules (il est question ici de ceux qui sont responsables
de l'altération des dimensions des objets) ; On les retrouve systématiquement en
périphérie et ils sont donc retirés lors de I'érosion.

Détection de contours (fonction cv2.findContours)

Il s’agit ici de déterminer la localisation (coordonnées XY) et la surface des
objets présents a I'image.
Filtrage des contours

Le logiciel permet de retirer les agrégats cellulaires éventuels et autres
éléments indésirables sur base de leur taille. Les corps étrangers flottant dans le
liquide sont en effet généralement d’une taille inférieure aux organismes observés,
tandis que les agrégats cellulaires sont forcément beaucoup plus gros puisque
composés de plusieurs cellules.
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Le filtrage de la taille ne peut pas se faire a partir de valeurs fixes. Pour
Chlamydomonas reinhardtii, il faudrait par exemple éliminer les surfaces inférieures a 50 pm?
et supérieures a 250 um? (ces valeurs peuvent varier en fonction des souches utilisées ou des
conditions de culture). De telles valeurs seuils ne sont pas appropriées pour étudier Euglena
gracilis, qui est environ 10 fois plus grosse et qui nécessite donc des seuils pres de 10 fois
plus élevés. En d’autres termes, soit les curseurs de linterface graphique devraient étre
extrémement longs pour une utilisation avec des algues de taille variable, ce qui rendrait
l'interface graphique difficile @ comprendre et a utiliser, soit leur résolution ne serait adaptée
gu’a une gamme de tailles de cellules. Ce probléme a été résolu en mettant en place un
systeme de seuil adaptatif. Cette technique suppose que I'étendue des surfaces détectées
suit une distribution normale, caractéristique généralement rencontrée dans le cas des
cultures axéniques étudiées. La surface optimale peut alors étre déterminée a partir de la
valeur médiane de cette distribution. Les seuils supérieurs (right thresh) et inférieurs (left
thresh) sont calculés de la maniéere suivante :

left cursor value

left thresh = + min cnts

100 X (median cnts — min cnts)

right cursor value

- + median cnts
100 X (max cnts — median cnts)

right thresh =

Les valeurs de right cursor et left cursor sont exprimées en %. left thresh et right thresh
correspondent aux seuils supérieur et inférieur de surface (en um?). min cnts et max cnts
correspondent a la surface du plus petit et plus gros objet détecté. median ctns est la valeur
médiane de la surface de tous les objets.

Cette technique permet de disposer de curseurs qui ont systématiquement une
résolution adaptée aux algues étudiées, peu importe leur taille. Dans la figure 19, on peut
ainsi observer que la surface des boites suit bien une distribution normale et que la médiane
(126um3) se positionne au niveau de la surface la plus représentée. Le seuil inférieur de 43
signifie que les boites qui ont une surface inférieure a 55 um? doivent étre ignorées tandis que
le seuil supérieur de 15 permet de ne pas tenir compte des boites de plus de 253um?2. Ces
deux limites permettent de ne sélectionner que les algues.
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Figure 18 : Dilatation des zones binarisées. Les zones binarisées ne couvrent pas systématiquement l'intégralité
des algues (lorsque le bruit de I'image est élevé ou que les organismes étudiés sont de grande taille) (1) résultant
en un comptage et une mesure inexacte des tailles (2). La dilatation et I'érosion des zones binarisées (3) permettent
de “fermer” les cellules pour obtenir un comptage correct sans pour autant fausser les mesures de taille (4).

400
Area (um?)

Figure 19 : Sélection des cellules en filtrant leurs tailles. Une Culture de Chlamydomonas reinhardtii a été observée
et le mode “comptage” du logiciel d’analyse a été activé. Les paramétres “Bin size” et “Bin thresh” du seuillage
adaptatif ont été ajustés et les boites englobant les zones sélectionnées ont été affichées. L'histogramme en bas
a droite de I'image représente la distribution de surface des boites. La valeur médiane est représentée par la ligne
verte tandis que les deux lignes rouges correspondent aux seuils supérieur et inférieur. Les objets entourés en
rouge ont ainsi été ignorés parce qu'ils étaient trop gros, tandis que ceux entourés en bleu I'ont été parce qu'ils
étaient trop petits.
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4.2.2 Suivi d’'une cellule unique (outil “tracker”)

L’analyse de la trajectoire d’'une cellule permet d’obtenir une multitude d’'informations
sur sa motilité telles que : son mode de nage (hélicoidale, circulaire, rectiligne), sa vitesse ou
encore son orientation. L’outil “tracking” a ainsi été développé pour permettre d’obtenir des
mesures quantitatives de motilité.

Le suivi de cellule est effectué a l'aide de la fonction cv2.calcOpticalFlowPyrLK
d’'OpenCV. Basée sur la méthode de Lucas Kanade [80], cette fonction est capable de
déterminer le changement de position d’un pixel (ou d’'une région de pixel) entre deux images.
L’emploi de cet algorithme, combiné a l'interface graphique, permet de cliquer sur une algue
d’intérét pour suivre sa trajectoire. Le logiciel détermine ensuite la distance parcourue (en
pum), la vitesse (en um/s) et l'orientation (angle formé entre le vecteur de nage et I'axe
horizontal de I'image) de 'algue en calculant la moyenne des mesures réalisées pendant la
derniére seconde. Les résultats sont ensuite affichés sur l'interface graphique.

Il arrive cependant que les algues soient emportées par un léger courant dans une
direction préférentielle. Cela peut étre causé par des mouvements de convection ou parce
que le liquide ne s’est pas totalement stabilisé aprés avoir été placé dans le puits. Ce
mouvement fausse les mesures de motilité car les algues qui nagent a contre-courant
apparaitront bien plus lentes que celles qui nagent dans le sens du courant. La trajectoire des
algues nageant perpendiculairement se retrouvera également altérée. Ce probleme a été
atténué en développant une fonction de compensation du courant. L’application de cette
fonction, représentée dans la figure 20, consiste a identifier et suivre un objet non motile
présent dans la vidéo. Il peut s’agir d’'une cellule morte ou tout autre élément flottant librement
dans le liquide. L’interface graphique permet ensuite de sauvegarder le vecteur correspondant
a ce moment parasite pour permettre de le soustraire au mouvement observé. Le vecteur
résultant représente alors la direction que I'algue aurait suivie en absence de courant.

