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RESUME 
Caractérisation moléculaire et électrophysiologique du système nerveux intracardiaque 
murin. 

Le contrôle nerveux des fonctions cardiaques implique des structures nerveuses centrales 
et périphériques dont l’action coordonnée conduit à la modulation des paramètres cardiaques 
telles que la fréquence cardiaque, la force contractile ou encore la vitesse de conduction de 
l’influx électrique. Ces mécanismes de régulation font notamment intervenir un ensemble de 
neurones localisés au sein du tissu cardiaque et formant le système nerveux intracardiaque 
(SNIC). Initialement, ces neurones furent considérés comme de simples relais 
parasympathiques. Toutefois, les études menées depuis une trentaine d’années suggèrent 
une organisation plus complexe de ce système. Elles proposent notamment que le SNIC serait 
impliqué dans la mise en place de boucles de régulation locales et indépendantes grâce à la 
présence de neurones sensoriels, d’interneurones ainsi que de neurones moteurs. Cette 
organisation complexe a notamment conduit certains à proposer le concept de « petit cerveau 
cardiaque ». Malgré l’ensemble des études menées jusqu’ici, la nature exacte des différents 
neurones composant les ganglions cardiaques n’a toutefois pas encore été déterminée et cela 
apparait d’autant plus important au regard de l’éventuelle implication de ces neurones dans la 
survenue et l’entretien de certaines pathologies cardiaques telles que les arythmies. Les 
progrès réalisés en matière d’ingénierie génétique offrent désormais la possibilité de décrypter 
précisément le fonctionnement de ce réseau neuronal intracardiaque et d’étudier plus 
minutieusement son implication dans les mécanismes pathologiques.  

Ainsi, l’objectif de cette thèse a donc été d’améliorer notre compréhension du SNIC en 
étudiant la complexité des cellules qui le composent. 

Pour cela, nous nous sommes tout d’abord consacrés à la caractérisation moléculaire et 
fonctionnelle globale du SNIC de la souris. En effet, bien que ce modèle offre de nombreuses 
possibilités techniques pour investiguer le rôle et les propriétés des différents types de 
neurones cardiaques, très peu d’études avaient été conduites sur ce modèle jusqu’à présent. 
Nos résultats ont permis de déterminer que les ganglions cardiaques de cette espèce 
regroupent différents profils neurochimiques. De plus, l’étude de leurs propriétés 
électrophysiologiques nous a également conduit à identifier différents types de neurone 
caractérisés par des capacités de décharge ainsi que des potentiels d’action distincts.   

Dans un deuxième temps, nous nous sommes appuyés sur la technologie Cre-Lox pour 
nous focaliser sur l’étude d’une sous-catégorie précise de neurones cardiaques, identifiée par 
l’expression de la calbindine. Nous avons notamment montré que cette population présentait 
des propriétés morphologiques et électrophysiologiques distinctes des autres neurones 
cardiaques.    

Enfin, nous nous sommes également intéressés, au sein des ganglions cardiaques, aux 
cellules non neuronales exprimant le marqueur de pluripotence Sox2 et à leur capacité à initier 
des mécanismes de neurogenèse in vitro. Nos résultats suggèrent que ces cellules seraient 
capables de s’engager vers un phénotype neuronal en culture. 

Le SNIC murin semble donc présenter une complexité moléculaire et fonctionnelle similaire 
à celle retrouvée dans les autres espèces. L'identification de différentes classes de neurones 
et l'émergence de cellules potentiellement impliquées dans une neurogenèse au sein de ce 
système ouvre la voie à de futures études du rôle des différentes populations de neurones 
cardiaques dans la physiologie et de leur remodelage dans la physiopathologie cardiaque. 

Mots-clés : Système nerveux intracardiaque ; Ganglions cardiaques ; Neurones 
périphériques ; Phénotypes neurochimiques ; Electrophysiologie.



 

 

ABSTRACT 
Molecular and electrophysiological characterization of the mouse intracardiac nervous 
system. 

The neural control of the heart involves central and peripheral neurons that act 
interdependently to modulate cardiac parameters such as heart rate, contractility or conduction 
velocity. As part of this cardiac neuronal regulation, the intrinsic cardiac nervous system 
(ICNS), which refers to clusters of neurons located within the cardiac tissue, is receiving 
increasing attention. Indeed, whereas intracardiac neurons were initially considered as simple 
parasympathetic postganglionic neurons, studies conducted over the past thirty years have 
suggested a more complex organization, including sensory, local regulatory, and motor 
neurons within intracardiac ganglia, allowing the initiation of local and independent regulatory 
pathways. This putative complex organization has led to the concept of “little brain on the 
heart”. Despite the numerous studies that have been conducted, the exact role played by the 
different cardiac neurons is not understood yet and this is of particular importance since they 
have been implicated in the initiation and maintenance of cardiac diseases such as 
arrhythmias. Recent advances in genetic engineering have opened new opportunities to 
improve our understanding of this intracardiac neural network and to better apprehend its 
involvement in cardiac diseases.  

Therefore, the objective of this thesis was to improve our knowledge about the ICNS 
by studying the complexity of its organization.   

To this aim, we first characterized the molecular and functional properties of the mouse 
ICNS. In fact, despite that this model represent a powerful tool to investigate the role and the 
properties of the different type of cardiac neurons, very little information was known about the 
ICNS of this species. Our results indicate that, within this species, cardiac ganglia are 
composed of different neurochemical profiles. Moreover, the examination of their 
eletrophysiological properties have also conducted to the identification of different types of 
neurons displaying different firing capacities and different action potentials characteristics.  

Secondly, we took advantage of the Cre-Lox system to specifically study a subtype of 
cardiac neuron, characterized by the expression of calbindin. Especially, we showed that this 
population display distinct morphological and electrophysiological properties compared to 
other cardiac neurons.  

Finally, within these cardiac ganglia, we also identifed a population of non-neural cells 
that express the pluripotency marker Sox2 and we investigated their ability to initiate 
neurogenesis in vitro. Our results suggest that these cells would be able to produce new 
neurons in culture. 

In conclusion, the mouse ICNS seem to have a molecular and functional complexity 
similar to other species. The identification of different groups of neurons and the presence of 
putative mechanism of peripheral neurogenesis within cardiac ganglia open new avenues of 
investigation regarding the role played by this different type of neurons and their remodeling in 
pathological states.  

Keywords: Intracardiac nervous system ; Cardiac ganglia ; Peripheral neurons ; 
Neurochemical phenotypes ; Electrophysiology.  
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Introduction 

Chapitre 1.  Régulation nerveuse des 

fonctions cardiaques : le système nerveux 

cardiaque extrinsèque 

Le système nerveux constitue un centre de régulation et de communication entre les 

différents organes de l’organisme. Il assure la perception de l’environnement extérieur ainsi 

que du milieu interne, le traitement et l’intégration des informations sensorielles ainsi que la 

mise en place de réponses adaptées aux signaux perçus. On distingue un système nerveux 

central, composé de l’encéphale et de la moelle épinière, et un système nerveux périphérique. 

Les signaux transitant de la périphérie vers le système nerveux central constituent la voie 

sensitive (afférente) tandis que les signaux transitant de la région centrale vers la périphérie 

forment la composante motrice (efférente) du système nerveux. Enfin, le système nerveux 

périphérique est lui-même composé du système nerveux somatique, impliqué dans la 

commande volontaire des muscles squelettiques, et du système nerveux autonome, impliqué 

dans la régulation des processus physiologiques involontaires. La régulation des fonctions 

cardiaques échappant à tout contrôle volontaire, seule la composante autonome du système 

nerveux périphérique sera abordée dans ce chapitre. 

[1]. Description anatomique 

Malgré le caractère autonome des battements du cœur, les fonctions cardiaques sont en 

permanence régulées par le système nerveux, notamment au travers des branches 

sympathiques et parasympathiques du système nerveux autonome, permettant ainsi de 

répondre subtilement aux besoins de l’organisme.  

Le contrôle nerveux des fonctions cardiaques s’organise sur trois niveaux :  

(1) Un niveau central : ce niveau regroupe notamment les corps cellulaires des neurones pré-

ganglionnaires localisés dans la moelle épinière et le tronc cérébral, les centres 

cardiovasculaires du bulbe rachidien, les noyaux hypothalamiques ainsi que d’autres centres 

supérieurs qui participent à la modulation du système nerveux autonome.    
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(2)  Un niveau périphérique extracardiaque : il correspond à l’ensemble des ganglions 

autonomes et sensitifs. 

(3) Un niveau périphérique intracardiaque correspondant à l’ensemble des neurones présents 

au sein du tissu cardiaque et formant le système nerveux intracardiaque (SNIC). 

Ce contrôle est assuré par la mise en place de boucles de régulation au sein desquelles 

interviennent des neurones sensoriels (afférences sensorielles), des interneurones, ainsi que 

des neurones moteurs (efférents).  

(i) Les afférences cardiaques sensorielles 

La perception de l’environnement cardiaque est assurée par les terminaisons nerveuses 

sensorielles innervant le cœur. Ces afférences permettent principalement de renseigner des 

modifications chimiques et mécaniques de l’environnement cardiaque et de conduire à la mise 

en place de boucles réflexes de régulation au sein du système nerveux central mais également 

en périphérie (Armour and Ardell, 2004). Les corps cellulaires associés à ces terminaisons 

sensorielles sont retrouvés dans les ganglions rachidiens (DRG), les ganglions inférieurs du 

nerf vague, certains ganglions extracardiaques de la chaine sympathique ainsi que dans le 

SNIC (Armour and Ardell, 2004).  

a) Les neurones sensoriels des ganglions rachidiens (DRG) 

La grande majorité des corps cellulaires des neurones sensoriels sont retrouvés dans des 

structures spécialisées localisées à proximité de la moelle épinière et appelées ganglions 

rachidiens ou DRG. Les neurones des DRG sont des cellules pseudo-unipolaires, comportant 

un prolongement périphérique innervant les tissus cibles et un prolongement central 

rejoignant, par l’intermédiaire de la racine dorsale, la corne dorsale de la moelle épinière.  

Les DRG impliqués dans l’innervation cardiaque sont localisés dans les segments 

supérieurs de la moelle épinière, notamment entre les segments C6 et T6, et ce de manière 

bilatérale (Vance and Bowker, 1983; Hopkins and Armour, 1989) (figure 1). Ces neurones 

sont capables de percevoir des stimuli mécaniques et chimiques et la plupart d’entre eux sont 

capables de percevoir les deux types de stimuli (nature polymodale) (Armour and Ardell, 

2004). Les informations sensorielles véhiculées par les neurones des DRG sont ensuite 

transmises à des neurones afférents de second ordre qui véhiculent l’information vers des 

centres intégrateurs localisés dans le tronc cérébral, notamment au niveau du noyau du tractus 

solitaire, premier relai central des afférences cardiovasculaires. Ce noyau est notamment 

connecté au noyau ambigu, où sont présents les neurones parasympathiques pré-
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ganglionnaires, et à la région rostroventrolatérale du bulbe, connectée aux neurones pré-

ganglionnaires sympathiques (Bestel et al., 2000). 

Parmi les stimuli chimiques capables d’activer les neurites cardiaques sensoriels associés 

aux neurones des DRG, on retrouve l’adénosine, l’adénosine triphosphate (ATP), la substance 

P, la bradykinine (BK) ou encore l’acidité (Baker et al., 1980; Huang et al., 1995, 1996; Benson 

et al., 1999). C’est ainsi que ces neurones détectent l’ischémie myocardique et participent à 

la genèse des signaux douloureux associés à l’infarctus du myocarde. 

b) Les neurones sensoriels des ganglions inférieurs du nerf 

vague 

Les ganglions inférieurs du nerf vague regroupent les corps cellulaires associés aux 

afférences cardiaques transitant par le nerf vague (figure 1). On y retrouve également les 

corps cellulaires associés aux barorécepteurs présents dans les sinus carotidiens et la crosse 

aortique et impliqués dans la mise en place du baroréflexe (Hopkins and Armour, 1989). 

L’ensemble de ces neurones sensoriels projettent au niveau central sur différents noyaux 

parmi lesquels, le noyau du tractus solitaire, centre intégrateur des fonctions 

cardiovasculaires, qui influera en retour sur les efférences autonomes (Mifflin et al., 1988). De 

manière générale, il est souvent admis qu’une augmentation de l’activité des afférences 

cardiaques vagales est associée à une stimulation des efférences parasympathiques 

cardiaques (Fallen, 2005). Tout comme les neurones des DRG, ces neurites sensoriels sont 

capables de percevoir les manifestations mécaniques et chimiques de l’environnement 

cardiaque (Armour et al., 1994; Thompson et al., 2000b, 2002). Ils sont notamment capables 

de percevoir une multitude de stimuli chimiques parmi lesquels des composés purinergiques 

(adénosine), des peptides (BK, angiotensine II, calcitonin gene-related peptide (CGRP),  

substance P), des catécholamines ou encore l’acidité et le peroxyde d’hydrogène (Thompson 

et al., 2000b). En cas d’ischémie myocardique ventriculaire, il a été démontré que l’activité de 

ces neurones était augmentée et que cette sensibilité à l’ischémie était largement dépendante 

des récepteurs purinergiques (Thompson et al., 2002).  

c) Autres afférences sensorielles intra-thoraciques extra-

cardiaques 

 Plusieurs études suggèrent l’existence de boucles de régulation thoraciques complètement 

indépendantes du système nerveux central. Ces réflexes périphériques mettraient en jeu des 

neurones sensoriels localisés dans les ganglions cervicaux et stellaires de la chaîne 

sympathique. Cette hypothèse découle essentiellement du constat que la stimulation des 

afférences cardiaques conduit toujours à la modulation des efférences sympathiques et ce 
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même après décentralisation des ganglions de la chaine sympathique (Armour, 1983; Bosnjak 

and Kampine, 1989). Le nombre d’études suggérant l’existence de neurones sensoriels au 

sein des ganglions autonomes est toutefois très limité et on ne peut exclure que ces résultats 

découlent en réalité d’une décentralisation incomplète des ganglions autonomes.  

Les principales afférences cardiaques sont représentées sur la figure 1.  

 

Figure 1 : Les afférences cardiaques sensorielles. Les corps cellulaires des fibres 
sensorielles innervant le cœur sont principalement retrouvés au sein des DRG et des 
ganglions inférieurs du nerf vague. NTS : noyau du tractus solitaire  (modifié d’après (Sexton 
et al., 2007)) 

(ii) Les efférences cardiaques 

Le contrôle nerveux des fonctions cardiaques est assuré de manière involontaire par les 

deux subdivisions sympathiques et parasympathiques du système nerveux autonome. Les 

efférences motrices autonomes sont composées d’un neurone pré-ganglionnaire, dont le 
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corps cellulaire est localisé dans le système nerveux central, et d’un neurone post-

ganglionnaire, localisé en périphérie et innervant directement l’organe cible.  

Au sein de ce système nerveux autonome on distingue une subdivision sympathique, 

principalement impliquée dans la mise en place des réactions face aux situations de dangers, 

de stress et de fuite, et une subdivision parasympathique essentiellement impliquée dans le 

contrôle des fonctions physiologiques au repos. 

Au-delà de leur rôle physiologique, ces deux subdivisions se distinguent également par :  

(1)  La localisation du corps cellulaire des neurones pré-ganglionnaires (moelle thoraco-

lombaire pour le système sympathique ; tronc cérébral et moelle sacrée pour le système 

parasympathique), 

(2) La longueur des axones pré et post ganglionnaires : axones pré-ganglionnaires court et 

post-ganglionnaires long pour le système sympathique et inversement au sein du système 

parasympathique, 

(3) La nature du neurotransmetteur libéré par le neurone post-ganglionnaire : noradrénaline 

pour le système sympathique et acétylcholine pour le système parasympathique. 

Bien que l’ensemble du tissu cardiaque soit innervé par les fibres du système nerveux 

autonome, cette innervation est particulièrement dense au niveau du nœud sinusal, du nœud 

auriculoventriculaire ainsi que des tissus conducteurs. De même, les oreillettes présentent une 

innervation beaucoup plus importante que les ventricules (Zandstra et al., 2021). 

a) Les efférences cardiaques sympathiques 

Chez les mammifère, les fibres sympathiques innervant le cœur prennent leurs origines 

dans la moelle épinière, principalement entre le premier et le cinquième segment thoracique 

(T1 à T5), bien que certaines études suggèrent une localisation pouvant s’étendre des 

segments C8 à T7 (Coote and Chauhan, 2016; Wink et al., 2020). L’axone de ces neurones 

pré-ganglionnaires, dont le corps cellulaire est situé dans la corne latérale de la moelle 

épinière, transite par la racine ventrale de cette dernière et vient établir un contact synaptique 

avec les neurones post-ganglionnaires au sein des ganglions de la chaine sympathique. Ici, 

ce sont principalement les corps cellulaires situés dans les ganglions cervicaux moyens ainsi 

que dans les ganglions stellaires qui participent à l’innervation du cœur (Hopkins and Armour, 

1984; Ardell and Armour, 2016). Dans une moindre mesure, les ganglions cervicaux 

supérieurs ont également été décrits comme participant à l’innervation cardiaque (Hopkins and 

Armour, 1984) (figure 2). Enfin, une partie des neurones post-ganglionnaires sympathiques 

seraient également présents au sein des ganglions intracardiaques (Butler et al., 1990; Ardell 
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and Armour, 2016). Cette innervation sympathique concerne l’ensemble des compartiments 

cardiaques et du réseau vasculaire coronaire. 

b) Les efférences cardiaques parasympathiques 

 Les neurones pré-ganglionnaires parasympathiques sont localisés au sein du tronc 

cérébral. Ils sont principalement retrouvés au sein des noyaux ambigus et des noyaux dorsaux 

moteurs du nerf vague ainsi que dans la zone intermédiaire entre ces deux noyaux (McAllen 

and Spyer, 1976; Geis and Wurster, 1980; Hopkins and Armour, 1982, 1998) (figure 2). 

L’axone de ces neurones transite par l’intermédiaire du nerf vague jusqu’au cœur, où il établit 

une synapse avec les neurones post-ganglionnaires présents au sein des ganglions 

intracardiaques. Il a longtemps été considéré que l’innervation parasympathique cardiaque 

était restreinte à la région auriculaire et en particulier au tissu nodal. Toutefois, les études 

anatomiques et fonctionnelles permettent maintenant d’admettre que les ventricules reçoivent 

également une innervation de la part des efférences parasympathiques (Coote, 2013). 

La figure 2 schématise l’ensemble des voies efférentes autonomes innervant le tissu 

cardiaque. 
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Figure 2 : Efférences sympathiques et parasympathiques cardiaques. modifié d’après 
(Zandstra et al., 2021).  

(iii) Origine embryonnaire de l’innervation cardiaque  

Au cours du développement, la mise en place de l’innervation cardiaque se fait 

parallèlement au développement du système cardiovasculaire. Ces deux systèmes ne 

possèdent pas la même origine embryonnaire, le système nerveux autonome possédant une 

origine neuroectodermique et le tissu cardiaque se développant à partir de structures 



Introduction 
 

15 
 

mésodermiques. Chez la souris, l’innervation du cœur commence à se mettre en place à partir 

du jour embryonnaire E10.5 ce qui correspond sensiblement à la 5ème semaine de 

développement chez l’humain (Fedele and Brand, 2020).  

L’innervation cardiaque (extrinsèque et intrinsèque) se met en place à partir des cellules de 

la crête neurale (CCN). Initialement localisées à proximité du tube neural, ces cellules 

s’individualisent progressivement au cours du développement et migrent depuis le tube neural 

vers de multiples régions de l’embryon. Une fois le processus de migration entrepris, ces 

cellules multipotentes entament un processus de différenciation leurs permettant de former 

des cellules matures. Le devenir des CCN est notamment dépendant de leur localisation au 

sein de la crête neurale (figure 3). Les neurones parasympathiques sont issus de CCN 

vagales tandis que les ganglions sympathiques et les DRG sont issus de CCN du tronc.  

 

Figure 3 : L'innervation cardiaque se met en place à partir des cellules de la crête 
neurale. (A) Les différentes régions de la crête neurale (CN) (B) Représentation schématique 
de la migration des cellules de la crête neurale (CCN) depuis le tube neural vers le cœur en 
développement. Modifié d’après Fedele et Brand 2020. 

La mise en place de l’innervation cardiaque autonome comporte quatre principales phases : 

(1) migration des CCN en direction de l’aorte dorsale, (2) différenciation neuronale, (3) 

formation des ganglions extra et intracardiaques par agrégation et migration des précurseurs 

neuronaux et (4) extension et différenciation des projections axonales (Hasan, 2013). Des 

facteurs neurotrophiques interviennent dans chacune de ces étapes, guidant la migration des 

CCN, engageant les cellules dans un lignage particulier, participant à la survie des neurones 

et de leurs progéniteurs ou encore guidant la croissance axonale. On pourra par exemple citer 

le NGF (Nerve Growth Factor), facteur participant à la survie et au guidage axonal des 
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neurones sympathiques (Végh et al., 2016). Les facteurs impliqués dans la mise en place de 

l’innervation cardiaque sont beaucoup plus documentés pour le système sympathique que le 

système parasympathique. Ces informations ne seront toutefois pas détaillées dans ce 

manuscrit car elles sont trop éloignées des objectifs scientifiques de notre étude.  

Bien que la séquence d’évènements conduisant à la mise en place de l’innervation 

cardiaque autonome ne soit pas précisément connue, l’innervation parasympathique semble 

être la première à être mise en place. Les voies parasympathiques ainsi formées serviraient 

ensuite de guide pour la mise en place de l’innervation sympathique (Végh et al., 2016).  

[2]. Régulations physiologiques des fonctions 

cardiaques 

La modulation des fonctions cardiaques par le système nerveux autonome découle de 

l’action combinée des principaux neurotransmetteurs et neuropeptides libérés par les 

terminaisons nerveuses innervant le tissu cardiaque. 

(i) La fonction cardiaque et sa régulation par les RCPG 

Le cœur est un organe musculaire dont les battements assurent la propulsion du sang dans 

l’ensemble du réseau vasculaire. On peut ainsi assimiler le cœur à une « pompe » assurant 

l’approvisionnement des cellules en nutriments et en oxygène et acheminant les déchets 

métaboliques vers l’extérieur de l’organisme. D’un point de vue anatomique, le cœur est 

composé de quatre cavités spécialisées dans la collecte (oreillettes) et l’éjection du sang 

(ventricules) (figure 4).  

Contrairement aux muscles squelettiques, le tissu cardiaque regroupe un ensemble de 

cellules spécialisées lui permettant de fonctionner de manière autonome, indépendamment du 

système nerveux. Le fonctionnement cardiaque repose ainsi sur l’existence de : 

(1)  cellules capables d’initier une activité électrique spontanée (cellules pacemaker ou 

cellules nodales), 

(2) cellules spécialisées dans la propagation de l’influx électrique au sein du tissu 

cardiaque (cellules conductrices), 

(3) cellules musculaires qui se contractent en réponse à la stimulation électrique (cellules 

contractiles).  

L’automatisme cardiaque prend son origine au sein de l’oreillette droite, dans une structure 

spécialisée appelée nœud sinusal. Les cellules du nœud sinusal, présentent une activité 
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électrique spontanée se traduisant par des dépolarisations membranaires appelées 

dépolarisations diastoliques (DD). Cette DD conduit à la genèse de potentiels d’action qui, en 

se propageant, assurent in fine la contraction des cardiomyocytes. Le nœud sinusal, et plus 

particulièrement la vitesse de leur DD conditionne ainsi la fréquence cardiaque, une 

augmentation de la pente de DD se traduisant par une augmentation de la fréquence 

cardiaque. Une fois généré, l’influx électrique se propage à l’ensemble des oreillettes puis 

transite vers le nœud auriculo-ventriculaire, voie de passage unique de l’influx électrique du 

compartiment auriculaire vers le compartiment ventriculaire. L’influx électrique se propage 

ensuite à l’ensemble des ventricules par l’intermédiaire des tissus conducteurs (faisceau de 

His et réseau de Purkinje) qui assurent une conduction tissulaire rapide de l’influx électrique. 

Cet influx électrique constitue le signal déclencheur de la contraction musculaire ; sa 

propagation permet donc de stimuler les cardiomyocytes et de conduire à la contraction 

successive des différents compartiments cardiaques (figure 4). 

 

Figure 4 : Initiation et propagation de l‘influx électrique cardiaque. Les contractions 
cardiaques sont déclenchées par une onde électrique parcourant le cœur. Cette activité 
électrique est générée par les cellules du nœud sinusal situé dans l’oreillette droite. Cette onde 
se propage ensuite à l’ensemble des oreillettes puis vers les ventricules par l’intermédiaire du 
nœud auriculo-ventriculaire. Au niveau ventriculaire, le faisceau de His et le réseau de Purkinje 
forment un tissu spécialisé dans la conduction de l’influx électrique. La propagation de cette 
onde permet de conduire à la contraction successive des oreillettes et des ventricules. NS : 
nœud sinusal ; NAV : nœud auriculoventriculaire. Schéma modifié d’après quizlet.com. 

L’innervation autonome intervient quant à elle dans la régulation du fonctionnement 

cardiaque afin d’ajuster le travail cardiaque aux besoins réels de l’organisme.  L’ensemble du 
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tissu cardiaque est concerné par ces régulations bien que celles-ci s’exercent principalement 

sur le nœud sinusal, le nœud auriculoventriculaire ainsi que les tissus conducteurs. Le 

système nerveux autonome est ainsi capable de réguler la fréquence cardiaque (effet 

chronotrope), la vitesse de conduction (effet dromotrope), l’excitabilité (effet bathmotrope) 

mais également de jouer sur la force de contraction (effet inotrope) ainsi que l’aptitude du 

muscle à se relaxer (effet lusitrope).  

Ces paramètres sont principalement régulés par l’intermédiaire de récepteurs à sept 

domaines transmembranaires couplés à des protéines G (RCPG). Une fois activées, ces 

protéines G initient des voies de signalisation intracellulaire en interagissant avec des 

effecteurs tels que des enzymes ou des canaux ioniques. Les voies de signalisation 

déclenchées par ces récepteurs dépendent de la nature de la protéine G avec laquelle ils sont 

couplés. On distingue ainsi les protéines Gq capable d’activer la voie de la phospholipase C 

(PLC), les protéines Gs capable de stimuler l’activité de l’adénylate cyclase et les protéines Gi 

impliquées dans l’inhibition de l’adénylate cyclase. La mise en jeu de ces cascades de 

signalisation dans les différentes cellules spécialisées du cœur conduit à la régulation de 

nombreuses cibles moléculaires et ainsi à la modulation des propriétés cardiaques.  

(ii) Voies de signalisation associées à l’innervation sympathique  

Les actions du système nerveux sympathique sont principalement médiées par l’activation 

des récepteurs adrénergiques suite à la libération de noradrénaline par les terminaisons 

nerveuses sympathiques. Les récepteurs adrénergiques appartiennent à la famille des RCPG 

et se distinguent en deux grandes classes : les récepteurs α (1 et 2) et les récepteurs β (1 à 

3). Les récepteurs α1 sont couplés à une protéine Gq tandis que les récepteurs α2 régulent 

négativement l’adénylate cyclase par l’intermédiaire d’une protéine Gi. Les récepteurs β1 et 

β2 sont couplés à une protéine Gs alors que les récepteurs β3 peuvent aussi bien être couplés 

à une protéine Gi qu’à une protéine Gs (Motiejunaite et al., 2021). 

Il a longtemps été admis que les influences cardiaques sympathiques découlaient 

principalement de l’activation des récepteurs β1 (qui représenteraient 80 % des récepteurs β-

adrénergiques cardiaques) et dans une moindre mesure des récepteurs β2. Toutefois, en 

2018, les travaux de Myagmar et collaborateurs (2017) proposent les récepteurs β1 et α1 

comme les principaux récepteurs exprimés par le tissu cardiaque. En effet, leurs résultats 

indiquent la présence des récepteurs β1 et α1B dans l’ensemble des cardiomyocytes 

ventriculaires et des récepteurs α1A dans près de 60 % de ces cardiomyocytes. Les 

récepteurs β2 et β3 seraient quant à eux principalement retrouvés dans les cellules non 

musculaires telles que les cellules endothéliales (Myagmar et al., 2017). Bien que certaines 
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études suggèrent que les récepteurs α-adrénergiques joueraient un rôle dans la modulation 

de la fonction contractile cardiaque (O’Connell et al., 2014), la voie β-adrénergique reste la 

voie principale impliquée dans la régulation sympathique des fonctions cardiaques.   

L’activation de la voie β-adrénergique conduit à la stimulation de l’adénylate cyclase et à la 

production d’adénosine monophosphate cyclique (AMPc) à partir d’ATP. Cette augmentation 

de la concentration cytosolique en AMPc se traduit enfin par l’activation de la protéine kinase 

AMPc dépendante (PKA) qui phosphoryle de multiples protéines cibles (canaux ioniques, 

phospholamban, protéines constitutives des sarcomères…). L’activation de cette cascade de 

signalisation dans les différentes cellules spécialisées du cœur se traduit par une 

augmentation de la fréquence cardiaque (effet chronotrope positif), une augmentation de la 

vitesse de conduction de l’influx électrique (effet dromotrope positif), une augmentation de 

l’excitabilité cellulaire (effet bathmotrope), une augmentation de la force de contraction 

musculaire (effet inotrope positif) ainsi qu’une augmentation des capacités de relaxation 

musculaire (effet lusitrope positif) (Motiejunaite et al., 2021) (figure 5). L’ensemble de ces 

effets conduit à une augmentation du débit cardiaque par augmentation du volume d’éjection 

systolique et de la fréquence cardiaque. De cette manière, l’activation du système nerveux 

sympathique permet de répondre aux besoins accrus de l’organisme dans les réactions de 

stress et de fuite.  

Mis à part la noradrénaline, les terminaisons sympathiques sont également capables de 

libérer des co-transmetteurs tels que l’ATP, le neuropeptide Y (NPY) et la galanine (Tan et al., 

2018). La libération de ces co-transmetteurs est dépendante du niveau de stimulation 

neuronale et intervient généralement dans des conditions de forte stimulation sympathique, le 

plus souvent retrouvée en situation pathologique. Dans le contexte cardiaque, la libération de 

NPY et de galanine conduirait principalement à des actions  pré-synaptiques inhibitrices sur 

les terminaisons parasympathiques se traduisant par une diminution des libérations 

d’acétylcholine, via l’activation des récepteurs Y2 et GalR1, respectivement (Herring et al., 

2008, 2012) (figure 5). Le NPY pourrait également intervenir au niveau post-synaptique, où il 

modulerait l’activité de certains canaux ioniques exprimés par les cardiomyocytes (Bryant and 

Hart, 1996; Heredia et al., 2002). Les effets médiés par l’activation de ces récepteurs découlent 

principalement de l’inhibition de la voie de l’adénylate cyclase mais impliqueraient aussi des 

mécanismes PKC-dépendants, ce qui suggère que ces RCPG pourraient à la fois être couplés 

à une protéine Gi et à une protéine Gq (Heredia et al., 2002; Herring et al., 2012) (figure 5).  
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(iii) Voies de signalisation associées à l’innervation 
parasympathique 

Au repos, le cœur est principalement sous influence parasympathique, on parle ainsi de 

tonus vagal. La neuro-modulation vagale des fonctions cardiaques découle de l’activation des 

récepteurs muscariniques par l’acétylcholine libérée par les terminaisons nerveuses 

parasympathiques. Parmi les 5 sous-types de récepteurs muscariniques identifiés (M1 à M5), 

les influences parasympathiques cardiaques sont principalement médiées par l’activation des 

récepteurs M2 (Harvey and Belevych, 2003). Contrairement à la voie β-adrénergique, 

l’activation des récepteurs M2 se traduit par une inhibition de la voie de l’adénylate cyclase et 

par conséquent une diminution des concentrations en AMPc et des phosphorylations PKA-

dépendantes. Ainsi, la voie parasympathique est associée à des effets chronotropes, 

dromotropes, bathmotropes, inotropes et lusitropes négatifs (Ten Eick et al., 1976; Martin, 

1977; Irisawa et al., 1993) (figure 5). Bien que les influences parasympathiques concernent 

l’ensemble du tissu cardiaque, le nœud sinusal et le nœud auriculoventriculaire constituent les 

deux principales régions modulées par ce système. Ceci s’explique notamment par 

l’importante densité de l’innervation parasympathique ainsi que la forte expression des 

récepteurs muscariniques dans ces deux régions cardiaques (Löffelholz and Pappano, 1985; 

Zandstra et al., 2021).  

De manière indirecte, l’acétylcholine peut également agir en inhibant la libération de 

noradrénaline par les terminaisons nerveuses sympathiques. Ces effets présynaptiques 

passeraient également par l’activation des récepteurs M2 (Haunstetter et al., 1994; Harvey, 

2012) (figure 5).  

En plus de l’acétylcholine, les terminaisons parasympathiques sont également capables de 

libérer le peptide vasoactif intestinal (VIP). Les fibres cholinergiques co-exprimant ce 

neuropeptide seraient particulièrement présentes au niveau du nœud sinusal, du nœud 

auriculoventriculaire ainsi que des fibres de Purkinje (Forssmann et al., 1988). Plusieurs 

études ont démontré que les cardiomyocytes étaient capables d’exprimer les récepteurs du 

VIP et que leur activation conduisait à des effets chronotropes et inotropes positifs médiés par 

l’activation de la voie de l’adénylate cyclase (Rigel et al., 1989; Chang et al., 1994; Tiaho and 

Nerbonne, 1996; Xi et al., 2013).  

La figure 5 ci-dessous récapitule les différentes voies de transduction associées à la 

modulation des fonctions cardiaques. 
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Figure 5 : Voies de transduction associées à la neuro-modulation des fonctions 
cardiaques. Les terminaisons nerveuses parasympathiques sont capables de libérer de 
l’acétylcholine et du VIP tandis que les terminaisons sympathiques libèrent de la noradrénaline 
du NPY et de la galanine. Au niveau cardiaque, ces substances agissent par l’intermédiaire 
de RCPG principalement impliqués dans la régulation de l’activité de l’adénylate cyclase. Au-
delà de leurs actions post-synaptiques, les substances libérées peuvent également agir au 
niveau présynaptique. Ainsi le système parasympathique est capable d’inhiber les libérations 
sympathiques via l’activation de récepteurs muscariniques tandis que le système sympathique 
inhibe les libérations parasympathiques via l’activation des récepteurs de la galanine et du 
NPY.  Gal : galanine ; NPY : neuropeptide Y ; Ach : acétylcholine ; NA : noradrénaline ; VIP : 
peptide vasoactif intestinal ; GalR1 : récepteur 1 de la galanine ; YR2 : récepteur 2 du NPY ; 
M2R : récepteur muscarinique de type 2 ; βAR : récepteur β-adrénergique ; VPAC : récepteur 
du VIP.  

La régulation physiologique des fonctions cardiaques repose sur un juste équilibre entre les 

systèmes sympathique et parasympathique. Toutefois, ces influences autonomes 

extrinsèques sont ultimement conditionnées par les réseaux neuronaux intracardiaques qui 

constituent la voie finale régissant la modulation des fonctions cardiaques. Le chapitre 2 est 

ainsi dédié à la description de ce SNIC.  
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Chapitre 2 : Régulation nerveuse intrinsèque 
des fonctions cardiaques : le système nerveux 
intracardiaque  

Le SNIC correspond à l’ensemble des neurones localisés au sein du tissu cardiaque. De 

manière similaire à ce qui est retrouvé au niveau entérique, ces neurones sont regroupés sous 

la forme d’agrégats appelés ganglions. Ces ganglions sont eux-mêmes concentrés dans 

certaines régions définissant des zones appelées plexus ganglionnaires.  

Initialement, ces neurones cardiaques étaient considérés comme n’étant que les relais 

parasympathiques du système nerveux autonome. Toutefois, les études menées depuis une 

trentaine d’années dans le domaine de la neuro-cardiologie suggèrent une organisation 

beaucoup plus complexe de ces structures ganglionnaires intracardiaques. Ainsi, ces 

ganglions seraient composés de neurones sensoriels, d’interneurones ainsi que de neurones 

moteurs constituant un véritable centre d’intégration participant à la modulation des influences 

autonomes extrinsèques mais également à la mise en place de boucles de régulation 

intracardiaques indépendantes des centres nerveux extrinsèques (Armour et al., 1998; 

Armour, 2008).  

[1]. Description anatomique 

L’étude anatomique du SNIC a été largement réalisée depuis la fin des années 1990 chez 

de nombreuses espèces de mammifères parmi lesquelles l’homme, le porc, le mouton, le lapin, 

le chat, le chien ainsi que les rongeurs (Wake et Brack 2016).  

