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ABREVIATIONS & ACRONYMES 0 

 

Abréviations  &  Acronymes 

 

Bien que ce manuscrit soit rédigé en français, j’ai choisi de conserver les acronymes anglais (pour la 

dénomination des structures cérébrales et des couches rétiniennes notamment) dans un souci 

d’homogénéité avec la partie "Résultats" qui comporte des articles en anglais. 

 

 

AAA acide α-aminoadipique 

AANAT arylalkylamine N-acétyltransférase 

AC adénylate cyclase 

AMPc adénosine 3’,5’-monophosphate cyclique 

ATP adénosine 5’-triphosphate 

AVP arginine vasopressine 

BMAL brain and muscle ARNT (aryl hydrocarbon 

receptor nuclear translocator)-like 

CaMK calcium/calmodulin-protein kinases 

CK caséine kinase 

Clock circadian locomotor output cycles kaput 

CRE cAMP response element 

CREB CRE binding protein 

Cry Cryptochrome 

CT circadian time (temps circadian) 

D1-5 récepteur à la dopamine 1 à 5 

Dbp D element-binding protein 

DC dissociated cells (cellules dissociées) 

DD dark/dark (obscurité constante) 

ERG électrorétinogramme 

GABA acide γ-aminobutyrique 

GCL couche des cellules ganglionnaires 
(ganglion cell layer) 

GMPc guanosine 3’,5’-monophosphate cyclique 

GRP gastrin-releasing peptide 

HBSS Hank’s balanced salt solution 

HIOMT hydroxyindole-O-méthyltransférase  

INL couche nucléaire interne (inner nuclear 

layer) 

IPL couche plexiforme interne (inner 

plexiform layer) 

KI knock-in 

  

  

  

  

  

  

LD light/dark (alternance lumière/obscurité) 

LL light/light (lumière constante) 

Luc Luciférase 

MAPK mitogen-activated protein kinases 

MT1-3 récepteur à la mélatonine 1 à 3 

NO monoxyde d’azote 

NPAS neuronal PAS (Per Arnt Sim) domain 

protein 

OPL couche plexiforme externe (outer 
plexiform layer) 

PACAP pituitary adenylate cyclase activating 

peptide 

Per Period 

PKA/C protéine kinase A/C 

PP protéines phosphatases 

PRL couche des photorécepteurs 

(photoreceptor layer) 

Rev-Erb reverse viral erythroblastis oncogene 

product 

Ror retinoic acid-related orphan receptor 

RPE Epithélium pigmentaire rétinien (retinal 

pigment epithelium) 

SCN noyau suprachiasmatique 
(suprachiasmatic nucleus) 

SEM standard error of the mean (erreur 

standard à la moyenne) 

TH tyrosine hydroxylase  

TRP transient receptor potential 

TTX tétrodotoxine 

UTR3’ séquence 3’ non codante 

VIP vasoactive intestinal peptide 

WR whole retina (rétine entière) 

ZT Zeitgeber time (temps astronomique) 

 

 

 



 





 

 

 

  

Introduction 

Le rapport entre ce que nous voyons et ce que 

nous savons n’est jamais fixé une fois pour 

toutes. Notre façon de voir dépend de ce que 

nous savons ou de ce que nous croyons. Le 

passé n’est jamais là à attendre qu’on le 

découvre, qu’on le reconnaisse pour ce qu’il est 

réellement. L’histoire, c’est toujours le rapport 

entre un présent et son passé. 

John Berger 

 



2 INTRODUCTION 

 

 

Figure 1 : Eine Blumenuhr, l’horloge florale de Carl von Linné, 1751. 

Linné avait remarqué que les fleurs avaient des horaires différents d’ouverture et de reploiement de leur corolle selon 

leur espèce. En les ordonnant par ordre chronologique dans un jardin, il était possible de suivre l’avancée des heures 

de la journée par l’observation des phases successives d’épanouissement. 
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I / Des rythmes et des horloges biologiques 

I.1 / Introduction à la chronobiologie 

I.1.A / Bref historique 

Du fait de la rotation de la Terre autour de son axe, les organismes vivants sont soumis à des variations 

physiques journalières de leur environnement (intensité lumineuse, température, humidité…) : s’y adapter 

est une question de survie. Observer une fleur qui déploie ses pétales aux premiers rayons de l’aurore puis 

les referme au crépuscule peut sembler une évidence, mais remarquer que le mouvement quotidien des 

feuilles d’une plante héliotrope (la sensitive : Mimosa pudica) persiste lorsque le rythme d’alternance 

jour/nuit cesse pour une obscurité permanente l’est nettement moins. C’est portant ce que rapporta 

l’astronome (mais en fait scientifique multidisciplinaire) français Jean-Jacques d’Ortous de Mairan à 

l’Académie Royale des Sciences de Paris en 1729 et qui constitue la première expérience de chronobiologie 

connue à ce jour (d’ Ortous de Mairan, 1729). Cette simple observation laisse déjà entrevoir ce qui fonde le 

socle de la chronobiologie : les variations cycliques des comportements et de la physiologie des êtres 

vivants ne sont pas uniquement des réponses passives à leur environnement mais peuvent être générés de 

manière endogène. 

Bien que Charles et Francis Darwin l’aient déjà suggéré en 1880 (Darwin and Darwin, 1880), ce n’est que dans 

les années 1930 qu’Erwin Bünning révéla la nature génétique de cette rythmicité endogène en montrant 

que la durée de la période endogène des rythmes du mouvement des feuilles du haricot (Phaseolus 

multiflorus et Phaseolus coccineus) est héréditaire (Bünning, 1932, 1935). Le premier gène identifié fut 

d’ailleurs baptisé Period (Per) du fait des modifications de la durée de la période provoquées par sa 

mutation chez la drosophile (Bargiello and Young, 1984; Konopka and Benzer, 1971; Reddy et al., 1984). 

C’est au XX
ème siècle seulement que l’étude des rythmes biologiques prit son envol, s’intéressant à tous 

types d’organismes : bactéries, champignons, plantes, animaux. L’expérience du spéléologue Michel Siffre 

qui vécut durant deux mois dans un glacier souterrain et y fit suivre son rythme d’alternance veille/sommeil 

en 1962 en est un exemple bien célèbre (Siffre, 1963). Avec l’étude de Jürgen Aschoff et Rütger Wever 

(Aschoff and Wever, 1962), qui montre que des volontaires isolés dans une cave maintiennent des rythmes de 

température corporelle et d’alternance veille/sommeil d’une périodicité proche de 24 h en l’absence 

d'indices environnementaux, ce sont les premières preuves de l’existence d’une rythmicité endogène chez 

l’être humain (Aschoff, 1965). 

La discipline prit vraiment naissance en 1960 grâce à l’unification de chercheurs de tous horizons, lors de la 

conférence de Cold Spring Harbor initiée par Colin Pittendrigh et Jürgen Aschoff et intitulée "Horloges 

biologiques" où notamment Pittendrigh généralisa l’ensemble des connaissances accumulées sur 

l’ensemble des espèces étudiées par les pionniers du domaine en 16 principes de base (Pittendrigh, 1960). 

 

I.1.B / Principes de base de la chronobiologie 

I.1.B.a / Petit lexique de la chronobiologie 

La chronobiologie s’intéresse aux rythmes biologiques qui sont liés aux cycles géophysiques, et 

particulièrement aux rythmes circannuels (se produisant à l’échelle de l’année) et circadiens, qui sont liés à 

la position de la Terre par rapport au Soleil. 
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Le terme circadien fut introduit par Franz Halberg en 1957 (Halberg et al., 1959) : construit d’après les termes 

latins "circa" environ et "dies" jour, il définit des rythmes d’une période proche de 24 h générés de manière 

endogène tels que les rythmes bien connus de température corporelle, de certaines hormones (cortisol, 

mélatonine, etc) ou d’alternance veille/sommeil. Le caractère endogène des rythmes circadiens implique 

qu’ils soient maintenus lorsque tous les paramètres de leur environnement sont constants. En laboratoire 

où les paramètres de température, d’humidité et de prise alimentaire sont contrôlés, cela signifie une 

persistance dans des conditions constantes de luminosité : obscurité constante (DD pour dark/dark) ou 

lumière constante (LL pour light/light). Ce sont des conditions dites de libre-cours. Le passage du temps 

endogène (en conditions constantes) est décompté en temps circadien (ou CT pour "circadian time") pour 

être distingué du passage du temps astronomique dit ZT pour "Zeitgeber time" (ZT0 étant défini comme le 

moment de la transition nuit/jour ; le terme Zeitgeber sera défini dans le prochain paragraphe : I.1.B.b /). 

Les rythmes dont la période endogène est plus longue que 24 h (tels que les rythmes circalunaires qui ont 

une périodicité d’à peu près 28 jours) sont dits infradiens, tandis que ceux dont la période est plus courte 

que 24 h (comme le rythme de prise alimentaire chez certaines espèces (Gerkema et al., 1990)) sont dits 

ultradiens. 