Total dist. : 483.3 um

Total dist. : 433.6 um

Figure 20 : Analyse de la nage d’'une cellule d’E. gracilis. L'image de gauche représente la mesure de la vitesse et
direction de nage de la cellule déduite uniquement a partir du mouvement observé de I'algue (vecteur bleu).
L’'image de droite affiche la correction de cette vitesse et direction (vecteur vert) réalisée en soustrayant au
mouvement observé (vecteur bleu) le courant (vecteur rouge) emportant I'algue vers la gauche. Le courant a été
déterminé en suivant un agrégat flottant dans le milieu de culture.
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Une expérience supplémentaire a été mise en place pour tenter de mettre en évidence
la trajectoire d’une cellule entrant dans une zone de forte lumiére. Le matériel a disposition et
le temps imparti n'ont pas permis d’observer ces phénoménes en détail ni de prendre des
mesures quantitatives. Mais I'objectif principal était de mettre en place un “proof of concept”
permettant de déterminer si la station de microscopie ainsi que le logiciel d’analyse d’'image
pourraient dans le futur étre employés pour étudier ces comportements.

L’analyse a été réalisée a l'aide du systéme présenté dans la figure 21. Le systéme
d’éclairage du microscope a été remplacé par une LED RGBW (Osram LZP-WOMDO00-0000).
Une alimentation variable (MDP XP) a été utilisé pour alimenter le canal blanc de la LED a
une intensité de 1000 pE/m2.s. Un transistor MOSFET piloté a l'aide d’'un ESP8266 a été
utilisé pour contrbler électroniquement I'allumage et I'extinction de la LED et exposer les
algues a un flash lumineux durant 100ms. L’observation pré et post flash par le microscope
[2] a été rendue possible en éclairant les échantillons avec le canal vert de la LED (alimentée
par un DPH5005) a une intensité de 50uE m> s™'. L’'emploi du canal vert permet de limiter
leffet de la lumiére d’observation sur la motilité des algues, ces derniéres étant
majoritairement sensibles au rouge et au bleu. L’emploi d’'une lumiére infrarouge aurait été
préférable, mais linstallation de deux LED différentes dans un espace aussi restreint aurait
nécessité la conception d’un circuit imprimé sur mesure et il n’était pas possible de la
concevoir dans le temps imparti.

AT - &
8

Figure 21 : Systeme permettant d’exposer un échantillon d’algues a un flash lumineux d’intensité et durée variables.
(A) LED RGBW permettant d’observer les algues sous une lumiére inactinique de faible intensité ou de les exposer
a une lumiére blanche de forte intensité. (B) Alimentation de la lumiére. (C) Systéeme permettant de contrdler
électroniqguement 'allumage et extinction de la lumiére blanche
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Le systéme de suivi n’était initialement pas capable de suivre une algue exposée a un
flash lumineux. Ce probléme était di a une limitation inhérente des méthodes de flux optique.
Ces algorithmes sont en effet capables de déterminer le déplacement d’'une région de pixels
entre deux images. Cela implique donc que les pixels étudiés apparaissent dans les deux
images. Or, lorsqu’un flash lumineux de forte intensité est appliqué, les images capturées par
le microscope pendant la durée du flash sont saturées et apparaissent donc intégralement
blanches. Dans ce cas, l'algorithme de Lucas Kanade n’est plus capable de détecter le
mouvement et renvoie alors une valeur erronée. Comme on peut le constater sur la figure 22
(gauche) il est impossible d’effectuer un suivi efficace dans de telles conditions.

Une solution a été trouvée pour atténuer ce probleme. Elle consiste a mesurer
constamment la saturation de I'objet suivi. Si la saturation dépasse une valeur pré-définie, le
logiciel enregistrera I'image qui précéde le flash et interrompra le suivi de I'objet. Ce n’est
qu’une fois la saturation redescendue sous le seuil pré-défini que le logiciel réinitialisera
I'algorithme de suivi a partir de I'image enregistrée. Cette technique, présentée dans la figure
22 (droite), permet de suivre efficacement une algue exposée a deux flashs lumineux sans en
perdre le suivi. Bien que ce type de mesure n’ait pas été exploité lors de ce travail, I'ajout de
cette fonctionnalité dans le logiciel de mesure permet de rendre 'analyse plus robuste pour
de futures études de la phototaxie.

Figure 22 : Compensation de la saturation d’une image causée par un flash lumineux. A gauche : la perte du suivi
d’une cellule d’E. gracilis lorsqu’elle est exposée a deux flashs lumineux, nécessite de restaurer le suivi en cliquant
sur 'algue mais les informations de changement de trajectoire ont été perdues. A droite : I'annulation de I'effet du
flash sur le suivi de la cellule en ignorant les images présentant une trop forte saturation permet d’observer
I'entiereté de la trajectoire de I'algue exposée a deux flashs lumineux.
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4.2.3 Suivi de toutes les cellules (outil “phototaxis”)

L’obtention de mesures quantitatives de motilité a I'échelle d’'une culture nécessite
d’échantillonner le comportement d’'un grand nombre de cellules. L’outil de suivi présenté dans
la section précédente n’est cependant pas adapté a l'étude d'une population entiére.
L’utilisateur devrait en effet réaliser manuellement une mesure de toutes les algues présentes
sur l'image (il peut y en avoir plus de 100) et compiler les vitesses et les directions.

Un second outil de suivi a ainsi été développé pour permettre une mesure automatique
de toutes les algues. L’analyse est réalisée en combinant une mesure de flux optique basé
sur l'algorithme de Farneback (capable de déterminer le mouvement de tous les pixels
présents sur une image [82] avec le résultat du compteur de cellules. Les vecteurs de
déplacement sont quant a eux corrigés grace a la calibration produite par I'outil de tracking.
La procédure d’analyse, dont le résultat est représenté dans la figure 23, est résumée ci-
dessous.

1. Détection des cellules (voir section “détection et mesure des cellules”) et
récupération des coordonnées du centre de toutes les cellules.