Chez l’humain, le SNIC serait composé de plusieurs dizaines de milliers de neurones 

(43 000 à 94 000) organisés en plusieurs centaines de ganglions (700 à 1500) répartis sur 7 

principales zones ganglionnaires (plexus ganglionnaires). La majorité de ces ganglions sont 

localisés au niveau auriculaire bien que certains soient également retrouvés sur la partie 

supérieure des ventricules. Enfin la grande majorité de ces ganglions (75 %) présentent une 

localisation dorsale (Pauza et al., 2000) (figure 6). Le volume de ces ganglions varie 

considérablement en fonction du ganglion étudié, chacun pouvant contenir quelques dizaines 

à plusieurs centaines de neurones.  
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Figure 6 : Schéma représentant la localisation des ganglions cardiaques chez l’homme. 
Observation de la localisation des ganglions sur le cœur humain en vue supérieure (A) et 
postérieure (B).  Les ganglions sont schématiquement représentés par les points noirs. AP : 
artère pulmonaire ; VCS : veine cave supérieure ; VCI : veine cave inférieure ; VG : ventricule 
gauche ; VD : ventricule droit (modifié d’après (Armour et al., 1997)) 

Bien qu’il existe une importante variabilité inter-espèces (tableau 1), ces neurones 

cardiaques sont toujours retrouvés au niveau épicardique et semblent principalement localisés 

à la base du cœur, notamment à proximité de certains vaisseaux cardiaques parmi lesquels 

l’aorte, les veines caves et les veines pulmonaires (VP). La présence de ganglions dans les 

régions ventriculaires semble en revanche beaucoup moins systématique et concerne 

principalement les gros mammifères (humain, chien, chat, mouton…). Lorsqu’ils sont présents, 

ces ganglions sont toujours localisés dans les régions supérieures des ventricules, l’apex étant 

dénué de toute zone ganglionnaire (Wake et Brack 2016). Indépendamment de l’espèce 

étudiée, ces ganglions apparaissent toujours largement interconnectés par des réseaux 

denses de fibres nerveuses (figure 7).  

  



Introduction 
 

24 
 

Espèce 
Nombre moyen de neurones 

cardiaques 
Nombre moyen de ganglions 

cardiaques 

Souris 1082 ± 160 19 ± 3 

Rat 6576 ± 317 - 

Cobaye 2321 ± 215 262 ± 28 

Lapin 2200 ± 262 - 

Chien ~80 000 ~2 000 

Mouton ~17 000 769 ± 52 

Porc ~12 000 362 ± 52 

Humain 43 000 à 94 000 836 ± 76 

Tableau 1 : Nombre moyen de neurones et de ganglions cardiaques dans différentes 
espèces de mammifères (modifié d’après Wake et Brack 2016). 

 

Figure 7 : Images représentant la morphologie typique des ganglions intracardiaques 
et de leurs interconnexions. Les neurones ainsi que les fibres nerveuses associées sont 
visualisés grâce à un protocole d’histochimie marquant l’acétylcholinesterase. (a) un exemple 
typique de nerf cardiaque est indiqué par la pointe de flèche noir. Les deux pointes de flèches 
blanches montrent deux ganglions. (b et c) les flèches blanches pointent des neurones 
cardiaques tandis que les flèches noires indiquent des fibres interganglionnaires. Les pointillés 
délimitent le hile cardiaque. VCSD : veine cave supérieure droite ; OG : oreillette gauche ; Ao : 
aorte (modifié d’après Rysevaite et al. 2011a). 

Parmi les espèces étudiées, la souris semble présenter l’innervation intrinsèque la moins 

dense avec, en moyenne, environ 1000 neurones intracardiaques répartis sur une vingtaine 

de ganglions (Rysevaite et al., 2011a, 2011b). Dans cette espèce, les ganglions apparaissent 

principalement localisés au niveau des VP et aux abords de la veine cave supérieure (figure 

8).  
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Figure 8 : Schéma représentant la localisation des principales zones ganglionnaires 
intracardiaques chez la souris. VCSD : veine cave supérieure droite ; OD : oreillette droite ; 
OG : oreillette gauche ; Ao : aorte ; TP : tronc pulmonaire ; VD : ventricule droite ; VG : 
ventricule gauche ; VP : veine pulmonaire ; SC : sinus coronaire. Les flèches bleues 
représentent le trajet des projections nerveuses issues des ganglions (modifié d’après 
Rysevaite et al. 2011a).  

De manière intéressante, les travaux menés sur les cœurs humains suggèrent que le 

nombre de neurones intracardiaques pourrait considérablement varier en fonction de l’âge, les 

cœurs provenant de personnes adultes renfermant considérablement moins de neurones que 

les cœurs provenant de stades plus précoces (embryonnaire à jeunes enfants) (Pauza et al., 

2000). Chez le chien et le cobaye, le nombre total de neurones cardiaques ne semblent en 

revanche pas varier en fonction de l’âge (Pauza et al., 2002; Batulevicius et al., 2005). 

Enfin, indépendamment de l’espèce, l’ensemble de ces travaux stipulent qu’il existe une 

importante variabilité interindividuelle se traduisant par une densité de neurones cardiaques 

variable d’un cœur à l’autre (Armour et al., 1997; Pauza et al., 2002). Chez le chien par 

exemple, le nombre total de ganglions peut considérablement varier d’un individu à l’autre 

allant de 400 à 1500 (Pauza et al., 2002).  
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[2]. Les différents types cellulaires intra-ganglionnaires 

(i) Les différents types de neurones  

a) Nature neurochimique des neurones intracardiaques 

Les études immunohistochimiques ont révélé l’expression de nombreux marqueurs 

neuronaux différents (neurotransmetteurs, neuromédiateurs, neuropeptides…) de la part des 

neurones intracardiaques démontrant que ces neurones ne formaient pas une population 

homogène et qu’ils ne pouvaient donc pas seulement correspondre aux relais 

parasympathiques du système nerveux autonome. La mise en évidence de la diversité 

neurochimique des neurones cardiaques découle principalement d’études menées chez le rat 

et le cobaye bien que quelques travaux aient été menés dans d’autres espèces y compris 

l’homme, le lapin et la souris.  

En dehors du contexte cardiaque, plusieurs études ont montré que les neurones 

appartenant à une même catégorie fonctionnelle étaient aussi caractérisés par l’expression 

des mêmes substances neuro-actives (neurotransmetteurs et neuropeptides). En d’autres 

termes, au-delà d’être identifiable par le tissu cible qu’ils innervent, les neurones exerçant une 

même fonction exprimeraient également les mêmes combinaisons de substances neuro-

actives. Cette observation a été regroupée sous le terme de « chemical coding » et suggère 

que la présence de différents phénotypes neuronaux pourraient aussi refléter la présence de 

différentes catégories fonctionnelles de neurones (Furness et al., 1989).  

Phénotype cholinergique 

Quelle que soit l’espèce considérée, toutes les études s’accordent et indiquent que le 

phénotype cholinergique est le phénotype prédominant au sein des ganglions cardiaques 

(Mawe et al., 1996; Horackova et al., 1999; Richardson et al., 2003; Hoover et al., 2009; 

Rysevaite et al., 2011b; Pauziene et al., 2016). Les neurones cholinergiques sont notamment 

identifiés par la détection de la choline acétyltransférase (ChAT), enzyme de synthèse de 

l’acétylcholine (figure 9), ou encore par l’expression du transporteur vésiculaire de 

l’acétylcholine (VAChT). Parmi les études ayant réalisé une quantification, les résultats 

indiquent la présence de marqueurs cholinergiques dans 97 à 100 % des neurones, plaçant 

l’acétylcholine comme le principal neurotransmetteur des ganglions cardiaques (Mawe et al., 

1996; Richardson et al., 2003; Rysevaite et al., 2011b). Les travaux de Horackova ont montré 

que la prédominance du phénotype cholinergique s’instaurait au cours des premières 

semaines post-natales. Ainsi, alors que les neurones cholinergiques ne représentent que 60 

à 70 % des neurones cardiaques à J14, le phénotype cholinergique augmente 
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progressivement entre J14 et J21 jusqu’à représenter 90 % de l’ensemble des neurones 

(Horackova et al., 2000) .  

 

Figure 9 : Les neurones cardiaques présentent majoritairement un phénotype 
cholinergique. Image permettant d’observer que la grande majorité des neurones expriment 
la ChAT. Le marqueur PGP9.5 est un marqueur neuronal large utilisé pour marquer l’ensemble 
des neurones formant les ganglions cardiaques. Résultats issus de Richardson et al. 2003. 

Phénotype catécholaminergique 

L’expression de marqueurs catécholaminergiques au sein des neurones cardiaques a été 

rapportée chez l’homme, le lapin, la souris, le singe et le cobaye (Horackova et al., 1999; 

Weihe et al., 2005; Hoard et al., 2008; Hoover et al., 2009; Pauziene et al., 2016). Ces études 

démontrent que ces neurones sont notamment capables d’exprimer la tyrosine hydroxylase 

(TH), enzyme catalysant la première étape de synthèse des catécholamines à partir de la 

tyrosine. A l’exception de la souris, où ce phénotype est davantage retrouvé, ces neurones 

représentent généralement une petite fraction des neurones cardiaques et co-expriment 

également la ChAT. Chez le rat, les résultats sont un peu plus contradictoires. En effet, alors 

que les travaux menés par Richardson suggèrent l’absence de soma exprimant la TH, les 

résultats obtenus par les équipes de Moravec et Slavikova suggèrent la présence de neurones 

immunoréactifs pour cette même enzyme (Moravec et al., 1990; Richardson et al., 2003; 

Slavíková et al., 2003).  

Ces études rapportent également l’expression d’autres marqueurs catécholaminergiques 

(figure 10) tels que l’expression des enzymes dopamine beta-hydroxylase (DBH) et 

phényléthanolamine N-méthyltransférase (PNMT), impliquées dans la synthèse de 

noradrénaline et d’adrénaline respectivement, ainsi que du transporteur vésiculaire des 

monoamines VMAT2 impliqué dans le stockage vésiculaire des catécholamines (Slavíková et 

al., 2003; Weihe et al., 2005; Hoard et al., 2008).  
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Figure 10 : Les neurones cardiaques humains expriment des marqueurs 
catécholaminergiques. Images permettant d’observer l’expression de l’enzyme TH et du 
transporteur vésiculaire VMAT2 au sein des neurones cardiaques de l’homme, suggérant 
l’aptitude de ces neurones à synthétiser et libérer des catécholamines. Résultats issus de 
Hoover et al. 2009. 

L’expression des marqueurs catécholaminergiques dans le SNIC murin a été largement 

investiguée par le groupe de Hoard. Leurs résultats indiquent que 30 % des neurones 

cardiaques expriment les enzymes TH et DBH suggérant leur capacité à synthétiser la 

noradrénaline, mais que cette expression n’est pas associée à la présence de VMAT2, 

transporteur pourtant essentiel au stockage vésiculaire et à la libération synaptique de ce 

neurotransmetteur (Hoard et al., 2008). Ces résultats sont en accord avec ceux obtenus par 

Weihe en 2005, qui suggéraient que contrairement à ce qui était retrouvé chez l’homme et le 

singe, les neurones murins ne semblaient pas exprimer VMAT2 (Weihe et al., 2005). La 

libération de noradrénaline par ces neurones pourrait possiblement être médiée par le 

transporteur de noradrénaline NET (norepinephrine transporter) qui a été détecté dans 

l’ensemble des neurones cardiaques murins. D’ordinaire, ce transporteur assure la recapture 

de la noradrénaline du compartiment extracellulaire vers le cytosol. Toutefois, certaines 

conditions telles qu’une déplétion des concentrations intracellulaires en ATP ou une 

accumulation intracellulaire de sodium, peuvent conduire à une inversion du transporteur qui 

conduit à la libération de noradrénaline vers le compartiment extracellulaire. Plusieurs travaux 

ont démontré que ce phénomène de libération non exocytotique de la noradrénaline pouvait 

avoir lieu lors d’ischémie myocardique et que cela contribuait à amplifier la lésion ischémique 

(Hatta et al., 1997; Smith and Levi, 1999; Richardt et al., 2006). Richardt et collaborateurs ont 

notamment montré que l’inhibition du transporteur NET dans un modèle d’ischémie 
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myocardique permettait de limiter l’accumulation de noradrénaline déclenchée par l’ischémie 

et de réduire la taille de l’infarctus.  

Phénotype nitrergique 

La plupart des études réalisées ont permis d’identifier la présence de neurones nitrergiques 

parmi les neurones intracardiaques (Klimaschewski et al., 1992; Mawe et al., 1996; 

Richardson et al., 2003; Maifrino et al., 2006; Hoover et al., 2009; Pauziene et al., 2016; Allen 

et al., 2018). Ces neurones sont caractérisés par l’expression de la nitric oxide synthase 

neuronale (nNOS), enzyme responsable de la production d’oxyde nitrique (NO) à partir de L-

arginine. Mis à part chez l’homme où la nNOS semble retrouvée dans la grande majorité des 

neurones, cette enzyme ne semble exprimée que par une petite proportion de neurones 

cardiaques dans les autres espèces (4 à 10 %). Contrairement à la plupart des 

neurotransmetteurs, les actions du NO n’impliquent aucun mécanisme de stockage vésiculaire 

et d’exocytose. Une fois synthétisé, le NO diffuse librement au travers des membranes 

plasmiques conduisant à des effets pré- et post-synaptiques. Des travaux ont notamment 

montré que le NO participe à la modulation du système parasympathique via une action 

présynaptique stimulant la libération d’acétylcholine (Herring et al., 2000). Dans le contexte où 

l’acétylcholine représente le principal neurotransmetteur associé à l’innervation cardiaque 

intrinsèque, la présence de neurones capables de synthétiser du NO apparait donc 

particulièrement intéressante. Cette population de neurones nitrergiques pourrait également 

agir au niveau post synaptique sur les cardiomyocytes comme le suggère les travaux de 

Pauziene et collaborateurs qui ont observé de nombreuses fibres exprimant nNOS au sein de 

la paroi ventriculaire. Curieusement, alors que la densité de fibres cholinergiques et 

nitrergiques apparait équivalente dans l’endocarde et l’épicarde, leurs résultats indiquent que 

les fibres nitrergiques apparaissent particulièrement abondantes dans la région myocardique, 

représentant une densité 8 fois supérieure à celle des fibres cholinergiques. Dans ce modèle, 

les neurones nitrergiques semblent ainsi spécialisés dans l’innervation d’une zone tissulaire 

cardiaque précise (Pauziene et al., 2016).  

D’un point de vue pathologique, cette population neuronale pourrait aussi apparaitre 

importante dans le contexte où des propriétés antiarythmiques ont été attribuées au NO (Brack 

et al., 2007). Le groupe de Ng avance même l’hypothèse selon laquelle les neurones 

nitrergiques constitueraient une sous-catégorie fonctionnelle de neurones possédant des 

propriétés antiarythmiques (Ng, 2014).  
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Phénotype glutamatergique  

La présence d’un phénotype glutamatergique au sein des neurones intracardiaques a été 

rapportée par une seule étude menée chez le SNIC du rat. Dans cette étude, une proportion 

non négligeable de neurones exprime la glutaminase, enzyme catalysant l’hydrolyse de la 

glutamine en glutamate, ainsi que les transporteurs vésiculaires du glutamate VGLUT1 et 

VGLUT2. Grâce à une approche de marquage rétrograde, ces auteurs ont également montré 

qu’une partie de ces neurones glutamatergiques était impliquée dans l’innervation de certaines 

régions ventriculaires (Wang et Miller 2016). Chez le rat, l’expression de plusieurs récepteurs 

au glutamate a été détectée dans les régions ganglionnaires ainsi que dans certaines régions 

cardiaques tels que les éléments du système de conduction, suggérant que le glutamate 

pourrait être impliqué dans la régulation physiologique des fonctions cardiaques de manière 

directe, par action sur le tissu cardiaque, ou indirecte, en agissant sur les neurones impliqués 

dans la modulation des paramètres cardiaques (Gill et al., 1998, 1999). Les travaux menés 

par le groupe de Huang puis par celui de Thompson ont par ailleurs montré que l’application 

localisée de glutamate dans les régions ganglionnaires intracardiaques se traduisait par la 

modulation de l’activité de certains neurones ainsi que de certains paramètres cardiaques 

(fréquence cardiaque et pression intraventriculaire gauche), et ce même après élimination de 

toute innervation extrinsèque (Huang et al., 1993; Thompson et al., 2000a). Dans leur étude, 

l’administration de β-bloquant et d’antagonistes muscariniques est associée à une perte totale 

de réponse cardiaque au glutamate, démontrant que les effets cardiaques du glutamate 

découle, en partie du moins, de la modulation des neurones intracardiaques (Huang et al., 

1993). 

Au sein du système nerveux périphérique, le glutamate a été décrit comme le principal 

neurotransmetteur excitateur des neurones sensoriels présents au sein des DRG (Malet and 

Brumovsky, 2015). La nature neurochimique des neurones sensoriels intracardiaques étant 

encore inconnue, il apparait intéressant d’investiguer le rôle d’une telle population de neurones 

au sein du cœur.  

Neuropeptides 

L’expression de plusieurs neuropeptides a également été rapportée au sein des neurones 

intracardiaques. Parmi les neuropeptides retrouvés, le NPY est le neuropeptide le plus 

fréquemment décrit. Chez le rat, Richardson et collaborateurs observent sa présence dans 

l’ensemble des neurones intracardiaques (Richardson et al., 2003). Chez le cobaye, les 

données sont un peu plus contradictoires, Steele et collaborateurs l’observant dans environ 

15 % des neurones tandis que le groupe de Horackova rapporte sa présence dans la majorité 
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des corps cellulaires (Steele et al., 1994; Horackova et al., 1999). La présence du peptide VIP 

a aussi été décrite chez ces deux espèces mais ne semble concerner qu’une petite proportion 

de neurones. Les seuls travaux ayant réalisé une quantification indiquent en effet sa présence 

dans seulement 3 % des neurones intracardiaques (Steele et al., 1994; Horackova et al., 1999; 

Kuncová et al., 2003; Parsons et al., 2006).  

Chez le rat, le deuxième neuropeptide le plus fréquemment exprimé par les neurones est 

le peptide CART (cocaine and amphetamine-regulated transcript), celui-ci étant en effet 

retrouvé dans près de la moitié des neurones intracardiaques (Richardson et al., 2006). 

L’expression de ce peptide a également été retrouvée chez le cobaye mais ne concerne 

qu’une très faible proportion de neurones chez cette espèce (Calupca et al., 2001). A notre 

connaissance, la présence de ce peptide dans les neurones cardiaques n’a pas été 

investiguée chez d’autres espèces. Bien que retrouvé dans une multitude de neurones au 

niveau central et périphérique, le rôle joué par CART reste encore largement incompris. De 

plus en plus de travaux suggèrent que ce peptide pourrait agir en tant que neurotransmetteur, 

régulant de nombreuses fonctions physiologiques (Ahmadian-Moghadam et al., 2018). Au 

niveau périphérique, ce neuropeptide est largement exprimé au sein du système nerveux 

entérique mais sa fonction biologique n’a pas encore été identifiée (Ekblad, 2006). De même, 

le rôle joué par ce peptide dans le contexte cardiaque reste encore à déterminer.  

Le cobaye semble de loin l’espèce présentant l’expression cardiaque en neuropeptides la 

plus riche et la plus diversifiée. En effet, la littérature fait état de l’expression de 7 

neuropeptides différents (NPY, VIP, CART, substance P, somatostatine, dynorphine B et 

PACAP (pituitary adenylate cyclase-activating polypeptide) au sein de cette espèce (Steele et 

al., 1994; Braas et al., 1998; Horackova et al., 1999; Calupca et al., 2001; Parsons et al., 2006). 

Parmi l’ensemble de ces peptides, la somatostatine et la dynorphine B semble être les deux 

principaux neuropeptides retrouvés dans les corps cellulaires intracardiaques (Steele et al., 

1994).   

Très peu d’études se sont focalisées sur l’étude des neuropeptides exprimés par les 

neurones cardiaques humains. A notre connaissance, seule l’équipe de Hoover a rapidement 

examiné cette expression et ils n’ont pas été en mesure de détecter la présence de CGRP, de 

substance P ou encore de VIP (Hoover et al., 2009). Toutefois, leurs travaux ne s’étant 

focalisés que sur une zone ganglionnaire précise et n’ayant pas interrogé la présence d’autres 

peptides, on ne peut exclure la présence de certains neuropeptides chez l’homme.  

Le tableau 2 ci-dessous récapitule l’ensemble des marqueurs neuronaux ayant été observés 

au sein des neurones intracardiaques.  
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Phénotype Marqueur Espèce 

Cholinergique   
 ChAT 

VAChT 
(Toutes les espèces) 

Catécholaminergique 
  

 TH (homme ; lapin ; rat ; souris ; cobaye ; 
singe) 

 DBH (rat ; souris) 
 PNMT (rat) 
 VMAT2 (homme, singe) 

Nitrergique 
  

 nNOS (homme ; porc ; lapin ; rat ; cobaye) 
 NADPH-Diaphorase (souris) 
Glutamatergique   
 Glutaminase (rat) 
 VGLUT1 (rat) 

Neuropeptides 
VGLUT2 (rat) 

 NPY (rat ; cobaye) 
 VIP (rat ; cobaye) 
 CART (rat ; cobaye) 
 Substance P (cobaye) 
 Somatostatine (cobaye) 
 Dynorphine B (cobaye) 
 PACAP (cobaye) 

Tableau 2 : Liste des marqueurs neuronaux exprimés par les neurones cardiaques.  

Nature neurochimique des inputs synaptiques reçus par les 

neurones intracardiaques 

Ces études immunohistochimiques ont également permis de mettre en évidence que ces 

neurones intracardiaques reçoivent de nombreux inputs synaptiques, soit de la part d’autres 

neurones cardiaques mais également de la part de neurones localisés à distance de cet 

organe. Au-delà des inputs médiés par les neurones parasympathiques préganglionnaires, 

ces neurones cardiaques recevraient notamment des inputs synaptiques de la part des 

neurones sympathiques et des neurones sensoriels extracardiaques. La figure 11 ci-dessous 

permet d’observer la densité importante de ces inputs entourant les neurones intracardiaques.   
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Figure 11 : Les neurones intracardiaques reçoivent de nombreux inputs synaptiques. 
La synaptophysine (SYN) est un marqueur de vésicules synaptiques et permet d’identifier les 
terminaisons nerveuses connectées aux neurones cardiaques identifiés par la ChAT. Bien que 
la grande majorité des neurones reçoivent des inputs synaptiques, il semble que certains corps 
cellulaires en soient dépourvus. Un exemple de corps cellulaire dénué de varicosités 
immunoréactives pour la SYN est montré par l’astérisque. Modifié d’après Richardson et al. 
2003.  

Les neurones cardiaques reçoivent de nombreux inputs nitrergiques identifiables par la 

présence de varicosités périsomatiques immunoréactives pour la nNOS (Klimaschewski et al., 

1992; Tanaka and Chiba, 1998; Calupca et al., 2000a). Les groupes de Tanaka et Calupca 

ont démontré par l’intermédiaire de deux approches différentes que ces inputs nitrergiques 

possédaient une origine extracardiaque vagale. En revanche, alors que Tanaka et 

collaborateurs proposent que ces fibres proviennent des neurones parasympathiques 

préganglionnaires, le groupe de Calupca suggère que ces fibres correspondent aux afférences 

sensorielles issues des ganglions inférieurs du nerf vague (Tanaka and Chiba, 1998; Calupca 

et al., 2000a).  

Plusieurs études ont également rapporté la présence d’inputs synaptiques immunoréactifs 

pour la substance P et le CGRP au niveau du corps cellulaire des neurones intracardiaques 

(figure 12) (Hoover et al., 2009; Rysevaite et al., 2011b; Li et al., 2014). La substance P et le 

CGRP constituent généralement des marqueurs d’afférences sensorielles, tant au niveau 

spinal que vagal (Lundberg et al., 1985; Dalsgaard et al., 1986; Corbett et al., 2005). Dans le 

cœur, la substance P a par exemple été localisée dans des fibres sensorielles provenant des 

ganglions inférieurs du nerf vague (Tay and Wong, 1997) ainsi que des DRG (Papka and 

Urban, 1987; Hoover et al., 2008). Les inputs immunoréactifs pour la substance P et le CGRP 

n’exprimant pas de marqueur cholinergique (Hoover et al., 2008) et la plupart des études ayant 

démontré l’absence de ces deux peptides dans les neurones intracardiaques (Richardson et 
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al., 2003; Hoover et al., 2009; Rysevaite et al., 2011b), il est donc très probable que ces inputs 

peptidergiques proviennent des afférences sensorielles extracardiaques localisées au niveau 

des DRG et des ganglions inférieurs du nerf vague.  

 

Figure 12 : Inputs synaptiques exprimant les neuropeptides substance P et CGRP. Les 
peptides substance P (SP) et CGRP sont co-localisés dans des varicosités entourant certains 
neurones intracardiaques de l’homme. Modifié d’après Hoover et al. 2009. 

Les inputs synaptiques entourant les neurones cardiaques sont également caractérisés par 

l’expression d’autres neuropeptides tels que le PACAP, le VIP et la somatostatine. Chez le rat 

et le cobaye, la grande majorité des neurones apparaissent entourés de varicosités 

immunoréactives pour PACAP et ChAT (Calupca et al., 2000b; Richardson et al., 2003; 

Parsons et al., 2006). Au vu de l’abondance et de la nature cholinergique de ces terminaisons 

nerveuses, ces auteurs suggèrent que ces fibres pourraient provenir des neurones 

parasympathiques préganglionnaires et ce malgré leur incapacité à détecter PACAP dans les 

noyaux du tronc cérébral regroupant les corps cellulaires des neurones parasympathiques 

(Richardson et al., 2003). Calupca et collaborateurs ont en revanche détecté l’ARNm du 

précurseur du PACAP dans ces mêmes noyaux.  
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Il est fortement probable que les inputs synaptiques exprimant le VIP possèdent également 

une origine parasympathique. Le VIP est en effet connu pour être co-libéré avec l’acétylcholine 

au sein du système nerveux autonome (Forssmann et al., 1988). De plus il a été montré que 

cette innervation VIP n’était ni impactée par la sympathectomie ni par l’injection de capsaïcine, 

connue pour conduire à la dégénérescence des afférences sensorielles (Kuncová et al., 2003). 

On ne peut en revanche pas exclure que ces fibres possèdent aussi une origine intracardiaque 

puisque certaines études ont rapporté sa présence dans les neurones cardiaques de certaines 

espèces (Kuncová et al., 2003; Parsons et al., 2006). Bien que certains travaux suggèrent 

l’origine parasympathique des fibres VIP, ce peptide semble provenir de fibres 

anatomiquement différentes de celles du PACAP puisque les approches de co-marquage ne 

montrent pas de co-localisation VIP/PACAP (figure 13). Parsons et collaborateurs ont par 

ailleurs observé l’expression de nNOS dans les fibres VIP et proposent donc que ces inputs 

VIP correspondent à des afférences vagales (figure 13) (Parsons et al., 2006).    

 

Figure 13 : Nature neurochimique des inputs synaptiques chez le cobaye. Les inputs VIP 
co-expriment nNOS tandis que les inputs PACAP semblent provenir de fibres différentes. 
D’après Parsons et al. 2006. 
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Chez le rat, le groupe de Richardson a montré que 10 % des neurones intracardiaques sont 

entourés d’inputs synaptiques immunoréactifs pour la somatostatine (Richardson et al., 2006). 

Contrairement aux autres marqueurs précédemment décrits, ces inputs ne sont jamais 

retrouvés en dehors des zones ganglionnaires (muscles et vaisseaux cardiaques) ce qui 

suggère que ces fibres nerveuses sont exclusivement impliquées dans la modulation des 

neurones intracardiaques. L’absence d’expression de la somatostatine par les neurones 

intracardiaques implique que ces inputs possèdent une origine extracardiaque. En revanche, 

cette origine n’a pour le moment pas encore été expérimentalement déterminée.  

Enfin, plusieurs travaux suggèrent que les neurones intracardiaques recevraient également 

des inputs de la part des fibres sympathiques. Le groupe de Steele rapporte notamment la 

présence de nombreuses varicosités synaptiques immunoréactives pour TH. Dans leur étude, 

les neurones intracardiaques ne semblent pas exprimer cette enzyme et la mise en culture 

d’explants tissulaires renfermant les ganglions cardiaques est associée à une perte de cette 

innervation TH, suggérant l’origine extracardiaque de ces fibres catécholaminergiques. De 

plus, les travaux menés par Smith et Gagliardi chez le porc et le chien respectivement, ont 

montré que la stimulation des nerfs sympathiques était associée à une modification de l’activité 

de certains neurones intracardiaques, démontrant d’autant plus que les terminaisons 

nerveuses sympathiques projettent sur ces neurones (Gagliardi et al., 1988; Smith, 1999).  

Pour conclure, en plus des connexions intra- et inter-ganglionnaires, les neurones 

intracardiaques semblent donc recevoir de multiples inputs synaptiques provenant 

d’afférences et d’efférences extracardiaques. La mise en évidence de ces différents inputs 

démontrent d’autant plus que le SNIC constitue un véritable centre d’intégration local, traitant 

de multiples informations avec pour finalité, la modulation précise des paramètres cardiaques 

(Parsons, 2004).   

b) Diversité fonctionnelle 

Bien que très peu d’études fonctionnelles aient été menées sur les ganglions cardiaques, 

plusieurs travaux ont permis de démontrer que le SNIC n’est pas uniquement formé par les 

neurones parasympathiques post-ganglionnaires mais qu’il comporte bien différentes 

populations fonctionnelles de neurones.  

Chez le rat, il a par exemple été démontré que seuls 41 % des neurones cardiaques 

reçoivent des inputs synaptiques de la part des nerfs vagues, ce qui démontre bien que le 

SNIC ne constitue pas seulement le relai parasympathique du système nerveux autonome 

(McAllen et al., 2011). 
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Plusieurs éléments permettent de suggérer la présence de neurones sensoriels au sein des 

ganglions cardiaques. Chez le chien, plusieurs travaux, initiés à la fin des années 1980, ont 

permis d’observer qu’un grand nombre de neurones cardiaques possédaient une activité 

électrique corrélée aux différentes phases du cycle cardiaque (figure 14A) et que cette 

corrélation était maintenue après élimination de toute innervation cardiaque extrinsèque (on 

parle alors de décentralisation cardiaque) (Gagliardi et al., 1988; Armour and Hopkins, 1990a, 

1990b; Ardell et al., 1991). De plus, ces auteurs ont montré qu’après décentralisation, 

l’application d’une légère pression sur certaines zones du tissu cardiaque conduisait à la 

modulation de l’activité de certains neurones (figure 14B). Ceci suggère donc la présence de 

neurones sensoriels capables de percevoir des stimuli mécaniques. Il est fort probable que 

ces neurones perçoivent les différentes contraintes mécaniques du tissu cardiaque au cours 

des différentes phases du cycle cardiaque, ce qui expliquerait que l’activité neuronale puisse 

être corrélée au cycle cardiaque. 

 

Figure 14 : Résultats expérimentaux suggérant l’existence de neurones sensoriels au 
sein des ganglions cardiaques. Après décentralisation cardiaque, les neurones cardiaques 
sont toujours capables de présenter une activité électrique corrélée au cycle cardiaque (A) et 
d’être activés par un stimuli mécanique (B). (A) Exemple d’activité neuronale corrélée au cycle 
cardiaque. Dans cet exemple, on peut observer que le potentiel d’action neuronal est toujours 
obtenu au cours de la diastole. ECG : électrocardiogramme ; PVG : pression ventriculaire 
gauche ; AEN : activité électrique neuronale. (B) L’application d’une légère pression sur le 
ventricule gauche (délimitée par les flèches) engendre une augmentation d’activité électrique 
au niveau neuronal. Résultats issus de Ardell et al. 1991. 

Plus récemment, les équipes d’Armour et Ardell ont classés les neurones cardiaques en 

trois catégories fonctionnelles distinctes en étudiant la réactivité de ces neurones à différents 

stimuli cardiovasculaires. Leur approche expérimentale a consisté à enregistrer l’activité 
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neuronale intracardiaque basale grâce à l’utilisation de microélectrodes (MEA) et à étudier les 

modulations de cette activité en réponse à des stimuli sensoriels (application d’une légère 

pression sur certaines régions cardiaques ou occlusion des gros vaisseaux) ou à la stimulation 

des voies autonomes efférentes (stimulation des nerfs vagues ou des ganglions stellaires). 

Dans leurs travaux publiés en 2013 et en 2015 ils identifient ainsi (1) des neurones afférents, 

ne répondant qu’à des stimuli sensoriels (2) des neurones efférents, ne répondant qu’à la 

stimulation des nerfs autonomes ainsi que (3) des neurones « convergents » capables de 

répondre aux deux types de stimuli (figure 15). Cette dernière catégorie constituerait la classe 

fonctionnelle prédominante au sein des ganglions cardiaques. Ce sont ces neurones qui 

joueraient un véritable rôle intégrateur grâce au traitement de multiples informations de nature 

sensorielle ou motrice et qui assureraient la communication intra- et inter-ganglionnaire 

(Beaumont et al., 2013; Rajendran et al., 2016).  

 

Figure 15 : Classification fonctionnelle des neurones cardiaques. (A) Etude de la 
modulation de l’activité basale des neurones cardiaques par différents stimuli 
cardiovasculaires. Chaque ligne représente la réponse d’un neurone à différents types de 
stimuli (afférents ou efférents). Une case blanche indique une absence de réponse, une case 
rouge indique que le stimulus se traduit par une réduction de l’activité neuronale et une case 
verte indique que le stimulus augmente l’activité neuronale. (B) Classification fonctionnelle des 
neurones en fonction des résultats obtenus en A. Les neurones ne répondant qu’aux stimuli 
sensoriels sont qualifiés d’afférents, ceux répondant exclusivement à la stimulation des nerfs 
vagues ou des ganglions stellaires sont qualifiés d’efférents et ceux capables de répondre aux 
deux types de stimuli sont dénommés convergents. ICN : intracardiac neuron ; RV : right 
ventricle ; LV : left ventricle ; IVC : inferior vena cava ; BCA : bilateral carotid arteries ; LCV : 
left cervical vagus ; RCV : right cervical vagus ; LSG : left stellate ganglia ; RSG : right stellate 
ganglia. Résultats issus de Rajendran et al. 2016. 



Introduction 
 

39 
 

Bien que les données fonctionnelles soient relativement restreintes, ces ganglions semblent 

donc bien renfermer différentes catégories de neurones que ce soit d’un point de vue 

phénotypique ou fonctionnel.  

(ii) Les cellules non neuronales 

Les structures ganglionnaires intracardiaques renferment également des cellules non 

neuronales parmi lesquelles les cellules satellites gliales et les cellules SIF (small intensely 

fluorescent). Bien que ces cellules participent probablement à la fonctionnalité des ganglions 

intracardiaques, leurs rôles restent encore à déterminer.  

a) Les cellules gliales 

Les cellules de Schwann (myélinisantes et non myélinisantes) et les cellules satellites 

gliales constituent les deux types de cellules gliales du système nerveux périphérique. Au sein 

des structures ganglionnaires, la composante gliale est principalement représentée par les 

cellules satellites gliales, les cellules de Schwann migrant en dehors des ganglions pour 

s’associer aux axones (Fregoso and Hoover, 2012; Wegner, 2017). Les cellules satellites 

gliales sont des cellules qui s’associent de manière très étroite avec les neurones 

périphériques, entourant l’ensemble de leur corps cellulaire (figure 16). L’étroit accolement 

entre les cellules satellites gliales et les neurones (un espace de 20 nm sépare la membrane 

neuronale de la membrane gliale) suggère que ces cellules pourraient participer à la 

modulation de la fonction synaptique et au contrôle de la composition du microenvironnement 

neuronal (Hanani, 2010; Hanani and Spray, 2020). Ces cellules ont principalement été 

étudiées au sein des ganglions sympathiques et des ganglions sensoriels, mais leur 

fonctionnalité reste encore largement incomprise.  

 

Figure 16 : Représentation schématique des interactions entre les neurones et les 
cellules satellites gliales. La cellule satellite gliale (bleue) entoure étroitement le corps 
cellulaire du neurone (violet). Modifié d’après Hanani et Spray 2020. 
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L’identification de ces cellules au sein des ganglions intracardiaques provient 

essentiellement d’études structurelles réalisées en microscopie électronique (Tay et al., 1984; 

Pauziene and Pauza, 2003). Tout comme les autres structures ganglionnaires périphériques, 

les ganglions cardiaques semblent renfermer un grand nombre de cellules satellites gliales 

enveloppant les corps cellulaires neuronaux. Fregoso et Hoover ont également montré que 

ces cellules étaient caractérisées par l’expression des marqueurs gliaux S100 et B-FABP. 

Chez la souris, ces cellules seraient présentes dès la naissance mais sous une forme 

immature n’exprimant pas S100. Elles atteindraient un stade plus mature au cours des trois 

premières semaines de vie, parallèlement à la maturation de l’innervation cardiaque 

intrinsèque (Fregoso and Hoover, 2012).  

Tay et collaborateurs ont montré que la section du nerf vague était associée à une 

modification morphologique des cellules satellites gliales cardiaques caractérisée par une 

hypertrophie cellulaire associée à une augmentation du nombre de lysosomes. Ces cellules 

pourraient donc être activées en réponse à des lésions nerveuses et possiblement médier des 

évènements de phagocytose comme il l’a déjà été décrit pour les cellules de Schwann (Tay et 

al., 1984). Dans les ganglions sensoriels, il a notamment été montré que la lésion des nerfs 

s’accompagnait de l’activation des cellules satellites gliales et de la libération de facteurs 

agissant sur l’excitabilité neuronale (Hanani and Spray, 2020).  

Au sein des ganglions sympathiques, les cellules satellites gliales expriment des récepteurs 

fonctionnels à l’acétylcholine, et ce neurotransmetteur participerait à la communication glie-

neurone (Feldman-Goriachnik et al., 2018). L’activation du récepteur muscarinique M3 dans 

ces cellules est notamment associée à une augmentation de la fréquence cardiaque et de la 

pression artérielle, suggérant la participation des cellules gliales à la modulation des fonctions 

cardiaques (Agulhon et al., 2013; Xie et al., 2017). Ces résultats apparaissent d’autant plus 

intéressants dans le contexte du SNIC, dont l’acétylcholine est le neurotransmetteur 

prédominant.  