 

I.1.B.b / Propriétés d’une horloge circadienne 

Les rythmes biologiques circadiens sont contrôlés par des horloges biologiques circadiennes dont la 

fonction est de générer de manière auto-entretenue des oscillations de leur mécanisme selon une 

périodicité d’environ 24 h. Cette métaphore de l’horloge qui fait aujourd’hui partie du langage courant a 

inspiré les scientifiques depuis longtemps puisque le terme "horloge vivante" apparaît déjà en 1814 dans la 

thèse de doctorat du pharmacien Julien-Joseph Virey intitulée « Ephémérides de la vie humaine ou 

recherches sur la révolution journalière et la périodicité de ses phénomènes dans la santé et les maladies  » 

(Virey, 1814). La deuxième propriété caractéristique des horloges biologiques est l’entraînement. En effet, 

les périodes endogènes des horloges ne sont que rarement de 24 h exactement, elles se doivent donc de se 

réajuster en permanence sur leur environnement afin que le "temps interne" ne se déphase pas 

progressivement du "temps externe". C’est d’ailleurs ce qui se produit lors d’une traversée rapide des 

fuseaux horaires et qui explique les quelques jours de fatigue et de difficulté à adopter un nouveau rythme 

de sommeil, de prise alimentaire, etc rencontrés dans cette situation. Pour se synchroniser sur leur 

environnement, les horloges sont donc entraînées par certains indices environnementaux pertinents, 

appelés Zeitgeber (ce qui signifie "donneur de temps") (Aschoff, 1954), qui sont principalement la lumière et 

la température, mais peuvent aussi être l’interaction sociale ou encore la prise alimentaire. Une horloge 

biologique n’est donc jamais isolée : elle comporte des voies d’entrée qui véhiculent les repères temporels 

et qui la remettent quotidiennement à l’heure. Enfin, la troisième propriété qui qualifie une horloge 

circadienne est la capacité à donner l’heure : une horloge comporte des voies de sortie qui transmettent 

des signaux rythmiques à toutes les entités qu’elle régule. Ces sorties sont d’ailleurs très largement utilisées 

comme témoin pour étudier les horloges car elles sont souvent plus facilement accessibles, observables ou 

mesurables. Dans le cas des rongeurs de laboratoire, c’est le rythme d’activité locomotrice, mesuré d’après 

le nombre de tours de roue effectués par l’animal par unité de temps, qui est le plus souvent utilisé (Figure 

2). 

Les horloges présentent une propriété remarquable qui est la compensation thermique : alors que la 

vitesse des réactions biochimiques est sensible aux variations de température, la périodicité de l’oscillation 

d’une horloge circadienne varie peu avec la température, ce qui permet au système de rester stable 

lorsque les conditions climatiques varient.  
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Figure 2 : L’actogramme, une représentation de 

la rythmicité de l’activité locomotrice. (Données 

du Dr Jorge Mendoza) 

Le panneau du haut montre l’activité locomotrice 

de roue d’une souris C67Bl/6J entraînée par un 

cycle LD 12/12 (l’alternance des phases obscures 

et lumineuses est représentée en haut de 

l’actogramme) : les souris sont inactives le jour et 

actives la nuit. Laissées dans l’obscurité 

permanente (DD), les souris maintiennent une 

activité rythmique, mais d’une période inférieure 

à 24 h qui déclenche le début de l’activité chaque 

jour un peu plus tôt (trait rouge). 

Le panneau du bas montre une souris entraînée 

par un cycle LD 12/12 qui est retardé de 6 h en 

milieu d’enregistrement. Le début de l’activité 

locomotrice se cale alors immédiatement sur le 

nouveau cycle (c’est le masquage) alors que la fin 

de l’activité locomotrice se synchronise 

progressivement (trait vert) et reflète le temps 

nécessaire à l’horloge pour se décaler. 

Les critères qui distinguent une "vraie" horloge d’un oscillateur sont actuellement encore matière à débat. 

Il n’est pas utile ici de rentrer dans ce débat, aussi je me contenterai d’utiliser le terme "horloge" pour les 

structures pour lesquelles l’existence d’une voie d’entrée, d’une voie de sortie et l’autonomie sont 

connues, et d’"oscillateur" dans le cas contraire. Mais il est vrai que la propriété d’auto-entretien d’une 

horloge est parfois difficile à appréhender (Dibner et al., 2010). Etant donné que les mécanismes des 

horloges sont génétiques et se nichent donc au cœur des cellules, l’émergence de rythmes à l’échelle 

physiologique ne peut se faire pour un organe multicellulaire sans une synchronie des cellules au niveau 

tissulaire, ce qui met en jeu des mécanismes de couplage cellulaire. Ainsi lorsque le tissu est étudié en 

culture, des phénomènes tels que la mort ou la désynchronisation cellulaire aboutissent à l’amortissement 

du rythme d’ensemble au même titre que l’arrêt progressif du mécanisme de l’horloge lui-même. C’est 

typiquement le cas de fibroblastes en culture qui expriment un rythme d’ensemble qui s’amortit très 

rapidement, alors que le suivi de cellules individuelles indique que leurs rythmes se maintiennent mais se 

désynchronisent progressivement les uns des autres (Nagoshi et al., 2004; Welsh et al., 2004). 

 

I.1.B.c / Phénomènes rythmiques remarquables 

D’une manière tout à fait intéressante, la sensibilité d’une horloge à un Zeitgeber varie en fonction du 

moment du cycle (Hastings and Sweeney, 1958; Pittendrigh, 1958) : ainsi, un créneau de lumière pourra 

provoquer aussi bien un retard qu’une avance de phase du rythme d’activité locomotrice d’un animal placé 

en DD selon qu’il sera délivré à un moment correspondant au début ou à la fin de la "nuit interne" (la nuit 

subjective) de l’animal. Ce phénomène souligne que les transitions nuit/jour et jour/nuit sont des moments 

cruciaux de la remise à l’heure des horloges circadiennes, tout en permettant une mesure de la durée du 

jour qui sert à l’entraînement des rythmes saisonniers. En enregistrant l’amplitude et la direction de la 

réponse à un Zeitgeber délivré à différents moments du cycle endogène, il est possible de tracer une 

courbe de réponse de phase (illustrée dans la Figure 3). 
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Figure 3 : Courbe de réponse de phase. 

(Dardente, 2008) 

Profil type de réponse du rythme circadien 

d’activité locomotrice (en termes de direction et 

d’intensité de son décalage de phase) à 

l’administration d’un même créneau de lumière à 

différents moments de son cycle endogène 

(lorsque l’animal est en obscurité constante). 

 

Un autre phénomène intéressant est le masquage, qui consiste en une réponse à un Zeitgeber qui n’est pas 

sous-jacente à un déphasage de l’horloge mais qui est due à un effet direct du Zeitgeber (sans passer par 

l’horloge). Concrètement, ce serait par exemple un arrêt de l’activité locomotrice de rongeurs nocturnes de 

laboratoire immédiatement à l’allumage de la lumière après un décalage du cycle lumière/obscurité (ou 

cycle LD), alors qu’il faut plusieurs jours à l’horloge pour se resynchroniser sur le nouveau cycle (Figure 2). 

(Daan, 2010; Kuhlman et al., 2007) 

 

I.2 / Une horloge, des horloges 

Qui est capable d’anticiper les variations cycliques de son environnement bénéficie sans conteste d’un 

avantage adaptatif, puisqu’à chaque moment sa physiologie et son comportement sont les plus adéquats. 

Les possesseurs d’horloges biologiques en sont les heureux bénéficiaires, et il s’agit en fait de presque tous 

(si ce n’est tous, la recherche le dira !) les organismes vivants, des cyanobactéries aux humains. Bien au-

delà de la possibilité d’anticipation qu’il offre, de nombreuses espèces animales se servent aussi de cet outil 

pour continuer à s’orienter par rapport au soleil… lorsque le soleil n’est pas visible. Ceci avait été évoqué 

dès 1950 chez les abeilles (von Frisch, 1950) et les oiseaux (Kramer, 1950), et même pressenti chez les fourmis 

dès 1913 (Santschi, 1913). Pour la petite histoire, il a d’ailleurs été récemment montré que les papillons 

monarques (Danaus plexippus) n’ont pas de système de navigation géo-magnétique comme beaucoup 

d’autres espèces migratrices, mais qu’ils utilisent exclusivement la position du soleil pour maintenir leur cap 

(Mouritsen et al., 2013). Le soleil étant un indice mouvant, le maintien de la direction du vol se fait par 

corrélation entre la position du soleil et l’heure de la journée (donnée par l’horloge interne) ! 

Concernant le genre humain, des dysfonctionnements des horloges biologiques sont impliqués dans un 

large spectre de pathologies (troubles du sommeil, diabète, cancer, trouble bipolaire, …) (Takahashi et al., 

2008) et les enjeux de la chronobiologie concernent le médical (la chronothérapie), le social (la 

réglementation concernant les rythmes de travail), mais aussi la recherche elle-même qui se doit dans 

toute expérimentation de prendre en compte le paramètre "rythmes biologiques". 