2. Mesure du flux optique (fonction cv2.calcOpticalFlowFarneback) et obtention d’'une

matrice contenant la valeur de déplacement de tous les pixels de I'image

Récupération des valeurs de déplacement aux endroits ou se trouvent les cellules

Correction des vecteurs de déplacement (voir section “suivi d’'une cellule unique”).

5. Filtrage des mouvements trop faibles. Il arrive que des vibrations fassent bouger de
quelques pm/s les cellules non motiles. Ellesdoivent étre supprimées pour ne pas
fausser le calcul de la moyenne. L'interface graphique permet de définir ce seuil
minimum.

6. Affichage de la direction de nage.

7. Calcul des paramétres de motilité : vitesse moyenne, pourcentage d’algues motiles
et orientations.

»w

Figure 23 : Analyse du mouvement d’'une population. L'image de gauche représente le résultat de I'analyse de
mouvement a l'aide de l'algorithme de Farnerback. L'image de droite représente les données quantitatives de
motilité obtenues en extrayant le mouvement des pixels la ou se trouvent des cellules et en corrigeant les vecteurs
de déplacement a 'aide du suivi de particules flottant dans le liquide.
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4.2.4 Etude du phototactisme

L’observation de cellules placées dans des plaques multipuits permet de mesurer la
vitesse de nage horizontale ainsi que le pourcentage d’algues motiles. La qualité suffisante
des images permet également de mesurer leur taille. Il est en outre possible d’étudier
rapidement et facilement un grand nombre d’échantillons grace au niveau de parallélisation
offert par le systéme de plaques interchangeables. Les mesures de motilité ont donc été
effectuées majoritairement avec ce systéme.

Cette approche présente cependant quelques inconvénients. Il n’est en effet pas
possible d’étudier la gravitaxie (orientation en fonction de la gravité) ou la phototaxie car le
systéme réalise les observations perpendiculairement au champ de pesanteur et ne dispose
que d'une seule lumiére blanche. La lumiére blanche étant nécessaire pour capturer les
images, il est impossible de I'éteindre ou de changer son intensité. Le second systéme
d’analyse, congu spécialement pour I'analyse de la phototaxie, résout ces problémes en
réalisant des mesures de nage verticale et en utilisant deux dispositifs d’éclairage. Le premier,
en infrarouge, permet d’observer les cellules sans exciter leurs photorécepteurs. Le second
émet dans le spectre visible et permet d’exposer les algues a une lumiére actinique pour
observer la proportion de cellules nageant vers la lumiére. Il permet aussi de déterminer leur
vitesse de nage. Les images produites par ce second systéme sont cependant de moins
bonne qualité et ne permettent par conséquent pas une mesure précise de la taille des
cellules. De plus, la préparation et I'analyse des échantillons est plus lente et fastidieuse. Les
deux techniques d'analyse, dont les avantages et inconvénients sont résumés dans la figure
24, ont finalement été employées pour produire les résultats de la section suivante. Les
fonctions d’analyse d'image utilisées étaient identiques, leurs paramétres ont simplement été
ajustés pour s’accommoder aux différentes qualités d’'image.

Type:
Type: - Analysis of vertical swimming
- Analysis of horizontal swimming

Advantages :
Advantages : -2 Lights

- Infrared (observation)
- White (phototaxis test)

- Automation

- Parallelization

- Fast analysis

- Good image quality Inconvenients :

- Manual sampling
- No Parallelization
- Slow analysis

- Bad image quality

Inconvenients :
- 1 Light for observation

Uses:

- Cell measurement
- Speed analysis

- % motility analysis

Uses:

- Phototaxis analysis
- Speed analysis
- % motility analysis

Figure 24 : Comparaison des deux modes d'analyse de nage. Présentation des avantages et inconvénients de
I'analyse horizontale et verticale de nage.
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En plus des données classiques produites par l'outil d’analyse de motilité (vitesse
moyenne et % d’algues motiles), le logiciel permet de représenter I'orientation sous forme de
graphique polaire subdivisé en 36 sections de 10°. La bibliotheque python matplotlib a été
employée pour produire ces graphiques dont un exemple est présenté dans la figure 25. La
couleur des barres correspond a l'angle des cellules, un ton rouge a vert est utilisé pour
représenter les angles allant de 0° a 180° (cellules se déplagant vers la lumiére). Les angles
compris entre 180° et 360° correspondent a des algues se dirigeant vers le fond de la cuvette.
lls sont de couleur bleue a rose. La longueur des barres correspond aux valeurs normalisées
de cellules se dirigeant dans les différentes orientations.

Figure 25 : Exemple de graphique polaire représentant les orientations de cellules nageant dans des directions
aléatoires (a gauche) ou nageant toutes dans la méme direction (a droite).

Les graphiques polaires permettent une visualisation intuitive du déplacement des
cellules mais ils ne fournissent pas les données quantitatives essentielles a la comparaison
des différentes conditions de culture. En plus de représenter schématiquement les mesures,
le logiciel est donc capable de quantifier la proportion de cellules nageant vers la lumiére ou
coulant vers le fond. Ce pourcentage est calculé de la maniére suivante.

2 cellup
%upward = m x 100

Avec "X cell up" correspondant a la somme des cellules nageant avec une orientation
comprise entre 0 et 180° (donc nageant vers le haut) et "cellcount” le nombre total de cellules
détectées.

Un autre moyen d’étudier I'orientation des cellules a également été mis en place. I
s’agit du calcul de la r-value, un parameétre statistique décrivant 'hétérogénéité de l'orientation
des cellules et dont la valeur varie entre 0 (quand toutes les algues se déplacent
aléatoirement) et 1 (quand toutes les algues se déplacent dans la méme direction) [27]. Cette
derniére est calculée a partir de la formule suivante :

ng 2 ng 2
(Z sin a,-) + (Z cos a,-)
i=1 =1

ng

r-value =

Ou ns correspond au nombre total de cellules détectées et a; leur angle de nage.