Ces cellules seraient également capables de répondre à l’ATP libérée par les terminaisons 

nerveuses, participeraient aux mécanismes de recapture des neurotransmetteurs et pourraient 

en retour influencer les neurones via la libération de différentes substances telles que des 

cytokines, des neurotransmetteurs ou de l’ATP (Hanani, 2010). Ces cellules influenceraient 

notamment la morphologie neuronale en modulant la croissance neuritique (Koninck et al., 

1993) et la taille des corps cellulaires neuronaux (Gabella et al., 1988). Enfin, au sein des 

DRG, de récentes études suggèrent que les cellules satellites gliales exprimeraient des 

marqueurs souches et pourraient conduire à la néoformation de neurones en condition 

pathologique (Zhang et al., 2019a). Le rôle physiologique et physiopathologique de ces 
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cellules gliales dans le contexte cardiaque n’a toutefois pas encore été investigué et reste 

entièrement à établir.  

b) Les cellules SIF 

Les ganglions intracardiaques renferment également de petites cellules caractérisées par 

une forte expression de l’enzyme TH ce qui leur a valu le nom de SIF. L’ensemble des études 

ayant recherché la présence de TH dans les ganglions cardiaques rapportent la présence de 

ces SIF (Richardson et al., 2003; Slavíková et al., 2003; Rysevaite et al., 2011b; Pauziene et 

al., 2016). Outre leur marquage TH très intense, ces cellules sont aussi identifiées par leur 

petite taille (5-10 µm) et l’absence d’expression des marqueurs neuronaux tels que la 

microtubule-associated protein 2 (MAP2), PGP9.5 et ChAT (figure 17). L’absence 

d’expression de la DBH suggère que ces cellules synthétiseraient la dopamine. Le groupe de 

Slavikova rapporte également l’expression de l’enzyme tryptophane hydroxylase, et donc leur 

éventuelle capacité à synthétiser la sérotonine (Slavíková et al., 2003). Bien qu’aucune 

quantification n’ait été réalisée, ces cellules semblent présentes en très faible nombre dans le 

cœur. Certains proposent que les SIF pourraient être des interneurones mais le rôle joué par 

ces cellules est encore largement incompris (Matthews, 1989).  

 

Figure 17 : Immunodétection des cellules SIF dans les ganglions cardiaques. Les 
cellules SIF (pointées par les flèches) sont caractérisées par un intense marquage TH et une 
absence d’immunoréactivité pour ChAT. A contrario, les neurones (pointe de flèche) 
présentent un marquage TH moins fort et sont systématiquement immunoréactifs pour ChAT. 
Résultats issus de Rysevaite et al. 2011.  

[3]. Electrophysiologie des neurones cardiaques 

Les neurones cardiaques forment également une population hétérogène en terme de 

comportement électrique. Les études électrophysiologiques, aussi bien menées in vitro qu’in 

vivo, ont ainsi révélé la présence de différentes populations neuronales présentant des 

potentiels d’actions ou des profils de décharge bien distincts. Cette hétérogénéité 
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électrophysiologique pourrait également refléter la présence de différentes populations 

fonctionnelles de neurones. 

(i) Profils électrophysiologiques 

Les neurones intracardiaques présentent des propriétés passives relativement homogènes. 

Selon les études, ils sont généralement caractérisés par un potentiel membranaire de repos 

situé entre -48 et -55 mV et au sein d’une même espèce, ce potentiel ne permet pas de 

discriminer différentes populations neuronales (Selyanko, 1992; Xu and Adams, 1992a; 

Edwards et al., 1995; Cuevas et al., 1997; Harper and Adams, 2021). Ce potentiel de repos 

est principalement lié à une conductance potassique, bien que les travaux de Xu et Adams 

(1992) rapportent la présence d’une petite conductance sodique au repos. Le chlore ne semble 

en revanche pas impliqué dans la détermination du potentiel de repos (Xu and Adams, 1992a).  

En dehors de toute stimulation, ces neurones présentent majoritairement un profil quiescent. 

La présence d’une activité électrique spontanée a été observée dans quelques études, se 

traduisant soit par de petites dépolarisations soit par des potentiels d’action mais ces 

comportements semblent toutefois relativement rares (Selyanko, 1992; Edwards et al., 1995; 

Harper and Adams, 2021).  

L’hétérogénéité des neurones intracardiaques s’observent exclusivement lors de l’étude de 

leurs propriétés actives, et plus précisément par (1) leur capacité de décharge en potentiels 

d’action et (2) les caractéristiques de la phase d’hyperpolarisation suivant le potentiel d’action 

(AHP) (figure 18).  

Lors d’une dépolarisation membranaire prolongée, ces neurones présentent en effet deux 

principaux types de réponses membranaires : un profil phasique, caractérisé par l’émission 

d’un seul potentiel d’action en début de stimulation et un profil tonique correspondant à une 

activité électrique soutenue et régulière en potentiels d’action. Le profil phasique est toujours 

le profil prédominant au sein de la population neuronale intracardiaque. Chez le rat par 

exemple, il correspond à 85 % des neurones cardiaques (Xu and Adams, 1992a). Certains 

travaux rapportent parfois l’existence d’un troisième profil dénommé « accommodant » et 

correspondant à l’émission de plusieurs potentiels d’action avec une fréquence de décharge 

qui diminue au cours du temps (Smith, 1999; Hoard et al., 2007). Chez le porc, 40 % des 

neurones présentent un profil phasique, 33 % un profil accommodant et 27 % un profil tonique. 

Il est probable que ces différents profils de décharge soient associés à différentes catégories 

fonctionnelles de neurones. Le groupe de McAllen a par exemple observé que l’ensemble des 

neurones recevant un input vagal (neurones parasympathiques) présentaient un profil tonique 

tandis que les autres possédaient un profil accommodant ou phasique (McAllen et al., 2011).  
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Le deuxième critère de classification des neurones concerne la durée de l’AHP, les études 

rapportant l’existence de neurones présentant une AHP de courte ou de longue durée (Allen 

and Burnstock, 1987; Selyanko, 1992; Edwards et al., 1995).  

 

Figure 18 : Diversité des profils électrophysiologiques rencontrés chez les neurones 
intracardiaques. Une dépolarisation membranaire prolongée permet d’observer des 
neurones capables de décharger un seul potentiel d’action (phasique) ainsi que des neurones 
plus excitables qui déchargent de multiples potentiels d’action avec une fréquence qui diminue 
(accommodant) ou qui reste élevée pendant la totalité de la stimulation (tonique). Les 
neurones peuvent aussi se distinguer par la durée de l’AHP. Ces différents comportements 
électriques sous-tendent une expression différentielle de canaux ioniques de la part de ces 
différentes catégories de neurones. Modifié d’après Edwards et al., 1995 et Cuevas et al., 
1997. 

L’étude des capacités de décharge et de la durée de l’AHP a conduit à l’identification de 

plusieurs catégories de neurones (Ib, Im et II chez le rat ; S, R et N chez le chien, AHs, AHm 

et M, ou S, SAH et P chez le cobaye) (tableau 3).  
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Espèce Type neuronal Propriétés électrophysiologiques Référence 

Rat 

Ib AHP courte et bref burst de potentiel d’action 
(Selyanko, 
1992) 

Im AHP courte et profil accomodant 

II AHP longue  

Chien 

S Profil phasique 
(Xi et al., 
1994) 

R Profil tonique 

N Incapable d’initier un potentiel d’action 

Cobaye 

AHs AHP longue et profil phasique (Allen and 
Burnstock, 
1987) 

AHm AHP longue et profil accommodant 

M Pas d’AHP et profil tonique  
S AHP courte ; profil phasique (Edwards 

et al., 
1995) 

SAH AHP longue  

P AHP longue et présence d’IH  
Tableau 3 : Identification de différents types neuronaux en fonction des propriétés 
électrophysiologiques. 

Les observations d’Edwards (1995) suggèrent un lien entre les différents comportements 

électrophysiologiques et la fonctionnalité de ces neurones. Ils ont par exemple montré que les 

cellules S, caractérisées par une AHP de courte durée et un profil phasique, sont aussi 

remarquables par leur morphologie unipolaire, l’absence d’inputs vagaux et leur connexion 

avec les autres neurones cardiaques environnants. Les cellules SAH, caractérisées par une 

AHP de longue durée présenteraient une morphologie multipolaire et une réponse 

systématique à la stimulation des nerfs vagues et des nerfs intracardiaques. Enfin, les cellules 

P, notamment caractérisées par leur AHP de longue durée et l’expression d’Ih, présenteraient 

quant à elle majoritairement une morphologie pseudo-unipolaire associée à une absence 

totale d’input synaptique, suggérant la nature sensorielle de cette population (Edwards et al., 

1995).  

(ii) Canaux ioniques 

Cette partie vise à décrire les différents courants ioniques responsables du comportement 

électrique des neurones cardiaques. Ces informations proviennent d’un nombre restreint 

d’études essentiellement menées dans les années 1990 et qui, de façon empirique, ont tenté 

de décrire les canaux ioniques en présence, principalement par des approches 

pharmacologiques. Très peu d’études moléculaires ont donc été conduites et la nature exacte 

des différents acteurs ioniques neuronaux intracardiaques reste entièrement à déterminer.  

a) Les canaux sodiques voltage-dépendants 

Les canaux sodiques voltage-dépendants jouent un rôle crucial pour l’activité neuronale 

puisqu’ils sont les principaux acteurs de la phase de dépolarisation du potentiel d’action. La 
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famille des canaux sodiques voltage-dépendants comprend 9 sous-unités α différentes 

nommées Nav1.1 à Nav1.9. Ces sous-unités se distinguent notamment par leur sensibilité à la 

tétrodotoxine (TTX), déterminant des canaux TTX résistants (Nav1.5, Nav1.8 et Nav1.9), 

bloqués par des concentrations élevées en TTX de l’ordre de la micromolaire et des canaux 

TTX sensibles, bloqués par des concentrations de l’ordre de la nanomolaire. Ces isoformes 

présentent également une distribution tissulaire spécifique. De manière générale et simplifiée, 

les isoformes Nav1.1 à Nav1.3 sont principalement retrouvées dans le système nerveux 

central ; Nav1.7, Nav1.8 et Nav1.9 sont associés au système nerveux périphérique tandis que 

Nav1.6 est autant retrouvé en central qu’en périphérie. Les isoformes Nav1.4 et Nav1.5 sont 

quant à elles abondamment exprimées par le tissu musculaire squelettique et cardiaque 

respectivement (de Lera Ruiz and Kraus, 2015).  

Les travaux menés sur les ganglions cardiaques rapportent des résultats quelque peu 

contradictoires, certains n’observant que des courants TTX-sensibles (Xu and Adams, 1992b) 

tandis que d’autres rapportent l’existence de canaux sodiques TTX-sensibles et TTX-

résistants (Xi et al., 1994; Scornik et al., 2006), ces différences pouvant s’expliquer par des 

variabilités inter-espèces. Les travaux de Xi et collaborateurs ont montré que les neurones 

phasiques et toniques ne présentaient pas la même sensibilité à la TTX, suggérant que ces 

deux populations neuronales n’exprimaient pas les mêmes canaux sodiques ou du moins pas 

dans les mêmes proportions. En effet, pour des concentrations calciques extracellulaires 

réduites, une concentration de 300 nM de TTX suffit à bloquer la genèse des potentiels 

d’actions des neurones toniques alors qu’une concentration de 1 µM est requise pour bloquer 

les potentiels d’action des neurones phasiques. 

Chez le chien, le courant sodique voltage-dépendant est composé à 91 % d’une 

composante TTX-sensible et à 9 % par une composante TTX-résistante (figure 19A). A elle 

seule, cette composante résistante est capable d’initier des potentiels d’actions neuronaux 

puisque la perfusion d’une solution sans calcium et comprenant 300 nM de TTX se traduit par 

la persistance des potentiels d’action. Les travaux menés par Scornik et collaborateurs 

suggèrent fortement que la composante TTX-résistante serait portée par le canal Nav1.5. Dans 

leur étude, le courant TTX-résistant présente en effet des propriétés pharmacologiques et 

biophysiques proches de celles décrites pour l’isoforme sodique cardiaque. Ils rapportent par 

exemple un IC50 de 1.2 µM pour la TTX, valeur très proche de celle décrite pour Nav1.5 (~2 

µM) et très éloignée de celles décrites pour les deux autres isoformes TTX-résistants Nav1.8 

et Nav1.9 (~45 µM) (Renganathan et al., 2002). Ces résultats ont été confortés à l’échelle 

moléculaire par la détection de l’expression de Nav1.5 par reverse transcriptase polymerase 

chain reaction (RT-PCR) et séquençage, alors que par immunohistochimie cette équipe n’a 

pas été capable de détecter la présence des isoformes Nav1.8 et Nav1.9. L’expression de 
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Nav1.5 dans les neurones intracardiaques pourrait apporter une dimension nouvelle dans la 

compréhension et la prise en charge des nombreuses pathologies cardiaques associées à la 

mutation de ce canal (e.g. syndrome du long QT, syndrome de Brugada).  

Le groupe de Verkerk propose quant à lui la présence de l’isoforme Nav1.8 dans les 

neurones intracardiaques murins. Dans ces neurones, la perfusion de l’inhibiteur A-803467, 

connu pour inhiber préférentiellement Nav1.8, s’accompagne d’une réduction de 20 % de 

l’amplitude du courant sodique et d’une nette réduction des capacités de décharge en potentiel 

d’action (figure 19B) (Verkerk Arie O. et al., 2012). Toutefois, les concentrations élevées d’A-

803467 utilisées dans cette étude ne peuvent exclure la participation d’autres isoformes 

sodiques. En effet, à 1 µM (concentration utilisée par l’équipe de Verkerk), l’A-803467 est 

également capable d’inhiber les isoformes Nav1.3, Nav1.5 et Nav1.7 (Jarvis et al., 2007). 

D’autres approches, notamment moléculaires, seraient donc nécessaire pour confirmer la 

présence de Nav1.8 dans les neurones cardiaques. 

 

Figure 19 : Canaux sodiques neuronaux. (A) : observation de courant TTX-sensibles (TTX-
S) et TTX-résistants (TTX-R) dans les neurones cardiaques du chien. (B) : Chez la souris, la 
perfusion d’A-803467 est associée à une réduction de l’amplitude du courant sodique et à une 
réduction des capacités de décharge suggérant la présence de l’isoforme Nav1.8. Résultats 
issus de Scornik et al. 2006 et Verkerk et al. 2012. 
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Plus récemment, les transcrits codant pour les isoformes Nav1.3 et Nav1.7 ont été observés 

dans les neurones cardiaques par PCR. Ces mêmes travaux indiquent également l’absence 

de Nav1.2 et Nav1.6. Nav1.7 serait notamment impliqué dans la réponse excitatrice médiée par 

le PACAP puisque son inhibition par le PF-04856264 est associée à une réduction des effets 

du PACAP (Tompkins et al., 2016).  

L’identité moléculaire des canaux sodiques exprimés par les neurones intracardiaques ainsi 

que leurs contributions relatives au comportement électrique de ces cellules restent donc 

encore largement à approfondir.  

b) Les canaux calciques voltage-dépendants 

Les canaux calciques voltages-dépendants (voltage-gated calcium channels, VGCC) 

exercent également un rôle crucial dans le contexte neuronal, participant à la phase 

ascendante du potentiel d’action, régulant l’excitabilité neuronale ou encore la libération des 

neurotransmetteurs. La famille des VGCC est composée de 5 sous-familles de canaux (type 

L, P/Q, R, N et T) regroupant un total de dix sous-unités alpha (Cav1.1 à Cav3.3) caractérisées 

par des propriétés biophysiques et pharmacologiques différentes. On distingue notamment 

des canaux calciques à haut seuil (L, P/Q, N et R) activés pour des potentiels membranaires 

relativement dépolarisés (~-30 mV) et des canaux calciques à bas seuil (type T) activés pour 

des potentiels polarisés, proche du potentiel de repos neuronal (Simms and Zamponi, 2014). 

Les premiers travaux ayant étudié la nature des VGCC exprimés par les neurones 

cardiaques ont été conduits chez le rat et rapportent l’existence d’au moins trois courants 

calciques différents, tous appartenant à la catégorie des canaux à haut seuil d’activation. Xu 

et Adams rapportent ainsi la présence de canaux calciques de type L, identifiés par leur 

sensibilité à la nifédipine ainsi que de canaux calciques de type N, bloqués par l’oméga-

conotoxine GVIA. La combinaison de ces deux molécules pharmacologiques n’étant pas 

associée à une perte totale du courant calcique, ce groupe a alors suggéré la présence, a 

minima, d’un canal calcique supplémentaire (Xu and Adams, 1992b). Ces travaux ont par la 

suite été complétés par le groupe de Jeong, qui par la combinaison de plusieurs molécules 

pharmacologiques, rapporte la présence de canaux de type L, N, Q et R respectivement 

responsables de 11, 63, 19 et 7 % du courant calcique global (Jeong and Wurster, 1997). En 

complément de cette approche pharmacologique, l’expression de ces différents canaux a par 

la suite été confirmée par la détection des transcrits correspondant aux sous-unités Cav1.2, 

Cav1.3 (type L), Cav2.1 (type Q), Cav2.2 (type N) et Cav2.3 (type R) par RT-PCR (Liu et al., 

2012; Tu et al., 2014). Seul le groupe de Tompkins suggère la présence de canaux calciques 

à bas seuil. Par RT-PCR, ces auteurs ont en effet détecté les transcrits codant pour les sous-

unités Cav3.1, Cav3.2 et Cav3.3. De plus, la perfusion de deux inhibiteurs spécifiques des 



Introduction 
 

48 
 

canaux calciques de type T, le nickel et le mibefradil, est associée à une légère polarisation 

membranaire suggérant que ces canaux sont fonctionnellement exprimés dans les neurones 

cardiaques (Tompkins et al., 2015). 

Le canal calcique de type N, porté par la sous-unité Cav2.2, constitue le canal calcique 

prédominant au sein des neurones cardiaques. L’inhibition pharmacologique de ce courant se 

traduit par (1) une importante augmentation de la rhéobase (amplitude minimale de courant 

nécessaire pour l’initiation d’un potentiel d’action) ainsi (2) qu’une diminution de la fréquence 

de décharge en potentiel d’action (figure 20) (Liu et al., 2012). De manière similaire, la 

diminution de l’expression de ce canal par shRNA se traduit aussi par une réduction de 

l’excitabilité neuronale intracardiaque (Zhang et al., 2018). Ainsi, ce canal semble être l’un des 

acteurs clé déterminant l’excitabilité des neurones intracardiaques.  
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Figure 20 : Le canal calcique de type N joue un rôle crucial dans l’excitabilité des 
neurones intracardiaques. L’inhibition du canal calcique de type N induit une augmentation 
de la rhéobase (A) et une diminution de la fréquence de décharge en potentiels d’action (B). 
Ces deux effets traduisent une réduction d’excitabilité neuronale. Résultats issus de Liu et al. 
2012. 
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c) Les canaux HCN 

Les canaux HCN (hyperpolarization-activated cyclic nucleotid-gated channels) sont des 

canaux voltage-dépendants activés par l’hyperpolarisation membranaire et les nucléotides 

cycliques. Cette famille de canaux comprend quatre isoformes (HCN1-4) dont l’expression est 

principalement retrouvée dans le système nerveux (central et périphérique) ainsi que dans le 

tissu cardiaque. Ces canaux sont essentiellement perméables au sodium et au potassium et 

leur ouverture, qui peut survenir pour des potentiels membranaires proche du potentiel de 

repos neuronal, conduit ainsi à la genèse d’un courant entrant (nommé Ih chez les neurones 

et If dans les cardiomyocytes) principalement médié par les ions sodiques.  

Les neurones cardiaques présentent un courant dépolarisant activé par l’hyperpolarisation 

et inhibé par le césium et le ZD 7288, des éléments qui ne peuvent que suggérer la présence 

de canaux HCN au sein de ces neurones (Edwards et al., 1995; Cuevas et al., 1997; Hogg et 

al., 2001; Harper and Adams, 2021). Plus récemment, les ARNm codant les sous-unités HCN2 

et HCN4 ont été détectés par hybridation in situ et par PCR dans les ganglions intracardiaques 

de la souris (Scherschel et al., 2021). Dans les neurones cardiaques, l’inhibition du courant Ih 

augmente l’amplitude et la durée de l’AHP et conduit à une diminution de la fréquence de 

décharge en potentiel d’action (figure 21). Le canal HCN pourrait donc être un acteur 

favorisant l’excitabilité neuronale en limitant la phase d’hyperpolarisation suivant le potentiel 

d’action. Ce canal pourrait également participer à la genèse d’une activité électrique 

spontanée, comme il l’a été observé chez certains neurones cardiaques du cobaye. 
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Figure 21 : Contribution du courant Ih à la phase d'AHP et à la fréquence de décharge 
en potentiel d'action. La perfusion de césium, inhibiteur du courant Ih, s’accompagne d’une 
augmentation de l’amplitude et de la durée de l’AHP (A) ainsi que d’un allongement de la durée 
séparant deux potentiels d’action (B). D’après Edwards et al., 1995 et Hogg et al., 2001. 

d) Les canaux potassiques 

Les canaux potassiques constituent de loin la famille de canaux ioniques la plus importante 

et la plus diversifiée. Ces canaux sont regroupés en quatre principales classes correspondant 

aux canaux voltage-dépendants (Kv), aux canaux activés par le calcium (KCa), aux canaux à 

deux domaines pore (K2P) ainsi qu’aux canaux rectifiants entrants (Kir) (Humphries and Dart, 

2015). Dans le contexte neuronal, ces canaux participent au potentiel de repos, à la 

repolarisation du potentiel d’action ainsi qu’à la phase d’AHP. Tout comme les canaux 

sodiques et calciques, ces canaux sont des acteurs clés définissant la durée et la fréquence 

de décharge des potentiels d’action et sont donc déterminants pour l’excitabilité neuronale. 

Très peu d’études se sont focalisées sur l’étude des canaux potassiques exprimés par les 

neurones cardiaques. Xi-Moy et Dun rapportent la présence d’au moins quatre courants 

potassiques différents : (1) un courant potassique transitoire sortant générant un courant de 

type A, (2) un courant de type M, (3) un courant potassique retardé et (4) un courant dépendant 

du calcium (Xi-Moy and Dun, 1995). La présence de ces courants a par la suite été confirmée 



Introduction 
 

52 
 

par d’autres équipes (Xu and Adams, 1992a; Cuevas et al., 1997; Tompkins et al., 2016). La 

liste des canaux potassiques a été complétée par la suite notamment par des études 

démontrant l’existence de Kir et de canaux sensibles à l’ATP (KATP) (Hogg and Adams, 2001; 

Adams et al., 2002). Ces derniers contribueraient au potentiel de repos, leur inhibition se 

traduisant par une dépolarisation membranaire de 3 à 5 mV.  

L’existence d’une conductance potassique dépendante du calcium (KCa) a été rapportée 

par  plusieurs études et représenterait près de 30 % du courant potassique total dans ces 

neurones (Selyanko, 1992; Xu and Adams, 1992a; Edwards et al., 1995). Ces canaux 

participent notamment à la phase d’AHP, puisque la réduction des concentrations calciques 

extracellulaires s’accompagne d’une diminution de l’amplitude ou de la durée de l’AHP sans 

modification du potentiel d’action (Xi et al., 1994; Franciolini et al., 2001). La famille des KCa 

est formée des canaux à petite conductance (SKCa), des canaux à conductance intermédiaire 

(IKCa) ainsi que des canaux de grande conductance (BKCa). Les canaux SKCa et IKCa sont 

uniquement activés par une augmentation des concentrations calciques intracellulaires tandis 

que les BKCa présentent à la fois une dépendance vis-à-vis du calcium et du potentiel 

membranaire. Les approches pharmacologiques et biomoléculaires ont notamment permis 

d’observer la présence du canal BKCa mais celui-ci semble jouer des rôles différents selon 

l’espèce considérée (Franciolini et al., 2001; Pérez et al., 2013; Selga et al., 2013). En effet, 

chez le rat l’inhibition de ce canal se traduit par une réduction de la durée de l’AHP alors que 

chez le chien ceci se traduit par une réduction de la fréquence de décharge en potentiel 

d’action sans affecter la phase d’AHP. Chez le rat, le canal SKCa a aussi été identifié et semble 

quant à lui à la fois impliqué dans la phase d’AHP et dans la régulation des capacités de 

décharge en potentiel d’action. En effet, les travaux menés par Rimmer et Harper montrent 

que la perfusion d’apamine, inhibiteur spécifique des SKCa, se traduit par une importante 

réduction de la durée de l’AHP et par une modification du profil de décharge, les neurones 

passant d’un profil phasique à un profil tonique (Rimmer and Harper, 2006). La contribution 

des KCa au comportement électrophysiologique des neurones intracardiaques semble donc 

faire intervenir de nombreux mécanismes différents. 

(iii) Modulation des propriétés électrophysiologiques  

Cette partie vise à décrire les principales voies régulant l’excitabilité des neurones 

intracardiaques. Ces neurones expriment en effet de nombreux récepteurs leur permettant de 

répondre aux substances neuroactives libérées par les inputs synaptiques qu’ils recoivent 

(neurotransmetteurs, neuropeptides…) mais également aux substances présentes dans 

l’environnement cardiaque en condition physiologique et physiopathologique.  
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a) Les récepteurs cholinergiques 

L’acétylcholine module l’activité des neurones cardiaques tant par son action sur les 

récepteurs nicotiniques (nAChR), responsables d’une réponse membranaire rapide, que sur 

les récepteurs muscariniques, entrainant des réponses plus lentes (Hassall et al., 1987; Fieber 

and Adams, 1991a).  

Les nAChR sont des canaux cationiques non sélectifs principalement perméables au 

sodium, potassium et calcium. L’activation de ces récepteurs par l’acétylcholine se traduit par 

l’apparition d’un courant entrant qui dépolarise les neurones cardiaques. Au sein du système 

nerveux autonome, ces récepteurs permettent la transmission rapide du signal nerveux entre 

le neurone pré- et le neurone post-ganglionnaire. Les neurones intracardiaques expriment 

différentes combinaisons de nAChR comprenant les sous-unités α2, α3, α7, β2 et β4 (Poth et 

al., 1997; Cuevas and Berg, 1998). Ces différentes combinaisons confèrent des propriétés 

biophysiques et pharmacologiques différentes aux nAChR. Par exemple, la présence de la 

sous-unité α7 est associée à une perméabilité beaucoup plus importante pour le calcium. 

En plus des nAChR, les neurones cardiaques expriment plusieurs sous-types de récepteurs 

muscariniques à l’acétylcholine. Les ARNm codant pour les récepteurs muscariniques M1 à 

M4 ont notamment été détectés par hybridation in situ chez le rat et le cobaye (Hassall et al., 

1993; Hoover et al., 1994). L’activation des récepteurs muscariniques conduit à de multiples 

voies de signalisation et à la régulation de l’activité de plusieurs canaux ioniques exprimés par 

les neurones cardiaques. Selon le récepteur activé et le canal cible régulé, les agonistes 

muscariniques peuvent donc aussi bien médier des réponses excitatrices que des réponses 

inhibitrices (figure 22). Chez le cobaye par exemple, la stimulation des récepteurs M1 conduit 

à l’inhibition du courant potassique de type M et donc à une dépolarisation membranaire. En 

revanche, dans ces mêmes cellules, l’activation des récepteurs muscariniques négativement 

couplés à l’adénylate cyclase (M2 ou M4) se traduirait par l’augmentation d’une conductance 

potassique à l’origine d’une hyperpolarisation membranaire (Allen and Burnstock, 1990a). 

Chez le rat, l’inhibition du courant de type M médiée par l’activation des récepteurs M1 est 

associée à une forte augmentation des capacités de décharge en potentiel d’action (Cuevas 

et al., 1997), tandis que l’activation des récepteurs M4 est quant à elle associée à une inhibition 

des VGCC. La perfusion de 100 µM d’acétylcholine se traduit en effet par une réduction de 

près de 75 % du courant calcique voltage-dépendant. Cette inhibition passerait par des 

mécanismes voltage-dépendants (décalage de la courbe d’activation) et indépendants 

(Cuevas and Adams, 1997). En considérant les fonctions clés assurées par ces canaux (voir 

chapitre 2, section [3]b), cette voie de signalisation pourrait donc possiblement impacter 

l’excitabilité neuronale et/ou la libération des neurotransmetteurs.  
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Plus récemment, le groupe de Hirayama a mis en évidence une autre voie de signalisation 

pouvant expliquer les effets excitateurs médiés par les récepteurs muscariniques. Leurs 

travaux suggèrent en effet que la stimulation de la voie de la PLC par les récepteurs M1 et M3 

conduirait à l’activation d’un canal cationique non sélectif pouvant appartenir à la famille des 

TRPC (canonical transient receptor potential). Cette activation serait dépendante des 

libérations calciques médiées par les récepteurs à l’inositol trisphosphate (IP3) et de la 

calmoduline (Hirayama et al., 2015).  

La figure 22 récapitule les différentes voies de signalisation impliquées dans la modulation de 

l‘excitabilité des neurones intracardiaques par l’acétylcholine. 

 

Figure 22 : Neuro-modulation cholinergique des neurones intracardiaques. L’activation 
des récepteurs à l’acétylcholine peut conduire à des effets excitateurs ou inhibiteurs. 
L’activation des nAChR se traduit par une entrée de sodium et de calcium dépolarisant le 
neurone. L’activation des récepteurs muscariniques M1 et M3 et de la voie de la phospholipase 
C est associée à des effets excitateurs médiés par l’inhibition du courant potassique de type 
M et l’activation d’un canal cationique. A contrario, l’activation des récepteurs M2 et M4 est 
associée à des effets inhibiteurs découlant de l’inhibition des VGCC et de l’activation d’une 
conductance potassique.   

b) Les récepteurs adrénergiques 

Tout comme l’acétylcholine, la noradrénaline est capable de médier des actions excitatrices 

ou inhibitrices envers les neurones cardiaques, reflétant la mise en jeu de différentes voies de 

signalisation. Chez le cobaye, la perfusion de noradrénaline induit une réponse membranaire 

dans 70 % des neurones se caractérisant soit par une hyperpolarisation (60 %) soit par une 
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dépolarisation de la membrane (40 %). De même, lors d’une dépolarisation membranaire 

prolongée, la perfusion de noradrénaline est associée à une augmentation des capacités de 

décharge en potentiel d’action (Girasole et al., 2011).   

Les premiers travaux ayant observé l’impact de la noradrénaline sur l’excitabilité des 

neurones cardiaques ont été réalisés par l’équipe de Xu et Adams en 1993. Dans leurs 

conditions, l’activation des récepteurs α-adrénergiques conduit à l’inhibition des VGCC. Pour 

une concentration en noradrénaline de 100 µM, cette inhibition parait maximale et se traduit 

par une réduction de 60 % du pic du courant calcique. Cette inhibition concernerait 

principalement les canaux calciques de type N et serait sous la dépendance d’une protéine 

Gi, suggérant l’implication des récepteurs α2 (Xu and Adams, 1993). Ces résultats ont 

également été observés par l’équipe de Jeong quelques années plus tard (Jeong et al., 1999). 

L’activation des récepteurs α1 serait quant à elle associée à des effets excitateurs. De 

manière similaire à ce qui a été observé pour les récepteurs muscariniques, l’activation de ces 

récepteurs et donc de la voie de la PLC se traduirait par l’activation d’un courant cationique 

non sélectif pouvant appartenir à la famille des TRPC. Cette activation serait également 

dépendante des libérations calciques réticulaires médiées par les récepteurs à l’IP3 ainsi que 

de la calmoduline (Ishibashi et al., 2003).  

Chez le cobaye, des expériences d’immunohistochimie ont suggéré la présence des  

récepteurs β2 au sein des ganglions intracardiaques (Haberberger and Kummer, 1996). Les 

travaux menés par les équipes d’Armour puis par Girasole mentionnent en effet que la 

perfusion d’agonistes β-adrénergiques (β1 ou β2) s’accompagne de la modulation de l’activité 

de certains neurones intracardiaques (Armour, 1997; Girasole et al., 2011). En revanche, à 

notre connaissance, les cibles moléculaires des voies β-adrénergiques restent encore à 

déterminer. 

c) Les récepteurs purinergiques 

Les neurones cardiaques peuvent être modulés par l’ATP puisqu’ils expriment les 

récepteurs purinergiques de type P2X et P2Y. Cette sensibilité à l’ATP n’est pas retrouvée 

dans l’ensemble de la population neuronale intracardiaque mais concernerait tout de même 

entre 64 % et 75 % des neurones (Allen and Burnstock, 1990b; Fieber and Adams, 1991b; Ma 

et al., 2005). Chez ces neurones, la perfusion d’ATP s’accompagne soit (1) d’une 

dépolarisation membranaire rapide et transitoire, (2) d’une dépolarisation suivie d’une 

hyperpolarisation ou (3) d’une dépolarisation prolongée, ce qui reflète la mise en jeu de 

différents sous-type de récepteurs purinergiques (figure 23).  
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Les récepteurs P2X sont des canaux cationiques formés par l’association de 3 sous-unités 

P2X(1-7) et dont l’ouverture génère un courant entrant dépolarisant. L’activation de ces 

récepteurs est donc associée à une réponse membranaire excitatrice rapide. Au sein des 

neurones cardiaques, les sous-unités P2X2, P2X4 et P2X6 semblent impliquées dans la 

formation de ces canaux avec une nette prédominance de la sous-unité P2X2.  

Les récepteurs P2Y appartiennent quant à eux à la famille des RCPG et leur activation 

conduit à la stimulation de la voie de la PLC. Au sein des neurones cardiaques, l’activation du 

récepteur P2Y2 se traduit par une augmentation des concentrations calciques intracellulaires 

suite à l’activation des récepteurs à l’IP3, et par l’augmentation d’une conductance potassique, 

probablement médiée par un KCa (Liu et al., 2000) (figure 23). L’activation de ce canal 

potassique permet d’expliquer que la perfusion d’ATP s’accompagne d’une hyperpolarisation 

membranaire dans près de 30 % des neurones.  

  Au sein du cœur, l’ATP peut provenir de multiples types cellulaires et faire intervenir de 

nombreux mécanismes de libération différents (libérations synaptiques, sécrétion, mort 

cellulaire…). L’ATP est notamment libérée par de nombreuses terminaisons nerveuses où elle 

agit en tant que co-transmetteur. Au niveau cardiaque, les terminaisons nerveuses 

sympathiques sont capables de co-libérer l’ATP avec la noradrénaline et le NPY. De même, 

les fibres sensorielles issues des DRG peuvent libérer ce co-transmetteur avec le CGRP et la 

substance P. La mobilisation des voies de signalisation purinergiques peut également résulter 

de libérations non synaptiques d’ATP, notamment au niveau vasculaire où les cellules 

endothéliales ainsi que certaines cellules circulantes sont connues pour sécréter de l’ATP, ou 

tout simplement découler d’évènements de mort cellulaire (Burnstock, 2017). La figure 23 

récapitule les différentes voies de signalisation médiées par l’ATP au sein des neurones 

cardiaques. 
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Figure 23 : Schéma représentant les voies de signalisation médiées par l’ATP au sein 
des neurones cardiaques. 

d) Modulation par la bradykinine 

En 2019, les travaux menés par le groupe de Arichi ont montré que les neurones cardiaques 

présentaient une réponse membranaire excitatrice caractérisée par une dépolarisation 

membranaire et des trains de potentiel d’action en réponse à la perfusion de BK (figure 24A) 

(Arichi et al., 2019). 

La BK est un peptide de 9 acides aminés libéré à partir du clivage d’un peptide précurseur par 

les enzymes kallicréines en réponse à de multiples stimuli physiologiques et pathologiques. 

La BK est capable d’activer deux types de RCPG (B1 et B2), principalement connus pour être 

couplés à une protéine Gq (Couture et al., 2001).  

Au sein des neurones cardiaques, les effets excitateurs de la BK apparaissent médiés par 

l’activation du récepteur B2 et l’activation de la voie de la PLC. Dans ces cellules, les auteurs 

montrent que l’activation de cette voie résulte en (1) l’inhibition du courant de type M, 

probablement suite à la déplétion des stocks de phosphatidylinositol bisphosphate (PIP2), et 

(2) à l’activation d’un canal TRPC (TRPC5 et/ou TRPC6) médiée par des libérations calciques 

IP3-dépendantes (figure 24B). A lui seul, l’inhibition du courant de type M ne suffit pas à 

expliquer les effets excitateurs de la BK puisque ces effets perdurent en présence de XE-991, 
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inhibiteur spécifique de ce courant. En revanche, la dépolarisation induite par la BK apparait 

fortement impactée par la perfusion préalable de ML204, inhibiteur des canaux TRPC5 et 

TRPC6. Le courant entrant généré par l’activation de ces canaux semblent donc expliquer 

pour une large part les effets excitateurs de la BK.  

 

Figure 24 : Actions de la bradykinine sur les neurones cardiaques. (A) La perfusion de 
bradykinine (BK) conduit à une dépolarisation membranaire et à la survenue de trains de 
potentiels d’action. Ces résultats sont issus des travaux de Arichi et al. 2019 (B) Schéma 
récapitulant les voies de signalisations associées à l’effet excitateur de la BK. B2R : Récepteur 
B2 de la BK ; PIP2 : phosphatidylinositol bisphosphate ; DAG : diacylglycérol ; IP3 : inositol 
trisphosphate ; IP3R : récepteur de l’IP3. 
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Plusieurs études ont démontré que l’ischémie myocardique était associée à une 

augmentation de BK et que, dans ce contexte, ce peptide jouait un rôle cardioprotecteur. Parmi 

ces effets cardioprotecteurs, il a notamment été observé que l’injection de BK était associée à 

une réduction de la sévérité des arythmies déclenchées par l’ischémie (Parratt et al., 1995). 