Dans la suite de cette introduction, je me limiterai à la présentation des connaissances propres aux 

mammifères, et en particulier à nos dévoués rongeurs. 
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I.2.A / Le grand maître horloger 

Des rythmes générés de manière endogène, oui, mais où ? Pittendrigh eut dès le départ l’intuition d’un 

"pacemaker" (Pittendrigh, 1960) alors que la tendance générale était à envisager une capacité diffuse 

émanant de l’ensemble de l’organisme. Ce sont des expériences de lésion cérébrale qui donnèrent les 

premiers indices de la localisation de l’horloge biologique (Moore and Eichler, 1972; Stephan and Zucker, 1972), 

mais ce sont des expériences d’isolement in vivo (Inouye and Kawamura, 1979), puis de transplantation qui en 

apportèrent la preuve définitive (Ralph et al., 1990) : il s’agit d’une paire de noyaux hypothalamiques 

disposés bilatéralement de part et d’autre du 3
ème ventricule juste au-dessus du chiasma optique, les 

noyaux suprachiasmatiques (SCN) (Figure 4) dont je vais présenter une vue simplifiée (et donc incomplète) 

de manière à avoir suffisamment d’informations pour en faire un point de repère pour mes travaux de 

thèse sans pour autant en faire la synthèse bibliographique exhaustive. 

 

Figure 4 : Position des SCN dans le 

cerveau. (Panda et al., 2002a)  

Sur cette coupe frontale de cerveau de 

rongeur, les SCN sont représentés en 

rouge. 

LV = ventricule latéral 

3V = troisième ventricule 

opt = tractus optique 

SCNvl = partie ventro-latérale du SCN 

SCNdm = partie dorso-médiane du SCN. 

Dès 1982 l’activité électrique des SCN fut enregistrée in vitro et révéla un pattern circadien de décharge 

(Green and Gillette, 1982; Groos and Hendriks, 1982), offrant un outil précieux pour l’étude du fonctionnement 

de l’horloge au niveau tissulaire (Herzog et al., 1997). Il fut ainsi montré que la majorité des cellules des SCN 

sont des oscillateurs autonomes (Welsh et al., 1995) mais couplés : lorsque les cellules sont cultivées de 

manière dissociée, les périodes de leurs rythmes de décharge sont plus dispersées que lorsqu’elles sont 

maintenues en explant (Herzog et al., 1998; Honma et al., 2004), soulignant que de la coordination des cellules 

dépend la précision du rythme généré au niveau tissulaire (Herzog et al., 2004). Les progrès apportés par les 

enregistrements en bioluminescence, qui permettent de suivre directement la machinerie moléculaire de 

l’horloge, montrèrent plus tard que plus la densité des cellules est élevée, plus la proportion de cellules 

oscillantes est importante (Webb et al., 2009), soulignant que de la coordination des cellules dépend la 

robustesse du rythme généré au niveau tissulaire. Ainsi, les propriétés des SCN émergent du couplage 

d’entités oscillantes autonomes afin de synchroniser les composants du réseau, de renforcer leurs 

oscillations et d’augmenter leur précision et leur robustesse (Welsh et al., 2010). La coordination entre les 

cellules se fait par une communication synaptique et par un couplage électrique à travers des jonctions 

communicantes. Les principales molécules de couplage libérées sont des neuropeptides (VIP (vasoactive 

intestinal peptide), AVP (arginine vasopressine), GRP (gastrin-releasing peptide), …) et le 

neurotransmetteur GABA (acide γ-aminobutyrique) (Granados-Fuentes and Herzog, 2013). 

Les SCN sont de petits noyaux constituées d’environ 10 000 neurones chacune, mais néanmoins subdivisées 

en plusieurs sous-régions : une partie ventrolatérale appelée cœur et une partie dorsomédiane appelée 

coquille, les cellules de la coquille étant maintenues en phase par la partie cœur (Yamaguchi et al., 2003). 

Cependant, la coquille est en avance de phase par rapport au cœur en terme d’expression génique, les pics 

d’expression de Per1 et Per2 formant une vague qui se propage de la coquille vers le cœur (Foley et al., 2011; 

Yamaguchi et al., 2003; Yan and Okamura, 2002). Une étude avait très tôt proposé que la coquille exprime une 
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horloge robuste (dont le rôle est de battre la mesure pour tout l’organisme), tandis que le cœur exprime 

une horloge plus facilement perturbable (et ainsi capable d’intégrer les informations synchronisantes 

entrant dans les SCN pour les transmettre à la coquille) (Yan et al., 1999). Et effectivement, les rythmes de la 

coquille sont plus robustes que ceux du cœur, mais c’est le cœur qui répond à la lumière (Hamada et al., 

2001; Shigeyoshi et al., 1997; Yan and Okamura, 2002). De plus, lorsque les deux sous-régions sont 

artificiellement découplées par un protocole de décalage de phase abrupte, le cœur se resynchronise 

rapidement sur le nouveau cycle LD tandis que la coquille met 6 à 13 jours pour se remettre à l’heure 

(Nagano et al., 2003), une désynchronisation interne temporaire qui suggère un mécanisme pour les 

symptômes physiologiques qui surviennent chez l’Homme lors d’un jet lag (une traversée rapide des 

fuseaux horaires) (Nakamura et al., 2005) et qui pourrait reposer sur une action différentielle du GABA dans 

les deux régions (Albus et al., 2005). 

Ces deux sous-régions sont composées de neurones qui se distinguent par leur contenu neurochimique 

(Figure 5) : les neurones du cœur expriment le VIP, le GRP, la neurotensine et la calrétinine tandis que ceux 

de la coquille expriment l’AVP, l’angiotensine II et la met-enképhaline ; une grande majorité co-exprime 

également le GABA, et quelques uns le glutamate (Welsh et al., 2010). Le VIP est le neuropeptide le plus 

important pour le maintien de la synchronie des cellules et de l’amplitude des rythmes (une action 

complémentée par l’AVP et le GRP), tandis que le GABA a un rôle essentiel dans la communication entre les 

parties dorsale et ventrale des SCN (Slat et al., 2013). 

 

Figure 5 : Représentation schématique simplifiée de 

l’organisation anatomo-chimique des SCN. (Dardente 

and Cermakian, 2005) 

NSC = Noyau SupraChiasmatique 

3V = 3
ème

 ventricule 

La partie cœur des SCN est localisée ventrolatéralement, 
elle reçoit les afférences et exprime les neuropeptides 

VIP et GRP. 

La partie coquille est dorsomédiane, elle envoie les 

efférences des SCN et exprime le neuropeptide AVP. 

C’est la partie cœur qui reçoit les afférences issues de la rétine qui véhiculent les informations photiques 

(ayant trait à la lumière). Cette transmission se fait par une voie directe, appelée tractus rétino-

hypothalamique, de projections rétiniennes qui libèrent du glutamate et du PACAP (pituitary adenylate 

cyclase activating peptide). La voie de transduction de ce signal débute par une augmentation 

intracellulaire de calcium qui aboutit à l’activation de toute une cascade de kinases (CaMK 

(calcium/calmodulin-protein kinases), MAPK (mitogen-activated protein kinases) et PKA (protein kinase A) 

notamment). Au bout de la chaîne, l’activation par phosphorylation du facteur de transcription CREB (cAMP 

response element binding protein) aboutit à l’expression de gènes qui portent une séquence CRE (cAMP 

response element) dans leur promoteur et à l’entraînement de l’horloge moléculaire (qui sera abordé dans 

le paragraphe I.3.A.d /). (Welsh et al., 2010) 

La partie coquille, elle, transmet la pulsation à tout l’organisme en distribuant directement et 

indirectement des signaux rythmiques de nature humorale (mélatonine et glucocorticoïdes 

essentiellement) et nerveuse (système autonome essentiellement). La principale voie de distribution du 

message circadien contacte indirectement la glande pinéale (ou épiphyse) qui synthétise exclusivement de 

nuit la mélatonine, une hormone largement distribuée dans tout l’organisme et dont la liposolubilité lui 
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permet de traverser les membranes cellulaires et de diffuser dans les tissus. De ce fait, l’épiphyse émet un 

unique signal qui apporte deux informations temporelles : le moment de la journée (le fait qu’il fasse nuit) 

et le moment de l’année (codé par la durée de la nuit). (Pevet and Challet, 2011) 

La subdivision dorso-ventrale des SCN n’est pas l’unique, il existe aussi une subdivision antéro-postérieure 

(Jagota et al., 2000) qui encode la durée de la photopériode (la durée de la phase de lumière dans la 

journée) : plus la photopériode est longue, plus le décalage de phase entre la partie antérieure et la partie 

postérieure augmente (Hazlerigg et al., 2005; Inagaki et al., 2007). 

Il est possible de découpler les SCN droit et gauche : chez le hamster, des comportements biphasiques 

peuvent être induits par la condition LL (un phénomène dit de "splitting") (Shibuya et al., 1980), et dans 

certains cas ce phénomène se traduit par des rythmes en opposition de phase entre les SCN droit et gauche 

(de la Iglesia et al., 2000) ainsi qu’entre sous-régions dans chaque SCN (Yan et al., 2005). Ce phénomène a 

également pu être reproduit chez la souris (Ohta et al., 2005). Enfin, il a été montré que les activités 

électriques des SCN droit et gauche du rat sont en léger déphasage en condition LD 12/12 (Schaap et al., 

2001; Zhang and Aguilar-Roblero, 1995). 