36



4.3 Effet des conditions de culture sur la croissance, la
morphologie et la motilité des algues

4.3.1 Croissance

La croissance des cultures est similaire a 50, 200 et 500uE/m2s (figure 26). La
croissance des cellules est plus lente a 10uE/m2.s , malgré la présence d’acétate dans cette
condition (TAP au lieu de TMP). Bien que les cultures semblent croitre de la méme maniére,
peu importe l'intensité lumineuse (sauf celle en basse intensité) une différence notable de
I'aspect des cultures a cependant été observée (figure 27). Les cultures de C.reinhardtii et E.
gracilis ont toutes deux présenté une décoloration a partir de 200uE/m2.s bien que cet effet

ait été plus marqué chez E. gracilis. Cette tendance était d’autant plus prononcée pour les
cultures exposées a 500uE/m?.s.

Croissance de cultures de C. reinhardtii exposées a différentes Croissance de cultures d'E. gracilis exposées a différentes intensités
intensités lumineuses. lumineuses.
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Figure 26 : Analyse de la densité optique des cultures en fonction du temps. Les cultures de C. reinhardltii ont été
représentées a gauche et celle de E. gracilis a droite.
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Figure 27 : Altération de la couleur de cultures de C. reinhardtii (Cre) et E. gracilis (Eg) cultivées dans du milieu
TMP aprés 5 jours d’exposition a 50 - 100 - 200 et 500uE/m?2.s.
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4.3.2 Morphologie

Chlamydomonas reinhardtii

Les cellules de C. reinhardtii en préculture avaient un ratio longueur/largeur moyen de
1 £ 0.04. Les cellules sont donc majoritairement sphériques. Leur diamétre moyen était de 8.4
Mm £1.71 um (surface de 73.9 um? + 22.3 en moyenne). Ces mesures sont en accord avec
celles décrites dans la littérature [5].

Les dimensions des cellules (taille et forme) n'ont été que peu affectées quelle que
soit l'intensité lumineuse employée pour la culture. Aprés 5 jours de culture, les cellules
exposées a de faibles lumiéres (10 et 50 yE/m?2.s) étaient en moyenne 14% plus grandes que
celles de référence tandis que celles qui ont été exposées aux fortes lumiéres (200 et 500
ME/mZ2.s) étaient 4% plus petites. Le ratio longueur/largeur est quant a lui resté proche de 1
sauf pour les cellules exposées a 500pE/m?.s. Ce dernier a augmenté de 20%, attestant d’'une
Iégere élongation des cellules (figure 28). Il 'y a cependant eu que peu de modifications de
taille entre le premier et le cinquiéme jour d’exposition.

La modification de couleur des cultures (figure 27) montre que la lumiére a un effet sur
les microalgues en provoquant une photoinhibition et une modification de la composition
pigmentaire des cellules. La lumiére n’induit néanmoins pas d’altération significative de la
morphologie des cellules. A noter que ces cellules sont plutét petites et apparaissent a I'image
sous forme de cercles d’'une vingtaine de pixels de long. Les résultats produits peuvent donc
étre entachés d’'une erreur de mesure non négligeable. Une amélioration du niveau de
grossissement du microscope sera nécessaire pour preciser ces mesures.

Surface de C. reinhardtii en fonction de I'intensité lumineuse de culture Ration longueur/largeur de C. reinhardtii en fonction de I'intensité lumineuse de culture
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Figure 28 : Mesure de la surface (a gauche) et ratio longueur/largeur (a droite) de cultures de C. reinhardtii réalisées
a différentes intensités lumineuses.
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Euglena gracilis

Les cellules d’E. gracilis en précultures sont majoritairement fusiformes et mesurent
en moyenne 41um £ 10 um de long et 10 um = 2 um et ont ainsi un ratio longueur/largeur de
4,22 +0.27 et une surface de 413 um? £ 140 um?2. Ces mesures sont similaires a celles décrites
dans la littérature [17].

Aprés un jour de culture, les surfaces des cellules sont respectivement 25% (10
ME/m2.s) , 35% (50 uE/m2.s), 49% (200 pE/m2.s) et 48% (500 uE/m?2.s) plus élevées que les
cultures de référence. Les surfaces des algues cultivées dans du TMP diminuent ensuite
apres cinq jours de culture (figure 29) : 18% pour les algues a 50 yE/m2.s , 29% pour celles a
200 pE/m2.s et 22% pour celles a 500 yE/m?.s. Leurs surfaces sont alors proches des cultures
de référence, a peine 11% plus grosses en moyenne. Les cellules cultivées a 10 yE/m?.s dans
du TAP ne présentent pas une telle modification de surface. Au terme des cinq jours de
culture, les algues ne sont que 5% plus grosses que celles de référence.

Surface de E. gracilis en fonction de I'intensité lumineuse de cutlture Ratio longueur/largeur de E.gracilis en fonction de I'intensité lumineuse de culture
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Figure 29 : Mesure de la surface des cellules (a gauche) et du ratio longueur/largeur (a droite) de E. gracilis aprés
1 a 5 jours de culture sous différentes intensités lumineuses.

Une modification de I'élongation est également observable (figure 30). Aprés un jour
de culture, les algues cultivées a 10 - 50 et 200 yE/m?2.s sont en moyenne 7% plus compactes
que les cellules de référence et s’allongent d'environ 8% les cinq jours suivants. Ces derniéres
retrouvent donc a terme un ratio longueur/largeur similaire aux algues de référence. Les
algues exposées a 500 uE/m2.s sont initialement 18% plus compactes aprés un jour mais au
contraire 6% plus fines que les algues de référence aprés cing jours.

n===l=
B l====
1o0uM| 10 | 50 200|500

Figure 30 : Modifications de morphologies d’E. gracilis aprés 1 et 5 jours de culture a différentes intensités
lumineuses (ME/m?2.s)
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E. gracilis est connue pour changer de forme en fonction des conditions
environnementales ou de son état physiologique [17]. La diminution de surface entre le
premier et le cinquiéme jour est principalement attribuable au vieillissement des cultures, car
les modifications sont similaires a 50 - 200 et 500uE/m?.s. La présence d’acétate dans le
milieu compense cependant ce rétrécissement, en témoigne la surface des cellules cultivées
a 10 yE/m2.s dans du TAP qui reste inchangée. L’élongation des cellules est quant a elle en
partie imputable a I'age des cultures mais également a lintensité lumineuse. De fortes
lumiéres amplifient en effet les variations de ratio longueur/largeur.