L’innervation cardiaque jouant un rôle certain dans la survenue, l’entretien ou encore la 

prévention des arythmies, on peut donc supposer qu’une partie des effets cardioprotecteurs 

de la BK puisse découler de son action sur les neurones intracardiaques.  

e) Modulation par les neuropeptides : PACAP, VIP, 

substance P 

Les neuropeptides libérés par les terminaisons nerveuses participent également à la 

régulation de l’excitabilité des neurones cardiaques. Ces neurones apparaissent notamment 

régulés par la substance P, le VIP ainsi que le PACAP. 

La substance P est un neuropeptide de 11 acides aminés appartenant à la famille des 

tachykinines. Ces tachykinines sont capables de conduire à de multiples voies de signalisation 

en interagissant avec trois types de RCPG, les récepteurs des neurokinines (NK1 à NK3). Les 

neurones cardiaques expriment les récepteurs NK1, NK2 et NK3 et l’activation de ces 

différents récepteurs par des agonistes spécifiques est associée à une modification de l’activité 

neuronale in situ (Armour et al., 1993; Thompson et al., 1998). Chez le cobaye, l’application 

de substance P conduit systématiquement à une dépolarisation membranaire et celle-ci 

s’accompagne de trains de potentiels d’action dans près de la moitié des neurones. Dans 

certains neurones, la perfusion de substance P est également associée à une augmentation 

des capacités de décharge en potentiels d’action en réponse à l’injection d’un courant 

dépolarisant ce qui suggère que ce neuropeptide est capable d’augmenter l’excitabilité 

neuronale (Hardwick et al., 1995, 1997; Zhang et al., 2001). L’utilisation d’antagonistes 

spécifiques des différents sous-types de récepteurs NK suggère que ces effets excitateurs 

découleraient principalement de l’activation du récepteur NK3. En voltage-clamp, la substance 

P induit l’activation d’un courant cationique non sélectif pouvant appartenir à la famille des 

TRP. En revanche, les voies de signalisation intracellulaires conduisant à l’activation de ce 

canal n’ont pas été investiguées en détail (Hardwick et al., 1997).  

La substance P est également capable de moduler la réponse nicotinique des neurones. 

En effet, chez le rat, la perfusion de substance P s’accompagne d’une réduction de 70 % de 

l’amplitude du courant médié par les nAChR tandis que chez le cobaye ce neuropeptide 

potentialise la réponse membranaire nicotinique (Cuevas and Adams, 2000; Zhang et al., 

2001, 2005). L’inhibition de la réponse nicotinique apparait toutefois indépendante de 

l’activation des récepteurs NK et serait principalement liée à une interaction directe entre la 
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substance P et les nAChR. Les mécanismes expliquant la potentialisation de la réponse 

cholinergique par la substance P n’ont pas été investigués mais on peut résolument supposer 

que l’inhibition du courant de type M et l’activation du canal TRPC médiées par la substance 

P participent à cette modulation de la réponse cholinergique. 

 Le PACAP et le VIP sont des peptides structurellement analogues appartenant à la même 

famille. La perfusion de chacun de ces deux peptides conduit à une réponse membranaire 

excitatrice se traduisant par une dépolarisation membranaire (VIP et PACAP) ainsi qu’une 

augmentation des capacités de décharge en potentiels d’action (uniquement pour le PACAP) 

(Braas et al., 1998; DeHaven and Cuevas, 2004; Merriam et al., 2004; Tompkins et al., 2006, 

2007). Par leurs effets excitateurs, ces neuropeptides sont notamment responsables d’une 

augmentation des libérations d’acétylcholine par les neurones intracardiaques provoquant une 

réduction de la fréquence cardiaque (Seebeck et al., 1996). Ces peptides exercent leurs effets 

via l’activation de trois RCPG spécifiques, PAC1, VPAC1 et VPAC2 (figure 25). En raison de 

sa haute affinité pour le PACAP, PAC1 est généralement considéré comme le récepteur du 

PACAP tandis que les récepteurs VPAC possèdent une affinité similaire pour le VIP et le 

PACAP. Au sein des neurones cardiaques, les effets médiés par le PACAP semblent pouvoir 

faire intervenir ces trois récepteurs puisque les transcrits codant chacun de ces trois 

récepteurs ont été détectés par RT-PCR (DeHaven and Cuevas, 2002).  

Bien que la réponse membranaire au PACAP soit similaire chez le rat et le cobaye, les 

mécanismes impliqués semblent différents pour ces deux espèces. Chez le rat, l’augmentation 

d’excitabilité requiert l’activation des récepteurs VPAC et PAC1 et l’activation des récepteurs 

VPAC se traduit par une augmentation des concentrations calciques intracellulaires générée 

par (1) des libérations calciques réticulaires de la part des récepteurs à la ryanodine (RyR) et 

(2) des influx calciques certainement médiés par des canaux TRP (DeHaven and Cuevas, 

2004) (figure 25). Chez le cobaye, l’augmentation des capacités de décharge apparait 

uniquement liée à l’activation des récepteurs PAC1 et indépendante des libérations calciques 

réticulaires. Dans cette espèce, l’augmentation d’excitabilité semble liée à la modulation de 

multiple canaux ioniques parmi lesquels les canaux HCN, des VGCC ainsi que le canal 

sodique Nav1.7 (Merriam et al., 2004; Tompkins et al., 2015, 2016).  Au-delà des voies de 

signalisation médiées par l’activation de PAC1 à la membrane plasmique, le groupe de 

Merriam suggère que l’augmentation d’excitabilité médiée par le PACAP passerait également 

par des voies de signalisation impliquant l’internalisation du complexe ligand-récepteur 

(Merriam et al., 2013) (figure 25). Ces résultats sont toutefois à prendre avec précaution. En 

effet, à l’exception des canaux HCN, l’action directe du PACAP sur les différents canaux 

ioniques n’a jamais été démontrée. La participation supposée des VGCC et de Nav1.7 découle 

essentiellement du constat que l’inhibition de ces canaux masque les effets excitateurs du 
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PACAP. On ne peut toutefois pas exclure que l’inhibition de ces différents acteurs soit tout 

simplement associée à une réduction des capacités de décharge des neurones 

indépendamment du PACAP. La figure 25 représente les différents mécanismes pouvant être 

associés à l’activation des récepteurs du VIP et du PACAP. 

 

Figure 25 : Voies de transductions associées aux récepteurs du VIP et du PACAP. Chez 
le rat, l’activation des récepteurs VPAC par le VIP ou le PACAP conduit à une augmentation 
des concentrations calciques intracellulaires via l’activation des récepteurs à la ryanodine 
(RyR) et d’un canal TRP. Chez le cobaye, le PACAP stimule l’activité des canaux HCN et 
pourrait agir sur des canaux calciques voltage-dépendants (VGCC) et le canal Nav1.7. 
L’internalisation du complexe PACAP-PAC1 pourrait aussi intervenir dans les effets 
excitateurs du PACAP. Les flèches en pointillées représentent des voies hypothétiques qu’il 
convient de confirmer. 
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Chapitre 3 : Pathologies cardiaques et 

système nerveux intracardiaque  

Au-delà du rôle crucial joué par l’innervation cardiaque dans le contrôle physiologique des 

fonctions cardiaques, cette innervation autonome joue également un rôle essentiel en contexte 

pathologique. De nombreuses atteintes cardiaques sont par exemple caractérisées par un 

déséquilibre de la balance autonome. En tant que voie finale régulant les influences 

sympathiques et parasympathiques, le SNIC joue certainement un rôle important dans ces 

mécanismes pathologiques. Ce chapitre aborde ainsi les travaux mentionnant l’atteinte et/ou 

l’implication potentielle des ganglions cardiaques dans les pathologies cardiaques.  

[1]. Arythmies cardiaques 

Les arythmies cardiaques sont des troubles de l’activité électrique du cœur qui se 

caractérisent par une origine, une fréquence et/ou une régularité anormale du rythme 

cardiaque. Ces arythmies peuvent se traduire par une fréquence cardiaque anormalement 

faible (bradycardie) ou trop élevée (tachycardie) ou bien par une activité électrique anarchique 

au niveau des oreillettes ou des ventricules (fibrillation auriculaire (FA) ou ventriculaire).    

Le système nerveux autonome joue un rôle crucial dans la genèse et l’entretien des 

arythmies, un déséquilibre de la balance autonome constituant généralement un substrat 

arythmogène (Shen et al., 2011). Ce déséquilibre de la balance autonome à l’origine des 

arythmies peut se traduire de différentes manières. Par exemple, l’hyperactivité vagale aurait 

été associée à l’initiation de FA chez le jeune adulte ne présentant pas d’anomalie cardiaque 

structurelle  tandis que l’activité sympathique favoriserait la survenue de FA dans un contexte 

pathologique (Coumel, 1996). Dans certains modèles animaux de FA, l’activation simultanée 

des branches sympathiques et parasympathiques précède la plupart du temps les évènements 

arythmiques (Shen et al., 2011). Ces influences autonomes étant ultimement conditionnées 

par le SNIC, ce dernier joue très certainement un rôle central dans ces mécanismes. Cette 

partie vise à décrire les principaux éléments suggérant l’importance des ganglions cardiaques 

dans le contexte des arythmies cardiaques.   

(i) Fibrillation auriculaire 

Parmi les différents troubles du rythme cardiaque, la FA est l’arythmie la plus fréquemment 

répandue, affectant entre 600 000 et 1 million de personnes en France en 2010 (Charlemagne 

et al., 2011). Elle se traduit par une fréquence cardiaque irrégulière et souvent anormalement 
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élevée. En fonction de la récurrence des arythmies, on distingue trois types de FA : 

paroxystique (occasionnelle), persistante et permanente. Une fois initiée, la FA conduit à un 

remodelage du tissu auriculaire qui entretient et augmente la récurrence des arythmies.  

Coumel est le premier, en 1978, à avoir suggéré l’implication du système nerveux autonome 

dans la genèse de FA. Ses travaux l’avaient en effet amené à observer qu’une activité 

excessive du système vagal constituait un facteur déclencheur de FA (Coumel et al., 1978). 

Chez le chien, l’injection d’acétylcholine au niveau du nœud sinusal est par ailleurs 

systématiquement associée à l’apparition de FA (Sharifov et al., 2004). L’effet proarythmique 

de l’acétylcholine découlerait notamment de la réduction de la période réfractaire auriculaire.  

Il est aussi intéressant de mentionner qu’un remodelage de l’innervation autonome est souvent 

observé dans le contexte de la FA. Gould et collaborateurs ont par exemple montré que les 

patients souffrant de FA présentaient une hyperinnervation sympathique au niveau auriculaire 

(Gould et al., 2006). Ce remodelage a également été constaté chez les modèles animaux de 

FA induit par stimulation électrique à haute fréquence des oreillettes. Au-delà du remodelage 

du tissu auriculaire, la genèse et/ou l’entretien des arythmies chez ces modèles animaux 

pourraient donc également s’expliquer par le remodelage de l’innervation autonome induit par 

le protocole de stimulation atriale (Jayachandran et al., 2000; Chang et al., 2001). 

L’innervation cardiaque jouerait notamment un rôle important dans la genèse d’activités 

électriques atriales ectopiques. La FA est en effet souvent déclenchée par l’apparition de 

foyers ectopiques et dans 90 % des cas, ces activités ectopiques sont initiées au sein des VP 

(Haïssaguerre et al., 1998). Les mécanismes conduisant à l’apparition de foyers ectopiques 

au sein des VP restent encore mal compris mais plusieurs études ont montré que le système 

nerveux autonome favorisait la survenue de ces foyers (Shen et al., 2011). En effet, les VP 

sont richement innervées par les fibres sympathiques et parasympathiques et la stimulation 

de ces deux voies favoriserait la survenue de foyers ectopiques au sein des VP (Patterson et 

al. 2005; Tan et al. 2007). Il est également intéressant de mentionner que les ganglions 

intracardiaques apparaissent particulièrement concentrés aux abords des VP. En 2011, une 

étude menée sur une cohorte de 12 patients a d’ailleurs montré que la stimulation à haute 

fréquence des plexus ganglionnaires conduisait à la survenue de foyers ectopiques au sein 

des VP et à la genèse de FA (Lim et al., 2011).  

En 2010, le groupe de Choi a montré que dans un modèle animal de FA paroxystique, les 

épisodes de FA étaient systématiquement précédés par une activité excessive des ganglions 

cardiaques, suggérant d’autant plus leur participation dans la survenue de ces arythmies. De 

plus, dans leur modèle animal, seuls 28 % des épisodes de FA sont précédés par l’activation 

conjointe des structures nerveuses extra et intracardiaques tandis que 72 % des épisodes de 
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FA semblent uniquement associés à l’activation des structures nerveuses intrinsèques (figure 

26) (Choi et al., 2010). Ceci suggère que le SNIC pourrait de façon totalement indépendante 

conduire à la genèse d’arythmies. 

 

Figure 26 : Activité neuronale et fibrillation auriculaire. Parallèlement à l’enregistrement 
du tracé ECG, les auteurs ont enregistré l’activité électrique au niveau des ganglions stellaires 
et du nerf vague (innervation cardiaque extrinsèque) ainsi qu’au sein des ganglions cardiaques 
(innervation cardiaque intrinsèque) dans un modèle animal de fibrillation auriculaire. Leurs 
résultats indiquent que 28 % des épisodes de fibrillation auriculaire coïncident avec l’activation 
simultanée des structures nerveuses extra et intracardiaques (A) tandis que 72 % sont 
uniquement précédés par une augmentation d’activité au niveau des ganglions 
intracardiaques (B). GC : ganglions cardiaques ; GS : ganglions stellaires ; NV : nerf vague. 
Résultats issus de Choi et al. 2010. 

Le rôle central des ganglions cardiaques dans la survenue de FA est renforcé par les études 

cliniques ayant montré que l’ablation de certaines zones ganglionnaires permettait de limiter 

la récurrence des arythmies chez les patients. Les travaux de Scherlag ont par exemple 

montré qu’en complément de l’isolement des VP, l’ablation des ganglions cardiaques 

permettait d’augmenter d’environ 70 à 91 % le succès de l’intervention (absence de récurrence 

des FA) par rapport à l’isolement des VP seul. Les bénéfices de cette double approche ont 

également été rapportés par les travaux de Katritsis quelques années plus tard. Dans leur 

étude, l’absence de récurrence de FA est retrouvée dans 45 % des patients ayant reçu une 

approche d’isolement des VP, tandis que ce pourcentage atteint 74 % chez les patients ayant 

reçu une approche combinée d’isolement des VP et d’ablation des ganglions cardiaques 

(figure 27) (Katritsis et al., 2011).  
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Figure 27 : Suivi post-opératoire des patients atteints de fibrillation auriculaire. 
Pourcentage de patients ne présentant pas de récurrence de FA après l’intervention. Ce suivi 
a été réalisé chez des patients ayant reçu une approche unique d’isolement des veines 
pulmonaires (VP) ou bien combinée à une ablation des ganglions cardiaques (VP + PG). 
Modifié d’après Katritsis et al. 2011. 

(ii) Arythmies ventriculaires 

Les neurones cardiaques semblent également impliqués dans la survenue d’arythmies au 

niveau ventriculaire. En 1994, Huang et collaborateurs ont par exemple montré que près d’une 

fois sur trois, la modulation pharmacologique de l’activité des neurones cardiaques conduisait 

à l’apparition d’arythmies ventriculaires et que cet effet perdurait dans près de la moitié des 

cas après élimination des influences nerveuses extracardiaques (Huang et al., 1994). A 

l’inverse, d’autres travaux suggèrent que ces ganglions cardiaques pourraient avoir un rôle 

protecteur vis-à-vis des arythmies puisque leur stimulation prolonge la durée du potentiel 

d’action et de la période réfractaire ventriculaire (He et al., 2013). Jungen et collaborateurs ont 

d’ailleurs montré que l’ablation de certains ganglions cardiaques était associée à un 

raccourcissement de la période réfractaire et à une augmentation de la susceptibilité aux 

arythmies ventriculaires chez la souris (Jungen et al., 2017). La survenue d’arythmies 

ventriculaires a également été observée chez plusieurs patients ayant reçu un protocole 

d’ablation de FA (Osman et al., 2010; Wu et al., 2016). Ainsi l’ablation des ganglions 

cardiaques pourrait avoir des effets bénéfiques au niveau auriculaire mais délétères au niveau 

ventriculaire, ce qui pousse certains à remettre en cause cette approche (Buckley et al., 2017). 

Une meilleure compréhension de l’organisation du SNIC et une ablation beaucoup plus 

spécifique permettra certainement à l’avenir d’améliorer la prise en charge des patients.  
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[2]. Insuffisance cardiaque 

L’insuffisance cardiaque est une pathologie se traduisant par une incapacité du cœur à 

assurer un débit sanguin suffisant pour couvrir les besoins de l’organisme. Quelle que soit son 

étiologie, cet état pathologique est toujours associé à un déséquilibre de la balance autonome 

se traduisant par une hyper-activité sympathique et une dysfonction parasympathique (Kishi, 

2012). Ce déséquilibre de la balance autonome renforce d’autant plus les atteintes cardiaques 

contribuant à la dysfonction de la contractilité, favorisant la survenue d’arythmies et par 

conséquent augmentant la mortalité associée à l’insuffisance cardiaque (J Boogers et al., 

2011). Plusieurs études ont démontré que les neurones intracardiaques présentaient des 

atteintes morphologiques, structurelles et fonctionnelles dans ce contexte pathologique ce qui 

pourrait notamment participer au déséquilibre de la balance autonome (Bibevski and Dunlap, 

1999; Singh et al., 2013; Tu et al., 2014; Zhang et al., 2017). Bibevski et Dunlap suggèrent 

notamment que la dysfonction parasympathique relèverait uniquement d’atteintes 

ganglionnaires intracardiaques et non des voies parasympathiques pré-ganglionnaires 

(Bibevski and Dunlap, 1999). Chez l’homme, les neurones cardiaques issus de patients 

insuffisants cardiaques présentent un corps cellulaire hypertrophié par rapport aux neurones 

issus de cœurs sains (580 ± 14 versus 327 ± 9 µm2) et des observations similaires ont 

également été réalisées sur des modèles animaux de l’insuffisance cardiaque (Singh et al., 

2013). Cette hypertrophie pourrait notamment découler d’une sécrétion élevée de NGF au sein 

du tissu cardiaque pathologique puisque des taux anormalement élevés de NGF ont été 

rapportés dans les cœurs issus de patients insuffisants cardiaques. En raison de 

l’augmentation de la surface membranaire, le groupe de Singh suggère que cette hypertrophie 

pourrait entraîner une réduction de l’excitabilité neuronale et ainsi expliquer en partie la 

dysfonction parasympathique associée à l’insuffisance cardiaque. Chez le rat CHF (Chronic 

Heart Failure, modèle animal de l’insuffisance cardiaque chronique), l’équipe de Li a 

effectivement montré que les neurones cardiaques présentaient une excitabilité réduite mais 

que celle-ci s’expliquait notamment par la réduction de l’expression du canal calcique de type 

N (Tu et al., 2014). Ce groupe a également montré que ce remodelage électrique des neurones 

intracardiaques était associé à une susceptibilité accrue aux arythmies ventriculaires (Zhang 

et al., 2017, 2018), ce qui coïncide avec les données cliniques rapportant la prévalence de ces 

arythmies dans le contexte de l’insuffisance cardiaque.   

[3]. Ischémie myocardique 

Au-delà des atteintes musculaires, l’ischémie myocardique génère également des atteintes 

neuronales qui peuvent participer à l’altération de la fonctionnalité cardiaque. Il est important 
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de préciser que ces atteintes ne semblent pas uniquement découler de l’altération de la 

perfusion des ganglions puisque des anomalies neuronales ont également été rapportées pour 

des atteintes myocardiques distantes des zones ganglionnaires et non associées à une 

diminution de la perfusion des ganglions (Hardwick et al., 2008). Chez l’homme, l’ischémie 

myocardique conduirait notamment à la présence de neurones hypertrophiés et présentant de 

nombreuses inclusions cytoplasmiques (Hopkins et al., 2000). Au-delà des atteintes 

structurelles, les travaux menés sur le cobaye suggèrent que l’ischémie myocardique pourrait 

aboutir à un remodelage fonctionnel des neurones notamment caractérisé par des 

modifications phénotypiques et électrophysiologiques. D’un point de vue électrophysiologique, 

les travaux de Hardwick et collaborateurs (2008) mentionnent notamment que les neurones 

présentent des capacités de décharge augmentées et une réponse pharmacologique à 

l’histamine, la noradrénaline et à l’angiotensine II modifiée dans leur modèle d’infarctus du 

myocarde. De plus, ces auteurs ont observé une proportion plus élevée de neurones 

nitrergiques dans ce modèle ischémique. L’augmentation de la proportion de neurones 

exprimant nNOS apparait à partir du 4ème jour suivant l’ischémie et perdure pendant plus de 

50 jours (Hardwick et al., 2008, 2014, 2015). Dans un modèle porcin d’infarctus du myocarde, 

Rajendran et collaborateurs ont également observé un remodelage morphologique, 

phénotypique et fonctionnel des neurones cardiaques. Outre l’hypertrophie neuronale, ces 

auteurs rapportent une légère réduction de l’expression de ChAT (87 ± 2 % versus 91 ± 2 %) 

ainsi qu’une importante augmentation de l’expression du peptide VIP (66 ± 2 % versus 37 ± 3 

%) dans les neurones cardiaques de leur modèle (Rajendran et al., 2016). D’un point de vue 

fonctionnel, ces auteurs ont également constaté une modification de l’activité basale des 

neurones cardiaques (réduction de l’activité basale des neurones stimulés par le nerf vague 

et, à l’inverse, augmentation d’activité des neurones inhibés par le nerf vague) ainsi qu’une 

augmentation de la proportion de neurones cardiaques recevant des inputs sympathiques de 

la part des ganglions stellaires (Vaseghi et al., 2017). Il est possible que ce remodelage 

fonctionnel des ganglions intracardiaques participe au déséquilibre de la balance autonome 

observée dans l’infarctus du myocarde.  

[4]. Canalopathies cardiaques 

Bien que les données concernant les différents types de canaux ioniques exprimés par les 

neurones cardiaques soient relativement limitées, quelques études ont rapporté des 

modifications de l’expression ou de la fonction de certains de ces canaux ioniques dans un 

contexte cardiaque pathologique.   

Une réduction de l’expression du canal calcique de type N au sein des neurones cardiaques 

a été observée dans plusieurs modèles animaux de pathologies cardiaques. Par exemple, 
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l’équipe de Li a montré que l’expression du transcrit codant pour la sous-unité Cav2.2 ainsi 

que l’amplitude du courant calcique de type N étaient réduites dans leur modèle de rat CHF 

(Tu et al., 2014) et cette perte de fonction pourrait notamment favoriser la survenue 

d’arythmies ventriculaires dans ces mêmes modèles (Zhang et al., 2017, 2018). Il est 

intéressant de mentionner qu’en 2015, l’étude génétique d’une famille de patients atteints de 

dystonie myoclonique associée à des arythmies cardiaques a permis d’identifier la présence 

d’une mutation affectant le gène CACNA1B codant pour la sous-unité Cav2.2 (Groen et al., 

2015). Ainsi, les données expérimentales reliant l’expression de ce canal à l’électrophysiologie 

cardiaque sont certainement transposables à l’homme. La réduction de l’expression et de la 

densité de courant associée à ce canal a également été rapportée dans un modèle de diabète 

de type 2 chez le rat et pourrait expliquer les dysfonctions autonomes cardiaques associées à 

cette pathologie (Liu et al., 2012).  

L’étude des variants génétiques affectant le gène SCN10A encodant la sous-unité alpha du 

canal sodique Nav1.8 suggère l’implication de ce canal dans de nombreuses pathologies 

cardiaques telles que le syndrome de Brugada, les troubles de la conduction cardiaque et les 

FA (Jabbari et al., 2015; Fukuyama et al., 2016). Bien que certains suggèrent que ces atteintes 

s’expliqueraient par l’expression fonctionnelle de ce canal au sein des cardiomyocytes (Yang 

et al., 2012), il est également possible que ces pathologies découlent de la perturbation des 

fonctions neuronales intracardiaques puisque l’expression de ce canal a été suggérée au sein 

des neurones cardiaques (Verkerk Arie O. et al., 2012). Il a par exemple été montré que la 

perfusion localisée d’A-803467, inhibiteur du canal Nav1.8, à proximité des ganglions 

cardiaques permettait de réduire la susceptibilité à la FA dans deux modèles canin aigus de 

FA (Qi et al., 2014; Chen et al., 2016).  
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Contexte scientifique et objectifs de 

thèse 

Les travaux menés ces trente dernières années ont permis de démontrer que les ganglions 

cardiaques n’étaient pas uniquement formés par des neurones parasympathiques mais qu’au 

contraire, ils formeraient une structure plus complexe modulant les influences nerveuses 

autonomes et initiant probablement des boucles de régulation cardiaques locales et 

indépendantes.   

Les investigations immunohistochimiques ont par exemple permis de mettre en évidence 

la diversité phénotypique de ces neurones et notamment l’expression de différents 

neurotransmetteurs et neuropeptides (Wake and Brack, 2016).   

 Cette diversité a également été retrouvée d’un point de vue électrophysiologique avec 

l’observation de différents profils électriques neuronaux (Selyanko, 1992; Edwards et al., 1995; 

Smith, 1999).  

L’étude des inputs synaptiques reçus par ces neurones ainsi que de leur réponse à 

différents stimuli a permis de révéler la multiplicité des informations intra- et extracardiaques 

perçues par ces ganglions, suggérant le rôle intégrateur de ces structures (Smith, 1999; 

Parsons et al., 2006; Hoover et al., 2009; Beaumont et al., 2013).  

Enfin, les études fonctionnelles menées in situ et ex vivo ont montré que ces ganglions 

pouvaient présenter une activité indépendante des influences nerveuses extrinsèques et qu’ils 

étaient certainement formés de différentes catégories fonctionnelles de neurones capables 

d’initier des boucles de régulations locales (Gagliardi et al., 1988; Ardell et al., 1991; Allen et 

al., 2018).   

Ces éléments rappellent quelque peu la complexité des structures nerveuses entériques 

qui forment un véritable réseau neuronal intrinsèque capable de moduler la fonction gastro-

intestinale indépendamment du système nerveux central (Spencer and Hu, 2020). Par 

analogie avec le système nerveux entérique, les ganglions cardiaques sont ainsi regroupés 

sous le terme de SNIC, et certains proposent même le concept de « petit cerveau cardiaque » 

(Armour, 2007).  

Malgré l’ensemble des études menées jusqu’ici, la nature exacte des différents neurones 

composant les ganglions cardiaques n’a toutefois pas encore été déterminée et cela apparait 

d’autant plus important au regard de l’éventuelle implication de ces neurones dans la survenue 
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et l’entretien de certaines pathologies cardiaques telles que les arythmies (Stavrakis et al., 

2015; Avazzadeh et al., 2020).  

Les récents progrès scientifiques et techniques en matière d’ingénierie génétique offrent 

désormais la possibilité de décrypter précisément le fonctionnement de ce réseau neuronal 

intracardiaque et d’étudier plus minutieusement son implication dans les mécanismes 

pathologiques.   

L’objectif initial de cette thèse a donc été d’améliorer notre compréhension du SNIC en 

s’appuyant notamment sur les dernières avancées techniques telles que la technologie Cre-

Lox ou encore l’imagerie tridimensionnelle par clarification d’organe.  

Pour cela, nous nous sommes tout d’abord consacrés à la caractérisation moléculaire et 

fonctionnelle du système nerveux intracardiaque de la souris. En effet, bien que ce modèle 

offre de nombreuses possibilités techniques pour investiguer le rôle et les propriétés des 

différents types de neurones cardiaques, très peu d’études avaient été conduites sur ce 

modèle jusqu’à présent.  

Dans un deuxième temps, nous nous sommes appuyés sur la technologie Cre-Lox pour 

nous focaliser sur l’étude d’une sous-catégorie précise de neurones cardiaques. Nous nous 

sommes notamment intéressés aux propriétés phénotypiques, morphologiques et 

électrophysiologiques de cette population en utilisant des approches d’immunomarquage et la 

technique de patch-clamp.  

Enfin, nous nous sommes également intéressés aux cellules non neuronales retrouvées 

dans les ganglions intracardiaques et à leur éventuelle capacité à initier des mécanismes de 

neurogenèse en culture.  
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Matériels et méthodes 

[1]. Modèles animaux 

Les expériences ont été conduites avec des souris C57bl6/J ainsi que sur des souris de la 

lignée B6;129S-Calb1tm2.1(cre)Hze/J (lignée calb-cre, The Jackson Laboratory). L’ensemble 

des procédures impliquant des animaux ont été réalisées en respectant les réglementations 

éthiques de la directive européenne 2010/63/EU relative à la protection des animaux utilisés 

à des fins scientifiques. Ce projet a également fait l’objet d’une autorisation APAFiS 

(APAFIS#20949-201906051642993) délivrée par le ministère de la recherche et approuvée 

par le comité d’éthique COMETHEA Poitou-Charentes (CEEA n°084). 

(i) La lignée calb-cre 

Cette lignée transgénique a été créée par l’Allen Institute for Brain Science. Elle comporte 

une séquence IRES2 ainsi que le gène codant pour la protéine Cre-recombinase en aval du 

codon stop du gène codant pour la protéine calbindine. Cette modification génétique conduit 

à l’expression ciblée de la protéine Cre-recombinase au sein des cellules exprimant la 

calbindine, sans altérer l’expression de la protéine endogène.  

a) Génotypage par PCR 

A réception de la lignée transgénique, le génotype des souris calb-cre a été validé en 

appliquant un protocole de génotypage par PCR à partir de biopsies de la queue. La PCR est 

la technique de premier choix utilisée pour le génotypage de routine car elle nécessite une 

petite quantité d’acide désoxyribonucléique (ADN) et donc de tissu au départ.     

Extraction et dosage de l’ADN 

L’extraction de l’ADN est obtenue en réalisant une lyse alcaline des échantillons tissulaires 

prélevés chez l’animal. Chaque biopsie est immergée dans 50 µL de solution de lyse alcaline 

(0.2 mM d’acide éthylène diamine tétraacétique (EDTA, Sigma-Aldrich), 25 mM NaOH (Sigma-

Aldrich) dans de l’eau milliQ stérile, pH = 12). Afin d’éviter toute évaporation, 40 µL d’huile 

minérale (Sigma-Aldrich) sont ajoutés dans chacun des tubes avant de procéder à l’étape de 

digestion à 94 °C pendant 1 heure dans un thermocycler (PTC-100, M.J Research, Inc). La 

lyse est ensuite stoppée par ajout d’un volume de 50 µL de solution de neutralisation (40 mM 

Tris HCl dans de l’eau milliQ stérile, pH = 5) et les échantillons sont refroidis à 4 °C. La 

concentration et la pureté en ADN sont déterminées en mesurant la densité optique à 230 nm, 
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260 nm et 280 nm à l’aide d’un nanodrop (NanoDrop ND-100, Labtech) à partir de 2 µL de 

solution d’extraction. 

Amplification par PCR 

Les fragments d’ADN d’intérêts sont amplifiés par PCR en incubant 50 à 200 ng d’ADN 

avec le mélange réactionnel de PCR (25 U/mL de Taq Polymerase (Invitrogen), 200 µM de 

dNTPs, 3 mM MgCl2, 0.5 µM d’amorce mutante anti-sens (13007), sauvage anti-sens (29730) 

et d’une amorce commune (29729) (Eurogentec, tableau 4) dans de l’eau milliQ stérile) pour 

un volume réactionnel final de 25 µL.  

Numéro 

d’amorce 
Séquence 5’ - 3’ Nature de l’amorce 

Taille du fragment 

amplifié 

13007 ACACCGGCCTTATTCCAAG Mutante (anti-sens) 144 pb 

29729 AGAACATAATGGCCTTGTCG Commune (sens) - 

29730 TACTGACTGGCCTAAGCATGG Sauvage (anti-sens) 311 pb 

Tableau 4 : Amorces utilisées pour le génotypage des souris calb-cre. 

Après ajout de 30 µL d’huile minérale, les échantillons sont placés dans le thermocycler 

(Mastercycler nexus GX2, eppendorf) et soumis à plusieurs cycles de température permettant 

l’amplification d’ADN (tableau 5). 

Etape Température Durée Nature et nombre de cycles 

1 94°C 2 min Pré-dénaturation 

2 94°C 20 sec 

10 cycles 3 65°C 
15 sec - 0,5 °C par 

cycle 

4 68°C 10 sec 

5 94°C 15 sec 

28 cycles 6 60°C 15 sec 

7 72°C 10 sec 

8 72°C 2 min Cycle de sortie 

9 10°C Infini maintien 

Tableau 5 : Etapes du protocole de PCR 

Ce protocole comporte une phase de dénaturation de l’ADN par la chaleur permettant de 

générer des molécules simple brin (94 °C), une étape d’hybridation des amorces à 60 °C et 

une étape d’élongation par l’action de l’ADN polymerase (Taq polymerase) dont l’activité est 
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optimale à 72 °C. Une fois le protocole de PCR terminé, les échantillons sont conservés à 4 

°C. 

Migration sur gel d’agarose et révélation 

Les produits PCR ainsi que le marqueur de poids moléculaire ΦX174 DNA/BsuRI (HaeIII) 

(Thermo Fisher) sont déposés sur un gel d’agarose 2 % (Sigma-Aldrich) comportant 0.001 % 

d’une solution de bromure d’éthidium à 10 mg/mL (Sigma-Aldrich). La migration est réalisée 

pendant 25 minutes à 100 V (Système d’électrophorèse ENDURO gel XL) et les résultats sont 

visualisés en utilisant un système d’imagerie UV autonome (E-box VX5, Vilber). 

Résultats obtenus 

La lignée transgénique a été établie à partir de 9 individus calb-cre (3 mâles et 6 femelles).  

Le schéma de reproduction initial comportait deux séries de 3 accouplements permettant 

d’obtenir un pool d’individus suffisant à partir des 6 femelles de départ. Le génotypage a 

ensuite été réalisé sur 6 individus représentatifs des 6 croisements réalisés. Les résultats 

obtenus ont permis d’observer la présence d’un seul fragment d’ADN dont le poids moléculaire 

correspond au fragment muté (figure 28).  

 

Figure 28 : Résultats théoriques (gauche) et obtenus (droite) pour le génotypage des 
souris calb-cre. Le schéma de gauche représente les résultats théoriquement obtenus après 
application du protocole PCR : le génotypage d’une souris sauvage se traduit par la présence 
d’une seule bande à 311 pb, tandis que le génotypage d’une souris calb-cre homozygote (+/+) 
se traduit par la présence d’une seule bande à 144 pb. La présence des deux bandes reflète 
ainsi la nature hétérozygote d’une souris calb-cre. La photo de droite représente les résultats 
obtenus lors du génotypage de 3 souris issus de 3 croisements distincts. Une seule bande, 
d’un poids moléculaire situé entre 118 et 194 pb, a été obtenu démontrant la nature 
homozygote mutée des souris testées. 

Ces résultats nous ont permis de confirmer que les souris étaient bien homozygotes et 

porteuses de la mutation calb-cre. 

[2]. Transduction virale in vivo 

L’étude spécifique des neurones cardiaques exprimant la calbindine a été réalisée via la 

mise en place d’une stratégie de transduction virale combinée à la technologie Cre-Lox. 
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(i) La technologie Cre-Lox 

La technologie Cre-Lox est un outil de manipulation génétique ciblée utilisant les propriétés de 

la protéine Cre-recombinase, issue du bacteriophage P1. Cette enzyme est spécialisée dans 

la catalyse de réaction de recombinaison au niveau de sites spécifiques appelés LoxP. 

L’activité de cette enzyme se traduit ainsi par la formation de coupure double brin de l’ADN 

entre deux sites loxP. En fonction de l’orientation et de la localisation de ces sites loxP, 

l’enzyme sera capable de générer des inversions, des délétions ou bien des insertions de 

matériel génétique (figure 29).  

 

Figure 29 : Evénements de recombinaisons génétiques induit par l’activité de la Cre-
recombinase. En fonction de la localisation et de l’orientation des sites LoxP, l’activité de la 
Cre-recombinase génère différentes modifications génétiques. Lorsque les deux sites loxP 
sont présents sur le même brin d’ADN et orientés dans le même sens, la Cre-recombinase 
génère une coupure double brin entre les deux sites loxP conduisant à une délétion du gène 
présent entre ces deux sites. Si les deux sites loxP sont orientés dans deux sens opposés, 
cette activité se traduira par une inversion du gène. Enfin, si les deux sites loxP sont présents 
sur deux fragments d’ADN distincts, la Cre-recombinase génère une insertion entre les deux 
sites loxP. 
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Les propriétés de cette enzyme ont révolutionné les possibilités techniques en terme de 

mutagénèse dirigée offrant, par exemple, la possibilité de générer des modèles d’invalidation 

génétique (knock-out, KO) conditionnelle, inductible, ou bien tissue-spécifique (Nagy, 2000). 