I.2.B / Un réseau d’horloges 

L’horloge des SCN est considérée comme l’horloge centrale, ou principale, mais c’est en fait tout un réseau 

d’horloges, considérées comme périphériques ou secondaires, qui existe au sein de l’organisme (Figure 6). 

Pittendrigh avait déjà la vision d’un système multi-oscillant en 1960 : il proposait que de multiples 

oscillateurs soient sous l’entière dépendance d’une horloge pacemaker qui n’avait alors pas encore été 

localisée (Pittendrigh, 1960). 

Le cerveau lui-même ne se limite pas à une seule horloge mais renferme une multitude d’oscillateurs et 

d’horloges (Abe et al., 2002; Feillet et al., 2008; Guilding and Piggins, 2007) dont la rétine et les bulbes olfactifs 

(Abraham et al., 2005) sont les exemples les plus flagrants. En fait, la plupart des tissus et organes possèdent 

leur propre horloge, ou au moins un oscillateur, dévouée à la régulation des rythmes locaux et sensible à 

des Zeitgeber pertinents pour elle (Stratmann and Schibler, 2006). Ainsi par exemple, l’horloge de la rétine est 

directement entraînée par la lumière (Tosini and Menaker, 1996) et contrôle le traitement local de 

l’information visuelle (Storch et al., 2007), alors que l’horloge du foie contrôle le métabolisme du glucose 

(Lamia et al., 2008) et est entraînée par la prise alimentaire, à tel point qu’il est possible avec un protocole 

alimentaire inversé (la nourriture n’est disponible que de jour, lorsque les rongeurs nocturnes sont 

habituellement inactifs) de lui faire suivre une phase complètement différente de celle que lui indiquent les 

SCN (Damiola et al., 2000; Stokkan et al., 2001). 

Certains de ces oscillateurs secondaires (foie, poumon, …) sont capables de fonctionner en autonomie, en 

l’absence des SCN, avec leur période et leur phase propres (Yoo et al., 2004). Les SCN ont finalement plus un 

rôle de chef d’orchestre que de grand maître horloger, dans la mesure où ils coordonnent les autres 

horloges de sorte que l’ensemble des rythmes physiologiques soient en harmonie. Mais parmi les 

structures oscillantes ils sont particulièrement robustes, en culture ou face à diverses perturbations 

(mutation, perte de la synchronie interne) (Mohawk and Takahashi, 2011). 

Dans ce réseau d’horloges, la rétine a une place toute particulière puisqu’elle se situe en amont des SCN : 

c’est elle qui perçoit l’information lumineuse de l’environnement et la transmet à l’horloge des SCN (cf. 

paragraphe I.2.A /). La rétine en tant qu’horloge sera décrite plus largement dans le paragraphe III /. 
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Figure 6 : Réseau de distribution des signaux rythmiques pour la coordination des horloges. (Dibner et al., 2010) 

 

I.3 / L’horloge moléculaire : robustesse et souplesse 

Si la rythmicité des horloges émerge au niveau tissulaire, leur origine se situe au cœur des cellules. Dans un 

organe, la plupart des cellules portent en elles la machinerie oscillante, et c’est de leur synchronisation que 

nait une rythmicité d’ensemble. 

 

I.3.A / Un mécanisme génétique 

Le mécanisme de l’horloge des SCN est celui qui est le mieux connu, et ceux des autres horloges sont 

essentiellement similaires. Ce mécanisme, initialement identifié chez la drosophile (Hardin et al., 1990), est 

basé sur des boucles de rétrocontrôle transcriptionnel qui mettent en jeu des protéines horloge codées par 
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des gènes horloge (Ripperger and Brown, 2010). Alors que l’identification du premier gène horloge (Period) 

fêtait chez la drosophile son 10ème anniversaire, le même travail aboutissait à l’identification de Clock 

(circadian locomotor output cycles kaput), l’un des gènes centraux de l’horloge des mammifères (Antoch et 

al., 1997; King et al., 1997; Vitaterna et al., 1994). 

 

I.3.A.a / Une boucle centrale de rétrocontrôle direct 

La boucle centrale de l’horloge (Figure 7) est constituée des protéines CLOCK et BMAL1 (brain and muscle 

aryl hydrocarbon receptor nuclear translocator (ARNT)-like, aussi appelée ARNTL, ou MOP3) ou NPAS2 

(Neuronal PAS (Per Arnt Sim) domain protein, ou MOP4) dont les hétérodimères activent la transcription 

des gènes Per1-3 et Cry1-2 (Cryptochrome) via des séquences "boîte E" (séquence consensus : CACGTG). 

Les protéines PER et CRY forment des dimères qui sont adressés au noyau où ils répriment directement 

l’activité transcriptionnelle des dimères CLOCK/BMAL1 et CLOCK/NPAS2 et donc leur propre expression. 

Grâce aux mécanismes de dégradation des ARNm et des protéines, la diminution de la quantité de dimères 

PER/CRY entraîne une levée d’inhibition et le démarrage d’un nouveau cycle. (Ripperger and Brown, 2010) 

 

 

Figure 7 : Représentation schématique du mécanisme moléculaire de l’horloge. (Nader et al., 2010) 

L’hétérodimère CLOCK/BMAL1 se lie aux séquences "boîte E" localisées dans la région promotrice des gènes horloge 

Per et Cry et stimule leur expression (i). Les facteurs de transcription PER et CRY forment un complexe et sont 

phosphorylés par les caséines kinases 1 et 1 (ii), puis répriment en retour l’activité transcriptionnelle des 
hétérodimères CLOCK/BMAL1 en inhibant leur liaison aux séquences "boîte E". Les dimères CLOCK/BMAL1 stimulent 

également l’expression d’autres protéines horloge, les REV-ERB et les ROR, qui créent une boucle auxiliaire qui 

participe à la stabilisation et à la régulation de la boucle principale (iii). Enfin, les différents facteurs de transcription 

horloge contrôlent l’expression de nombreux gènes de sortie de l’horloge et influencent ainsi une large variété de 
processus biologiques (iv). 
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Ce mécanisme génère une oscillation de la production des ARNm Per et Cry et de leurs protéines dont la 

périodicité est proche de 24 h (Figure 8). Un tel délai ne peut s’expliquer simplement par le temps 

nécessaire aux processus de transcription et de traduction qui ne sont habituellement que d’une ou deux 

heures, de même que la robustesse, la précision et la fiabilité des rythmes circadiens ne peuvent reposer 

uniquement sur un système aussi fragile (Elowitz and Leibler, 2000). Il est nécessaire d’opérer un délai dans le 

rétrocontrôle négatif (Stricker et al., 2008) (et en effet les pics de production des protéines PER sont retardés 

de 6 h par rapport au pic de production de leurs ARNm (Field et al., 2000)), ainsi qu’une stabilisation de la 

boucle contre les perturbations indésirables et l’amortissement (Tigges et al., 2009). Ceci passe par 

l’interconnexion de l’élément positif de la boucle centrale avec une seconde boucle de 

transcription/traduction ainsi que par une multitude de processus de régulation aux niveaux post-

transcriptionnel, post-traductionnel, épigénétique, … 

 

Figure 8 : Cinétiques d’expression de gènes horloge et de 

leurs protéines respectives. (Morse and Sassone-Corsi, 

2002) 

(b) Dans les SCN de la souris, les transcrits Per et Bmal1 

oscillent à peu près en antiphase. Les protéines PER et 

BMAL1 oscillent également, mais le rythme de la protéine 

PER est largement décalée du rythme de son transcrit. 

(c) Dans le foie, les mêmes composants oscillent, mais 

leurs pics d’expression sont retardés par rapport à leurs 

rythmes dans les SCN. 

Les barres blanches et noires au-dessus des graphiques 

indiquent respectivement les phases de jour et de nuit. 

 

 

I.3.A.b / Un rouage secondaire 

La boucle secondaire assure le contrôle rythmique de l’expression de Bmal1 (Figure 7) : les récepteurs 

nucléaires REV-ERBα-β (reverse viral erythroblastis oncogene product) et RORα-γ (retinoic acid-related 

orphan receptor) répriment et activent respectivement l’expression de Bmal1 par fixation compétitive sur 

les mêmes séquences RRE (retinoic acid-related orphan receptors element). Et pour que la boucle soit 

bouclée, les dimères CLOCK/BMAL1 ou CLOCK/NPAS2 activent la transcription de Rev-Erb et Ror avant 

d’être réprimés par PER et CRY. Ainsi, l’ensemble des gènes du cœur de la machinerie horlogère ont une 

expression rythmique en cascade, à l’exception de Clock qui n’oscille pas ou peu. (Ripperger and Brown, 2010) 

Certains gènes sont associés de près au mécanisme moléculaire de l’horloge et en sont parfois considérés 

comme partie intégrante. Il s’agit principalement des gènes Dec1-2 (differentially-expressed in 

chondrocytes) qui codent des facteurs de transcription. DEC1 est capable d’inhiber l’activité 

transcriptionnelle des dimères CLOCK/BMAL1 en entrant en compétition avec eux pour la fixation sur les 

séquences "boîtes E" et/ou en dimérisant avec BMAL1 (Li et al., 2004; Sato et al., 2004), et son expression 

rythmique est directement contrôlée par CLOCK/BMAL1 (Grechez-Cassiau et al., 2004; Kawamoto et al., 2004). Il 

s’agit aussi de Timeless, dont la protéine TIM est capable d’interagir avec les protéines PER et CRY (Barnes et 

al., 2003; Field et al., 2000; Kume et al., 1999). Le classement de ces entités comme constituants de l’horloge ou 
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comme éléments associés n’est cependant pas encore clairement tranché (Dardente and Cermakian, 2007). 