4.3.3 Proportion d’algues motiles et vitesse de nage horizontale

Chlamydomonas reinhardltii

En conditions normales (préculture), 100% des cellules de C. reinhardtii sont motiles
et ont une vitesse de nage moyenne de 99um/s +- 30um/s. Ces mesures correspondent a
celles décrites dans la littérature [36]. La vitesse de nage est peu altérée aprés un jour, cette
derniére est en moyenne de 108um/s +-35um/s (figure 31). Une baisse de la vitesse est
toutefois observée a toutes les intensités lumineuses aprés cing jours de culture -13% a
10uE/m?2.s, -23% a 50uE/m?2.s, -35% a 200pE/m>2.s et aucune cellule n’est en mouvement a
500uE/m2.s.

Proportion de C. reinhardtii motiles fonction de I'intensité lumineuse de culture Vitesse de nage horizontale de C. reinhardtii en fonction de l'intensité lumineuse de culture
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Figure 31 : Mesure de la proportion de cellules motiles (a gauche) et leur vitesse de nage (a droite) de
C. reinhardtii aprés 1 & 5 jours de cultures sous différentes intensités lumineuses.

La proportion d’algues motiles est quant a elle rapidement diminuée méme aprés une
courte exposition. Seulement 68% + 10% (10pE/m2.s), 58% + 7% (50 pE/m2.s), 52% + 11%
(200 yE/m2.s) et 40% = 11% (500 pE/mZ.s) des cellules sont en mouvement aprés un jour de
culture. Apres cinq jours, la motilité passe a 72% + 9% (10uE/m2.s), 51% £ 17% (50uE/m?2.s),
39% + 15% (200pE/m2.s) et 0% (500uE/m2.s).

Bien que toutes les cultures fassent preuve d’une baisse de motilité plus ou moins
importante, il est intéressant de noter que la proportion d’algues motiles des cultures réalisées
a 10uE/m2.s dans du milieu TAP augmente entre le premier et le cinquiéme jour tandis qu'une
corrélation négative entre %motilité et vitesse en fonction de lintensité lumineuse est
observable pour les cultures en TMP (figure 32). Cela suggére que bien que divers paramétres
atténuent les capacités de locomotion de cet organisme (lumiére ou acclimatation aux
nouvelles conditions), d’autres (présence d’acétate) sont en mesure de la compenser.

40



Perte de motilité de C. reinhardtii enfonction de l'intensité lumineuse de culture
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Figure 32 : Altération de la motilité de C. reinhardtii en fonction de l'intensité lumineuse de culture (nage
horizontale).

Euglena gracilis

97% % 2% des cellules d’E. gracilis sont motiles et leur vitesse de nage moyenne est
de 96um/s £ 42um/s. Ces mesures coincident avec celles qui sont décrites dans la littérature
[21]. La motilité d’E. gracilis est globalement peu altérée en fonction des conditions de culture.
Une baisse moyenne de proportion d’algues motiles de 18% 3% de toutes les cultures est
observée apres un jour et elle est de 41% +3% aprés cing jours. La vitesse de nage n’est elle
aussi que peu modifiée. Aprés cing jours de culture, la vitesse moyenne de toutes les cultures
n’est que 9% 5% plus élevée comparée aux cellules de référence. Nila composition du milieu
de culture, ni les niveaux de lumiére (méme intenses) ne provoquent de changements
significatifs de locomotion (figure 33). Les diminutions de motilité et de vitesse sont en
conséquence plutdét causées par le vieillissement des cultures plutdét que par des facteurs
environnementaux.

Proportion d'E. gracilis motiles en fonction de I'intensité lumineuse de culture Vitesse de nage horizontale de E.gracilis en fonction de I'intensité lumineuse de culture
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Figure 33. Mesure de la proportion de cellules motiles (& gauche) et leur vitesse de nage (a droite) de E. gracilis
aprés 1 a 5 jours de cultures sous différentes intensités lumineuses.
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Aprés un jour de culture a 500uE/m?.s la vitesse de nage des cellules (145um/s) ainsi
que les marges d’erreur de mesures (£58um/s) étaient plus élevées que pour les autres
échantillons. En observant la distribution des vitesses (figure 34, panneau de droite), on
constate qu’une partie des cellules se déplacent a des vitesses bien supérieures a la majorité
des algues observées. Ce comportement n'est cependant pas observé dans les cultures de
référence (figure 34, panneau de gauche).
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Nous avons tenté de suivre ces algues a l'aide de l'outil “tracking” pour isoler et
analyser leur vitesse exacte mais elle était malheureusement trop importante et il est apparu
que les algorithmes de Lucas Kanade ou Farnerback n’étaient pas capables de produire des
mesures fiables. Le suivi (Lucas Kanade) était perdu aprés quelques images ou renvoyait des
mesures (Farnerback) oscillant entre 300 et 375 um/s. Les mesures de flux optique a de telles
vitesses manquaient donc de précision.
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Figure 34 : Distribution de vitesses d'une culture de E.gracilis en condition normale (a gauche) et d’'une culture
exposée a 500pE/m2.s aprés un jour. Des cellules prés de trois fois plus rapides que la moyenne sont ainsi
observables (fleche rouge).

Un systéme de mesure de déplacement manuel a alors été mis au point. line permet
d’analyser que des mouvements linéaires - ce qui est le cas des algues observées - et consiste
a mesurer la distance entre deux points en prenant en compte le temps écoulé ( pour étre
exact, le nombre d’'images affichées) entre la sélection des deux points. La procédure
d’analyse se réalise comme suit et son résultat est présenté dans la figure 35.

-_—

Détection d’un organisme d’intérét par I'utilisateur qui met alors la vidéo en pause.

2. Sélection du point de départ. L'utilisateur effectue un clic droit sur la cellule. Le
logiciel enregistrera les coordonnées de ce premier point

3. Reprise de la vidéo assez longtemps pour que l'organisme puisse se déplacer mais
pas assez pour qu'’il sorte du champ de l'image.

4. Sélection du point d’arrivée. L'utilisateur met de nouveau la vidéo en pause et clique
sur la nouvelle position de la cellule. Le second point sera enregistré.

5. Calcul de la distance entre les deux points et affichage sur 'image de la distance
ainsi que le nombre d’images ayant défilé entre le premier et le second clic.