(ii) Principe 

Des adénovirus associés (AAV) Cre-dépendants sont utilisés afin de conduire à l’expression 

de différentes protéines (rapporteurs fluorescents et outils optogénétiques) au sein des 

neurones calbindine. Ces AAVs comportent au sein de leur séquence un codon stop, flanqué 

par deux sites loxP orientés dans le même sens, en amont de la séquence du transgène. 

L’expression du transgène est ainsi conditionnée par la présence de la Cre-recombinase : 

lorsque l’enzyme est présente, celle-ci vient se fixer sur les deux sites loxP et conduit à une 

délétion du codon stop, permettant ainsi l’expression du transgène. En revanche, lorsque 

l’AAV infecte une cellule n’exprimant pas la Cre-recombinase, le codon stop empêche 

l’expression du transgène (figure 30).  

 

Figure 30 : Principe des AAVs Cre-dépendants. 

(iii) Procédure expérimentale 

Les AAVs (tableau 6) sont dilués dans une solution de tampon phosphate salin contenant 

du calcium et du magnésium (DPBS, Corning) et sont maintenus sur glace jusqu’à injection. 

L’efficacité de transduction virale peut être conditionnée par plusieurs paramètres tels que le 

sérotype, le promoteur ou encore la concentration en particule virale injectée. Le tableau 6 ci-

dessous récapitule les différents AAVs testés ainsi que leur efficacité à transduire les neurones 

cardiaques.  
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Tableau 6 : Liste des AAVs utilisés.  

La tranduction virale est réalisée sur des souriceaux hétérozygotes âgés de 4 à 6 jours. 

Avant toute manipulation des souriceaux, la mère est anesthésiée par inhalation d’un mélange 

d’isoflurane (Vetflurane, Coveto) et d’oxygène (rapport 2:1). Les souriceaux sont quant à eux 

anesthésiés par hypothermie dans la glace. Une fois l’endormissement suffisant, la solution 

contenant les AAVs est injectée par voie intrapéritonéale à l’aide d’une aiguille 30G (Terumo,  

VWR), à raison de 40 µL par individu. Les souriceaux injectés sont identifiés par la réalisation 

d’un tatouage sur une ou plusieurs pattes à l’aide d’une aiguille 30G et d’une encre à tatouer 

vétérinaire (Ketchum, vwr). Les souriceaux sont ensuite déposés sur une plaque chauffante 

(38 °C) et attentivement surveillés jusqu’au réveil complet. Lorsque l’ensemble des individus 

est réveillé, les souriceaux sont de nouveaux placés dans le nid. Avant de procéder au réveil 

de la mère, celle-ci est mise en contact avec la portée afin de masquer les odeurs provenant 

de l’expérimentateur. Une fois la mère réveillée, une surveillance quotidienne des individus est 

réalisée pendant 8 jours afin de s’assurer de la bonne santé des animaux.  

[3]. Immunofluorescence indirecte 

L’étude anatomique et phénotypique des ganglions intracardiaques et de leurs projections 

a été réalisée par l’utilisation de différentes approches d’immunomarquage. Ces expériences 

ont été réalisées à l’échelle de l’organe entier, sur coupes de tissu cardiaque ainsi que sur des 

cultures primaires issues de ganglions cardiaques.  L’immunofluorescence indirecte est une 

technique qui repose sur la reconnaissance anticorps/antigène permettant ainsi la localisation 

d’une protéine d’intérêt au sein d’un échantillon biologique. Cette approche implique 

l’utilisation de deux types d’anticorps : un anticorps primaire, spécialisé dans la 

reconnaissance de la protéine d’intérêt, et un anticorps secondaire, couplé à un fluorochrome, 

Référence Sérotype Promoteur Transgène 

Concentration 

virale injectée 

(vg/mL) 

Efficacité de 

transduction 

AAV9.FLEX.CAG.Arch.GFP 
(addgene – 22222) 

AAV9 CAG Arch 4,75.1012 importante 

AAV8.hSyn.hChR2(H134R).EYFP 
(addgene - 55645) 

AAV8 hSyn hChR2(H134R) 5,25.1012 très faible 

EF1a.dble 
floxed.hChR2(H134R).mcherry 

(addgene - 20297) 

AAV5  
AAV9 

EF1α hChR2(H134R) 
1,31.1012  
6,75.1012 

inexistante 

AAV9.FLEX.CAG.ChR2.tdtomato 
(addgene - 18917) 

AAV9 CAG ChR2 5,25.1012 très faible 

AAV1.CAG.Flex.GCaMP6f.WPRE.SV40 
(addgene - 100835) 

AAV1 CAG GCaMP6f 1,0.1013 importante 

FLEX.tdtomato 
(addgene - 28306) 

AAV1  
PHP.S 

CAG tdtomato 
6,25.1012  
4,5.1012 

importante 
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et dirigé contre l’anticorps primaire. L’excitation du fluorophore en microscopie de fluorescence 

permet alors la détection de la protéine d’intérêt (figure 31).  

 

Figure 31 : Principe de l’immunofluorescence indirecte. 

(i) Transparisation cardiaque par la technique iDISCO 

Au cours de ces travaux de thèse, l’approche de transparisation d’organe a été utilisée afin 

d’étudier le SNIC dans sa globalité, à l’échelle du cœur entier.  

a) Généralités et principe 

L’objectif de la transparisation est d’homogénéiser la composition des tissus afin 

d’améliorer le passage de la lumière et ainsi permettre l’imagerie en profondeur des 

échantillons biologiques. En effet, les différents constituants de l’épaisseur d’un tissu sont à 

l’origine de multiples indices de réfraction qui génèrent d’importants phénomènes de diffusion 

de la lumière, rendant impossible la visualisation des structures profondes. L’imagerie des 

tissus est également limitée par la présence de pigments qui génèrent des phénomènes 

d’absorption de la lumière. Ainsi, l’objectif de la transparisation est de limiter tous ces 

phénomènes qui perturbent le passage de la lumière afin de rendre possible l’imagerie de 

structures épaisses (figure 32).  
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Figure 32 : Phénomènes physiques responsables de l’opacité des échantillons. 
L’opacité des échantillons découle des phénomènes entravant le passage de la lumière. La 
diversité des constituants tissulaires génère de multiples indices de réfraction à l’origine 
d’important phénomènes de diffusion de la lumière. Le passage de la lumière est également 
limité par les phénomènes d’absorption. L’objectif de la transparisation est d’homogénéiser les 
indices de réfraction et de limiter les phénomènes d’absorption pour favoriser le passage de 
la lumière. (modifié d’après (Yu et al., 2021). 

Parmi l’ensemble des techniques développées, on peut distinguer trois grandes familles de 

protocoles de transparisation, selon la nature chimique des solutions utilisées (Richardson and 

Lichtman, 2015; Ariel, 2017; Yu et al., 2021) : 

(1) Les protocoles utilisant des solvants organiques  

(2) Les protocoles basés sur l’utilisation d’agents hydrophiles 

a. Par immersion simple dans une solution aqueuse à indice de réfraction 

élevée  

b. Par hyper-hydratation   

(3) Les protocoles qui reposent sur la formation d’un hydrogel  

Bien que leurs méthodologies diffèrent, l’objectif de ces trois types d’approche est de conduire 

à une homogénéisation des indices de réfraction de l’échantillon étudié (figure 33). 
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Figure 33 : Représentation schématique des différentes approches de transparisation 
(modifié d’après Richardson et Lichtman 2015) 
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Chacune de ces différentes approches possèdent des avantages et inconvénients dont il est 

nécessaire de tenir compte pour choisir un protocole adapté à la nature du tissu étudié et aux 

attentes expérimentales (préservation de la fluorescence endogène, compatibilité avec 

l’immunomarquage, durée du protocole, coût…).   

Le protocole utilisé pour ces travaux de thèse est celui développé au sein du laboratoire 

d’Alain Chédotal (Belle et al., 2017) et qui correspond à une modification des protocoles 

iDISCO (immunolabeling-enabled three-Dimensional Imaging of Solvent-Cleared Organs) et 

iDISCO+ élaborés par Nicolas Rénier. Ces protocoles de transparisation reposent sur 

l’utilisation de solvants organiques qui éliminent les lipides et homogénéisent les indices de 

réfraction au sein de l’épaisseur de l’échantillon, conduisant ainsi à une réduction de son 

opacité.  

Ce protocole, particulièrement adapté à la transparisation des échantillons de taille importante 

et hautement autofluorescent, comporte trois principales étapes : le pré-traitement de 

l’échantillon (blanchiment et dénaturation au méthanol), l’immunomarquage et la clarification 

de l’échantillon (figure 34).   

 

Figure 34 : Etapes du protocole de transparisation cardiaque. L’échantillon est d’abord 
déshydraté au méthanol et blanchit dans le peroxyde d’hydrogène. Ce pré-traitement permet 
de limiter l’autofluorescence et facilitera la pénétration des anticorps par la suite. Après 
réhydratation, l’étape d’immunomarquage est réalisée. Enfin, une nouvelle étape de 
déshydratation au méthanol est réalisée.  Celle-ci participe à la dissolution de certains lipides 
et permet aux solvants organiques dissolvant les lipides et homogénéisant les indices de 
réfraction d’agir. 

b) Procédure expérimentale 

Prélèvement cardiaque 

La souris est héparinée (5000 U/kg) et euthanasiée avec une injection intrapéritonéale de 

pentobarbitale (100 mg/kg). Après réalisation d’une thoracotomie, le cœur est prélevé et rincé 
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par deux fois dans du DPBS froid. Le cœur est ensuite fixé pendant 24 heures dans une 

solution de paraformaldehyde 4 % (PFA, Sigma-Aldrich) à 4 °C. Après 3 rinçages, le cœur est 

stocké à 4 °C dans du DPBS. 

Prétraitement de l’échantillon 

L’échantillon est progressivement déshydraté par incubation dans des solutions à 

concentration croissante en méthanol dilué dans du DPBS (50, 80 et 100 % ; 1,5 heures par 

étape) sous agitation et à température ambiante. Afin de réduire l’autofluorescence, 

l’échantillon est ensuite blanchi par incubation dans une solution de peroxyde d’hydrogène 6 

% dilué dans le méthanol, pendant une nuit à 4 °C à l’abri de la lumière. Après deux lavages 

dans du méthanol 100 %, le cœur est progressivement réhydraté par diminution progressive 

de la concentration en méthanol (80, 50 % méthanol puis DPBS ; 1,5 heures par étape). 

Immunomarquage 

Une première étape de saturation des sites non spécifiques et de perméabilisation du tissu 

est réalisée en incubant l’échantillon dans du PBSGT (PBSGT : 0.2 % gélatine (Sigma-

Aldrich), 0.5 % Triton X-100 (Sigma-Aldrich), 50mM Sodium Azide (Sigma-Aldrich) dans du 

DPBS) pendant 4 jours sous agitation à température ambiante. L’échantillon est ensuite mis 

en présence des anticorps primaires (tableau 7), dilués dans une solution de PBSGT 

supplémentée par 0.1 % de saponine (Sigma-Aldrich), pendant deux semaines sous agitation 

à 37 °C. Après 6 étapes de rinçage dans du PBSGT, l’échantillon est incubé pendant 2 jours 

avec les anticorps secondaires (tableau 8), dilués dans une solution de PBSGT supplémentée 

par 0.1 % de saponine, sous agitation à 37 °C. A partir de ce stade, toutes les étapes du 

protocole sont réalisées à l’abri de la lumière. L’échantillon est finalement rincé par 6 fois dans 

du PBSGT et conservé à 4 °C. 

 

Antigène Espèce hôte Dilution Référence Fournisseur 

Choline acétyltransférase 

(ChAT) 
Chèvre 1/100 AB144P Sigma-Aldrich 

tdtomato Lapin 1/300 600-401-379 Rockland 

Tyrosine hydroxylase (TH) Lapin 1/400 AB152 Sigma-Aldrich 

Tableau 7 : Liste des anticorps primaires utilisés pour le protocole iDISCO. 
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Anticorps secondaire Espèce hôte Dilution Référence Fournisseur 

Alexa Fluor 647 anti chèvre Âne 1/200 A-21447 ThermoFisher 

Alexa Fluor 555 anti lapin Âne 1/200 A-31572 ThermoFisher 

Tableau 8 : Liste des anticorps secondaires utilisés pour le protocole iDISCO. 

 Clarification 

48 heures avant imagerie, l’échantillon est progressivement déshydraté dans le méthanol 

(20, 40, 60, 100 et 100% méthanol ; 1 heure par étape) sous agitation à température ambiante. 

Les lipides sont retirés par incubation dans un mélange dichlorométhane (DCM, Sigma-

Aldrich) / méthanol (2/3 DCM ; 1/3 méthanol) pendant une nuit, sous agitation à température 

ambiante. Cette étape de délipidation est complétée par une incubation dans une solution de 

DCM pendant 30 minutes. Finalement, la transparisation est atteinte en plongeant le cœur 

dans du dibenzyl ether (DBE, Sigma-Aldrich).  

Imagerie : la microscopie de fluorescence à feuillet de lumière 

Les images sont acquises en trois dimensions à l’aide d’un microscope à feuillet de lumière. 

Cette technique de microscopie consiste à illuminer l’échantillon de manière latérale à l’aide 

d’une fine feuille de lumière. La détection du signal est réalisée par un objectif indépendant du 

système d’illumination et orienté perpendiculairement à la feuille de lumière (figure 35). 

L’acquisition en trois dimensions est obtenue en traversant successivement l’ensemble de 

l’épaisseur de l’échantillon, plan par plan. Au cours de l’acquisition, seul le plan focal est 

illuminé, limitant ainsi grandement le phénomène de photoblanchiment.  
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Figure 35 : Le microscope à feuillet de lumière (modifié d’après (Girard and Forget, 2011)). 

Au cours de ces travaux, deux systèmes d’acquisition différents ont été utilisés pour 

l’acquisition des images : le microscope à feuillet de lumière mesoSPIM de la plateforme 

Advanced Lightsheet Imaging Center (ALICe) du centre Wyss à Genève ainsi que 

l’ultraMicroscope de LaVision Biotec. L’acquisition a été réalisée à l’objectif 1X avec un zoom 

numérique de 1.25 (mesoSPIM) et à l’objectif 2X, zoom numérique 0.65 (Ultramicroscope). 

L’imagerie est réalisée dans le DBE ou dans l’éthyl cinnamate (Sigma-Aldrich), équivalent non 

toxique du DBE. La visualisation et l’analyse des images sont réalisées à l’aide des logiciels 

ImageJ (NIH) et Imaris (Bitplane).  

c) Analyse de l’innervation ventriculaire 
catécholaminergique cardiaque 

L’analyse de l’innervation ventriculaire catécholaminergique cardiaque a été réalisée en 

développant une macro sous le logiciel ImageJ (macro développée par Côme Pasqualin, (Lizot 

et al., 2022) à partir des immunomarquages anti-TH (figure 36).  

Cette macro comporte trois étapes : 

1) Seuillage : l’image subit une étape de seuillage permettant de discriminer l’intensité 

de fluorescence liée au bruit de fond de celle liée au signal. Ce seuillage est réalisé en 

utilisant l’algorithme « maximum entropy ». 
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2) Squelettisation : le diamètre de chaque fibre est ramené à un voxel. Cette étape 

permet d’éviter une surestimation de l’innervation liée à l’hétérogénéité d’illumination 

au sein de l’échantillon et aux phénomènes de PSF (Point Spread Function, ou fonction 

d’étalement du point) inhérents à la microscopie.  

3) Calcul de la longueur totale : la longueur totale des fibres innervant les ventricules 

cardiaque est déterminée en utilisant une version modifiée du plugin « analyse 

skeleton » d’ImageJ. 

 

Figure 36 : Analyse de l’innervation ventriculaire cardiaque sous imageJ. 

(ii) Immunohistochimie sur coupes de tissu cardiaque 

Après prélèvement et fixation du cœur selon le protocole détaillé précédemment ([3] (i) b.), 

celui-ci est cryoprotégé par incubation dans une solution de sucrose 30 % (Sigma-Aldrich) 

dans du DPBS pendant une nuit à 4 °C. Le cœur est ensuite inclus dans le milieu d’inclusion 

tissue-TEK OCT (VWR) et l’ensemble congelé par immersion dans l’ethanol absolu (VWR) 

refroidi avec de la glace carbonique. Des coupes sériées (40-50 µm) sont réalisées à l’aide 

d’un cryostat (Leica CM 3050) à -22 °C, déposées sur des lames de verre recouvertes de poly-

Lysine (Menzel-Gläser, Thermo Scientific) et mises à sécher pendant plusieurs heures. 

 Après trois rinçages de 10 minutes dans du DPBS, la perméabilisation du tissu et la 

saturation des sites aspécifiques sont réalisées pendant 2 heures dans une solution de DPBS 

contenant 1 % d’albumine bovine sérique (BSA ; Sigma-Aldrich) et 0.5 % de tritonX-100. 

L’incubation avec les anticorps primaires (dilués dans le DPBS (tableau 9)) est réalisée sur la 

nuit à 4 °C, en chambre humide. Après 3 rinçages dans le DPBS, l’incubation avec les 

anticorps secondaires (tableau 10) est réalisée pendant 3 heures à température ambiante et 
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à l’abri de la lumière. Le marquage nucléaire est réalisé par incubation dans une solution de 

diamidino-2-phénylindole (DAPI, Sigma-Aldrich) dilué au 1/200e dans du DPBS. Après trois 

nouveaux rinçages dans le DPBS, les coupes sont montées dans du milieu de montage mowiol 

(Sigma-Aldrich) et mises à sécher pendant une nuit à température ambiante et à l’obscurité. 

Les lames sont observées à l’aide d’un microscope confocale à balayage laser IX83 FV3000 

(Olympus). L’acquisition des images est réalisée grâce au logiciel Fluoview (Olympus) et leur 

analyse par le logiciel ImageJ.  
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Antigène Espèce hôte Dilution Référence Fournisseur 

Calbindin D28k Lapin 1:1200 CB38 Swant 

CART (55-102) Lapin 1 :1000 H-003-62 
Phoenix 

Pharmaceuticals 

CGRP Chèvre 1:300 Ab36001 Abcam 

 ChAT Chèvre 1:100 AB144P Sigma-Aldrich 

GABA Lapin 1:500 A2052 Sigma-Aldrich 

Gad67 Souris 1:500 MAB5406 Sigma-Aldrich 

GFAP Lapin 1:500 Z0334 Dako 

GFP Poulet 1:400 GFP-1020 Interchim 

Glutamine synthetase Lapin 1:100 Ab73593 Abcam 

MAP2 Lapin 1:600 AB5622 Merck Millipore 

nNOS Lapin 1:500 AB5380 Merck Millipore 

NPY Lapin 1:500 Ab10980 Abcam 

PGP9.5 Cobaye 1:200 Ab10410 Abcam 

PGP9.5 Lapin 1:2000 AB1761-I Sigma-Aldrich 

Somatostatin Rat 1:200 sc-47706 Santa cruz 

Sox2 Chèvre 1 :100 Sc-17320 Santa cruz 

Substance P Cobaye 1:500 Ab10353 Abcam 

tdtomato Lapin 1:300 600-401-379 Rockland 

TH Poulet 1:500 Ab76442 Abcam 

TH Lapin 1:400 AB152 Sigma-Aldrich 

VIP Lapin 1:500 20077 Immunostar 

VGLUT1 Lapin 1:500 ABN1647 Sigma-Aldrich 

VGLUT2 Cobaye 1:400 135404 Synaptic System 

Tableau 9 : Liste des anticorps primaires utilisés pour l’immunohistochimie. 
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Anticorps secondaire 
Espèce 

hôte 
Dilution Référence Fournisseur 

Alexa Fluor 488 anti chèvre Âne 1/300 A-11055 ThermoFisher 

Alexa Fluor 555 anti chèvre Âne 1/300 A-21432 ThermoFisher 

Alexa Fluor 647 anti chèvre Âne 1/200 A-21447 ThermoFisher 

Alexa Fluor 488 anti cobaye Chèvre 1/300 A-11073 ThermoFisher 

Alexa Fluor 647 anti cobaye Âne 1/200 706-605-148 
Jackson 

Immunoresearch 

Alexa Fluor 594 anti poulet Âne 1/300 FP-SD1110 Interchim 

Alexa Fluor 488 anti lapin Poulet 1/300 A-21441 ThermoFisher 

Alexa Fluor 555 anti lapin Âne 1/300 A-31572 ThermoFisher 

Alexa Fluor 647 anti lapin Âne 1/300 A-31573 ThermoFisher 

Alexa Fluor 488 anti rat Chèvre 1/300 A-11006 ThermoFisher 

Tableau 10 : Liste des anticorps secondaires utilisés pour l’immunohistochimie. 

(iii) Immunocytochimie  

Les cellules sont rincées trois fois dans du DPBS et fixées pendant 10 minutes dans du 

PFA 4 %. Après trois rinçages avec du DPBS, les cellules sont perméabilisées avec une 

solution de DPBS comportant 0.1 % de tritonX-100 pendant 10 minutes. Pour les anticorps 

nécessitant un démasquage antigénique (5-bromo-2´-désoxyuridine (BrdU), Ki67 et Sex 

determining region Y-box 2 (Sox2)), l’étape de perméabilisation est précédée par une 

incubation de 20 minutes avec une solution de citrate de sodium 0.1% bouillant, suivie de trois 

rinçages au DPBS. 3 nouveaux rinçages sont effectués avant de procéder à la saturation des 

sites aspécifiques à l’aide d’une solution de PBS contenant 1 % de BSA et 0.1 % de Tween20 

(Sigma-Aldrich) pendant 30 minutes. L’incubation avec les anticorps primaires (dilués dans la 

solution de saturation, tableau 11) est ensuite réalisée en chambre humide à 4 °C pendant 

une nuit. Les cellules sont ensuite rincées par 3 fois dans du DPBS puis incubées avec les 

anticorps secondaires (tableau 12) pendant 2 heures à température ambiante et dans 

l’obscurité. Après trois derniers rinçages, les noyaux sont marqués avec une solution de DAPI 

au 1/500e et les cellules sont montées entre lame et lamelle dans le mowiol.  
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L’observation des lames est réalisée à l’aide d’un microscope confocale à balayage laser 

IX83 FV3000. Les images sont acquises grâce au logiciel Fluoview puis analysées par le 

logiciel ImageJ.  

Antigène Espèce hôte Dilution Référence Fournisseur 

BrdU Rat 1 :200 OBT0030 AbDSerotec 

DCX Lapin 1 :200 4604 Cell Signalling 

CD31 Rat 1 :1000 553370 BDPharmingen 

GFAP Lapin 1 :500 Z0334 Dako 

GFAP Poulet 1 :1000 ab4674 Abcam 

Ki67 Lapin 1 :200 ab16667 Abcam 

Nestine Souris 1 :250 MAB353 Sigma-Aldrich 

PSA-NCAM Souris 1 :200 MAB5324 Sigma-Aldrich 

Tuj1 Souris 1:400 T8660 Sigma-Aldrich 

Tuj1 Lapin 1 :200 ab52623 Abcam 

PGP9.5 Cobaye 1:400 Ab10410 Abcam 

PGP9.5 Lapin 1:6500 AB1761-I Sigma-Aldrich 

S100-β Lapin 1:200 ab52642 Abcam 

Sox2 Lapin 1:200 ab97959 Abcam 

Sox2 Souris 1:200 sc365964 SantaCruz 

Sox10 Souris 1:200 sc365692 SantaCruz 

Tableau 11 :  Liste des anticorps primaires utilisés pour l’immunocytochimie. 
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Anticorps secondaire 
Espèce 

hôte 
Dilution Référence Fournisseur 

Alexa Fluor 488 anti souris Poulet 1/500 A-21200 ThermoFisher 

Alexa Fluor 488 anti souris Souris 1/250 A-21202 ThermoFisher 

Alexa Fluor 488 anti cobaye Chèvre 1/300 A-11073 ThermoFisher 

Alexa Fluor 568 anti poulet Chèvre 1/250 A-11041 ThermoFisher 

Alexa Fluor 555 anti lapin Âne 1/500 A-31572 ThermoFisher 

Alexa Fluor 594 anti rat Âne 1/250 A-21209 ThermoFisher 

Tableau 12 : Liste des anticorps secondaires utilisés pour l’immunocytochimie. 

[4]. Isolement des neurones cardiaques 

Les neurones cardiaques ont été isolés à partir de souris C57bl6 et calb-cre, 

indépendamment du sexe, âgées de 8 à 20 semaines. Ce protocole a été adapté à partir du 

protocole d’isolement des neurones de DRG du Dr Emmanuel Deval. 

(i) Dissection 

La souris est héparinée (5000 U/kg) et euthanasiée avec une injection intrapéritonéale de 

pentobarbitale (100 mg/kg). Après réalisation d’une thoracotomie, le cœur est prélevé et rincé 

par deux fois dans une solution saline équilibrée de Hank (HBSS) froide (HBSS : 140 mM 

NaCl, 5 mM KCl, 0.3 mM Na2HPO4, 0.4 mM KH2PO4, 16 mM glucose, 4 mM NaHCO3, 1 % de 

Pénicilline / Streptomycine (P/S, Gibco), 5 mM HEPES, pH = 7.45 (NaOH)). Le cœur est 

ensuite fixé dans une boite de pétri à l’aide de trois minuties placées dans chacune des deux 

oreillettes ainsi qu’à l’apex, permettant d’exposer la face dorsale du cœur. Après avoir retiré 

les poumons ainsi que les principaux gros vaisseaux du cœur, la zone tissulaire située entre 

les deux oreillettes est disséquée et découpée en petits morceaux. Le prélèvement est ensuite 

centrifugé à 800 RPM pendant 4 minutes à 10 °C, et le surnageant éliminé, afin de limiter la 

contamination par les hématies. 

(ii) Digestion enzymatique et dissociation mécanique des cellules 

Le tissu est digéré dans une solution d’HBSS supplémentée avec 5 mM de Ca2+, en 

présence de collagénase de type II (3 mg/mL, Worthington) et de dispase II (7,5 mg/mL, 

Sigma-Aldrich) pendant 30 minutes à 37 °C. Une deuxième étape de digestion est ensuite 

réalisée dans une solution de trypsine-EDTA 0.23% (Sigma-Aldrich) pendant 36 minutes à 37 
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°C. Après élimination du surnageant, la mixture est lavée une fois dans du milieu Neurobasal 

(NBA) complet (NBA complet : NBATM (Gibco) supplémenté avec 5 % de sérum de cheval 

(Gibco) 1 % P/S, 2 % de B-27TM (Gibco) et 2 mM de L-glutamine (Sigma-Aldrich)). Les cellules 

sont ensuite triturées dans du NBA complet avec des pipettes Pasteur rodées de diamètres 

décroissants dont la surface a été recouverte de sérum de veau fœtal afin de limiter 

l’adhérence cellulaire. Une fois les cellules correctement dissociées, celle-ci sont centrifugées 

à 1000 RPM pendant 5 minutes et le culot repris dans du milieu NBA complet, permettant 

d’éliminer toutes traces résiduelles d’enzyme.  

(iii) Ensemencement cellulaire 

Les cellules sont ensemencées dans 400 µL de NBA complet dans des boites de Petri 35 

mm recouvertes de poly-D-lysine (50 µg/mL, Sigma-Aldrich) et de laminine (10 µg/mL, Sigma-

Aldrich). Après une période de repos de 4 à 5 heures à 37 °C, le volume du milieu de culture 

est ajusté à 2 mL par boite par ajout de NBA complet frais. Les cellules sont ensuite 

maintenues dans une atmosphère humide à 37 °C, 5 % CO2 pendant 24 à 72 heures. 

[5]. Étude électrophysiologique par la technique de patch-

clamp 

(i) Généralités  

Les canaux ioniques sont des protéines transmembranaires spécialisées dans le transfert 

d’ions entre les compartiments intra et extracellulaires. Ces mouvements de charges (positives 

ou négatives) entre l’intérieur et l’extérieur de la cellule constituent ainsi des courants 

électriques, exprimés en ampère. La perméabilité de la membrane aux différentes espèces 

ioniques est également responsable de la création d’une différence de potentiel entre la face 

interne et la face externe de la membrane appelée potentiel membranaire. Ce potentiel 

membranaire traduit une variation de quantité de charges de part et d’autre de la membrane 

plasmique et s’exprime en volt. Les canaux ioniques jouent un rôle fondamental dans le 

fonctionnement physiologique des neurones en assurant la communication neuronale par 

l’intermédiaire de la genèse de potentiels d’action et de la libération des neurotransmetteurs. 

L’étude électrophysiologique des neurones intracardiaques constitue donc une étape 

importante dans la compréhension de leur fonctionnement. 
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(ii) La technique de patch-clamp : principe 

La technique de patch-clamp est une approche qui permet d’étudier les propriétés 

électriques membranaires (courants ioniques traversant la membrane, potentiel 

membranaire…) des cellules (Neher and Sakmann, 1976). Initialement développée pour 

l’enregistrement des courants ioniques à l’échelle unitaire, cette technique consiste à réaliser 

un accolement très étroit entre une pipette de verre, reliée à un système de mesure et 

d’amplification, et une portion de la membrane cellulaire. Cet accolement très étroit (aussi 

appelé gigaohm seal) est obtenu en touchant délicatement la surface cellulaire avec un fin 

capillaire de verre (comportant un diamètre d’ouverture de l’ordre du micromètre). L’application 

d’une dépression dans le capillaire permet de conduire à une invagination de la membrane et 

à un accolement très étroit entre la membrane et le verre du capillaire, isolant électriquement 

cette portion membranaire (configuration cellule-attachée, figure 37). A partir de la 

configuration cellule attachée, plusieurs autres configurations peuvent être obtenue, 

permettant l’enregistrement de courants unitaires (résultant de l’ouverture de quelques canaux 

ioniques) ou globaux. Au cours de ces travaux de thèse, c’est la configuration cellule entière 

qui a été utilisée. Une fois le gigaohm seal obtenu, une seconde dépression est appliquée afin 

de conduire à la rupture de la membrane, ce qui permet d’atteindre la configuration cellule 

entière (figure 37). Cette configuration permet d’accéder aux paramètres électriques de 

l’ensemble de la cellule (enregistrement de courant globaux résultant de la dynamique 

d’ouverture de l’ensemble des canaux ioniques membranaires, étude du potentiel 

membranaire…).  

 

Figure 37 : Passage de la configuration cellule attachée à la configuration cellule entière 
en patch-clamp. 

La technique de patch-clamp offre la possibilité de contrôler le potentiel membranaire et 

d’enregistrer les courants ioniques (mode voltage imposé ou voltage-clamp) ou d’enregistrer 

les variations de potentiels membranaires en réponse à l’injection de courant (mode courant 

imposé ou current-clamp).   
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(iii) Matériel et dispositif expérimental  

Le dispositif expérimental d’une installation de patch-clamp comprend les éléments suivants 

(figure 38) : 

- Un microscope : il permet la visualisation des cellules et d’approcher la pipette à 

proximité de la surface membranaire  

- Une électrode de mesure en contact avec la solution intracellulaire  

- Une électrode de référence plongée dans le milieu extracellulaire 

- Un amplificateur : il permet d’amplifier et de filtrer le signal, de choisir le mode voltage- 

ou current-clamp et de corriger les courants de capacité  

- Un convertisseur analogique/numérique : il permet de traduire les signaux analogiques 

en grandeurs numériques exploitables informatiquement  

- Un ordinateur équipé d’un logiciel d’acquisition et d’analyse  

 

Figure 38 : Dispositif expérimental de patch-clamp. (schéma modifié à partir du site 
moleculardevices.com). 

Dans notre étude, les neurones cardiaques sont observés à l’aide d’un microscope optique 

inversé IX71 (Olympus). Ce microscope est équipé d’un dispositif d’illumination LED pE-300 

(CoolLED) permettant l’identification des neurones exprimant la tdtomato. Les pipettes de 

verre (PG150T, Harvard Apparatus) sont étirées à l’aide d’une étireuse verticale (Narishige) 

pour obtenir une résistance finale de 3 MOhm (expériences de voltage-clamp) ou situées entre 

4 et 5 MOhm (expériences de current-clamp). Les mesures électriques sont effectuées à l’aide 
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d’une électrode de mesure Argent/Argent chlore reliée à une tête d’amplificateur CV202-AU 

et à un amplificateur Axopatch 200B (Molecular devices). Le signal est filtré avec un filtre 

passe-bas de 5 kHz et la fréquence d’échantillonnage est de 20 kHz. Le signal analogique est 

transformé en signal numérique par un convertisseur analogique/numérique Digidata 1550 B 

(Molecular devices). L’acquisition et le traitement des données sont réalisés grâce au logiciel 

pClamp (version 11, Molecular devices). L’ensemble des expériences de patch-clamp sont 

conduites dans les 30 heures suivant la dissociation afin d’éviter toute dérive cellulaire liée à 

la culture. Une modification de certaines propriétés électrophysiologiques a en effet été 

constatée après ce délai de 30 heures.  

(iv) Etude des propriétés membranaires passives et actives en 

current-clamp 

Le mode current-clamp permet d’étudier les propriétés membranaires passives et actives 

des neurones intracardiaques. Pour ces enregistrements, les pipettes de verres sont remplies 

à l’aide d’une solution intracellulaire dont la composition est la suivante : 130 mM K-gluconate, 

10 mM KCl, 1 mM MgCl2, 10 mM HEPES, 1 mM CaCl2, 5 mM EGTA, 2 mM Mg-ATP, 10 mM 

Na2-phosphocreatine et 0.3 mM Na-GTP, (pH ajusté à 7.2 avec du KOH ; osmolarité de 335.6 

mOsm). La solution extracellulaire baignant les cellules est quant à elle composée de 150 mM 

NaCl, 5 mM KCl, 1 mM MgCl2, 1.5 mM CaCl2, 10 mM glucose et 10 mM HEPES (pH ajusté à 

7.4 avec du NaOH ; osmolarité de 337.5 mOsm). Cette différence de composition ionique entre 

les deux solutions créée un potentiel de jonction de +16 mV qui n’a pas été corrigé lors des 

enregistrements.   

a) Propriétés membranaires passives 

Les valeurs de capacité membranaire sont obtenues en voltage-clamp en utilisant la 

fonctionnalité du logiciel pClamp. Le potentiel de repos des neurones est mesuré juste après 

l’obtention de la configuration cellule entière en configuration I=0 (aucun courant injecté). La 

résistance membranaire au repos (notée Rinput) reflète la quantité de canaux ioniques ouverts 

au repos. Elle est déterminée en mesurant l’amplitude de variation de potentiel obtenue suite 

à l’injection de courants hyperpolarisants (de -10 pA à -40 pA, incrément de -10 pA, figure 39)  
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Figure 39 : Détermination de la résistance membranaire au repos. 

b) Propriétés membranaires actives 

Protocole 1 : étude de l’excitabilité neuronale (rhéobase et 
capacités de décharge) 

L’excitabilité des neurones intracardiaques est étudiée en injectant un courant dépolarisant 

d’amplitude croissante (de 20 à 400 pA ; incrément de 20 pA) pendant 500 ms. Ce protocole 

permet de déterminer l’intensité minimale de courant nécessaire à l’obtention du premier 

potentiel d’action (rhéobase), la nature phasique ou accommodante du neurone ainsi que le 

nombre maximal de potentiels d’action émis.  

Protocole 2 : étude des caractéristiques du potentiel d’action 

Les propriétés du potentiel d’action sont déterminées après injection d’un courant 

dépolarisant d’amplitude croissante (de 40 à 1200 pA ; incrément de 40 pA) sur un intervalle 

de temps très court de 2 ms. Les caractéristiques du potentiel d’action (APD50, vitesse 

maximale de dépolarisation et repolarisation, amplitude et durée de l’hyperpolarisation) sont 

mesurées sur le deuxième potentiel d’action obtenu après atteinte du seuil (figure 40).   
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Figure 40 : Détermination des propriétés du potentiel d’action neuronal. 

(v) Réponses pharmacologiques 

La réponse pharmacologique à plusieurs substances neuro-modulatrices est étudiée en 

voltage-clamp (à un potentiel de maintien de -60 mV) et en current-clamp (I=0). Les 

substances (tableau 13) sont perfusées à l’aide d’un système de perfusion par gravité (Ala 

Scientific Instruments). 

Substance pharmacologique Concentration utilisée Fournisseur 

Acétylcholine  100 - 500 µM Sigma-Aldrich 

ATP 300 µM Sigma-Aldrich 

BK 0.2-0.5 µM Bachem 

Oxotremorine-M 1 µM Tocris Bioscience 

Tableau 13 : Liste des substances pharmacologiques utilisées. 
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(vi) Etude des courants ioniques en voltage-clamp 

a) Courants sodiques voltage-dépendants 

Pour ces enregistrements, les pipettes de verres sont remplies à l’aide d’une solution 

intracellulaire dont la composition est la suivante : 140 mM CsF, 10 mM NaCl, 1 mM MgCl2, 

10 mM HEPES et 1 mM EGTA (pH ajusté à 7.2 avec du CsOH ; osmolarité de 314 mOsm). 

La solution extracellulaire baignant les cellules est quant à elle composée de 150 mM NaCl, 5 

mM KCl, 1 mM MgCl2, 10 mM glucose, 10 mM HEPES et 100 µM de Cd2+ (pH ajusté à 7.4 

avec du NaOH ; osmolarité de 333 mOsm). Cette différence de composition ionique entre les 

deux solutions créée un potentiel de jonction de +8,4 mV qui a été corrigé lors des 

enregistrements.   