Deux groupes d’équipes ont tout récemment identifié un gène rythmique, appelé Chrono pour 

"computationally highlighted repressor of the network oscillator", comme un nouvel acteur de la 

machinerie moléculaire circadienne et qui pourrait venir très vite agrandir la famille des gènes du cœur de 

l’horloge. En effet, la protéine CHRONO se lie à BMAL1 et réprime l’activité transcriptionnelle de 

CLOCK/BMAL1, prenant place dans une boucle de rétrocontrôle négatif indépendante de Cry2. (Anafi et al., 

2014; Goriki et al., 2014) 

Si le principe de base du mécanisme est le même dans les horloges et oscillateurs secondaires, la 

redondance des gènes horloge fait que leur composition peut varier d’un tissu à l’autre. Ainsi par exemple, 

le profil d’expression des gènes Ror est très dépendant du tissu considéré (Guillaumond et al., 2005) : Rorβ est 

exprimé exclusivement dans le système nerveux central (Carlberg et al., 1994) (et notamment de manière 

circadienne dans la rétine (Schaeren-Wiemers et al., 1997)) alors que Rorγ est exprimé dans certains tissus 

périphériques (Hirose et al., 1994). CLOCK et NPAS2 peuvent se substituer l’un à l’autre dans les SCN 

(DeBruyne et al., 2007a), mais NPAS2 semble indispensable dans le cerveau antérieur (Reick et al., 2001) 

lorsque c’est CLOCK qui semble indispensable dans le foie et le poumon (DeBruyne et al., 2007b). Enfin, Per3 

semble avoir un rôle minime dans la machinerie horlogère des SCN mais une place importante dans celles 

de la rétine, des poumons et de la glande pinéale (Pendergast et al., 2010; Ruan et al., 2012). 

Il existe également un gène Bmal2 (ou Arntl2 ou Mop9), mais il semble qu’il n’ait pas de rôle dans l’horloge 

centrale (Okano et al., 2001) et, bien que BMAL2 puisse former des dimères avec CLOCK et NPAS2 (Hogenesch 

et al., 2000), sa capacité à se substituer à BMAL1 pour la fonction circadienne reste à confirmer (Bunger et al., 

2000; Shi et al., 2010). 

 

I.3.A.c / Une armada de mécanismes de régulation 

Les événements post-traductionnels qui surviennent sur les protéines horloge sont tout aussi 

fondamentaux au fonctionnement harmonieux de l’horloge moléculaire que les phénomènes 

transcriptionnels (Vanselow and Kramer, 2010). Il est notamment particulièrement crucial que les répresseurs 

(PER et CRY) n’entrent pas trop tôt dans le noyau (pour que l’horloge ne tourne pas trop vite) et soient 

suffisamment dégradés une fois leur rôle répressif exercé (pour que l’horloge ne reste pas bloquée et 

puisse amorcer un nouveau cycle). 

Le mécanisme de régulation post-traductionnel le mieux étudié est la dynamique de phosphorylation / 

déphosphorylation, qui concerne la majorité des protéines horloge (Reischl and Kramer, 2011; Vanselow and 

Kramer, 2010). Il a notamment été montré que l’équilibre de phosphorylation / déphosphorylation des 

protéines PER est l’élément central du contrôle de la période de l’horloge moléculaire (Lee et al., 2011), un 

processus au cours duquel les caséines kinases (CK) 1δ et 1ε (des sérine / thréonine kinases) et leur 

antagoniste la protéine phosphatase 1 (PP1) sont sur le devant de la scène de par leur implication majeure 

dans la régulation temporelle et spatiale des protéines PER : la phosphorylation des protéines PER par les 

CK1δ et 1ε régule leur adressage au protéasome (Akashi et al., 2002; Camacho et al., 2001; Eide et al., 2005) 

comme au noyau (Takano et al., 2004a), tandis que les déphosphorylations effectuées par la PP1 stabilisent la 

protéine PER2 et favorisent son accumulation nucléaire (Gallego et al., 2006; Schmutz et al., 2011). 

C’est pour cela que les changements dans la dynamique spatio-temporelle de la vie des protéines PER, tout 

comme le dysfonctionnement des CK1δ et 1ε, conduisent à des modifications de la cinétique de l’horloge. 

C’est le cas de la mutation tau observée chez le hamster doré avant même que le mécanisme moléculaire 

de l’horloge n’ait été dévoilé : les animaux présentant cette mutation spontanée ont une activité 

locomotrice d’une période raccourcie à 20 h (Ralph and Menaker, 1988). Cette mutation touche en fait le 
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gène de la CK1ε (Lowrey et al., 2000). Des phénotypes similaires ont été observés chez l’humain également, 

dans le cadre de pathologies appelées syndrome familial d’avance de phase du sommeil (Jones et al., 1999). 

Deux mutations ont été décrites chez ces patients : l’une qui affecte la CK1δ (Xu et al., 2005) et l’autre qui 

touche un acide-aminé phosphoaccepteur (S662G) de la séquence de PER2 (Toh et al., 2001) qui est 

justement une cible des CK1δ et 1ε. Un syndrome opposé, le syndrome familial de retard de phase du 

sommeil existe également, et consiste en une mutation qui touche la CK1ε (Takano et al., 2004b). Dans le cas 

des mutations S662G de PER2 et tau, les protéines PER sont plus rapidement éliminées du noyau (Dey et al., 

2005), entraînant une levée d’inhibition anticipée. Les mécanismes qui provoquent ces perturbations de 

phase sont encore mal compris, mais pourraient être dus à une perturbation spécifique des 

phosphorylations par les CK1ε et 1δ qui ciblent le contrôle de la localisation subcellulaire des protéines PER 

(Vanselow et al., 2006). 

De plus en plus de kinases et phosphatases sont décrites comme prenant part au ballet moléculaire qui 

gravite autour de l’horloge : CK2, GSK3β (glycogen synthase kinase 3β), MAPK, AMPK (adenosine 

monophosphate-activated protein kinase), jouant sur la stabilité des protéines horloge et sur leurs 

transferts entre le noyau et le cytoplasme (Reischl and Kramer, 2011; Vanselow and Kramer, 2010). Mais 

d’autres types de modifications des protéines horloge sont également mises en jeu, telles que 

l’ubiquitinylation, la sumoylation ou encore l’acétylation. L’ajout de chaînes d’ubiquitines est bien connu 

pour adresser les protéines au protéasome, et c’est par cette voie que les protéines horloge sont 

dégradées. La sumoylation et l’acétylation sont principalement décrites chez BMAL1 et PER2 et modulent 

leur stabilité et leur activité (Vanselow and Kramer, 2010). Il est à noter que CLOCK possède une activité 

histone-acétylase (Doi et al., 2006) capable de cibler directement BMAL1, ce qui constitue une étape 

importante pour que CRY1 puisse y exercer son activité répressive (Hirayama et al., 2007). Outre les 

modifications post-traductionnelles, les interactions des protéines horloge avec une pléthore de 

partenaires de tous types représentent un niveau supplémentaire de régulation : des facteurs et co-

facteurs de transcription, des éléments de remodelage de la chromatine et autres protéines telles que 

NONO (Non-POU domain octamer-binding protein) ou CIPC (CLOCK-interacting protein circadian) (Ripperger 

and Brown, 2010; Vanselow and Kramer, 2010). L’ensemble de ces modifications contrôle la localisation, la 

dégradation, l’interaction avec des partenaires et l’activité des protéines horloge de sorte que chacune soit 

en mesure de jouer son rôle au bon endroit au bon moment. 

Enfin, les dernières recherches se penchent sur les mécanismes post-transcriptionnels qui régissent la 

stabilité et la traduction des ARNm horloge (Kojima et al., 2011). Finalement, l’ensemble de ces outils de 

régulation confère à l’horloge un mécanisme robuste, précis et résistant aux perturbations indésirables, à 

tel point qu’il est capable de rester stable face aux variations de température ou aux fluctuations globales 

du taux de transcription (Dibner et al., 2009). 

 

I.3.A.d / Ou comment entrer dans la boucle 

Bien qu’armée pour résister à toute fluctuation du monde intracellulaire qui ne concernerait pas son 

mécanisme, l’horloge est influencée par des signaux qui véhiculent des informations synchronisantes 

pertinentes émanant de l’environnement ou d’autres cellules ou tissus qui lui sont plus ou moins éloignés. 