6. Détermination de la vitesse de nage a partir de la formule suivante :

distance
speed = ———— X framerate
frames

Avec distance correspondant a la distance en ym entre les deux points, frames le nombre

d’images affichées entre la sélection des deux points et framerate la fréquence d’image de
la vidéo.
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Total dist. : 521.3 um

Figure 35 : Analyse manuelle de la vitesse d’un organisme trop rapide. La vitesse de nage d’'une cellule d’E. gracilis
plus rapide que la moyenne (A) a été déterminée en mesurant manuellement la distance parcourue par la cellule
en 18 images. La vidéo ayant été capturée a une fréquence de 20 images par seconde, la vitesse de cette algue
est de 389 uym/s et donc prés de 3.5 fois plus rapide qu’une autre algue suivie avec I'outil “tracking” se déplacant
a 109 um/s.

Une fois ce nouvel outil mis en place, il a été possible d’échantillonner une partie de
ces algues pour déterminer que leur vitesse de nage moyenne était de 322um/s + 57um/s.
Ces mesures sont en adéquation avec celles effectuées via la méthode de Farnerback (figure
34). |l serait cependant souhaitable d’augmenter la fréquence de capture des images afin que
le déplacement apparent de pixel entre deux images apparaisse plus faible, prévenant ainsi
la saturation des mesures de flux optique pour permettre une mesure systématique et
automatisée de ces cellules.

Ce comportement ne semble pas étre di a une contamination ou une culture
inexplicablement différente puisqu’il a été observé dans deux réplicats biologiques. Les
cultures test étant toutes issues d’'une méme préculture, il n’est pas impossible que la souche
employée, bien que censée étre une souche sauvage, ait un comportement unique. Une autre
explication tendrait a confirmer que la nage est un moyen de photoprotection primordial chez
E. gracilis. Ces organismes ne disposent en effet pas des divers mécanismes de dissipation
d’énergie rencontrés chez C. reinhardtii. Des cellules exposées a une lumiére trop intense
pourraient alors nager a une vitesse élevée dans le but de fuir celle-ci. Ce qui expliquerait le
maintien d’une motilité stable méme a des intensités lumineuses causant une photoinhibition.
La nage rapide observée dans les cultures a 500uE/m2s implique probablement une
consommation d’énergie conséquente, ce qui expliquerait que ce comportement n’est
retrouvé que sur une petite fraction des cellules et ne s’exprime que de maniére transitoire.
Une étude plus poussée de ce phénomeéne serait nécessaire pour comprendre ce mécanisme.
Il serait intéressant de suivre la motilité a des intervalles de temps plus courts et d’exposer les
cultures a une plus grande diversité de lumiéres. La station d’'imagerie serait capable de
réaliser une telle expérience car elle posséde une fonctionnalité d’échantillonnage
automatique.
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4.3.4 Phototaxie positive et vitesse de nage verticale

L’'observation de la phototaxie n’a été possible qu’avec C. reinhardtii car la LED
employée pour exposer les cellules a une lumiére blanche n’avait pas une intensité lumineuse
suffisante (maximum 50 yE/m?2.s) pour induire une inversion de nage de E. gracilis. L’utilisation
d’'une LED plus puissante permettrait de résoudre cette limitation tout en offrant la possibilité
de tester une plus grande diversité d’'intensités lumineuses. Au moment du mémoire, nous ne
disposions malheureusement pas d’'une LED de ce type ni du circuit de contréle nécessaire
pour son pilotage. Les mesures préliminaires obtenues avec le systéme actuel ont tout de
méme permis de réaliser quelques observations intéressantes.

A l'obscurité, les algues en préculture se déplacaient dans des directions aléatoires a
une vitesse moyenne de 73 ym/s +43um/s . En présence de lumiére placée au-dessus de la
cuvette, 98% +2% des algues montrent un phototactisme positif avec une vitesse moyenne
de 78 um/s t44pm/s.

Les vitesses de nage et proportion d’algues motiles augmentent Iégérement lorsque
les algues sont exposées a la lumiére (figure 37). A I'obscurité, les proportions d’algues
motiles sont de 76% 6% (10 yE/mZ.s), 54% 6% (50 uE/mZ2.s), 39% +6% (200 uE/m2.s), 11%
16% (50 uE/mZ2.s). Les vitesses de nage sont respectivement de 90 ym/s + 29um/s, 67um/s *
19um/s, 63um/s + 30pm/s et 42ums/s = 19um/s. Une fois les algues éclairées, la proportion
d’algues motiles augmente en moyenne de 3% (10 uE/m2.s), 5% (50 yE/m2s), 15% (200
ME/mZ2.s) et 4% (500 uE/m2.s). La vitesse moyenne augmente quant a elle de 17%, 14%, 7%
et 28%. La quasi-totalité des algues motiles (97% +£1%) se sont dirigées vers la lumiére, peu
importe l'intensité lumineuse de culture. Une corrélation négative entre motilité et intensité
lumineuse a également été observée (figure 36) et corrobore les observations réalisées en
nage horizontale (figure 32).

Perte de motilité de C. reinhardtii enfonction de I'intensité lumineuse de culture
(nage verticale sous 50puE/m?2.s)
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Figure 36 : Altération de la motilité de C. reinhardtii en fonction de l'intensité lumineuse de culture (nage
horizontale).
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Figure 37 : Etude du comportement de C. reinhardtii cultivée a différentes intensités lumineuses et dont la motilité
a été observée a I'obscurité ou pendant une exposition a une lumiére de 50uE/m2.s. La vitesse (s), la proportion
d’algues motiles (m), le pourcentage d’algues nageant vers la lumiere (u) ainsi que la r-valeur (r) ont été mesurées
par le logiciel d’analyse d’images. L’orientation des algues est schématisée par des graphes polaires représentant
la valeur normalisée du comptage des algues arborant différentes orientations allant de 0 a 360°. Chaque couleur
représente un pas de 10°.
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Une faible proportion de cellules cultivées a 500uE/m2.s sont motiles alors qu’aucune
cellule motile n’avait été observée en nage horizontale a de telles intensités (figure 31). Cela
peut s’expliquer par le mode de mesure qui dans ce cas-ci permet d’observer les algues
nageant verticalement dans le liquide a I'obscurité comme a la lumiére, tandis que I'autre
systéme (nage horizontale) emploie systématiquement une lumiére blanche pour observer la
nage horizontale des algues (figure 24). Cette lumiere d’observation est susceptible d’induire
un phototactisme positif attirant les algues dans le fond des puits et donc hors du champ focal
du microscope. Cet effet est marginal lorsque les vitesses de nage et proportion d’algues
motiles sont élevées, en témoignent les mesures de nage horizontale en adéquation avec
celles de nage verticale. |l est cependant significatif lorsque la proportion d’algues motiles est
faible, d’ou la différence d’observations a 500 yE/m2s. Ce constat souligne I'importance
d’améliorer le systéme d’éclairage des plaques multipuits pour permettre des observations de
motilité sous une lumiére inactinique en infrarouge.