Le courant sodique est observé en imposant une dépolarisation de -120 mV à -10 mV pendant 

30 millisecondes. Chacune de ces dépolarisations sont séparées par un intervalle de temps 

de 5 secondes. L’inactivation du canal est étudiée en imposant un pré-pulse de -140 à +30 mv 

(incrément de 10 mv) pendant 500 millisecondes suivie d’un pulse à -10 mV pendant 30 

millisecondes. La courbe d’inactivation est obtenue à partir des amplitudes de courant 

obtenues lors du second pulse, en représentant le rapport I/Imax en fonction du potentiel de 

pré-pulse. Les courants de capacité et de fuite ont été éliminés en utilisant un protocole P/4 et 

les résistances séries compensées électroniquement (70 % à 80 %). La nature des courants 

sodiques a été étudiée en perfusant de la TTX (Sigma-Aldrich) ainsi que de l’A-803467 (A-80, 

Sigma Aldrich), inhibiteur spécifique de l’isoforme Nav1.8. 

b) Courants calciques voltage-dépendants 

Pour ces enregistrements, les pipettes de verres sont remplies à l’aide d’une solution 

intracellulaire dont la composition est la suivante : 120 mM CsCl, 10 mM KCl, 1 mM MgCl2, 40 

mM HEPES, 1 mM CaCl2, 5 mM BAPTA, 4 mM Mg-ATP, 0.1 mM leupeptine, 10 mM Na2-

phosphocreatine et 0.3 mM Tris-GTP (pH ajusté à 7.3 avec du CsOH ; osmolarité de 326.7 

mOsm). La solution extracellulaire baignant les cellules est quant à elle composée de 140 mM 

TEACl, 5 mM BaCl2, 1 mM MgCl2, 2 mM 4-aminopyridine (4-AP), 10 mM glucose et 10 mM 

HEPES (pH ajusté à 7.4 avec du TEAOH ; osmolarité de 320 mOsm). Cette différence de 

compositions ioniques entre les deux solutions créée un potentiel de jonction de +10,4 mV qui 

a été corrigé lors des enregistrements.   

La courbe courant-potentiel est obtenue en imposant une dépolarisation de -80 mV à +40 mV 

en 300 millisecondes (protocole de rampe). Le courant porté par le canal calcique de type N 

(Cav2.2) est spécifiquement étudié en perfusant 1 µM d’oméga-conotoxine GVIA (Smartox 

biotechnology), inhibiteur spécifique des canaux calciques de type N.  
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[6]. Culture des cellules intraganglionnaires non 

neuronales 

Le protocole d’isolement des neurones intracardiaques a également été utilisé pour l’étude 

des autres cellules (non neuronales) présentes au sein des ganglions intracardiaques.  

(i)  Conditions de culture et repiquage des sphères 

Après mise en œuvre du protocole d’isolement neuronale (voir partie [4] (i) et (ii)), le culot 

est repris dans du milieu S+ (milieu S+ : Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium (DMEM-F12, 

Gibco) supplémenté avec 1 % de P/S, 1 % de B-27TM, 20 ng/mL de facteur de croissance 

épidermique (EGF, Gibco) et 10 ng/mL de facteur de croissance des fibroblastes (FGF, Gibco) 

et la suspension cellulaire est filtrée au travers d’un tamis cellulaire pluriStrainer® de 20 µm 

(pluriSelect) afin d’éliminer les neurones. Après numération sur cellule de Malassez, les 

cellules sont ensemencées sur des boites de culture de diamètre 6 cm standard 

(ThermoFisher) ou recouverte de poly (2-hydroxyethyl methacrylate) (poly-HEMA, Sigma-

Aldrich), traitement empêchant l’adhérence cellulaire. Les cellules sont maintenues dans une 

atmosphère humide à 37 °C, 5 % CO2. 

  Au bout de 4 jours, des sphères primaires (sphères de type I) commencent à apparaitre en 

culture. A partir du 7e jours de culture, ces sphères sont collectées et dissociées 

mécaniquement à la micropipette et à l’aide d’une aiguille 29G (BD Micro-Fine). La suspension 

cellulaire est filtrée sur tamis cellulaire de 20 µm et ensemencée en boite de culture à raison 

de 100 000 à 300 000 cellules par boite. Ces cellules permettent alors la formation de sphères 

secondaires. Des sphères de type III peuvent également être obtenue en réitérant le protocole 

de repiquage au bout de 7 jours à partir des sphères II (figure 41).     
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Figure 41 : Protocole de culture et de repiquage des sphères issus des ganglions 
intracardiaques 

(ii) Etude des sphères : composition cellulaire, capacité d’auto-

renouvellement et de différenciation 

Les sphères obtenues en culture sont étudiées en déterminant leur capacité à former de 

nouvelles sphères (auto-renouvellement), la nature des cellules qui les composent et en 

évaluant leurs capacités de différenciation (figure 42). 
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Figure 42 : Protocole d’étude des sphères obtenues après isolement des cellules intra-
ganglionnaires cardiaques. 

a) Capacités d’auto-renouvellement 

Le protocole de repiquage permet d’évaluer la capacité d’amplification et de renouvellement 

des sphères primaires. Les capacités d’auto-renouvellement sont estimées en quantifiant, 

avant chaque repiquage, le nombre total de sphères (primaires, secondaires ou tertiaires) 

obtenues. Cette quantification est complétée par le dénombrement des cellules issues de la 

dissociation mécanique des sphères.  
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b) Caractérisation des cellules des sphères 

Les sphères (primaires, secondaires ou tertiaires) sont collectées et projetées sur lame par 

centrifugation à 5000 RPM pendant 8 minutes (Cytospin, Thermo Scientific). Les cellules sont 

ensuite fixées au PFA 4 % pendant 30 minutes. Des étapes d’immunomarquage sont ensuite 

réalisées afin d’identifier la nature des cellules composant les sphères. Afin d’étudier le 

phénotype des cellules initialement présentes dans les ganglions cardiaques, ce protocole est 

également appliqué à J0, sur un échantillon de la suspension cellulaire initiale issue de la 

dissociation.  

c) Etude des capacités de différenciation 

 Sous microscope, les sphères sont collectées et ensemencées sur des lamelles 

recouvertes de poly-Lysine. Les cellules sont cultivées dans du milieu S+ additionné de 1 µM 

de BrdU (Roche) pendant 24 à 48 heures. La BrdU est un analogue nucléosidique de la 

thymidine qui s’incorpore dans l’ADN des cellules lors de la réplication. Cette étape permet 

ainsi de distinguer les cellules issues d’une division cellulaire de celles préalablement 

existantes. Les sphères sont ensuite incubées dans un milieu de différenciation pendant une 

à deux semaines avant de procéder à des expériences d’immunomarquage. La composition 

des trois milieux de différenciation utilisés est indiquée dans le tableau 14 ci-dessous.  

Milieu 1 Milieu 2 Milieu 3 

DMEM-F12, 1% B27, 1% 

P/S, BDNF (20 ng/mL), FGF 

(10 ng/mL) 

DMEM-F12, 1% B27, 1% 

P/S, FGF (10 ng/mL), NGF 

(40 ng/mL) 

DMEM-F12, 1% B27, 1% 

P/S, BDNF (20 ng/mL), NGF 

(40 ng/mL), FGF (10 ng/mL) 

Tableau 14 : Composition des différents milieux de différenciation utilisés. 

[7]. Analyse des données et traitement statistique 

Les résultats sont exprimés en moyenne ± erreur standard de la moyenne (SEM, standard 

error of the mean). Les données sont analysées à l’aide des logiciels GraphPad Prism (version 

6, GraphPad), ImageJ (NIH), Imaris (Bitplane), Microsoft Excel (excel 2016, Microsoft Office) 

et pClamp (Molecular devices). Les analyses statistiques sont réalisées par l’intermédiaire 

d’un t.test de student, d’un test Mann-Whitney ou du test du chi2 (nature du test statistique 

précisée dans la légende des figures). Les différences sont considérées comme significatives 

quand p<0.05 (*), p<0.01 (**), p<0.001 (***) et p<0.0001 (****). 
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Résultats  

Cette partie s’articule autour de trois chapitres visant à améliorer notre compréhension du 

SNIC.  

Dans un premier temps, nous avons conduit une série d’expériences visant à caractériser 

le SNIC murin, modèle jusque-là très peu décrit dans la littérature. Ces travaux nous ont 

notamment permis de mettre en évidence l’existence de différentes populations de neurones 

cardiaques se distinguant par l’expression de différents marqueurs moléculaires ainsi que par 

différents comportements électrophysiologiques.  

Dans la continuité de ces travaux, nous nous sommes ensuite consacrés à l’étude d’une 

population spécifique de neurones intracardiaques, caractérisée par l’expression de la 

protéine calbindine.  

Enfin, nous nous sommes intéressés aux cellules non neuronales participant à la 

complexité des structures ganglionnaires intracardiaques. Nous avons notamment mis en 

évidence l’existence de nombreuses cellules exprimant le facteur de transcription Sox2 et qui 

pourraient participer à la néogenèse de neurones in vitro.   
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Chapitre 1 : Caractérisation moléculaire et 

fonctionnelle du système nerveux 

intracardiaque murin 

[1]. Contexte de l’étude 

Le contrôle nerveux des fonctions cardiaques implique des structures nerveuses centrales 

et périphériques dont l’action coordonnée conduit à la modulation des paramètres cardiaques 

telles que la fréquence cardiaque, la force contractile ou encore la vitesse de conduction de 

l’influx électrique. Ces mécanismes de régulation font notamment intervenir un ensemble de 

neurones localisés au sein du tissu cardiaque et formant le SNIC. Initialement, ces neurones 

furent seulement considérés comme de simples relais parasympathiques. Toutefois, les 

études menées depuis une trentaine d’années suggèrent une organisation plus complexe de 

ce système. Elles proposent notamment que le SNIC serait impliqué dans la mise en place de 

boucles de régulations locales et indépendantes grâce à la présence de neurones sensoriels, 

d’interneurones ainsi que de neurones moteurs. Cette organisation complexe a notamment 

conduit John Andrew Armour à proposer le concept de « petit cerveau cardiaque » (Armour, 

2007).  

Les études phénotypiques et électrophysiologiques menées sur différents modèles ont 

permis de révéler la nature hétérogène des neurones composant le SNIC (Selyanko, 1992; Xu 

and Adams, 1992a; Xi et al., 1994; Edwards et al., 1995; Horackova et al., 1999; Richardson 

et al., 2003; Hoover et al., 2009; Rysevaite et al., 2011b; Pauziene et al., 2016). Toutefois, le 

rôle fonctionnel de chacune de ces populations neuronales n’a pas encore pu être déterminé. 

De telles investigations permettraient de clarifier l’influence des neurones intracardiaques sur 

le fonctionnement physiologique et physiopathologique du cœur. Ceci apparait d’autant plus 

important depuis qu’il a été démontré que ces neurones participent à la genèse et l’entretien 

de troubles du rythme cardiaque (Choi et al., 2010; Gibbons et al., 2012; Avazzadeh et al., 

2020).  

Les récentes avancées dans le domaine de l’ingénierie génétique offrent désormais la 

possibilité de décrypter précisément le fonctionnement du réseau neuronal intracardiaque. 

Ces approches sont en revanche principalement développé sur le modèle murin, modèle très 

peu étudié dans le contexte du SNIC.  
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Devant ce manque cruel d’information chez la souris et dans l’objectif de décrypter 

davantage le fonctionnement du SNIC, nous avons donc conduit une série d’expériences 

visant à caractériser les neurones intracardiaques d’un point de vue phénotypique, 

électrophysiologique et pharmacologique. Ces travaux ont fait l’objet d’une publication dans le 

journal Heart Rhythm en avril 2022.   

[2]. Résumé des travaux 

Dans un premier temps, nous avons développé une approche de transparisation cardiaque 

permettant d’étudier l’innervation cardiaque autonome à l’échelle du cœur entier. Cette 

approche permet de visualiser la densité de l’innervation catécholaminergique cardiaque 

(marquée par la TH) et de visualiser l’ensemble des ganglions qui forment le SNIC. Cette 

innervation autonome a notamment été quantifiée en déterminant le nombre de ganglions, le 

volume ganglionnaire et la longueur totale des fibres catécholaminergiques innervant les 

ventricules.  

Nous nous sommes par la suite intéressés aux différents phénotypes neuronaux retrouvés 

chez la souris. Nos expériences d’immunohistomarquage nous ont ainsi permis d’identifier 

l’expression de 7 marqueurs neuronaux distincts (ChAT, TH, nNOS, calbindine, VGLUT2, NPY 

et CART) au sein de ces neurones intracardiaques.  

L’étude des propriétés électriques de ces neurones par la technique de patch-clamp révèle 

l’existence de deux profils d’excitabilité distincts, déterminant des neurones phasiques (peu 

excitables) et des neurones accommodants. De plus, ces neurones peuvent également être 

différenciés par la présence ou l’absence d’une phase d’hyperpolarisation suivant le potentiel 

d’action.  

Enfin, nous avons également démontré que ces neurones étaient capables de répondre à 

différentes substances pharmacologiques (Ach, ATP et BK). 

En conclusion, ces résultats montrent que le SNIC murin présente une complexité 

moléculaire et fonctionnelle similaire à celle des autres espèces. La souris semble ainsi 

être un modèle approprié pour tenter d’élucider le rôle individuel des différentes 
populations neuronales dans la modulation des fonctions cardiaques et la genèse 

d’arythmies. 
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Supplementary data 

 

Supplementary material 

Animals 

29 animals were used for this work : 

- 3 mice for the iDISCO clearing approach 

- 13 mice for immunohistochemistry 

- 13 mice for the electrophysiological experiments 

iDISCO heart clearing 
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Mouse hearts were stained and cleared using a modified iDISCO+ protocol(Renier et al., 2016; Belle et 

al., 2017). Fixed hearts were dehydrated with a graded methanol series (50, 80 and 100% methanol in 

PBS, each for 1.5 h at room temperature (RT)) and bleached overnight with 6% H202 in methanol at 

4 °C. After two washes in 100% methanol, hearts were gradually rehydrated (80, 50% methanol and 

PBS, 1h30 each).  

Samples were blocked and permeabilized with PBS containing 0.2% gelatin 0.5% triton X-100 and 

50mM sodium azide (PBSGT) for 4 days at RT. Primary antibodies (see supplementary table 1) were 

incubated during two weeks in PBSGT supplemented with 0.1% saponin at 37°C. Samples were then 

washed in PBSGT for 1 day followed by a 48 hours incubation with secondary antibodies. After another 

day of washing, samples were again dehydrated in methanol (20, 40, 60, 100 and 100% methanol, 1h 

each) and incubated overnight in a mixture of dichloromethane (DCM) – methanol (2:1) at RT. Samples 

were incubated in 100% DCM for 30mn and finally incubated and stored in DiBenzyl Ether. 

Imaging was performed using a mesoSPIM system(Voigt et al., 2019) at Wyss Center, Geneva.  Briefly, 

the sample is illuminated by two digitally scanned light sheets coming from opposite directions. The 

excitation paths also contain galvo scanners for light-sheet generation and reduction of shadow artifacts 

due to absorption of the light-sheet. In addition, the beam waist is scanned using electrically tunable 

lenses (ETL, Optotune EL-16-40-5D-TC-L) synchronized with the rolling shutter of the sCMOS 

camera. This axially scanned light-sheet mode (ASLM) leads to a uniform axial resolution across the 

field-of-view (FOV). Emitted fluorescence is collected by high-numerical-aperture objectives (Olympus 

MVPLAPO 1 X – NA 0,25) and imaged on a digital camera (Hamamatsu ORCA-Flash 4.0).  

Image processing and analysis was performed using Bitplane Imaris. Quantification of ganglionic 

volume was performed using the surface mode of the software based on ChAT staining. Ventricular 

innervation analysis was performed using ImageJ custom routines. Briefly, it consists in: First, 

discriminating the innervation from the background noise by thresholding the 3D image using a 

‘maximum entropy’ algorithm(Sahoo et al., 1988). The result is an image showing only the neural fibers 

network. Second, a ‘skeletonization’ that consists in reducing the diameter of all fibers to one voxel. 

This corrects the overestimation of the fiber volume in the image due to the point spread function, and 

the heterogeneity of illumination and optical density within the heart. The efficiency of these first parts 

of the analysis was validated by a systematic control of the overlap of neural network of a z-projection 

of a raw image and over-threshold fibers of a z-projection of a skeletonized image. Third, computing 

the length of the neural network using a custom version of the ImageJ plugin ‘analyse 

skeleton’(Arganda-Carreras et al., 2010). 

Immunohistochemistry 

After injection of heparin, mice were euthanized with an intraperitoneal injection of pentobarbital 

sodium (100 mg/kg). Hearts were quickly removed, washed in cold Tyrode solution and fixed in 4% 

paraformaldehyde for 24h at 4°C. After 3 washes in PBS, hearts were cryoprotected in 30% sucrose 
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overnight at 4°C. Just before sectioning, samples were embedded in OCT tissue compound (Tissue Tek) 

and frozen in cold ethanol. Sections 40–50 µm thick were cut with a cryostat and were collected on 

microscope slides (Adhesion slides, Menzel Gläser, SuperFrost® Plus, Thermo scientific). Sections 

were washed 3 times with PBS and permeabilized with 0.5% TritonX-100/1% BSA in PBS for 2h at 

RT.  Incubation with primary antibodies (supplementary table 1) was performed overnight at 4°C. After 

3 washes with PBS, sections were incubated with secondary antibodies for 3h in the dark at RT. Nuclei 

were stained with DAPI and sections were mounted in mowiol mounting medium. Images were acquired 

using a confocal laser scanning microscope (FV3000 Olympus). As a control, images obtained after 

incubation with the secondary antibodies in the absence of primary antibodies did not elicit any labelling. 

Quantification was performed by manual cell counting using NIH ImageJ (Bethesda, Maryland, USA). 

For each marker, quantification was done with sections coming from at least two distinct animals. All 

micrographs are a projected confocal Z-series from sectioned material.  

Neuron dissociation 

Mice were injected with heparin and euthanized with pentobarbital sodium (100 mg/kg). Hearts were 

quickly removed and washed in cold HBSS solution. Fat pads located between both atria were dissected, 

cut into small pieces and dissociated in 2 mL HBSS containing 3 mg/mL collagenase type II 

(Worthington), 7.5mg/mL dispase II  and 0.25 mg/mL DNase I  for 30 mn at 37°C. This was followed 

by an additional incubation in 2 mL trypsin-EDTA 0.25% supplemented with 0.25 mg/mL DNase I for 

35 mn at 37°C. After two washes in culture media, cells were gently triturated with fire-polished Pasteur 

pipettes coated with SVF and plated on laminin-coated 35 mm Petri dishes. Cells were maintained in 

Neurobasal-A medium supplemented with 2mM L-glutamine, B27 supplement, 5% horse serum and 

1% penicillin/streptomycin in a humidified chamber at 37°C with 5% CO2. 

Electrophysiology 

Passive and active electrical membrane properties of isolated cultured neurons were determined using 

the whole-cell configuration of the patch clamp technique in current clamp mode. For pharmacological 

studies, drugs were perfused using a gravity perfusion system (Ala Scientific Instruments) and ionic 

currents were assessed using the voltage clamp mode at a holding potential of -60mV. Recordings were 

carried out at RT within 30 hours following neurons isolation. Patch electrodes (≈4 MΩ) were pulled 

from glass capillaries (PG150T-7.5, Harvard Apparatus, Les Ulis, France) using a vertical micropipette 

puller (Narishige, Tokyo, Japan). The patch pipettes were filled with (mM): 130 K-gluconate, 10 KCl, 

1 MgCl2, 10 HEPES, 1 CaCl2, 5 EGTA, 2 Mg-ATP, 10 Na2-phosphocreatine and 0.3 Na-GTP, (pH 

adjusted to 7.2 using KOH). The bath solution contained (mM): 150 NaCl, 5 KCl, 1 MgCl2, 1.5 CaCl2, 

10 glucose, and 10 HEPES, (pH adjusted to 7.4 using NaOH). Liquid junction potential was +16 mV 

and was not corrected. Recordings were made with an Axopatch 200B amplifier (Molecular devices, 

San Jose, California, USA) with a 5-kHz low-pass filter. Data were sampled at 20 kHz and digitized by 
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a Digidata 1550 B (Molecular devices, San Jose, California, USA). Data acquisition and analysis were 

performed using pClamp software (v11, Molecular devices, San Jose, California, USA).  

Input resistance was determined by measuring voltage changes evoked by injection of hyperpolarizing 

current (from -10 pA to -40 pA; in -10 pA increments). Discharge characteristics were determined by 

injecting depolarizing current of increasing amplitude (from 20 to 400 pA ; 20 pA increment) during 

500 ms. AP properties were determined upon brief injection (2 ms) of suprathreshold current. AP 

amplitude was measured as the difference between the AP peak amplitude and the resting membrane 

potential. Spike half-width was calculated as the AP duration measured at 50% of its amplitude.   

Chemicals 

PACAP27, VIP and Bradykinin was obtained from Bachem (Bubendorf, Switzerland), oxotremorine-

M from Tocris Bioscience (Bristol, United Kingdom). Neurobasal A medium and B27 supplement was 

supplied by ThermoFisher Scientific (Villebon sur Yvette, France). Unless stated, all others chemicals 

was obtained from Sigma-Aldrich (Lyon, France).  
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Supplementary Table 1 : Primary and secondary antisera used within this study.  

 

  

Primary Antibody Host Species Dilution Catalogue 

Number 

Supplier 

Calbindin D28k Rabbit 1:1200 CB38 Swant 

CART (55-102) Rabbit 1 :1000 H-003-62 Phoenix Pharmaceuticals 

CGRP Goat 1:300 Ab36001 Abcam 

ChAT Goat 1:150 AB144P Merck Millipore 

MAP2 Rabbit 1:600 AB5622 Merck Millipore 

nNOS Rabbit 1:500 AB5380 Merck Millipore 

NPY Rabbit 1:500 Ab10980 Abcam 

PGP9.5 Guinea pig 1:200 Ab10410 Abcam 

PGP9.5 Rabbit 1:2000 AB1761-I Merck Millipore 

Somatostatin Rat 1:200 sc-47706 Santa cruz 

Substance P Guinea pig 1:500 Ab10353 Abcam 

TH Chicken 1:500 Ab76442 Abcam 

TH Rabbit 1:400 AB152 Merck Millipore 

VIP 

VGLUT2 

Rabbit 

Guinea pig 

1 :500 

1 :400 

20077 

135404 

Immunostar 

Synaptic Systems 

Secondary Antibody     

Anti-chicken 

(FluoProbe594) 

Donkey 1:300 FP-SD1110 Interchim 

Anti-goat (AF488) Donkey 1:300 A-11055 ThermoFisher Scientific 

Anti-goat (AF555) Donkey 1:300 A-21432 ThermoFisher Scientific 

Anti-goat (AF647) Donkey 1:300 A-21447 ThermoFisher Scientific 

Anti-guinea pig 

(AF488) 

Goat 1:300 A-11073 ThermoFisher Scientific 

Anti-guinea pig 

(AF647) 

Donkey 1:200 706-605-148 Jackson Immunoresearch 

Anti-rabbit (AF488) Chicken 1:300 A-21441 ThermoFisher Scientific 

Anti-rabbit (AF555) Donkey 1:300 A-31572 ThermoFisher Scientific 

Anti-rabbit (AF647) Donkey 1:300 A-31573 ThermoFisher Scientific 

Anti-rat (AF488) Goat 1:300 A-11006 ThermoFisher Scientific 
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[4]. Résultats complémentaires : étude des courants 

sodiques voltage-dépendants 

En complément des résultats précédents, nous avons poursuivi l’étude 

électrophysiologique des neurones cardiaques murins par l’étude de leurs courants sodiques 

voltage-dépendants.  

Nos résultats permettent d’observer que ces neurones présentent un courant sodique voltage-

dépendant majoritairement porté par des canaux TTX-sensibles mais qu’il existe également 

un courant TTX-résistant. En effet, la perfusion de 300 nM de TTX, concentration permettant 

de bloquer l’ensemble des canaux TTX-sensibles, ne permet pas d’éliminer l’ensemble du 

courant sodique enregistré. La part TTX-résistante représente ainsi 8.4 ± 1.1 % du courant 

sodique total (figure 43 A et B). Ce courant TTX-résistant est également caractérisé par une 

courbe d’inactivation décalée vers des potentiels plus négatifs (V0.5 (Ina total) = -60.2 ± 3.3 mV 

versus V0.5 (Ina TTX resistant) = -78.0 ± 4.0 mV), figure 43 C). 

Parmi les trois sous-unités qui composent la famille des canaux TTX-résistants, le canal 

Nav1.5 se distingue des canaux Nav1.8 et Nav1.9 par sa sensibilité plus importante à la TTX. 

En effet, dans la littérature, certains travaux rapportent un IC50 de la TTX proche de 2 µM pour  

l’isoforme Nav1.5 alors qu’il serait de l’ordre de 45 µM pour les isoformes Nav1.8 et Nav1.9 

(Renganathan et al., 2002). Dans notre étude, la perfusion d’une solution de TTX à 2 µM s’est 

traduit par une réduction de 45 % de l’amplitude du courant TTX-résistant (figure 43 A et B), 

ce qui pourrait suggérer la présence du canal Nav1.5 dans les neurones cardiaques murins. 

De plus, ces neurones ne semblent pas exprimer l’isoforme Nav1.8 puisque la perfusion de 

0.5 µM d’A-803467, inhibiteur spécifique des canaux Nav1.8, ne s’est pas traduit par une 

réduction de l’amplitude du courant enregistré (figure 43 B).    
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Figure 43 : Etude des courants sodiques voltage-dépendants. (A) Traces représentatives 
du courant sodique obtenu en appliquant une dépolarisation à -10 mV à partir d’un potentiel 
de maintien de -120 mV en condition contrôle ou en présence de TTX (300 nM ou 2 µM). (B) 
Quantification de l’effet de la TTX (300 nM ou 2µM) et de l’A-80 (0.5 µM) sur le pic de courant 
obtenu avec le protocole présenté en A. (C) Courbe d’inactivation du courant sodique en 
condition contrôle et après perfusion de 300 nM de TTX (n=6 pour chaque condition). 

En conclusion, nos résultats révèlent l’existence d’un courant sodique TTX-résistant au 

sein des neurones cardiaques qui pourrait notamment être porté par le canal Nav1.5.  
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Chapitre 2 : Etude d’une population 
spécifique de neurones intracardiaques : 

les neurones calbindine 

Les résultats obtenus et présentés dans le chapitre 1 ont permis de mettre en évidence 

l’existence de différentes populations de neurones cardiaques, que ce soit sur des critères 

phénotypiques ou électrophysiologiques. A ce jour, aucune étude n’a encore permis d’identifier 

le rôle de ces différentes populations de neurones cardiaques. Les progrès réalisés en terme 

de modèles transgéniques offrent désormais la possibilité d’aller investiguer la fonction précise 

des différents composants du SNIC. Dans ce contexte, nous avons ainsi mis en place une 

approche de transduction virale in vivo combinée à la technologie Cre-Lox afin d’étudier une 

population neuronale intracardiaque précise. 

Parmi les sept marqueurs neuronaux que nous avons mis en évidence chez la souris, il nous 

a paru judicieux de nous intéresser aux neurones exprimant la calbindine. Nos expériences 

d’immunomarquage suggèrent en effet que ces neurones sont capables d’établir de nombreux 

contacts synaptiques avec les neurones environnants, laissant à penser qu’ils pourraient jouer 

un rôle important dans la mise en place des boucles de régulation locales. Parmi ces zones 

de contact, nous avons notamment observé de nombreuses varicosités périsomatiques 

(figure 44) délimitant certains corps cellulaires et rappelant les connexions typiques 

qu’établissent certains neurones inhibiteurs du système nerveux central (Veres et al., 2017).  
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Figure 44 : Observation des varicosités périsomatiques immunoréactives pour la 
calbindine. Immunodétection de la calbindine (en rouge) et de la ChAT (en vert). Les 
neurones calbindine semblent établir des connexions étroites avec les neurones environnants. 
Les flèches blanches indiquent les zones de contact périsomatiques typiques établis par les 
fibres exprimant la calbindine. Barres d’échelle : 20 µm (A) et 10 µm (C). 

La calbindine est également parfois utilisée pour discriminer certaines catégories 

fonctionnelles de neurones du système nerveux central et périphérique (Andressen et al., 

1993; Heizmann, 1993; Baizer and Baker, 2005). Dans le contexte du SNIC, cette protéine a 

été très peu décrite, avec une seule étude mentionnant l’existence d’un tel phénotype chez le 

rat (Richardson et al., 2003). Aucune étude n’a donc encore déterminé si ce phénotype 

neurochimique correspondait à une fonctionnalité neuronale particulière. 

Il apparait également important d’étudier le rôle de cette protéine au sein des neurones 

cardiaques. La calbindine appartient en effet à la famille des protéines liant le calcium (calcium-

binding proteins) et l’homéostasie calcique intracellulaire régule d’importantes fonctions 

neuronales telles que la libération des neurotransmetteurs, la survie neuronale ou encore la 

croissance des neurites (Zündorf and Reiser, 2011). De par son affinité pour le calcium et ses 

propriétés cinétiques, la calbindine apparait comme un acteur clé de la régulation des 

concentrations calciques cytosoliques libres et pourrait ainsi participer à la régulation de 

nombreux processus cellulaires (Schmidt, 2012).  
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[1]. Validation du modèle d’étude 

Afin d’étudier spécifiquement les neurones cardiaques exprimant la calbindine, nous avons 

développé une approche de transduction virale in vivo, couplée à la technologie Cre-Lox, afin 

d’induire l’expression d’un rapporteur fluorescent spécifiquement dans cette population 

neuronale. Cette stratégie permet ainsi de repérer facilement les neurones d’intérêt parmi 

l’ensemble des neurones intracardiaques.  

L’efficacité de transduction virale est conditionnée par plusieurs paramètres tels que le 

sérotype, le promoteur et la concentration virale injectée. Plusieurs AAVs ont ainsi été testés 

afin de sélectionner l’outil optimal pour notre étude (tableau 6 de la section matériels et 

méthodes). L’efficacité de transduction a été évaluée 5 à 6 semaines après injection des AAVs 

en estimant le pourcentage de neurones calbindine exprimant le rapporteur fluorescent par 

immunohistomarquage (figure 45). Nous avons ainsi pu déterminer que seuls les sérotypes 1 

et 9 associés au promoteur CAG donnaient lieu à une transduction virale efficace des 

neurones cardiaques. Parmi les AAVs testés, l’AAV1-FLEX-tdTomato permet d’obtenir le 

meilleur rendement de transduction virale des neurones calbindine avec une efficacité de 

transduction de 59 ± 8 % (n=332).  
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Figure 45 : Validation du modèle de transduction virale : expression de la tdTomato 
dans les neurones calbindine. Immunodétection de la calbindine (en bleu) et de la ChAT (en 
vert). La spécificité de la transduction virale est évaluée en déterminant le pourcentage de 
neurones calbindine positifs exprimant la tdTomato (en rouge). Barre d’échelle : 20 µm. 
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De plus, nous avons pu déterminer que l’expression du rapporteur fluorescent est visible 

dès l’âge de 4 semaines et que celle-ci perdurait au moins jusqu’à l’âge de 20 semaines.  

Par la suite, l’ensemble des travaux visant à étudier les neurones calbindine ont donc été 

menés sur des souris infectées avec le vecteur AAV1-FLEX-tdTomato et âgées de 8 à 20 

semaines.  

[2]. Etude anatomique à l’échelle du cœur entier 

La distribution anatomique des neurones calbindine et de leurs projections a été étudiée à 

l’échelle du cœur entier grâce à l’approche de transparisation cardiaque par la technique 

iDISCO. Nous avons ainsi pu observer qu’il n’existe pas de localisation préférentielle des 

neurones calbindine au sein du plexus ganglionnaire intracardiaque. En effet, ces neurones 

sont retrouvés dans la grande majorité des ganglions cardiaques (figure 46 A). Ces ganglions 

sont notamment reliés par de nombreuses fibres exprimant la calbindine ce qui démontre la 

participation des neurones calbindine dans la communication inter-ganglionnaire.  

 

Figure 46 : Localisation des neurones calbindine. L’immunodétection de la tdTomato à 
partir d’un cœur transparisé permet d’étudier la localisation tridimensionnelle des neurones 
calbindine (en rouge). (A) projection d’intensité maximale (1926 µm) permettant d’observer 
l’ensemble des ganglions renfermant des neurones calbindine (les ganglions sont délimités 
par les rectangles blancs). (B et C) la majorité des ganglions sont connectés entre eux par des 
fibres exprimant la calbindine (flèches blanches). Barres d’échelle : 100 µm. 
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Mis à part les fibres inter-ganglionnaires, ces neurones semblent projeter sur de nombreuses 

régions du tissu cardiaque et notamment sur une région très localisée située au sein de 

l’oreillette droite (figure 47 A et C). Au niveau de l’oreillette gauche, cette innervation semble, 

en revanche, répartie de manière plus homogène sur l’ensemble du tissu auriculaire (figure 

47 B).  

 

Figure 47 : Innervation du tissu auriculaire par les neurones calbindine. (A et C) Certains 
neurones calbindine projettent sur une petite région très localisée de l’oreillette droite (OD). 
Les flèches blanches permettent d’identifier les deux zones ganglionnaires à l’origine des 
projections sur l’oreillette droite, la flèche verte indique la région de l’oreillette droite innervée 
par les fibres calbindine (B) L’innervation de l’oreillette gauche (OG) est répartie de façon plus 
homogène sur l’ensemble du tissu auriculaire. Barres d’échelle : 300 µm (A et B) et 200 µm 
(C). 

Les neurones calbindine forment un réseau relativement dense de projections 

innervant l’étage auriculaire. En revanche, le phénotype calbindine ne semble pas 
associé à une zone ganglionnaire particulière.  
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[3]. Phénotype neurochimique des neurones calbindine 

Afin d’étudier plus précisément le phénotype des neurones calbindine, nous avons menés 

des expériences d’immunohistomarquage afin d’étudier le profil d’expression des différents 

marqueurs neuronaux au sein de la population calbindine.  

Outre l’expression systématique du marqueur cholinergique ChAT, 37 % des neurones 

calbindine co-expriment également l’enzyme TH, suggérant leur aptitude à synthétiser des 

catécholamines. Plus de la moitié de ces neurones (57 %) expriment également le 

neuropeptide CART. La proportion d’expression de ces 2 marqueurs (CART et TH) est 

comparable à ce qui est retrouvé dans les neurones n’exprimant pas la calbindine. En 

revanche, là où près de 70 % des neurones n’exprimant pas la calbindine expriment le NPY, 

seul 30 % des neurones calbindine expriment ce neuropeptide (figure 48). Cette quantification 

n’a en revanche pas été possible pour le marqueur nNOS en raison de la proportion trop faible 

de neurones cardiaques exprimant cette enzyme.  

 

Figure 48 : Phénotypes neurochimiques des neurones calbindine. Nombre de neurones 
dénombrés : ChAT : n=1890 (1370 non calb et 520 calb) ; TH : n=873 (640 non calb et 233 
calb) ; CART : n=950 (681 non calb et 269 calb) et NPY : n= 371 (279 non calb et 92 calb) 

Les neurones calbindine ne forment donc pas une population homogène en terme de 

phénotype. Comme la plupart des neurones cardiaques, ils co-expriment de multiples 

marqueurs neuronaux. En revanche, ils se distinguent par une proportion plus faible de 

neurones exprimant le NPY. 
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[4]. Caractéristiques morphologiques 

L’étude des neurones calbindine s’est ensuite poursuivie in vitro, après isolement des 

neurones cardiaques. D’un point de vue morphologique, nous avons observé que ces 

neurones présentent une taille de corps cellulaire supérieure à celle des autres neurones 

cardiaques. Cette quantification a été réalisée par deux approches différentes. Tout d’abord 

nous avons déterminer l’aire et le périmètre des corps cellulaires à partir d’une image de 

microscopie plein champ en transmission. Nos résultats suggèrent que ces deux paramètres 

sont plus élevés pour les neurones calbindine que pour les autres neurones (aire : 1305 ± 120 

µm2 (calbindine) versus 845 ± 77 µm2 (non calbindine) p<0.01 ; périmètre : 84 ± 3 µm 

(calbindine) versus 66 ± 5 µm (non calbindine) p<0.05). Pour compléter ces mesures, nous 

avons également déterminé la surface membranaire par l’intermédiaire de la mesure de la 

capacité membranaire en patch-clamp. Les valeurs obtenues suggèrent également que les 

neurones calbindine présentent un corps cellulaire plus volumineux que celui des autres 

neurones (42.3 ± 2.7 pF (calbindine) versus 32.3 ± 2.3 pF (non calbindine) p<0.01). Ces 

différentes mesures permettent d’estimer que les neurones calbindine possèdent, en 

moyenne, une taille 1.4 fois supérieure à celle des autres neurones (figure 49).  

 

Figure 49 : Analyse de la taille des corps cellulaire. Détermination de l’aire (A) et du 
périmètre (B) du corps cellulaire ainsi que de la capacité membranaire des neurones (C).  
(*p<0.05 ; **p<0.01 (A et B : test de Mann-Whitney ; C : test t de student)) n=24 (non 
calbindine) ; n=27 (calbindine). 