Les gènes Per1 et Per2 sont les principales voies d’entrée de l’horloge moléculaire. Ainsi, un créneau de 

lumière induit dans les SCN l’expression de Per1 dans un délai inférieur à 2 h, ainsi que celle de Per2 dans 

un délai un peu plus long (Albrecht et al., 1997; Shearman et al., 1997). Ces inductions, ainsi que celles des 

protéines PER1 et PER2, présentent des profils temporels et spatiaux (dans les sous-régions des SCN) 

différents selon le moment où le créneau de lumière est appliqué (Yan and Silver, 2002, 2004). Cette 
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induction d’expression génique, qui résulte de la transmission des informations photiques par la rétine 

décrite au paragraphe I.2.A /, passe par l’activation par phosphorylation du facteur de transcription CREB 

(Gau et al., 2002; Ginty et al., 1993) et par son action sur les séquences CRE des promoteurs des gènes Per 

(Travnickova-Bendova et al., 2002). C’est ensuite tout le reste de la machinerie qui est entraîné. Des 

mécanismes similaires sont mis en œuvre par les signaux de couplage émis par les cellules des SCN 

(Ripperger and Brown, 2010). Les gènes Per1 et/ou Per2 sont également induits lors d’un choc sérique dans 

des fibroblastes en culture par exemple (Balsalobre et al., 1998), dans le cœur (van der Veen et al., 2012) et les 

fibroblastes (Balsalobre et al., 2000a) par les glucocorticoïdes, ou encore dans la rétine par la lumière 

(Yujnovsky et al., 2006). 

Les gènes Rev-Erb et Ror sont également des voies d’entrée vers l’horloge moléculaire. L’expression de Rev-

Erbα est ainsi modulée de manière dose-dépendante par les glucocorticoïdes (Torra et al., 2000). 

L’interaction des facteurs REV-ERB et ROR avec leur ligand et différents co-facteurs (hème, NCoR (nuclear 

receptor corepressor complex) impliqué dans le remodelage de la chromatine, ou PGC-1 impliqué dans la 

régulation adaptative du métabolisme énergétique) peut modifier l’expression des autres gènes horloge et 

tisse des liens entre métabolisme énergétique et horloge (Liu et al., 2007). 

Outre la modification de la transcription des gènes horloge, les signaux d’entraînement de l’horloge 

peuvent affecter celle-ci en ciblant directement leurs protéines, avançant ou retardant ainsi les différents 

événements du cours de leur vie (cf. paragraphe I.3.A.c /). Que ce soit au niveau traductionnel ou post-

transcriptionnel, de nombreux acteurs intracellulaires comme le calcium, l’AMPc et le GMPc (adénosine et 

guanosine 3’,5’-monophosphate cyclique), des kinases (PKA, PKC (protéine kinase C), PKGII (protéine kinase 

dépendante du GMPc II), CaMK, MAPK) sont impliqués, mais l’intégralité des voies de signalisation est 

encore très loin d’être connue (Balsalobre et al., 2000b; Golombek et al., 2004; Ripperger and Brown, 2010). 

 

I.3.A.e / Ou comment sortir de la boucle 

Mais une horloge oscillant aussi régulièrement qu’un métronome pour elle-même n’aurait pas d’utilité : 

l’horloge doit donner le tempo à toute la cellule. Cette transmission peut s’effectuer directement par le 

contrôle de la transcription de gènes dits de sortie de l’horloge par les protéines horloge (CLOCK, NPAS2, 

BMAL1, REV-ERBα), puis par des transcriptions en cascade qui permettent de décliner les phases 

d’expression et les gènes cibles à loisir. Les études transcriptomiques montrent que 2 à 15 % du 

transcriptome d’une cellule est rythmique, mais que l’identité des gènes rythmiques varie beaucoup selon 

le tissu considéré (sauf en ce qui concerne l’essentiel des gènes horloge) (Miller et al., 2007; Panda et al., 

2002b; Storch et al., 2002). La rythmicité vient ainsi mettre son grain de sel dans l’expression de gènes 

impliqués dans tous types de fonctions cellulaires : cycle cellulaire, transports, métabolisme, réparation de 

l’ADN, détoxification, communication, etc. Outre le fait d’être la base d’une physiologie rythmique en 

synchronie avec l’environnement, ces rythmes d’expression offrent la possibilité de ségréger 

temporairement des processus cellulaires incompatibles (comme des voies métaboliques contraires), ou 

encore de restreindre des processus potentiellement délétères pour la cellule à un moment où leurs effets 

indésirables sont minimes (Dibner et al., 2010). 

Ainsi par exemple, le gène arginine vasopressine fut le premier identifié comme une cible directe de 

l’horloge grâce à la fixation de CLOCK/BMAL1 sur une séquence "boîte E" dans sa région promotrice (Jin et 

al., 1999). L’arginine-vasopressine est une hormone bien connue pour sa participation au maintien de 

l’homéostasie hydrique en augmentant la réabsorption rénale de l’eau, mais c’est aussi un neuropeptide 

libéré de manière circadienne par les neurones des SCN pour moduler le taux de décharge des neurones 

voisins ainsi que ceux d’autres structures hypothalamiques et extra-hypothalamiques. 
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Le gène Dbp (D element-binding protein) est un autre gène de sortie de l’horloge : son rythme 

d’expression, de grande amplitude, est connu dans de nombreux tissus (SCN (Lopez-Molina et al., 1997), foie 

(Wuarin and Schibler, 1990), rétine (Sakamoto et al., 2000), fibroblastes (Yagita et al., 2001), etc). C’est une cible 

directe de l’horloge capable de transmettre la rythmicité à d’autres gènes : son promoteur porte de 

multiples "boîtes E" sur lesquelles CLOCK et BMAL1 sont capables de se fixer (Ripperger and Schibler, 2006; 

Ripperger et al., 2000) et sa protéine est un facteur de transcription (se fixant sur les séquences "boîte D") 

important pour le contrôle du rythme circadien d’activité locomotrice (Lopez-Molina et al., 1997; Yamajuku et 

al., 2011) ou pour la régulation des aspects circadien et homéostasique du sommeil (Franken et al., 2000). 

La transmission de la rythmicité ne passe pas forcément par une régulation rythmique de l’expression des 

gènes. Il existe bien des exemples de rythmes de protéines dont l’ARNm n’est pas rythmique : c’est par 

exemple le cas dans le foie murin, où la moitié des 20 % de protéines rythmiques du protéome ne présente 

pas de rythme des ARNm correspondants (Reddy et al., 2006). La rythmicité peut se transmettre directement 

de protéine à protéine (via des régulations d’activité, de stabilité…), mais aussi via un contrôle rythmique 

de l’épissage, de la traduction et de la stabilité des ARNm (Kojima et al., 2011). Ainsi, dans le foie murin 

toujours, plus de 70 % des ARNm qui sont rythmiques ne le sont pas suite à une transcription rythmique 

mais grâce à des mécanismes post-transcriptionnels (Koike et al., 2012; Menet et al., 2012). Une étude récente 

décrit un mécanisme intéressant basé sur la modulation de la longueur de la queue poly(A) des ARNm qui 

permet de faire varier leur expression en protéines alors même que leur quantité reste constante dans la 

cellule (Kojima et al., 2012). Comment ? Grâce à une dynamique de polyadénylation/déadénylation par des 

enzymes sous contrôle circadien, et parce que la taille de sa queue poly(A) détermine le devenir d’un ARNm 

(stockage, dégradation). Ce système permet également de contrôler le délai entre la production de l’ARNm 

et celle de sa protéine. 

 

I.3.A.f / Entrée, sortie, ou sac de nœuds ? 

La distinction entre une entrée et une sortie d’horloge n’est pas toujours si nette, au niveau moléculaire 

comme au niveau tissulaire, parce qu’une sortie peut tout aussi bien constituer également une entrée 

(Hastings et al., 2008; Roenneberg and Merrow, 1998). Au niveau comportemental par exemple, l’activité 

locomotrice, dont la rythmicité est contrôlée par l’horloge des SCN, exerce un rétrocontrôle sur cette 

dernière (Hughes and Piggins, 2012; Mrosovsky and Salmon, 1987). Au niveau tissulaire, la mélatonine produite 

de nuit sous le contrôle indirect des SCN, y exerce elle aussi un rétrocontrôle (Agez et al., 2007; Cassone et al., 

1987; McArthur et al., 1991). De la même façon, la signalisation dopaminergique de la rétine, qui est 

rythmique, est capable de moduler le potentiel transactivateur de CLOCK/BMAL1 (Yujnovsky et al., 2006). Au 

niveau intracellulaire, le facteur de transcription DBP déjà présenté dans le paragraphe précédent (I.3.A.e 

/) comme une sortie de l’horloge, est capable d’activer la transcription de Per1 de concert avec CLOCK et 

BMAL1 (Yamaguchi et al., 2000). L’AMPc enfin est le parfait exemple de molécule qui constitue tout aussi 

bien une entrée qu’une sortie de l’horloge moléculaire (O’Neill and Reddy, 2012), à tel point que dans les SCN 

elle est présentée comme une partie intégrante du mécanisme de l’horloge par certains auteurs (O’Neill et 

al., 2008; Wang and Zhou, 2010). Au niveau de la rétine comme des SCN, l’AMPc est produite rythmiquement 

via le contrôle par CLOCK/BMAL1 de l’expression de l’enzyme qui la synthétise, l’adénylate cyclase 1 (AC1) 

(Fukuhara et al., 2004) et le paragraphe I.3.A.d / a déjà décrit combien CREB (un facteur de transcription 

phosphorylable par la PKA, elle-même activable par l’AMPc) est un acteur important des voies d’entrée de 

l’horloge. Dans ce contexte, il devient parfois difficile de définir les limites des boucles de rétrocontrôle 

associées au cœur de l’horloge. 
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Pour compliquer encore un peu ce schéma notons que, dans les tissus, certains rythmes peuvent être 

contrôlés directement par des signaux rythmiques n’émanant pas de l’horloge locale. Ainsi dans la rétine, 

une lésion des SCN entraîne la perte de rythmicité de certains ARNm tandis que pour d’autres cette 

rythmicité est maintenue, suggérant un partage du contrôle de la rythmicité par l’horloge locale et celle des 

SCN (Sakamoto et al., 2000). De même lorsque l’horloge hépatique est localement invalidée, certains gènes 

continuent à être exprimés de manière rythmique (Kornmann et al., 2007), ce qui laisse entrevoir des voies 

d’entrainement des machineries horlogères locales, mais aussi de potentiels courts-circuits de ces 

dernières. 