Toutes ces observations confirment que la quantité de lumiére a laquelle les algues
sont exposées lors de leur culture a bien un effet mesurable sur leur motilité car les fortes
lumiéres provoquent une diminution notable de la locomotion. La photoperception ainsi que
les capacités de phototactisme positif sont néanmoins maintenues, méme sous des lumiéres
intenses.

Il serait toutefois intéressant d’observer le phototactisme induit par une plus grande
diversité d’intensités lumineuses. On pourrait notamment étudier I'effet de trés faibles et de
trés fortes intensités lumineuses sur la nage verticale pour mieux caractériser le phototactisme
positif et négatif ainsi que la photoperception en général. Le systéme actuel n’est capable
d’exposer les algues qu’a une intensité maximale de 50 yE/m?.s. Il est ainsi prévu d’installer
une LED plus puissante (CREE T6) ou d’employer des LED monochromatiques bleues ou
rouges. L'étude de I'effet de flash lumineux ou de la fréquence de commutation de la lumiére
permettrait aussi de compléter ces mesures.

5. Conclusion et perspectives

Les outils de mesure employés, améliorés ou congus lors de ce mémoire ont permis
de générer les vidéos possédant un niveau de grossissement (50X) et une qualité d'image
suffisante pour permettre d’étudier les déplacements des deux organismes sélectionnés.

Les algorithmes utilisés ainsi que les fonctions mises en place dans le cadre de ce
mémoire ont permis de produire des mesures cohérentes de taille, de vitesse de nage et
d’orientation chez les algues modéles C. reinhardtii et E. gracilis. Les mesures sont
actuellement réalisées de maniére semi-automatique. Le logiciel est capable de compiler,
présenter et exporter les mesures de maniére autonome mais le chargement des vidéos et
l'ajustement des paramétres doivent étre effectués manuellement. La codebase actuelle
(ensemble du codes source employés pour réaliser le logiciel) est composée de plus d’'un
millier de lignes de code réparties dans plusieurs fichiers. Une refactorisation conséquente du
code serait requise pour éliminer les procédures inutiles ou inefficaces. Diverses corrections
de bug et optimisations devront également étre réalisées pour améliorer la stabilité et la
vitesse de fonctionnement du code.
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Dans le temps relativement court imparti pour travail, une grande quantité de fonctions
a déja pu étre explorée et validée : binarisation efficace des images, détection et analyse de
contour, filtrage adaptatif des tailles, analyse du mouvement (automatiquement ou
manuellement), compensation des mouvements parasites, représentation en direct des
mesures, interprétation et exportation des données (mesure de la moyenne, écart type, r-
valeur, ...) ou encore production de graphiques. Toutes ces taches ont été réalisées a partir
d’une unique interface graphique. Le développement et la calibration du logiciel a constitué
une part importante de ce travail mais il devrait permettre a terme un gain de temps
considérable. Ce dispositif ne rivalise pas encore avec d’autres solutions déja disponibles en
termes de fonctionnalité et de stabilité [71-72]. Mais il a le potentiel de le devenir si son
développement est poursuivi. Le logiciel devrait aussi étre testé avec une plus grande diversité
d’algues et dans des conditions de mesures multiples pour s’assurer de sa polyvalence.

Bien que complexe, le développement de novo d’une solution logicielle et matérielle
permettra d’obtenir une adaptabilité inégalable. La vaste majorité des logiciels clé en main
requiérent des images optimales (luminosité, résolution, qualité) et stables (pas de gros
changement de l'intensité lumineuse ni de couleur), des exigences incompatibles avec les
méthodes d’observation employées. La combinaison appareil de mesure/logiciel d’analyse
d’'images actuelle est capable de produire des mesures de motilité équivalente aux solutions
existantes dans la littérature [27-31]. Notre systéme permet cependant une plus grande
parallélisation des échantillons grace a sa caméra mobile apte a scanner une plaque
multipuits. Il permet également de réaliser différents types d’observation a 'aide d’une seule
machine assistée par un logiciel unique, tandis que les systémes rencontrés dans la littérature
sont généralement hautement spécifiques [17] [20-23] [27-31][36] [64-65]. Ultérieurement, la
machine sera capable d’interagir avec les appareils de mesure et de culture pour réaliser des
observations de maniére autonome (préparation et analyse des échantillons).

Le systéme d’éclairage de la station de microscopie devrait cependant étre amélioré
pour permettre I'observation des microalgues sous une lumiére inactinique et ainsi éviter
d’'impacter le comportement des algues lors des observations de nage horizontale. Des LED
plus puissantes (3W au lieu des X w des SK6812 actuelles) pourraient également étre
ajoutées pour permettre d’étudier le comportement des algues soumises des flashs lumineux
de haute intensité (1000pE/m?2.s ou plus). L’appareillage de mesure du phototropisme devrait
également recevoir une LED plus puissante car son intensité maximale actuelle de 5S0uE/m?.s
ne s’est pas montrée capable d’induire un changement d’orientation chez E.gracilis. Le
systéme devrait par ailleurs permettre de changer la couleur de la lumiére actinique. Les
organismes étudiés sont en effet connus pour détecter et réagir aux lumiéres bleues ou rouges
[26] [39] [44] ou encore ultraviolette [28]. Une observation de leur comportement vis-a-vis
d’'une lumiére monochromatique permettrait de mieux étudier les phénoménes de
photoperception et de déterminer I'impact des conditions de cultures sur ces derniers.
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Le niveau de grossissement du microscope gagnerait a étre augmente pour permettre
une mesure plus précise des cellules. L'emploi d’un objectif de meilleure qualité (un objectif
de microscope au lieu de lentilles de caméra retournées) permettrait de limiter les aberrations
optiques et chromatiques. Cette amélioration pourrait étre réalisée sans pour autant
compromettre la taille de la machine. Il a en effet été démontré qu’il est possible a I'aide d’une
lentille achromatique (distance focale de 50 mm) de placer un objectif de microscope
directement contre un capteur photo sans avoir besoin d’un tube optique d’'une dizaine de
centimétres [57]. Une augmentation de la fréquence de capture des images (minimum 60
images par seconde) serait aussi souhaitable. Elle permettrait une mesure plus précise du
déplacement des cellules et éviterait que les algorithmes de mesure du flux optique ne soient
saturés par les algues rapides (de vitesse supérieure a 300pm/s). Une telle amélioration serait
facile a mettre en place car elle nécessiterait simplement de changer le modéle du capteur
d’'image. La modélisation et I'impression 3D d’un nouveau support caméra serait tout de méme
nécessaires.