Nous nous sommes également intéressés aux capacités de croissance neuritique de ces 

neurones. Pour cela, les neurones ont été dissociés et cultivés pendant 24 heures avant d’être 

fixés. L’immunodétection de la β-tubuline III (β-tub III) permet d’identifier les prolongements 

neuronaux et leur quantification a été réalisée à l’aide du module filament tracer du logiciel 

imaris (figure 50 A et B). Nos résultats suggèrent qu’in vitro, les neurones calbindine 

présentent des capacités de croissance neuritique réduites par rapport aux autres neurones 

cardiaques. En effet, après 24 heures de culture, la longueur totale des neurites est 
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significativement inférieure chez les neurones exprimant la calbindine (1261 ± 120 

µm (calbindine) versus 2175 ± 262 µm (non calbindine) ; p<0.001, figure 50).   

 
Figure 50 : Etude de la croissance des neurites in vitro. L’étude de la croissance neuritique 
est réalisée sur des neurones dissociés après 24 heures de culture. (A) Identification des 
neurites à l’aide du marquage β-tub III. (B) Le module filament tracer du logiciel imaris permet 
de reconstituer la longueur totale des neurites. (C) Quantification de la longueur totale des 
neurites en fonction de l’expression de la calbindine (***p<0.001, test de Mann-Whitney ; n = 
31 (non calbindine) et n = 23 (calbindine)). 

D’un point de vue morphologique, les neurones calbindine se distinguent par une taille 

de corps cellulaire supérieure et des capacités de croissance neuritique réduites par 

rapport aux autres neurones cardiaques.  
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[5]. Propriétés électrophysiologiques 

L’étude électrophysiologique des neurones intracardiaques a révélé l’existence de 

différentes classes de neurones se distinguant notamment par des niveaux d’excitabilité et 

des potentiels d’action différents (chapitre 1). Nous avons donc poursuivi l’étude des 

neurones calbindine par la caractérisation de leurs propriétés électrophysiologiques par la 

technique de patch-clamp. 

(i) Propriétés passives 

Au repos, les neurones calbindine sont caractérisés par un potentiel membranaire de -60.5 

± 0.9 mV et une résistance membranaire de 1481 ± 126 MΩ. Ces valeurs sont similaires à 

celles mesurées chez les neurones n’exprimant pas la calbindine (tableau 15). 

Paramètres 
Non calbindine 

(n=24) 
Calbindine 

(n=27) 

Potentiel membranaire de repos -60.1 ± 1.3 mV -60.5 ± 0.9 mV 

Résistance membranaire au repos 1520 ± 144 MΩ 1481 ± 126 MΩ 

Tableau 15 : Propriétés membranaires passives. 

(ii) Propriétés actives 

a) Excitabilité 

L’excitabilité des neurones a été évaluée en current-clamp en injectant un courant 

dépolarisant d’amplitude croissante pendant 500 ms. Ce protocole permet de déterminer (1) 

la capacité maximale de décharge en potentiel d’action ainsi que (2) le seuil minimal de courant 

nécessaire à l’obtention d’un potentiel d’action (rhéobase). Ces deux critères permettent de 

rendre compte du niveau d’excitabilité des neurones, un neurone étant d’autant plus excitable 

qu’il comporte une rheobase faible associée à une capacité de décharge élevée. Ce protocole 

permet également de déterminer la nature phasique (capable de décharger un maximum de 3 

potentiels d’action) ou accomodante des neurones étudiés (voir chapitre 1).  

Nos résultats indiquent que les neurones calbindine présentent une rhéobase plus élevée 

(86.7 ± 9.9 pA (calbindine) versus 56.3 ± 9.5 pA (non calbindine) ; p<0.0001) associée à une 

capacité de décharge en potentiel d’action réduite (nombre maximum de potentiel d’action : 

2.2 ± 0.4 (calbindine) versus 3.1 ± 0.4 (non calbindine) ; p<0.05) par rapport aux autres 

neurones cardiaques (figure 51).  



Résultats 
 

132 
 

  

Figure 51 : Mesure de l'excitabilité neuronale. La rhéobase (A) et le nombre maximum de 
potentiels d’action (B) ont été déterminés en injectant des courants dépolarisants d’amplitudes 
croissantes (20 à 400 pA ; Δ20 pA) pendant 500 ms. (*p<0.05 ; ****p<0.0001 (test de Mann-
Whitney) n=24 (non calbindine) ; n=27 (calbindine).   

En revanche, cette faible excitabilité des neurones calbindine n’est pas associée à une 

proportion plus importante de neurones phasiques (calbindine : 85 % ; non calbindine : 75 % ; 

p=0.36 ; test du khi-deux). 

b) Propriétés du potentiel d’action 

Cette étude électrophysiologique s’est poursuivie par l’exploration des caractéristiques du 

potentiel d’action. Ces propriétés sont déterminées suite à l’injection d’un courant dépolarisant 

de 2 ms afin de limiter au maximum les interférences entre le courant injecté et la réponse 

membranaire. Concernant l’amplitude, la durée ainsi que les cinétiques de dépolarisation et 

de repolarisation du potentiel d’action, aucune différence significative n’a été observée entre 

les deux groupes de neurones étudiés (figure 52).   
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Figure 52 : Propriétés du potentiel d'action. L’étude du potentiel d’action a été réalisée en 
injectant un courant dépolarisant d’amplitude croissante (300 à 1500 pA ; Δ40 pA) pendant 2 
ms. Les caractéristiques du potentiel d’action ont été déterminées à partir du deuxième 
potentiel d’action obtenu avec ce protocole (n.s : non significatif (A et C : test t de student) (B 
et D : test de Mann-Whitney)) n=24 (non calbindine) ; n=27 (calbindine). 

En revanche, nos résultats indiquent que les neurones calbindine sont majoritairement 

composés de potentiels d’action ne présentant pas de phase d’hyperpolarisation (neurones 

sans AHP : 19/27 (calbindine) versus 10/24 (non calbindine)) (figure 53 A). Pour les neurones 

présentant une phase d’hyperpolarisation, la durée et l’amplitude de cette phase sont 

similaires pour les deux groupes de neurones étudiés (figure 53 B et C).  
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Figure 53 : Analyse de la phase d'hyperpolarisation. (A) Détermination de la proportion de 
neurones présentant ou non une phase d’hyperpolarisation. n=24 (non calbindine) ; n=27 
(calbindine). Pour les neurones présentant une AHP (n=12 (non calbindine) ; n=7 (calbindine)), 
la durée (B) ainsi que l’amplitude (C) de l’AHP a été déterminée. (A :*p<0.05 (test du khi-
deux) ; B : test de Mann-Whitney ; C : test t de student, n.s : non significatif). 

En conclusion, ces résultats montrent que les neurones calbindine possèdent une 

signature électrophysiologique différente caractérisée par une excitabilité plus faible et 

une proportion réduite de potentiel d’action présentant une phase d’hyperpolarisation.  

(iii) Etude des courants calciques en voltage-clamp 

Les canaux calciques voltage-dépendants sont des acteurs clés de l’excitabilité neuronale 

(Xu and Adams, 1992b; Liu et al., 2012). Dans le contexte cardiaque, l’inhibition des canaux 

de type N entraine notamment une augmentation de la rhéobase associée à une réduction 

des capacités de décharge en potentiel d’action (Liu et al., 2012; Zhang et al., 2018). Les 

neurones calbindine se distinguant des autres neurones cardiaques par leur faible excitabilité 

et leurs capacités de décharge réduites, il nous est donc apparu important d’étudier les 

courants calciques voltage-dépendants. Ces courants ont été étudiés en voltage-clamp et en 

utilisant le baryum comme porteur de charge.   

Dans nos conditions, la dépolarisation des neurones cardiaques permet d’observer 

l’apparition d’un courant entrant à partir de -35 mV et qui atteint un maximum d’amplitude entre 

-20 et -15 mV. Cette densité de courant calcique apparait significativement réduite dans les 

neurones exprimant la calbindine pour des potentiels situés entre -30 et -20 mV (p<0.05, 

figure 54).  
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Figure 54 : Relation courant-potentiel du courant calcique global. Cette courbe a été 
obtenue en imposant une dépolarisation de -80 mV à +40 mV en 300 ms. n=12 (non 
calbindine) ; n=15 (calbindine).   *p<0.05, test t de student. 

Parmi les différents canaux calciques voltage-dépendants décrits au sein des neurones 

cardiaques, les canaux de type N apparaissent prédominants puisqu’ils seraient responsables 

de 70 % du courant calcique total chez le rat (Xu and Adams, 1992b). De plus, ces canaux 

joueraient un rôle déterminant en terme d’excitabilité puisque leur inhibition s’accompagne 

d’une importante réduction de celle-ci (Liu et al., 2012; Zhang et al., 2018). Nous nous sommes 

donc par la suite intéressés à l’étude de ces canaux.  

Le courant calcique de type N est obtenu en soustrayant le courant calcique global au 

courant calcique obtenu après perfusion de 1 µM d’oméga-conotoxine GVIA, inhibiteur 

spécifique des canaux calciques de type N (figure 55). De manière similaire à ce qui a été 

décrit chez le rat, la perfusion d’oméga-conotoxine s’accompagne d’une importante réduction 

de l’amplitude du courant calcique (à -25 mV : réduction de 55,3 ± 4.0 % de l’amplitude du 

courant), ce qui suggère que ce courant est également majoritaire dans les neurones 

cardiaques murins. 

De plus, nos résultats suggèrent que la densité de courant calcique réduite observée chez 

les neurones calbindine pourrait notamment s’expliquer par une réduction de la densité de 

courant de type N chez ces neurones. En effet, pour des potentiels situés entre -30 et -25 mV, 

la densité de courant sensible à l’oméga-conotoxine apparait significativement inférieure chez 

les neurones calbindine (figure 55 C et D). Enfin, il est important de préciser que des courants 
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calciques autres que les courants de type N sont susceptibles d’être réduit chez les neurones 

calbindine. En effet, une fois le courant de type N bloqué, la densité de courant calcique reste 

significativement inférieure pour cette population neuronale à -20 mV (figure 55 B).  

 

Figure 55 : Etude du courant calcique de type N. (A) Protocole de voltage-clamp utilisé 
pour l’étude de la relation courant-potentiel du courant calcique. L’oméga-conotoxine (1 µM) 
est utilisée pour inhiber spécifiquement le courant de type N. (B) Courbe courant-potentiel du 
courant calcique oméga-conotoxine résistant (C) Courbe courant-potentiel du courant calcique 
de type N. (D) Densité de courant de type N à -25 mV. *p<0.05, ** p<0.01 test t de student. 
n=12 (non calbindine) ; n=15 (calbindine).   

Les neurones calbindine présentent une densité de courant calcique voltage-dépendant 

moins importante qui s’explique notamment par une densité de courant calcique de 
type N plus faible. Cette réduction pourrait expliquer la nature moins excitable de ces 

neurones. 
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En conclusion de ce chapitre, nos travaux démontrent que les neurones calbindine 

constituent une population neuronale intracardiaque caractérisée par des particularités 

morphologiques, phénotypiques et électrophysiologiques distinctes. Il est important de 

rappeler que les différences que nous avons mises en évidence sont très certainement 

sous-estimées en raison de notre efficacité de transduction virale qui ne permet 

d’aboutir à l’expression du rapporteur fluorescent que dans 60 % des neurones 

calbindine.  
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Chapitre 3 : Potentiel souche des acteurs 

ganglionnaires non neuronaux  

Ce chapitre porte sur l’étude des cellules non neuronales composant les ganglions 

intracardiaques. Les nombreuses expériences d’immunomarquage que nous avons réalisées 

nous ont en effet permis d’observer que ces ganglions étaient composés d’un nombre très 

important de cellules n’exprimant pas de marqueurs neuronaux. Nous nous sommes donc 

intéressés aux cellules gliales, autres composants majoritaires du système nerveux 

périphérique. Outre leur rôle de soutien, de régulation de la communication neuronale et de la 

croissance des neurites, plusieurs études suggèrent que les cellules gliales pourraient 

participer à la production de cellules neuronales chez l’adulte (Laranjeira et al., 2011; Kulkarni 

et al., 2017; Zhang et al., 2019b). Les mécanismes de neurogenèse chez l’adulte sont 

principalement étudiés dans le système nerveux central, le dogme initial réfutant l’existence 

de tels mécanismes dans le système nerveux périphérique. Toutefois, depuis une dizaine 

d’années, plusieurs études menées sur le système nerveux entérique et les neurones des 

DRG tendent à suggérer que des mécanismes de neurogenèse pourraient avoir lieu en 

périphérie en condition physiologique ou physiopathologique (Laranjeira et al., 2011; Zhang et 

al., 2019b). A notre connaissance, cet aspect n’a pas encore été étudié dans le contexte du 

SNIC. A titre exploratoire, nous avons donc mis en place une approche expérimentale 

permettant d’évaluer l’existence de cellules possédant des propriétés souches au sein des 

ganglions intracardiaques. Les résultats présentés dans ce chapitre ne constituent que des 

travaux préliminaires qu’il conviendra de compléter par la suite.  

[1]. Etude des acteurs ganglionnaires intracardiaques 

non neuronaux sur coupes de tissu cardiaque 

Afin d’étudier la nature des cellules non neuronales composant les ganglions 

intracardiaques, nous avons mené plusieurs expériences d’immunohistomarquage en 

interrogeant des marqueurs de cellules gliales (GFAP (glial fibrillary acidic protein), glutamine 

synthetase) ainsi que des marqueurs de précurseurs neuronaux. Nous nous sommes 

également intéressés à l’expression du facteur de transcription Sox2, marqueur de cellules 

satellites gliales et de cellules souches neurales (Pevny and Nicolis, 2010; Zhang et al., 

2019b).   

Nous avons ainsi pu observer la présence de nombreuses structures immuno-réactives pour 

le marqueur glial GFAP. Ces structures sont aussi bien retrouvées dans les régions 
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intraganglionnaires, entourant les corps cellulaires des neurones, que dans le tissu cardiaque 

environnant.  Au sein des ganglions, les marquages GFAP sont en étroite juxtaposition avec 

les fibres cholinergiques (figure 56 a-b).  

Au sein des ganglions intracardiaques, une grande partie des noyaux entourant les corps 

cellulaires neuronaux apparait marquée par le facteur de transcription Sox2 (figure 56 c-d). 

L’expression de ce facteur de transcription n’est jamais retrouvée dans le noyau des neurones 

ni dans les autres cellules environnantes des ganglions cardiaques. L’expression du marqueur 

Sox2 et la localisation périsomatique de ces noyaux suggèrent fortement que ces cellules 

soient des cellules satellites gliales. Ces cellules sont également connues pour exprimer 

l’enzyme glutamine synthétase. Nous n’avons en revanche pas était capable de détecter 

l’expression de ce marqueur au sein des ganglions intracardiaques de souris.  

Enfin, dans de rares cas, l’expression du marqueur de neuroblaste doublecortine (DCX) a été 

observée dans quelques corps cellulaires neuronaux (figure 56 e-f). Ces neurones semblaient 

également caractérisés par un marquage MAP2 beaucoup moins intense, pouvant suggérer 

leur nature immature. Cet immunomarquage n’a en revanche était réalisé qu’une seule fois et 

nécessitera donc d’être confirmé de nouveau.  
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Figure 56 : Identification de phénotypes non neuronaux dans les ganglions 
intracardiaques murins. Immunodétection (en vert) de la GFAP (a-b), de Sox2 (c-d) et de la 
DCX (e-f) dans des ganglions intracardiaques par immunohistofluorescence. Les neurones 
(en rouge) sont marqués par MAP2 (c-f) et ChAT (b) et les noyaux avec du DAPI (en cyan). 
Toutes les images sont des projections d’intensité maximale en Z d’images confocales. Barre 
d’échelle : 20 µm. 
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Ces résultats montrent donc que les ganglions intracardiaques murins sont composés 

de nombreuses cellules non neuronales et notamment de cellules exprimant les 

marqueurs GFAP et Sox2.   

Le facteur de transcription Sox2 participe activement au maintien des propriétés souches des 

cellules souches neurales et constitue ainsi un marqueur clé des principales aires de 

neurogenèse adulte du système nerveux central (Pevny and Nicolis, 2010). De plus, son 

expression est également retrouvée dans certaines cellules satellites gliales des DRG 

capables de former des neurosphères in vitro et participant à la production de nouveaux  

neurones (neurogenèse) en condition pathologique in vivo (Li et al., 2007; Zhang et al., 2019b). 

Nous nous sommes donc intéressés au comportement de ces cellules en culture après 

isolement.  

[2]. Etude des cellules isolées à partir des ganglions 

intracardiaques : formation de sphères in vitro 

Nous avons mis en place un protocole d’isolement et de culture cellulaire afin d’étudier le 

comportement des cellules intra-ganglionnaires cardiaques exprimant Sox2.  

Après dissection de la zone ganglionnaire et dissociation enzymatique et mécanique des 

cellules, ce protocole permet d’obtenir une suspension cellulaire composée de neurones, 

identifiés par l’expression du marqueur neuronal β-tub III ainsi que des cellules Sox2-positives 

(figure 57 a et c). La détection du marqueur de prolifération Ki67 nous indique également 

qu’une petite proportion des cellules isolées est proliférative (figure 57 e).  

Cette suspension cellulaire est alors filtrée à l’aide d’un tamis cellulaire de 20 µm dans l’objectif 

d’éliminer les neurones ainsi que les agrégats cellulaires résiduels. Comme le montre la figure 

57, cette étape de filtration permet d’éliminer la grande majorité des neurones tout en 

conservant les cellules exprimant Sox2 et marquées par Ki67. Après ensemencement, 

l’absence d’agrégats cellulaires a systématiquement été vérifiée avant le dépôt des boites de 

culture dans l’incubateur.   
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Figure 57 : Phénotype des cellules isolées et mises en culture. Immunodétection (en vert) 
de la β-tub III (a-b), de Sox2 (c-d) et de Ki67 (e-f) dans la suspension cellulaire issue de la 
zone ganglionnaire cardiaque. Les noyaux sont marqués avec du DAPI (bleu). La dissociation 
enzymatique et mécanique de la zone ganglionnaire cardiaque permet d’obtenir une 
suspension cellulaire constituée de neurones et de cellules Sox2-positives (a et c). Une étape 
de filtration sur tamis cellulaire permet d’éliminer la majorité des cellules neuronales tout en 
conservant les cellules Sox2-positives (b et d). L’immuno-détection de Ki67 indique la 
présence de cellules prolifératives, conservées après filtration (e-f). Barre d’échelle : 20 µm. 
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Après ensemencement, l’observation quotidienne des cellules en culture a permis d’observer 

la formation de sphères non adhérentes dès la première semaine (figure 58). Ces sphères 

sont visibles dès le 4ème jour de culture et possèdent un diamètre variant de 100 à 400 µm, 

leur taille augmentant avec le temps. D’un point de vue phénotypique, les expériences 

d’immunomarquage permettent d’observer que ces sphères sont composées d’un grand 

nombre de cellules Sox2 positives ainsi que de cellules prolifératives identifiées par le 

marqueur Ki67. Une partie des cellules co-expriment ces deux marqueurs, suggérant la nature 

proliférative de certaines cellules Sox2. De nombreuses cellules exprimant le marqueur de 

cellules souches neurales Nestine ont également été identifiées au sein de ces sphères et 

certaines d’entre elles co-expriment également le marqueur prolifératif Ki67. 

L’obtention de ces sphères a dans un premier temps été réalisée à partir de boites de culture 

recouvertes de poly-HEMA, traitement empêchant l’adhérence cellulaire. Ce revêtement étant 

également utilisé pour la formation de sphéroïdes en culture, le protocole a été reproduit en 

comparant systématiquement les résultats obtenus sur boite de culture standard avec ceux 

obtenus sur boite poly-HEMA. Ce contrôle permet de vérifier que la capacité à générer des 

sphères ainsi que le phénotype des cellules obtenues ne sont pas induits par le support utilisé. 

L’ensemencement des cellules sur support standard s’est également traduit par la formation 

de sphères après plusieurs jours de culture. Une partie de ces sphères adhèrent partiellement 

au support (figure 58 a) tandis que d’autres flottent dans le milieu de culture (figure 58 a, 

encart). Les phénotypes cellulaires observés sont également similaires à ceux obtenus sur 

support poly-HEMA, avec de nombreuses cellules marquées par Sox2, Ki67 et Nestine 

(Figure 58 c et e).  
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Figure 58 : Caractérisation des sphères obtenues en culture par immunofluorescence. 
Après plusieurs jours de culture, des sphères apparaissent sur support standard (gauche) et 
sur support poly-HEMA (droite). La nature des cellules composant ces sphères a ensuite été 
étudiée par immunofluorescence (c-f). Ces sphères sont formées de cellules immuno-
réactives pour Sox2 (c-d), Ki67 (c-f) et Nestine (e-f), indépendamment du support de culture 
utilisé. Les noyaux sont marqués avec du DAPI en bleu. 
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L’obtention de sphères et de marqueurs souches neuronaux nous a ensuite amené à 

interroger les capacités d’auto-renouvellement des cellules ainsi isolées. Après dissociation 

mécanique des sphères primaires (sphères obtenues en premier lieu, après dissociation du 

tissu cardiaque), nous avons observé que ces cellules étaient capables de générer de 

nouvelles sphères (sphères II) sur support poly-HEMA. Ce protocole peut également être 

réitéré à partir de sphères secondaires et permettre l’obtention de sphères tertiaires (tableau 

16).  

 Sphère I 
(n=2) 

Sphère II 
(n=2) 

Sphère III 
(n=1) 

Nombre de sphères 
générées à partir de 

100 000 cellules 
126 375 700 

Tableau 16 : Capacité à former des sphères. 

Tout comme les sphères primaires, ces sphères secondaires et tertiaires sont caractérisées 

par la présence de cellules exprimant Sox2, ki67 et nestine (figure 59).  

 

Figure 59 : Caractérisation des sphères secondaires et tertiaires obtenues sur support 
poly-HEMA par immunofluorescence. Immunodétection de Ki67 (en vert), de Sox2 (a et c) 
et de Nestine (b) (en rouge) au sein des sphères II et III. Les noyaux sont marqués avec du 
DAPI (en bleu). Barre d’échelle : 30 µm.  

En revanche, l’obtention de ces sphères est exclusivement retrouvée pour le support poly-

HEMA. Le repiquage des sphères sur support standard se traduit en effet par l’obtention de 

cellules adhérentes organisées en monocouche, au sein desquelles les marqueurs Ki67 et 

Sox2 sont conservés (figure 60). Quelques marquages Nestine ont également été observés 

après repiquage sur support standard (figure 60 b).  
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Figure 60 : Caractérisation des cellules obtenues après repiquage sur support standard. 
Immunodétection de Ki67 (en vert), de Sox2 (a) et de Nestine (b) (en rouge). Les noyaux sont 
marqués avec du DAPI (en bleu). Barre d’échelle : 30 µm. 

 En conclusion, l’isolement et la mise en culture de cellules provenant de la zone 

ganglionnaire intracardiaque se traduit par l’obtention de sphères composées de 
cellules exprimant des marqueurs moléculaires de cellules souches neurales (Sox2, 

Ki67, Nestine) et capables de s’auto-renouveler pour générer des sphères secondaires 

et tertiaires. 

[3]. Capacités de différenciation des sphères obtenues in 

vitro 

L’obtention de cellules ayant des caractéristiques proches de celles des cellules souches 

neurales nous a ensuite conduit à nous intéresser à leurs capacités de différenciation et en 

particulier, à leur aptitude à générer de nouveaux neurones in vitro. Pour cela, les sphères ont 

été cultivées dans un milieu de différenciation après avoir été collectées sous microscope. La 

différenciation a été évaluée en testant trois combinaisons différentes de facteurs de 

croissance (FGF/BDNF ou FGF/NGF ou FGF/BDNF/NGF). De plus, l’incubation en milieu de 

différenciation a été précédée d’une incubation de 48 heures avec de la BrdU afin d’identifier 

les cellules nées en culture. En effet, la BrdU est uniquement incorporée à l’ADN au cours de 

la phase S du cycle cellulaire, ce qui permet de certifier que les cellules BrdU-positives ont été 

générées in vitro. 

 En premier lieu, nous avons pu observer que cette étape de différenciation est associée à 

une perte d’expression du marqueur Sox2 (figure 61). 
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Figure 61 : Perte d’expression du facteur de transcription Sox2 après différenciation. 
Immunodétection de la BrdU (en rouge) et de Sox2 (en vert). Les noyaux sont marqués avec 
du DAPI (en bleu). Barre d’échelle : 30 µm. 

Des expériences d’immunomarquage ont ensuite été conduites afin d’identifier de potentiels 

marqueurs neuronaux.  

Après différenciation, de rares cellules exprimant le marqueur de précurseur neuronal DCX 

ont pu être détectées. Certaines de ces cellules ont incorporé de la BrdU, ce qui signifie 

qu’elles sont apparues in vitro (figure 62 a-c).   

En revanche, on observe de nombreuses cellules exprimant le marqueur neuronal β-tub III. 

Ces cellules sont généralement formées d’un petit corps cellulaire à partir duquel émerge deux 

fins prolongements (figure 62 d-f). Certaines cellules β-tub III-positives sont également 

positives pour la BrdU (figure 62 f (encart)), démontrant qu’une partie de ces cellules sont 

nées en culture. Les cellules co-exprimant ces deux marqueurs sont généralement 

caractérisées par des prolongements moins importants pouvant suggérer une différenciation 

moins aboutie. Toutefois, il est important de préciser que la grande majorité des cellules 

immunomarquées par la β-tub III n’ont pas incorporé de BrdU. Cette absence de marquage 

n’exclut toutefois pas que ces cellules soient nées en culture. 

Ces expériences de différenciation ont été conduites à partir de sphères primaires et 

secondaires et donnent lieu à des observations similaires. De même, la composition du milieu 

de différenciation en facteurs de croissance (FGF/BDNF ou FGF/NGF ou FGF/BDNF/NGF) 

ne semble pas grandement impacter les résultats obtenus. En revanche, nous avons constaté 

que la composition du milieu de culture utilisé influençait nettement la morphologie des cellules 

obtenues. En effet, le milieu DMEM F12 conduit à l’obtention de cellules β-tub III-positives dont 

les ramifications sont très limitées alors que le milieu neurobasal A, milieu spécifiquement 

adapté à la culture neuronale, permet d’obtenir des caractéristiques morphologiques typiques 

de neurones en culture (prolongements fins, longs et nombreux, présence de varicosités ; 

figure 62 g-i).  
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Figure 62 : Expression de marqueurs neuronaux après différenciation des sphères. 
L’aptitude des sphères à générer des neurones in vitro a été étudiée en cultivant les sphères 
primaires et secondaires dans un milieu de différenciation pendant deux semaines. Cette 
étape de différenciation a été précédée d’une incubation de 48 heures avec de la BrdU afin 
d’identifier les cellules nées en culture. La BrdU rentre dans l’ADN au cours de la phase S du 
cycle cellulaire, ce qui permet de certifier que les cellules BrdU-positives ont été générées in 

vitro. Immunodétection (en vert) de la DCX (a et c) et de la β-tub III (d-i) ainsi que de la BrdU 
(en rouge). Les noyaux sont marqués avec du DAPI (bleu). L’encart de l’image f permet 
d’observer une cellule β-tub III-positive co-marquée par la BrdU. 

Par la suite, nous avons cherché à identifier la nature des autres cellules présentes après 

différenciation. Pour cela nous avons conduit des expériences d’immunomarquage 

supplémentaires en interrogeant des marqueurs gliaux (GFAP, S100β), mésenchymateux (α-

smooth muscle actin (α-SMA)) et endothéliaux (CD31). Dans de rare cas, nous avons ainsi pu 

observer des cellules exprimant les marqueurs gliaux GFAP et S100β (figure 63 a-f) ainsi que 

des cellules exprimant le marqueur endothéliale CD31 (figure 63 g-i). Certaines des cellules 
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gliales présentaient également un marquage BrdU positif. Le marqueur de fibroblaste α-SMA 

n’a en revanche pas été retrouvé au sein de ces cultures.  

 

Figure 63 : Autres phénotypes cellulaires observés après différenciation des sphères. 
Immunodétection (en vert) de la GFAP (a et c), de S100β (d-f), de CD31 ainsi que du BrdU 
(en rouge). Les noyaux sont marqués avec du DAPI (bleu). Barre d’échelle : 20 µm. 

Ces résultats suggèrent que dans nos conditions de différenciation, les sphères 

dérivées de la zone ganglionnaire intracardiaque sont capables de générer des 

neurones qui expriment la β-tub III et présentent des caractéristiques morphologiques 

neuronales.   
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[4]. Caractéristiques électrophysiologiques des cellules 

obtenues après différenciation des sphères 

Afin de poursuivre l’étude des cellules obtenues après différenciation, nous nous sommes 

finalement intéressés à leur fonctionnalité en étudiant leurs propriétés électriques grâce à la 

technique de patch-clamp. L’objectif de cette partie était de voir si l’expression de marqueurs 

neuronaux étaient également corrélée à l’acquisition d’un profil électrophysiologique neuronal.  

Seules les cellules présentant une morphologie similaire à celle des cellules exprimant la β-

tub III (petit corps cellulaire et fins prolongements, figure 64 A) ont été étudiées. Ces cellules 

possèdent un potentiel membranaire de -35,9 ± 1,2 mV et une capacité membranaire de 17 ± 

1 pF. L’injection d’un courant dépolarisant ne permet pas d’initier un potentiel d’action. En 

revanche cette injection de courant se traduit par l’apparition d’une hyperpolarisation dont 

l’amplitude est proportionnelle à l’amplitude du courant injecté (figure 64 B). Ces propriétés 

électriques sont proches de celles enregistrées dans les mêmes conditions sur des cellules 

issues de la zone sous-ventriculaire (SVZ) (figure 64). 
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Figure 64 : Propriétés électrophysiologiques des cellules différenciées. Les propriétés 
électriques des cellules différenciées ont été étudiées par la technique de patch-clamp, en 
configuration cellule-entière et en current-clamp. Les enregistrements réalisés sur les cellules 
issues de la zone ganglionnaire intracardiaque (gauche) ont été comparés à ceux obtenus à 
partir de cellules de la SVZ (droite) cultivées dans les mêmes conditions. (A et C) 
Photographies représentant la morphologie typique des cellules étudiées. Barre d’échelle : 20 
µm (B et D) La capacité des cellules à initier un potentiel d’action a été évaluée en injectant 
des courants dépolarisants d’amplitudes croissantes (300 à 2000 pA ; Δ40 pA) pendant 2 ms. 
Le courant injecté est représenté par le trait noir. (E) Tableau récapitulatif des propriétés 
membranaires passives des cellules étudiées.  
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En voltage-clamp, ces cellules présentent un courant transitoire sortant voltage-dépendant qui 

s’active à partir de -20 mV. Lors d’une dépolarisation prolongée, ce courant s’inactive 

partiellement conduisant à la présence d’un courant persistant (figure 65 A). Ce courant 

sortant est probablement lié à l’activation d’un canal potassique voltage-dépendant. En effet, 

la perfusion de 4-AP (4 mM), bloqueur de canaux potassiques voltage-dépendants, se traduit 

par une réduction de 85 % de l’amplitude de courant enregistré à +10 mV (I=49.6±9.6 pA/pF 

(ctrl) vs I=7.2±3.5 pA/pF (4-AP)), démontrant le caractère 4-AP-sensible de ce courant (figure 

65 B).  

En current-clamp, la perfusion de 4-AP se traduit par une dépolarisation du potentiel 

membranaire de repos, un ralentissement de la phase de repolarisation ainsi qu’une réduction 

drastique de l’amplitude d’hyperpolarisation observée après injection d’un courant dépolarisant 

(figure 65 C-E). Ces cellules expriment donc des canaux potassiques voltage-dépendants 4-

AP sensibles responsables des phases de repolarisation et d’hyperpolarisation et qui semblent 

participer au potentiel membranaire de repos.  
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Figure 65 : Expression d'un courant sortant voltage-dépendant. (A) Traces 
représentatives du courant sortant enregistré lors d’une dépolarisation à +60 mV avant (noir) 
et après (rouge) perfusion de 4-AP (4 mM). (B) Relation courant-potentiel du courant sortant 
enregistré. n= 11 (ctrl) et n=7 (4-AP) (C) Traces représentatives du potentiel membranaire 
enregistré en réponse à l’injection d’un courant dépolarisant (900 pA, trait noir) avant (noir) et 
après (rouge) perfusion de 4-AP (4 mM). (D) Impact de la 4-AP sur le potentiel membranaire 
de repos. (E) Impact de la 4-AP sur l’amplitude d’hyperpolarisation. *p<0.05 ; test de 
Wilcoxon ; n=5.   

Les cellules étudiées expriment un canal voltage-dépendant 4-AP sensible et 

présentent des propriétés électrophysiologiques similaires à celles des cellules issues 

de la SVZ. Ce profil électrophysiologique ne correspond pas à celui d’un neurone 
mature. D’un point de vue fonctionnel, le protocole de différenciation ne permet donc 
pas d’obtenir des cellules matures. 
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Discussion et perspectives 

[1]. Caractérisation moléculaire et fonctionnelle du 

système nerveux intracardiaque murin 

Dans ce premier chapitre, nos résultats ont permis d’approfondir nos connaissances 

concernant la diversité et la complexité des neurones cardiaques de la souris, modèle 

expérimental offrant de multiples avantages pour l’amélioration de la compréhension du 

fonctionnement du SNIC mais toutefois très peu étudié jusque-là.  

Nous avons tout d’abord montré que l’approche de transparisation d’organe iDISCO était 

applicable au tissu cardiaque, rendant possible l’étude globale de l’innervation cardiaque 

intrinsèque à l’échelle du cœur entier.  

L’immunodétection de la ChAT nous a permis de visualiser la localisation exacte des ganglions 

intracardiaques chez la souris ainsi que de quantifier leur nombre et le volume total occupé 

par ces structures. Jusque-là, seule l’étude de Rysevaite et collaborateurs (2011) avait 

quantifié ces structures chez la souris, rapportant un nombre moyen de ganglions de 19 ± 3 

par cœur (Rysevaite et al., 2011b), ce qui est en accord avec nos résultats. De plus, notre 

analyse volumique vient compléter ces résultats en indiquant que ces ganglions occupent un 

volume total proche de 0.2 mm3. Il est important de préciser que cette valeur est 

nécessairement sous-estimée sur les cœurs transparisés du fait de la réduction de la taille de 

l’échantillon au cours du protocole iDISCO. Toutefois, nous avons pu déterminer que cette 

réduction n’était que de l’ordre de 15 % dans nos conditions. Le volume total occupé par les 

ganglions découlant directement de la taille des corps cellulaires et du nombre total de 

neurones présents, cette quantification pourrait représenter une approche intéressante pour 

l’étude du remodelage des structures nerveuses intracardiaques au cours du vieillissement ou 

en conditions pathologiques. Les travaux ayant étudié l’impact du vieillissement sur les 

neurones cardiaques sont par exemple contradictoires, ceux réalisés chez l’humain rapportant 

une diminution du nombre de neurones au cours de la vie (Pauza et al., 2000) et ceux menés 

chez le chien et le cobaye n’ayant pas observé d’évolution particulière (Pauza et al., 2002; 

Batulevicius et al., 2005). Une approche plus global de quantification à l’échelle de l’organe 

entier comme celle que nous avons développé permettrait donc de compléter ces travaux. Le 

remodelage des structures ganglionnaires peut également être associé à certaines 

pathologies cardiaques. Par exemple, plusieurs travaux ont montré que l’insuffisance 

cardiaque était associée à une hypertrophie des corps cellulaires neuronaux intracardiaques 
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(Singh et al., 2013). Ainsi, il serait intéressant d’étudier l’impact d’autres pathologies 

cardiaques sur les structures ganglionnaires intracardiaques. L’amylose cardiaque, pathologie 

caractérisée par une accumulation de plaques amyloïdes dans le tissu cardiaque, est par 

exemple associée à un déséquilibre de la balance autonome. Il pourrait donc être intéressant 

d’étudier les structures nerveuses intracardiaques dans ce contexte pathologique (Yamada et 

al., 2020).  

Nous avons également développé une macro sous ImageJ permettant de quantifier la 

longueur totale des fibres nerveuses innervant le myocarde. Bien que cette approche ne 

permette pas de quantifier les structures les plus fines, cette méthode de quantification 

automatique pourrait représenter un moyen rapide pour l’identification d’anomalies de 

l’innervation cardiaque. En effet, de nombreuses pathologies cardiaques telles que l’infarctus 

du myocarde ou bien la FA font état d’une modification de l’innervation pouvant se traduire par 

des régions cardiaques présentant un déficit d’innervation (e.g. zone myocardique 

ischémique) ou bien par des zones présentant une innervation anormalement dense (e.g. 

hyper-innervation sympathique auriculaire chez les patients atteints de FA) (Gould et al., 2006; 

Yokoyama et al., 2017). Ainsi, notre méthode d’analyse pourrait permettre d’identifier 

efficacement de telles anomalies dans d’autres contextes pathologiques (e.g. fibrose 

cardiaque, amylose cardiaque).  

D’un point de vue phénotypique, les neurones cardiaques murins présentent une diversité 

neurochimique semblable à celle des autres espèces (Richardson et al., 2003, 2006; Hoover 

et al., 2009).   

Outre l’expression de la ChAT que nous avons retrouvé dans la quasi-totalité des neurones, 

nos résultats indiquent que 28 % des neurones expriment aussi la TH, ce qui suggère leur 

capacité à synthétiser des catécholamines. Jusque-là, l’expression de marqueurs 

catécholaminergiques dans le SNIC de la souris n’avait été rapportée que par deux études 

menées par le groupe de Rysevaite et de Hoard (Hoard et al., 2008; Rysevaite et al., 2011b). 