 

Les horloges circadiennes biologiques rythment la vie du monde vivant, et leur importance est telle que 

leur mécanisme moléculaire est bardé de garde-fous : redondance entre les gènes horloge et entre leurs 

régulateurs, surenchère de régulation par des acteurs divers à tous les niveaux de la chaîne et de la vie des 

différents acteurs. Mais c’est également ce qui autorise des régulations si fines de ses rouages : chaque 

acteur met ses petites spécialités (partenaires, activités, …) au service de la précision de l’ensemble. Les 

horloges ont ainsi cette incroyable dualité de rester insensibles aux grandes marées métaboliques 

intracellulaires mais de répondre de manière adéquate à la multitude de signaux qui permettent les 

coordinations rythmiques d’ensemble : au niveau des tissus, au niveau de l’organisme entier et finalement 

avec l’environnement extérieur. Parce que la vraie vie n’est pas un laboratoire où lumière, température, 

humidité, nourriture, interactions sociales, stimulations sensorielles,… sont contrôlées (pour ne pas dire 

limitées) ! 

 

I.3.B / Génétique, mais pas seulement 

Les paragraphes précédents ont déjà démontré que les rythmes transcriptionnels sont loin de porter à eux 

seuls la responsabilité du mécanisme moléculaire de l’horloge. Avec le temps, la part prépondérante prise 

par les boucles transcriptionnelles dans la recherche des mécanismes cellulaires d’horloge a laissé place à la 

mise au jour de nouveaux mécanismes, souvent complémentaires aux boucles de transcription/traduction, 

parfois même les rendant obsolètes. Je voudrais conclure cette introduction sur les rythmes en présentant 

quelques uns de ces systèmes oscillants plus exotiques, pour le seul plaisir de se décentrer un peu du 

modèle d’horloge largement décrit. 

En 2005, un oscillateur circadien a été reconstitué dans un tube à essai (Nakajima et al., 2005), en présence 

seulement d’ATP (adénosine 5’-triphosphate) et des protéines horloge de la cyanobactérie Synechococcus 

elongatus : KaiA, KaiB et KaiC. Cet oscillateur consistait en un cycle circadien de phosphorylation / 

déphosphorylation de KaiC qui s’est révélé thermiquement compensé. Peu de temps auparavant la même 

équipe avait montré que cette oscillation se produisait in vivo en l’absence de toute transcription et 

traduction (Tomita et al., 2005). Il est donc proposé que le mécanisme central de l’horloge de Synechococcus 

elongatus repose sur ce cycle. 

Une étude récente (Edgar et al., 2012) révèle un autre mécanisme très intéressant : celui de cycles circadiens 

d’oxydation/réduction de protéines peroxyrédoxines chez des représentants des trois axes 

phylogénétiques : archébactéries (Halobacterium salinarum), bactéries (Synechococcus elongatus) et 

eucaryotes (Drosophila melanogaster, Arabidopsis thaliana et Neurospora crassa). Deux études antérieures 

avaient d’ailleurs mis en évidence ces mêmes cycles dans des fibroblastes murins (NIH3T3 et fibroblastes 

embryonnaires) et dans les érythrocytes humains (alors que ces cellules ont la particularité d’être 

dépourvues de noyau) (O’Neill and Reddy, 2011), ainsi que chez Ostreococcus tauri dans des conditions qui 
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empêchent toute transcription (O’Neill et al., 2011). Ces cycles sont étroitement liés à ceux de l’horloge 

transcriptionnelle, mais les deux oscillateurs ne sont pas indispensables l’un à l’autre, et les auteurs 

suggèrent que ces rythmes métaboliques pourraient avoir émergé avant l’horloge transcriptionnelle et 

avoir ensuite co-évolué avec elle au fil des embranchements de l’évolution. Dans les cellules nucléées, ils 

pourraient permettre le maintien de la rythmicité lors d’un arrêt temporaire de la machinerie 

transcriptionnelle (durant la division cellulaire, ou encore dans des conditions environnementales 

défavorables pour les organismes unicellulaires). 

Chez les mammifères, un oscillateur qui n’emploie pas les gènes horloge canoniques permet de restaurer 

un rythme circadien d’activité locomotrice chez des souris mutantes pour différents gènes horloge, en 

réponse à la méthamphétamine (Mohawk et al., 2009) ! Cet oscillateur, à l’énigmatique nom de MASCO 

(methamphetamine-sensitive circadian oscillator), n’a pas encore été localisé (mais se situe 

vraisemblablement en-dehors des SCN), tout comme sa fonction naturelle (en l’absence de 

méthamphétamine) demeure inconnue. 

 

Toutes ces fascinantes trouvailles font à la recherche sur les rythmes circadiens la promesse de beaux et 

longs jours… 
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II / La rétine de mammifère à la loupe 

Quittons un instant le monde des rythmes pour nous intéresser à la rétine, ce tissu qu’affectionnait tant 

Santiago Ramón y Cajal et auquel il consacra en 1888, avec le cervelet, ses premiers travaux de description 

du système nerveux grâce à la technique de coloration argentique mise au point par son contemporain 

Camillo Golgi (voir la Figure 22 p. 50 de ce manuscrit : un dessin de rétine de la main de Ramón y Cajal). Il 

publia en français un mémoire entièrement consacré à la rétine dans le journal La Cellule en 1893 : ‘‘La 

rétine des Vertébrés” (Ramón y Cajal, 1893), et s’appuya sur les travaux qu’il fit sur la rétine pour défendre sa 

doctrine du neurone qu’il s’efforçait de faire admettre à l’époque (Piccolino, 1988). 

 

II.1 / La rétine au x20 : vue d’ensemble 

La rétine est un tissu neurosensoriel qui tapisse le fond de l’œil et que Ramón y Cajal décrivit ainsi lors du 

discours qu’il prononça à la réception de son prix Nobel de physiologie ou médecine (partagé avec Golgi) en 

1906 (Ramón y Cajal, 1967) : 

‘‘In spite of its great complication, the retina can be considered as a nerve ganglion formed by three rows of 

neurons or nerve corpuscles: the first row encloses the rods and cones with their descending prolongations 

forming the external granular layer; the second is made up of the bipolar cells and the third contains the 

ganglionic neurons’’  

 

II.1.A / Structure de la rétine neurale 

La rétine neurale est un tissu fin (environ 200 µm d’épaisseur chez la souris) constitué de trois couches 

nucléaires (formées des corps cellulaires des neurones) intercalées de deux couches plexiformes (formées 

des prolongements neuronaux et des contacts synaptiques) (Figure 9). La Figure 10, de même que la Figure 

9, servira de référence visuelle pour l’ensemble des paragraphes de description de la rétine en vue 

d’ensemble (section II.1 /). 

 

Figure 9 : Rétine de rat Wistar en coupe transversale. 

Coloration histologique à l’éosine et l’hématoxyline. Barre d’échelle = 20 µm. 



20 INTRODUCTION 

 

 

Figure 10 : Globe oculaire humain et rétine en coupe transversale. D’après (Bear et al., 2007) et (Purves et al., 2011) 

Remarque : la rétine de rat et de souris ne comporte pas de fovéa comme chez l’Homme. 

 

II.1.A.a / Couches nucléaires 

La couche la plus externe par rapport au centre du globe oculaire est aussi la plus épaisse : c’est la couche 

des photorécepteurs (PRL). Ses cellules sont de deux types : les cônes et les bâtonnets. Ce sont des cellules 

photosensibles chargées du captage des photons et de l’élaboration de l’influx nerveux véhiculant les 

informations photiques. Cette couche comprend, de l’extérieur vers l’intérieur (Rodieck, 2003) : 

- une sous-couche formée des segments externes des photorécepteurs : ce sont les structures 

spécialisées dans la photoréception 

- une sous-couche formée des segments internes des photorécepteurs : ce sont les structures qui 

assument l’essentiel de la biochimie des photorécepteurs, notamment pour produire en continu les 

constituants des segments externes qui sont renouvelés en permanence. Les segments internes sont 

rattachés aux segments externes par un cil connecteur. 