Il est par ailleurs prévu de poursuivre le développement de cette machine et du logiciel
pour permettre I'étude de I'accumulation de cellules cultivées dans des plaques multipuits ou
des boites de Pétris : observation d’'une population plutét que des cellules individuelles.
L’étude de la dynamique de formation et dispersion d’agrégats cellulaires est également
envisagée. Certaines souches de C. reinhardtii présentent des capacités d’agrégation
phototactique (souche cc125) et il est par ailleurs supposé que la formation et dispersion
d’agrégats cellulaires serait un moyen employeé dans la nature pour optimiser I'exposition des
algues a la lumiére [44]. Des telles observations nécessiteront la mise en place de nouvelles
procédures d’analyse d'images employant d’autres types d'algorithmes (blob detector, shape
recognition, etc). L’ajout de capacités de machine learning (arbre de décision) est également
prévu pour permettre une reconnaissance des algues et de leur mode de nage ou encore pour
faciliter la segmentation des mesures (utile lorsque les algues au sein d’une population
présentent d'importantes différences de taille ou de vitesse).

Le travail réalisé lors de ce mémoire a permis de mettre en ceuvre différentes
observations intéressantes. Les analyses de référence étaient en accord avec celles qui sont
décrites dans la littérature, que ce soit au niveau de la taille ou de la vitesse de nage des
organismes. D’autres mesures plus singuliéres ont permis de mettre en évidence des
phénoménes remarquables. Nous avons ainsi pu observer une baisse de la matilité (vitesse
de nage et proportion d’algues motiles) de C. reinhardtii corrélée avec une augmentation de
l'intensité lumineuse de culture ainsi qu’un maintien de la photoperception méme aux fortes
intensités lumineuses. Bien gu’interconnectés [11][24][89] ces deux mécanismes présentent
des sensibilités et réactions différentes. Dans la nature, les algues doivent se protéger des
fortes intensités lumineuses pour éviter une photoinhibition. Chlamydomonas dispose de
plusieurs stratégies de photoprotection : la nage et le non phtotochemical quenching (NPQ)
[13]. Ces résultats préliminaires tendent a montrer que la nage ne serait pas le moyen
privilégié de photoprotection chez cet organisme. Des études conjointes de NPQ et de moatilité
seraient cependant nécessaires pour confirmer cette hypothése. En revanche, E. gracilis ne
bénéficie pas de ces mécanismes de NPQ [90]. Pour cet organisme, il a ainsi été supposé
que la nage (évitement de la lumiére) devait étre le moyen de photoprotection privilégié
puisqu’il n'est pas en mesure de dissiper efficacement le surplus d’énergie absorbée. Les
observations réalisées lors de ce travail tendent a confirmer cette hypothése car la proportion
d’algues motiles est restée stable méme aux lumiéres les plus intenses. Nous avons
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également découvert une augmentation notable de la vitesse de nage de certaines cellules
aprés une exposition a court terme a des lumiéres intenses. Des modifications
morphologiques (modification de la surface et élongation des cellules de cet organisme) ont
aussi pu étre observées.

Ces mesures préliminaires ne permettent pas de caractériser avec précision les
mécanismes d’acclimatation aux lumiéres intenses. Elles ne sont pas non plus suffisantes
pour affirmer que les comportements observés sont systématiquement rencontrés chez ces
organismes. Il aurait été intéressant de suivre les cultures sur une plus longue durée pour
étudier I'évolution de ces paramétres en fonction du temps. Les observations biologiques ont
cependant permis la validation des outils logiciels utilisés et ont ouvert une multitude de pistes
de recherches intéressantes. La réalisation d’'un plus grand nombre de réplicats, effectuée
dans des conditions plus variées, serait nécessaire pour mieux comprendre ces mécanismes.
L’intensité lumineuse est loin d’étre la seule composante ayant un effet sur la motilité des
algues. La qualité de la lumiére, la température, la composition du milieu (nutriments, gaz,
acidité, etc...) ou encore l'agitation jouent notamment un réle important. Ces différents
paramétres doivent donc également étre étudiés indépendamment pour caractériser
limportance de leurs effets. Les mesures de motilité devraient encore étre complétées avec
d’autres mesures physiologiques telles que la vitesse de croissance, la composition en
pigments, le rendement quantique de la photosynthése ou encore la mesure du NPQ.

Ces différentes améliorations et expériences sont envisagées dans un projet de thése
qui sera le prolongement de ce travail. Son objectif sera de caractériser de maniére unifiée
les mécanismes de photopercetpion et de photoprotection a I'aide de mesures combinées de
motilité et de NPQ. Des algues sauvages ou mutantes (a motilité ou photoréception altérées)
seront exposées a différentes conditions de culture. Il s’agira de tenter de comprendre
limplication individuelle de ces deux techniques de photoprotection mais également de
déterminer si I'altération de I'une est compensée par l'autre.

Pour conclure, ce mémoire aura non seulement permis de prouver qu’il était possible
de développer de nouveaux outils de mesure novateurs mais aussi que ces dispositifs étaient
en plus capables de produire des mesures significatives permettant d’envisager ce projet de
recherche avec optimisme.
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