Le groupe de Rysevaite a retrouvé l’expression de la TH dans seulement 18 % des neurones, 

nos résultats sont donc plus proches de ceux de Hoard qui rapportent l’expression de ce 

marqueur dans 30 % des neurones. Le fait qu’un même neurone exprime à la fois des 

marqueurs cholinergiques et catécholaminergiques n’est pas surprenant puisque cela a été 

observé dans les neurones cardiaques de nombreuses autres espèces. En revanche, 

l’aptitude de ces neurones à libérer les catécholamines ainsi synthétisées est quelque peu 

remise en question par les travaux suggérant l’absence d’expression du transporteur 

vésiculaire VMAT2 (Weihe et al., 2005; Hoard et al., 2008). Certains suggèrent que ces 

libérations pourraient alors être médiées par le transporteur NET mais cette possibilité n’a pas 
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encore été investiguée. Il serait donc intéressant de venir réellement démontrer l’aptitude de 

ces neurones à libérer des catécholamines. A cette fin, le traceur fluorescent FFN 200 

(fluorescent false neurotransmitter) récemment développé pour le marquage et le suivi des 

libérations synaptiques de noradrénaline pourrait par exemple être utilisé (Dunn et al., 2018). 

Par ailleurs, il serait intéressant d’étudier le rôle physiologique d’une telle catégorie de 

neurone, capable de libérer deux neurotransmetteurs aux effets complétement antagonistes. 

Il est toutefois possible que ces deux neurotransmetteurs ne soient pas systématiquement co-

libérés. En effet, dans certains neurones, les différents neurotransmetteurs peuvent être 

stockées dans différentes catégories de vésicule synaptique et c’est la fréquence ou la durée 

de stimulation qui détermine le type de vésicule, et par conséquent le type de 

neurotransmetteur, libéré (Svensson et al., 2019).  

Nous avons également observé la présence d’une petite population de neurones nitrergiques 

caractérisés par l’expression de l’enzyme nNOS. Il est intéressant de mentionner que 

l’importance de ce phénotype semble considérablement varier d’une espèce à l’autre, 

l’expression de cette enzyme étant retrouvée dans la quasi-totalité des neurones cardiaques 

humains et dans seulement 4 % de ceux du rat (Klimaschewski et al., 1992; Hoover et al., 

2009). Chez la souris, seule l’équipe de Maifrino avait rapporté jusque-là l’existence d’un tel 

phénotype, représentant 10 % des neurones cardiaques (Maifrino et al., 2006). Nos résultats 

sont donc quelque peu différents de ceux obtenus par cette équipe car nous avons détecté 

l’expression de nNOS dans moins de 2 % des neurones étudiés. Cette discordance peut 

toutefois s’expliquer par la différence de méthode utilisée, l’équipe de Maifrino ayant utilisé 

une approche histochimique de détection de l’activité NADPH-diaphorase, méthode alternative 

utilisée pour la détection des neurones nitrergiques (Hope et al., 1991). Le NO produit par ces 

neurones nitrergiques peut avoir des effets tant pré-synaptiques que post-synaptiques. En 

effet, il serait impliqué dans une réduction des libérations sympathiques de noradrénaline et 

une augmentation des libérations parasympathiques d’acétylcholine (Paton et al., 2002). Au 

niveau post-synaptique, le NO génère des effets chronotropes positifs qui découleraient 

notamment de la modulation de l’activité du canal HCN des cellules nodales (Musiałek, 2002). 

De plus, le NO est largement connu pour ses effets vasodilateurs au niveau vasculaire (Ahmad 

et al., 2018). Les travaux menés par le groupe de Brack suggèrent également que le NO 

pourrait médier des effets protecteurs anti-arythmiques, notamment au niveau ventriculaire où 

il réduirait la susceptibilité aux fibrillations ventriculaires (Brack et al., 2007). Bien que nos 

résultats indiquent une très faible proportion de neurones nitrergiques dans le SNIC de la 

souris, il serait intéressant d’étudier davantage le rôle de ces neurones dans le contexte 

cardiaque. 
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En dehors de ces phénotypes qui avaient déjà été mentionnés chez la souris, nos résultats 

ont permis d’identifier la présence de quatre autres marqueurs neuronaux (NPY, CART, 

calbindine et VGLUT2) encore jamais décrits dans le SNIC de cette espèce. La présence du 

NPY n’est pas surprenante puisque ce peptide est connu pour être exprimé au sein du système 

nerveux autonome et que son expression a été rapportée dans les neurones cardiaques du 

rat et du cobaye (Horackova et al., 1999; Richardson et al., 2003). Ce peptide étant capable 

d’exercer des effets tant au niveau neuronal qu’au niveau musculaire, il joue très certainement 

un rôle important dans la régulation des fonctions cardiaques par le SNIC.  

Nos résultats indiquent également la présence du peptide CART dans 61 % des neurones 

cardiaques de la souris. Cette proportion est encore supérieure à ce qui avait été retrouvé 

chez le rat (46 %) (Richardson et al., 2006). Bien que l’expression de ce peptide ait été 

rapportée dans de nombreux réseaux neuronaux, notamment au niveau du système nerveux 

entérique, sa fonction biologique tout comme la nature de ses récepteurs restent encore 

inconnues. Devant l’importante proportion de neurones cardiaques exprimant ce 

neuropeptide, il serait donc intéressant d’étudier sa fonction dans le contexte cardiaque. Bien 

que le ou les récepteurs de CART n’aient pas encore été clonés, plusieurs études suggèrent 

que ce peptide agirait par l’intermédiaire de RCPG couplés à une protéine Gi/0 (Ahmadian-

Moghadam et al., 2018). La voie de l’adénylate cyclase étant cruciale dans les mécanismes 

de régulation cardiaque, ce peptide pourrait avoir d’importants effets cardiovasculaires. 

L’injection systémique de ce peptide a notamment été corrélée à une augmentation de la 

pression artérielle et de la fréquence cardiaque (Matsumura et al., 2001; Hwang et al., 2004; 

Ivanova et al., 2007). En revanche, ces effets semblent principalement médiés par des actions 

sur le système nerveux centrale et non par des effets directs sur les cellules du système 

cardiovasculaire. Néanmoins, l’impact du peptide CART sur les fonctions cardiaques ayant 

très peu été étudié, il semble important d’explorer davantage cette voie à l’avenir. 

En dehors de ces neuropeptides, nous avons également détecté l’expression de la protéine 

de liaison au calcium calbindine dans près de la moitié des neurones étudiés. Jusque-là, 

l’expression de cette protéine dans le SNIC n’avait été rapportée que par une seule étude 

menée chez le rat et dans laquelle seule 7 % des neurones étaient marqués (Richardson et 

al., 2003). Dans notre étude, ces neurones semblent établir de nombreuses connexions avec 

les autres neurones environnants puisque de nombreuses varicosités périsomatiques 

immunoréactives pour la calbindine ont été observées au sein des ganglions. Ces 

observations nous ont d’ailleurs amené à étudier spécifiquement cette population neuronale 

(voir chapitre 2 de la section résultats) et sera discuté dans la partie suivante.  
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Enfin, notre approche d’immunomarquage nous ayant amené à observer quelques neurones 

immunoréactifs pour VGLUT2, il est possible que certains neurones cardiaques soient 

capables de synthétiser du glutamate. En revanche, ces résultats sont très éloignés de ceux 

de Wang et Miller qui rapportent l’expression de nombreux marqueurs glutamatergiques 

(VGLUT1, VGLUT2 et glutaminase) dans une proportion non négligeable de neurones 

cardiaques (Wang and Miller, 2016).  

 L’étude des propriétés électrophysiologiques de ces neurones en current-clamp nous a 

également permis d’identifier différents groupes de neurones.  

En s’intéressant aux capacités de décharge de ces neurones, nous avons ainsi identifié des 

neurones phasiques, caractérisés par une faible activité de décharge (3 potentiels d’action 

maximum) ainsi que des neurones accommodant, affichant des capacités de décharge 

supérieures. Au-delà de ces propriétés, nous avons montré que le profil phasique était 

également associé à une rhéobase plus élevée, et par conséquent, un niveau d’excitabilité 

plus faible ainsi qu’à une AHP plus longue. L’ensemble de ces éléments suggèrent donc que 

ces deux groupes de neurones n’expriment pas les mêmes canaux ioniques ou du moins pas 

dans les mêmes proportions. Il serait donc intéressant de venir interroger les différents canaux 

ioniques exprimés par ces deux catégories de neurones. Les canaux sodiques sont par 

exemple très importants pour l’excitabilité neuronale ; l’expression différentielle de ces canaux 

pourrait donc expliquer l’existence de ces deux classes de neurones. Le canal calcique de 

type N est quant à lui un régulateur crucial de la fréquence de décharge et de la rhéobase (Liu 

et al., 2012), on peut par exemple émettre l’hypothèse que son expression soit réduite au sein 

des neurones phasiques. De même, les canaux HCN et KCa participent à la durée de l’AHP 

ainsi qu’à la fréquence de décharge en potentiels d’action (Edwards et al., 1995; Hogg et al., 

2001; Rimmer and Harper, 2006). Il est donc possible que l’expression de ces canaux soit 

différente entre ces deux groupes de neurones.  

L’étude des propriétés du potentiel d’action nous a aussi amené à observer deux autres types 

de neurones, certains présentant une AHP et d’autres non. En plus de cela, les neurones 

possédant une AHP présentent un potentiel de repos plus dépolarisé associé à une amplitude 

de potentiel d’action et une vitesse de dépolarisation réduites. Les canaux potassiques étant 

très importants pour le potentiel membranaire de repos et la phase d’AHP, il serait intéressant 

de venir les étudier dans ces deux groupes de neurones.  

Nous n’avons observé aucune corrélation entre le profil phasique ou accommodant et la 

présence ou non d’une AHP. Ainsi, nos travaux ont permis d’identifier quatre classes de 

neurones : des neurones phasiques présentant ou non une AHP ainsi que des neurones 

accommodant avec ou sans AHP (figure 66).  
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Figure 66 : Les neurones murins sont répartis en 4 classes distinctes selon leurs 
propriétés électrophysiologiques.  

Nous avons également montré que les neurones cardiaques murins étaient capables de 

répondre à différentes substances neuro-modulatrices puisqu’ils ont montré une réponse 

membranaire à la perfusion d’acétylcholine, d’ATP et de BK. Ainsi, la perfusion d’acétylcholine 

s’est traduit par l’activation d’un courant entrant rapide, reflétant très probablement l’activation 

des récepteurs nicotiniques, et suffisant pour initier des potentiels d’action. De même, 

l’application d’ATP a conduit à l’activation rapide d’un courant entrant typique du courant médié 

par les récepteurs P2X. Il est intéressant de mentionner que les différentes classes de 

neurones que nous avons identifiées présentent une sensibilité différente à ces deux 

molécules pharmacologiques. En effet, l’amplitude du courant médié par l’acétylcholine et 

l’ATP est significativement inférieure dans les neurones présentant une AHP. Ainsi, au-delà 

de présenter des potentiels d’actions distincts, ces deux classes de neurones présentent 

également des réponses pharmacologiques différentes.  

Il est possible que les réponses pharmacologiques que nous avons observées aient été 

partiellement impactées par notre approche d’enregistrement en cellule-entière. En effet, les 

études pharmacologiques menées sur les neurones cardiaques ont montré qu’un grand 

nombre de substances exerçaient leurs effets par l’intermédiaire de RCPG. Par exemple, 

l’acétylcholine est capable de médier des effets tant par sa fixation sur ses récepteurs 

nicotiniques que par sa fixation sur les récepteurs muscariniques (Hirayama et al., 2015). De 

même, les réponses purinergiques peuvent découler des récepteurs P2X comme des 

récepteurs P2Y (Liu et al., 2000; Ma et al., 2005). La configuration cellule-entière n’est toutefois 

pas la configuration la plus appropriée pour l’enregistrement des réponses dépendantes des 

RCPG puisque la dilution du milieu intracellulaire qu’elle provoque est généralement associée 

à une interruption des voies de signalisation dépendantes des RCPG (Linley, 2013). Ceci 

pourrait notamment expliquer que la perfusion de BK n’ait conduit qu’à une très faible 
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dépolarisation membranaire dans notre étude alors qu’elle se traduit par des effets excitateurs 

beaucoup plus importants (survenue de trains de potentiels d’action) dans les travaux publiés 

par Arichi et collaborateurs (Arichi et al., 2019). A l’avenir il serait donc intéressant d’étudier la 

réponse pharmacologique des neurones cardiaques murins en patch perforé, approche 

préservant l’intégrité du milieu intracellulaire, et ainsi, les réponses médiées par les seconds 

messagers intracellulaires. 

 Enfin, en étudiant les courants sodiques voltage-dépendants de ces neurones, nous avons 

montré que les neurones cardiaques murins exprimaient à la fois des canaux sodiques TTX-

sensibles (92 % du courant total) et TTX-résistants (8 % du courant total). Nos résultats sont 

très similaires à ceux obtenus chez le chien par le groupe de Scornik qui indiquent une part 

TTX-résistante représentant 9 % du courant sodique total (Scornik et al., 2006). Chez la souris, 

le groupe de Verkerk a suggéré que les neurones cardiaques exprimaient le canal TTX-

résistant Nav1.8 (Verkerk Arie O. et al., 2012). Toutefois, dans notre étude, nous n’avons pas 

été en mesure de détecter la présence de ce canal puisque la perfusion de 0.5 µM d’A-803467 

ne s’est pas traduite pas une réduction de l’amplitude du courant sodique. En revanche, nous 

suggérons que la part TTX-résistante pourrait être portée par le canal Nav1.5. En effet, la 

perfusion d’une solution de TTX à 2 µM, valeur correspondant à l’IC50 de Nav1.5 et éloignée 

de l’IC50 de Nav1.8 et Nav1.9 (~45 µM), s’est traduite par une réduction de près de la moitié du 

courant TTX-résistant. A l’avenir, il serait donc intéressant de venir confirmer l’expression de 

cette isoforme par des approches de biologie moléculaire (e.g. single-cell RT-PCR). 

L’expression de Nav1.5 dans les neurones cardiaques pourrait en effet apporter une dimension 

nouvelle dans la compréhension et la prise en charge des pathologies cardiaques associées 

à la mutation de ce canal. Par exemple, le syndrome de Brugada, pathologie associée à une 

perte de fonction du canal Nav1.5, serait parfois associé à un déséquilibre de la balance 

autonome (Maury et al., 2021) ce qui favoriserait la survenue d’arythmies et le risque de mort 

subite. Il est donc possible que ces atteintes nerveuses s’expliquent par l’expression de 

l’isoforme Nav1.5 dans les neurones cardiaques.  

[2]. Etude d’une population spécifique de neurones 
intracardiaques : les neurones calbindine 

Les résultats obtenus dans le chapitre 1 nous ont permis d’identifier différentes catégories 

de neurones cardiaques sur la base de leurs phénotypes neurochimiques ou bien de leurs 

propriétés électrophysiologiques. En revanche, aucun élément ne nous permettait jusque-là 

d’établir un lien entre phénotype et comportement électrophysiologique. En d’autres termes, 

nous n’étions pas en mesure de dire si un phénotype neuronal était associé à un profil 
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électrophysiologique particulier. Afin d’investiguer ce lien, nous nous sommes donc appuyés 

sur la technologie Cre-Lox pour pouvoir spécifiquement étudier les propriétés d’une catégorie 

particulière de neurones. Au-delà de l’étude des propriétés électrophysiologiques d’une 

catégorie précise de neurones, notre objectif était également de venir décrypter le rôle joué 

par ces neurones dans le contexte cardiaque. En effet, bien que plusieurs travaux suggèrent 

la présence de différentes catégories fonctionnelles de neurones cardiaques (Ardell et al., 

1991; Rajendran et al., 2016), la nature exacte de ces neurones n’a pas encore été 

déterminée.  

Parmi les différents phénotypes identifiés, notre attention s’est portée sur l’étude des 

neurones calbindine. Deux principaux éléments nous ont amené à étudier cette population. 

Premièrement, nous avons pu observer que ces neurones étaient capables d’établir de 

nombreuses connexions avec les neurones environnants, suggérant leur participation aux 

boucles de régulations intracardiaques locales. De plus, l’expression de la calbindine est 

parfois utilisée pour discriminer différentes catégories fonctionnelles de neurone. Par exemple, 

son expression est retrouvée dans certains neurones inhibiteurs du système nerveux central 

(Andressen et al., 1993) et en périphérie, cette protéine constitue un marqueur de neurones 

sensoriels au sein du système nerveux entérique (Furness et al., 1990; Song et al., 1991). 

Cette protéine ayant encore très peu été décrite dans le SNIC, aucune étude ne s’est donc 

encore penchée sur la fonction de ces neurones.  

 Afin d’identifier facilement cette population neuronale, nous avons mis en place une 

approche (transduction virale combinée à la technologie Cre-Lox) pour induire l’expression 

d’un rapporteur fluorescent uniquement dans les neurones exprimant la calbindine. Toutefois, 

notre efficacité de transduction n’étant que de 60 %, les différences que nous avons mises en 

évidence entre nos deux groupes d’étude (neurone calbindine et neurone non calbindine) sont 

nécessairement sous-estimées.  

 Notre approche d’imagerie en trois dimensions nous a permis d’observer que ces neurones 

calbindine n’occupaient pas de localisation préférentielle au sein du plexus ganglionnaire mais 

qu’au contraire, ce phénotype était retrouvé dans la grande majorité des ganglions cardiaques. 

L’étude des zones innervées par ces neurones nous a également permis de voir que ces 

neurones projetaient de manière importante au niveau auriculaire mais dans une bien moindre 

mesure au niveau ventriculaire (seules quelques fibres ont été observées dans la région des 

ventricules). Afin de préciser la nature des régions auriculaires innervées par les neurones 

calbindine, il serait intéressant d’utiliser des marqueurs permettant d’identifier certaines 

régions tissulaires cardiaques d’intérêt tels que le nœud sinusal ou le nœud 

auriculoventriculaire. Des anticorps dirigés contre la connexine 30.2 ou encore le canal HCN4 
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pourrait par exemple être utilisés pour identifier ces deux régions cardiaques (Bhattacharyya 

et al., 2019; Rajendran et al., 2019).  

 L’étude immunohistochimique des neurones calbindine indique que cette population n’est 

pas homogène d’un point de vue phénotypique mais qu’elle comporte différents profils 

neurochimiques. Au sein de cette population, la proportion des marqueurs ChAT, TH et CART 

est similaire à ce qui est retrouvé dans les neurones n’exprimant pas la calbindine. La seule 

exception concerne le NPY, peptide beaucoup moins retrouvé chez les neurones calbindine 

que dans les autres neurones. Mis à part l’expression de la calbindine et du NPY, ces neurones 

ne semblent donc pas se distinguer réellement des autres d’un point de vue phénotypique.  

En revanche, d’un point de vue électrophysiologique, les neurones calbindine se distinguent 

par une signature électrophysiologique propre. En effet, bien que ces neurones ne présentent 

pas de propriétés membranaires passives différentes (potentiel membranaire et résistance 

membranaire au repos), ces cellules présentent une rhéobase supérieure, traduisant une 

excitabilité plus faible, des capacités de décharge en potentiel d’action moins importante ainsi 

que des potentiels d’action majoritairement dénués d’AHP. Ces neurones présentent 

également une densité de courant calcique voltage-dépendant inférieure qui s’explique 

notamment par une réduction de la densité de courant calcique de type N. Plusieurs travaux 

ont montré que ce canal était un acteur clé de l’excitabilité neuronale, son inhibition se 

traduisant par une augmentation de rhéobase et par une diminution des capacités de décharge 

des neurones cardiaques (Liu et al., 2012; Zhang et al., 2018). Ainsi la réduction de densité 

de courant calcique de type N observée dans les neurones calbindine pourrait expliquer les 

différences observées en terme de rhéobase et de capacité de décharge. Il est également 

possible que d’autres courants calciques voltage-dépendants soient réduits chez les neurones 

calbindine. En effet, une fois la part calcique de type N inhibée, le courant calcique mesuré 

était toujours significativement inférieur chez les neurones calbindine à -20 mV. Il serait donc 

intéressant d’investiguer les autres courants calciques dans ces neurones. De même, il est 

possible que le caractère moins excitable des neurones calbindine s’explique par la nature 

des canaux sodiques et/ou l’amplitude des courants associés à ces canaux.   

Il serait également intéressant de déterminer les acteurs moléculaires qui participent à la 

proportion supérieure de potentiel d’action sans AHP chez les neurones calbindine. Il est 

possible que la diminution de densité de courant calcique des neurones calbindine participe 

aussi à cette caractéristique. En effet, les canaux KCa sont d’importants acteurs de la phase 

d’AHP des neurones cardiaques (Franciolini et al., 2001; Rimmer and Harper, 2006). Ainsi, 

une réduction des entrées calciques pourrait indirectement se traduire par une diminution de 

l’amplitude et/ou de la durée d’AHP par l’intermédiaire des canaux KCa. Dans les neurones 
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spinaux, les travaux de Wikström ont notamment montré que les canaux calciques de type N 

participaient à la phase d’AHP. Leurs résultats montrent en effet que l’inhibition de ces canaux 

se traduit par une forte réduction de l’amplitude et de la durée de l’AHP dans les neurones 

spinaux (Wikström and Manira, 1998). Il faudrait toutefois également étudier la participation 

d’autre canaux potassiques ainsi que des canaux HCN, acteurs pouvant aussi expliquer cette 

absence d’AHP (Edwards et al., 1995). 

 La calbindine appartient à la famille des protéines de liaison au calcium (calcium-binding 

proteins) et sa principale fonction est de tamponner le calcium intracellulaire. De par ses 

propriétés cinétiques et son affinité de liaison pour le calcium, la calbindine constitue ainsi un 

acteur clé régulant les concentrations calciques libres cytosoliques (Schmidt, 2012). De plus, 

de façon dépendante ou indépendante de la fixation de calcium, la calbindine participe à la 

régulation de certains processus cellulaires puisqu’elle est capable d’interagir et de moduler 

l’activité de différentes protéines (Lutz et al., 2003; Bobay et al., 2012; Schmidt, 2012). Il est 

donc possible que cette calci-protéine régule plusieurs processus biologiques au sein des 

neurones cardiaques et que certaines des caractéristiques des neurones calbindine découlent 

directement des fonctions de cette calci-protéine. La fonction tampon exercée par la calbindine 

pourrait par exemple limiter l’activité des canaux KCa et ainsi expliquer l’absence d’AHP dans 

les neurones calbindine. D’un point de vue morphologique, nous avons montré que les 

neurones calbindine se distinguaient par un corps cellulaire plus volumineux ainsi qu’une 

longueur de neurites réduite par rapport aux autres neurones. Il est intéressant de mentionner 

que l’équipe de Smolilo a également constaté que les neurones exprimant la calbindine 

présentait un corps cellulaire plus volumineux dans le système nerveux entérique (Smolilo et 

al., 2018). Il est donc possible que cette différence de taille soit liée à la présence de la 

calbindine. L’extension des neurites est quant à elle un processus finement régulé par les 

concentrations calciques intracellulaires, certains travaux suggérant qu’elle ne serait permise 

que dans une gamme de concentration calcique précise (Connor, 1986; Mattson and Kater, 

1987). On peut donc supposer que la différence de croissance neuritique que nous avons 

observé découle des fonctions tampons exercées par la calbindine. En dehors de son action 

directe sur les concentrations calciques libres, la calbindine pourrait également jouer sur la 

croissance neuritique par l’intermédiaire de la petite GTPase RanBPM. Il a en effet été montré 

que la calbindine était capable d’interagir avec RanBPM (Lutz et al., 2003) ; et dans les 

neurones des DRG, cette protéine inhibe la croissance des neurites (Togashi et al., 2006).  

 Nos résultats ayant montré une amplitude de courant calcique diminuée et la calbindine 

exerçant une fonction de tampon calcique, il serait pertinent d’étudier la réponse calcique de 

ces neurones à différents stimuli (approche pharmacologique, électrique ou optogénétique). 

En conduisant quelques expériences préliminaires, nous avons notamment montré que la 
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sonde Fura-2 permettait d’étudier les variations calciques intracellulaires en réponse à la 

dépolarisation membranaire (figure 67) ou à la perfusion d’acétylcholine ou d’ATP dans nos 

neurones cardiaques. A l’avenir, il serait donc intéressant de venir comparer l’amplitude et la 

cinétique de ces réponses calciques en fonction de l’expression de la calbindine. 

 

 

Figure 67 : Réponse calcique des neurones cardiaques à la dépolarisation 

membranaire. (A) Image de fluorescence d’un neurone cardiaque chargé avec la sonde Fura-

2 AM. (B) Tracé représentant la mesure de fluorescence de la sonde Fura-2 en réponse à la 

dépolarisation membranaire induite par la perfusion d’une solution extracellulaire riche en 

potassium (30 ou 80 mM) dans un neurone cardiaque. 

Enfin, dans le contexte neuronal, la calbindine est connue pour exercer un rôle neuro-

protecteur et anti-apoptotique, en limitant l’importance des augmentations calciques 

intracellulaires et en inhibant l’activité de la protéine pro-apoptotique caspase-3 par interaction 

directe (Bobay et al., 2012). Ainsi, l’étude de la sensibilité des neurones cardiaques à 

l’apoptose en fonction de l’expression de la calbindine semble être une voie intéressante pour 

de futures investigations.  

Le rôle physiologique exercé par les neurones calbindine dans le contexte cardiaque reste 

toutefois encore inconnue. Dans ce sens, l’optogénétique représente une technique 

particulièrement adaptée à l’étude des fonctions exercées par ces neurones (Deisseroth, 

2015). En effet, couplée à la technologie Cre-Lox, cette technique offre la possibilité de 

moduler spécifiquement l’activité des neurones calbindine par l’utilisation d’outils moléculaires 

photo-activables tels que le canal rhodopsine (activateur) ou l’halorhodopsine (inhibiteur). 

Combinée à la mesure des paramètres cardiaques (e.g. enregistrement ECG), cette approche 

permettra donc d’évaluer précisément l’impact de ces neurones sur les fonctions cardiaques. 

Malgré nos efforts pour mettre en place de telles investigations, des difficultés techniques (e.g. 
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efficacité de transduction virale des outils optogénétiques insuffisante) nous ont 

malheureusement empêché jusque-là d’étudier la fonctionnalité de ces neurones. Néanmoins, 

nous espérons réussir à mettre en place cette approche à l’avenir. 

D’un point de vue physiopathologique, il est intéressant de mentionner que dans 

l’insuffisance cardiaque et le diabète de type deux, plusieurs études ont observé une réduction 

de l’expression du canal calcique de type N, ainsi que de l’excitabilité des neurones cardiaques 

(Liu et al., 2012; Tu et al., 2014) ; deux éléments rappelant les propriétés des neurones 

calbindine. Il serait donc intéressant d’étudier la proportion de neurones exprimant la 

calbindine dans ces situations pathologiques. On peut en effet supposer que cette réduction 

d’excitabilité découle d’une augmentation de la proportion de neurone calbindine dans le 

SNIC. 

[3]. Potentiel souche des acteurs ganglionnaires non 

neuronaux  

Dans ce dernier chapitre, nous nous sommes intéressés aux cellules non neuronales 

retrouvées au sein des ganglions cardiaques. Nous avons ainsi mis en évidence la présence 

de nombreuses cellules étroitement accolées aux corps cellulaires neuronaux et 

immunoréactives pour le facteur de transcription Sox2. La proximité de ces cellules ainsi que 

l’expression de Sox2 suggèrent fortement que ces cellules soient des cellules satellites gliales 

(Koike et al., 2014; Huang et al., 2021), cellules connues pour exprimer d’autres marqueurs 

tels que le canal potassique Kir4.1, le marqueur gliale GFAP ou encore la glutamine 

synthetase (Huang et al., 2021). D’après nos résultats dans les ganglions cardiaques murins, 

ces cellules ne semblent en revanche pas caractérisées par l’expression de la glutamine 

synthetase ni de la GFAP, le premier marqueur n’ayant pas été détecté dans ces ganglions, 

et le deuxième ne semblant pas particulièrement associé aux cellules exprimant Sox2. 

L’absence d’expression de la GFAP par les cellules Sox2-positives n’est pas aberrante 

puisqu’elle n’apparait pas systématiquement exprimée par les cellules satellites gliales 

(Hanani, 2010). En revanche, à notre connaissance, l’absence d’expression de la glutamine 

synthetase n’a encore jamais été rapportée ; il serait donc préférable de confirmer ces résultats 

en utilisant un autre anticorps anti-glutamine synthetase.  

Les cellules satellites gliales semblent exercer de nombreuses fonctions dans les ganglions 

périphériques, régulant la composition du microenvironnement neuronal, la croissance 

neuritique, ou encore l’excitabilité neuronale (Hanani and Spray, 2020). En revanche, la 

fonction exacte de ces cellules dans le contexte cardiaque n’a encore jamais été étudiée. De 

manière intéressante, la réduction du nombre de cellules satellites gliales s’accompagne d’une 
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augmentation de l’activité sympathique et de la fréquence cardiaque dans un modèle de souris 

transgénique (Mapps et al., 2022). Il serait donc intéressant d’étudier les conséquences de 

cette réduction du nombre de cellules satellites gliales sur le fonctionnement neuronal 

intracardiaque dans ce modèle.  

Le marqueur Sox2 est un marqueur de multipotence caractéristique des cellules souches 

telles que les cellules souches neurales de la SVZ (Pevny and Nicolis, 2010). L’expression de 

ce marqueur dans nos cellules soulève donc quelques interrogations quant aux possibles 

propriétés souches de ces cellules et leurs éventuelles capacités de neurogenèse. L’existence 

de mécanismes de neurogenèse dans le système nerveux périphérique est, en effet, de plus 

en plus suggérée. Par exemple, suite à l’injection de capsaïcine, responsable de la destruction 

de près de la moitié des neurones sensoriels, il existe une récupération progressive du nombre 

initial de neurones dans les ganglions sensoriels (Gallaher et al., 2011, 2014). Dans les DRG, 

plusieurs travaux menés in vitro et in vivo, suggèrent qu’en conditions pathologiques, les 

cellules satellites gliales seraient capables de conduire à la néo-formation de neurones. 

L’étude de Zhang et collaborateurs a par exemple montré que la douleur chronique se 

traduisait par l’activation des cellules satellites gliales exprimant Sox2, celles-ci se mettant à 

proliférer, à exprimer des marqueurs de progéniteurs neuronaux (Nestine et Sox10) et à se 

différencier en neurones sensoriels (Zhang et al., 2019b). L’équipe de Li a quant à elle montré 

qu’in vitro, les cellules satellites gliales issues de DRG étaient capables de proliférer sous la 

forme de sphères et de se différencier en cellules gliales et neuronales (Li et al., 2007). Dans 

notre étude, les cellules issues de la zone ganglionnaire intracardiaque sont capables de 

former des sphères au sein desquelles sont retrouvés des marqueurs prolifératifs (Ki67) ainsi 

que des marqueurs de progéniteurs tels que Sox2. Après incubation en milieu de 

différenciation, la détection de cellules immunoréactives pour la β-tub III, la DCX et la nestine 

suggère que ces cellules pourraient s’engager dans un lignage neural. De plus, certaines de 

ces cellules ayant incorporé de la BrdU, cela indique d’autant plus qu’elles ont été néo-formées 

in vitro. En revanche, d’un point de vue électrophysiologique nous n’avons pas été en mesure 

de confirmer la présence de neurones fonctionnels (e.g. absence de potentiel d’action). 

Néanmoins, ces cellules présentent des propriétés électrophysiologiques similaires à celles 

des cellules souches issues de la SVZ cultivées dans les mêmes conditions. Notamment, elles 

présentent un courant voltage-dépendant 4-AP-sensible qui participe à leur polarité 

membranaire de repos, à la repolarisation et à l’hyperpolarisation suivant l’injection d’un 

courant dépolarisant et qui a précédémment été observé dans les cellules souches de la SVZ 

(Lai et al., 2010). Il est possible que notre protocole de différenciation ne soit pas adapté (en 

terme de durée ou de composition du milieu) pour l’obtention de neurones fonctionnels. 

L’équipe de Wang a par exemple montré que l’ajout d’acide valproïque, inhibiteur d’histone 
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déacétylase, permettait d’augmenter de manière importante le nombre de neurones obtenu à 

partir de cellules satellites gliales (Wang et al., 2021). De plus, il serait pertinent de vérifier la 

présence des marqueurs neuronaux dans les cellules que nous avons patché. En effet, la 

sélection des cellules étudiées a uniquement été déterminée à partir de critères 

morphologiques, la détection des marqueurs neuronaux n’étant possible qu’à partir de cellules 

fixées. Il serait donc intéressant de trouver un marqueur neuronal fluorescent compatible avec 

le patch-clamp afin de confirmer le phénotype des cellules étudiées par cette approche.  

Néanmoins, la présence de cellules exprimant des marqueurs tels que Sox2 et la Nestine 

et l’apparition de cellules exprimant des marqueurs neuronaux en culture sont des éléments 

encourageants qui suggèrent que, de manière similaire à ce qui a été décrit dans les neurones 

des DRG, des mécanismes de neurogenèse pourraient avoir lieu au sein du SNIC. Il serait 

pertinent de venir étudier la présence des marqueurs Nestine et Ki67 in situ, en réalisant des 

immunomarquages sur coupe de tissu en condition physiologique et pathologique. D’un point 

de vue pathologique, il a été montré que les cellules satellites gliales étaient activées par 

l’inflammation (Hanani and Spray, 2020), il pourrait donc être intéressant d’étudier le 

comportement de ces cellules dans un contexte de myocardite. De même, l’impact de l’ablation 

des zones ganglionnaires dans le contexte de la FA sur ces cellules satellites et les éventuels 

évènements de neurogenèse qui pourraient en découler est une voie qu’il apparait intéressant 

d’investiguer. Enfin, plusieurs pathologies cardiaques (e.g insuffisance cardiaque) sont 

associées à un remodelage du SNIC, il serait donc important d’investiguer l’existence de 

mécanismes de neurogenèse dans ce contexte.
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Conclusion générale 

En conclusion, ces travaux montrent que le SNIC murin présente une complexité similaire 

à celle des autres espèces. D’un point de vue phénotypique, le SNIC murin regroupe des 

neurones qui se distinguent par l’expression d’enzymes impliquées dans la synthèse de 

différentes classes de neurotransmetteurs (acétylcholine, catécholamines et NO) mais 

également par l’expression de différents neuropeptides (CART et NPY) ou encore de la calci-

protéine calbindine. L’étude des propriétés électrophysiologiques de ces neurones a 

également permis d’identifier différentes classes de neurones sur la base de leurs capacités 

de décharge ou des caractéristiques de leur potentiel d’action. De plus, l’étude spécifique 

d’une sous-catégorie de neurones cardiaques a permis d’établir, pour la première fois, un lien 

entre phénotype et électrophysiologie (figure 68). En effet, les neurones calbindine présentent 

une signature électrophysiologique propre caractérisée par des neurones moins excitables et 

des potentiels d’action majoritairement dénués d’AHP.  

 

Figure 68 : Schéma bilan concernant la diversité neurochimique et électrophysiologique 
des neurones cardiaques murins. Les neurones cardiaques présentent une certaine 
complexité notamment au travers de l’existence de différentes classes phénotypiques et 
électrophysiologiques.  Nos travaux ont également permis d’établir un lien entre phénotype et 
propriétés électrophysiologiques en démontrant que les neurones calbindine (calb) 
présentaient une signature électrophysiologique propre.  

A l’avenir, il apparait important d’investiguer la fonction de ces différentes classes de 

neurones afin d’améliorer la compréhension de ce système. Pour cela, l’optogénétique 

couplée à la technologie Cre-Lox, représente une formidable approche pour décrypter le rôle 

des différentes populations neuronales intracardiaques dans la régulation des fonctions 

cardiaques mais également leur éventuelle implication dans la survenue ou l’entretien de 

pathologies cardiaques telles que les arythmies. En effet, cette approche offre la possibilité de 

moduler spécifiquement l’activité des neurones par l’utilisation d’outils moléculaires photo-
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activables tels que le canal rhodopsine (activateur) ou l’halorhodopsine (inhibiteur). Combinée 

à la mesure des paramètres cardiaques (e.g. enregistrement ECG), cette approche permettra 

donc d’évaluer précisément l’impact de ces neurones sur les fonctions cardiaques (figure 69). 

 

Figure 69 : Approche expérimentale pour l’étude de la fonction des différentes classes 
de neurones intracardiaques. La technologie Cre-Lox permet de conduire à l’expression 
ciblée d’outils optogénétiques dans une population neuronale d’intérêt. Ainsi, l’activité de cette 
population de neurone peut être spécifiquement modulée par la lumière. L’impact de cette 
modulation sur le fonctionnement cardiaque peut être évalué en réalisant la mesure des 
paramètres ECG en Langendorff.  

Enfin, les cellules non-neuronales participent très certainement à la complexité des 

structures ganglionnaires intracardiaques. Nos travaux suggèrent notamment que ces cellules 

pourraient présenter des propriétés souches et conduire à la néo-formation de neurones in 

vitro. Il semble donc crucial d’étudier davantage la fonction de ces cellules en condition 

physiologique et pathologique. La technologie Cre-Lox pourrait là encore s’avérer utile pour 

l’étude de ces cellules. On pourrait par exemple cibler l’expression de molécules fluorescentes 

dans les cellules exprimant Sox2 afin d’assurer leur traçabilité en culture et ainsi démontrer 

leur aptitude à former des neurones.
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Supplementary material: 

Figure S1: Expression of different TRP channel mRNAs in C2C12 myoblasts using 

standard RT-PCR 

 