- la couche nucléraire externe comportant de nombreuses couches superposées de corps cellulaires de 

photorécepteurs 

La couche médiane est curieusement appelée couche nucléaire interne (INL). Elle comporte les cellules 

bipolaires chargées de relayer les informations entre les deux autres couches, mais aussi les cellules 

horizontales et amacrines. Les cellules horizontales sont situées sur la face externe de l’INL et modulent les 

informations entrantes, tandis que les cellules amacrines sont localisées sur la face interne de l’INL et 

modulent les informations sortantes. Cette couche contient également les corps cellulaires des cellules de 
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Müller (les principales cellules gliales de la rétine) dont les prolongements s’étendent de part et d’autre de 

l’INL à travers toute l’épaisseur de la rétine. (Rodieck, 2003) 

Enfin, la couche la plus interne est une monocouche : c’est la mal-nommée couche des cellules 

ganglionnaires (GCL) car elle contient plus de cellules amacrines dites déplacées (près de 60% chez la souris 

(Jeon et al., 1998)) que de cellules ganglionnaires. Les cellules ganglionnaires sont chargées de transférer les 

informations lumineuses de la rétine vers les autres structures cérébrales. Elles ont un long axone qui court 

le long de la face interne de la GCL et s’assemble aux autres pour former la couche des fibres optiques qui 

devient le nerf optique après avoir traversé l’épaisseur de la rétine en un unique point de passage appelé 

papille optique. (Rodieck, 2003) 

 

II.1.A.b / Couches plexiformes 

La couche plexiforme externe (OPL) est située entre la PRL et l’INL. C’est une couche très fine où a lieu la 

transmission des informations photiques des photorécepteurs vers les cellules bipolaires, mais aussi une 

modulation de cette transmission par les cellules horizontales. (La Cour and Ehinger, 2005) 

La couche plexiforme interne (IPL) est située entre l’INL et la GCL. C’est une couche épaisse où les 

informations des cellules bipolaires sont modulées par les cellules amacrines et transmises aux cellules 

ganglionnaires. Elle est hiérarchisée en plusieurs niveaux de sous-couches où les contacts synaptiques entre 

types cellulaires de l’INL et de la GCL s’organisent de manière très ordonnée. (La Cour and Ehinger, 2005) 

 

II.1.B / Circulation de l’information visuelle 

II.1.B.a / Réception de l’information lumineuse 

Après avoir été focalisée sur la rétine par les différentes structures lenticulaires de l’œil, la lumière atteint 

la surface interne de la rétine et il lui faut traverser l’intégralité de la rétine neurale pour atteindre les 

segments externes des photorécepteurs. Les cellules de Müller ont un rôle important dans ce phénomène 

puisqu’elles constituent de véritables "canaux à lumière" capables de véhiculer les rayons lumineux comme 

de véritables fibres optiques, évitant les phénomènes de diffusion, réflexion et réfraction qui entraîneraient 

une perte et une distorsion d’information au long du cheminement de la lumière à travers la rétine (Franze 

et al., 2007). 

La phototransduction (conversion du signal photique en signal nerveux) a lieu dans les segments externes 

des photorécepteurs qui sont constitués de disques membranaires supportant des photopigments : des 

protéines (les opsines) couplées à un chromophore (le 11-cis-rétinal). Ce sont les opsines qui confèrent au 

photopigment la spécificité de sa sensibilité aux longueurs d’onde. L’absorption de l’énergie du photon par 

le 11-cis-rétinal le fait basculer en conformation tout-trans, ce qui provoque un changement de 

conformation de l’opsine et lui permet d’activer une protéine G appelée transducine, qui elle-même active 

la phosphodiestérase qui catalyse l’hydrolyse du GMPc. La diminution du taux de GMPc provoque la 

fermeture des canaux ioniques dépendants du GMPc (perméables aux ions Na+ et Ca2+) et 

l’hyperpolarisation du photorécepteur. La cascade est stoppée par la phosphorylation du photopigment 

puis sa liaison à l’arrestine, ce qui libère le chromophore de l’opsine après quoi il est réduit en tout-trans-

rétinol et incapable d’absorber un nouveau photon. (Fu, 2010) 
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II.1.B.b / Transmission du message photique 

Le message photique qui émerge des photorécepteurs consiste en une modulation de la quantité de 

neurotransmetteur libéré (le glutamate) liée à des modifications graduelles du potentiel de membrane au 

gré des fermetures et réouvertures des canaux ioniques dépendants du GMPc. (Fu, 2010) 

Le message glutamatergique est intégré en aval par les cellules bipolaires et les cellules horizontales. Les 

cellules horizontales, inhibitrices, modulent en retour la libération du glutamate directement au niveau des 

terminaisons synaptiques des photorécepteurs, et permettent de créer des profils différentiels de décharge 

des photorécepteurs selon qu’ils sont situés au centre ou à la périphérie du champ récepteur des cellules 

ganglionnaires en aval (un phénomène appelé inhibition latérale), et de ce fait de renforcer les contrastes. 

Un autre rôle possible des cellules horizontales est l’ajustement local du gain, c’est-à-dire la soustraction 

d’une partie du signal proportionnelle à l’intensité lumineuse moyenne, afin d’éviter la saturation. (Masland, 

2011) 

Les cellules bipolaires répondent de différentes manières aux variations de libération du glutamate, grâce à 

l’expression de différents récepteurs glutamatergiques : 

- Les cellules bipolaires de type ON possèdent des récepteurs métabotropes au glutamate (mGluR6) qui 

provoquent une hyperpolarisation membranaire en réponse au glutamate. Ces cellules sont donc 

dépolarisées par la lumière. 

- Les cellules bipolaires de type OFF possèdent des récepteurs ionotropes au glutamate (AMPA et 

kaïnate) qui provoquent une dépolarisation membranaire en réponse au glutamate. Ces cellules sont 

donc hyperpolarisées par la lumière. Différents types de cellules bipolaires OFF se distinguent 

également par la durée de leur réponse à la lumière (transitoire ou soutenue). 

A ces spécificités de réponse à la lumière s’ajoute celle au type de photorécepteur, et d’autres encore. Au 

sortir des cellules bipolaires, il y a finalement une ségrégation des informations lumineuses en une 

douzaine de catégories de canaux parallèles, tous caractérisés par des variations graduelles de la libération 

de neurotransmetteur (le glutamate). Ces ségrégations d’informations sont maintenues au niveau des 

cellules ganglionnaires. (Masland, 2012a) 

Les informations transmises par les cellules bipolaires aux cellules ganglionnaires sont modulées par les 

cellules amacrines. Il existe un très grand nombre de types de cellules amacrines (et tout autant de 

fonctions spécifiques qui ne sont pas encore toutes caractérisées) qui assurent l’intégration par les cellules 

ganglionnaires d’informations catégorisées. Ces informations sont finalement transmises aux différentes 

structures cérébrales cibles des cellules ganglionnaires par une libération de glutamate sous le contrôle de 

potentiels d’action. (Masland, 2001, 2012b) 

Il y a donc une voie verticale centripète de transmission de l’information nerveuse, qui utilise le glutamate, 

et qui est modulée horizontalement, principalement grâce au GABA et à la glycine. Mais il y a aussi des 

possibilités de communication centrifuge dans la rétine. Un exemple concret en sont les cellules 

ganglionnaires à mélanopsine (présentées dans le paragraphe II.2.F.b /) qui transmettent une signalisation 

glutamatergique rétrograde aux cellules dopaminergiques en réponse à la lumière (voir le paragraphe 

III.5.C /). Les cellules dites interplexiformes sont des acteurs rétrogrades également parce qu’elles libèrent 

des substances neuroactives à la fois dans l’IPL et l’OPL (cf. paragraphes II.2.E.b / et II.2.G /). Enfin, une 

communication multidirectionnelle est également possible grâce à des messages diffusibles qui ne sont pas 

restreints à la synapse (voir le paragraphe II.3.B /). 
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II.1.C / Autour de la rétine 

Au niveau interne, la rétine neurale est séparée de l’humeur vitrée qui baigne la partie postérieure du globe 

oculaire par la membrane limitante interne, une membrane basale sur laquelle s’adossent les terminaisons 

des cellules de Müller. Au niveau externe, une membrane limitante externe (qui n’est en fait pas une vraie 

membrane mais un alignement de jonctions adhérentes entre les cellules de Müller et les photorécepteurs) 

est située entre les corps cellulaires et les segments internes des photorécepteurs, mais les segments des 

photorécepteurs s’étendent au-delà jusqu’à l’épithélium pigmentaire. (Kolb, 2012) 

 

II.1.C.a / L’épithélium pigmentaire 

La partie la plus distale des segments externes des photorécepteurs est en lien très étroit avec l’épithélium 

pigmentaire (RPE) à plusieurs titres. Le premier est le cycle visuel (un échange de chromophores usagés et 

recyclés) : le photorécepteur n’est pas capable de recycler le tout-trans-rétinol généré par l’absorption d’un 

photon (voir le paragraphe II.1.B.a /) en 11-cis-rétinal. Les chromophores "usagés" sont donc envoyés dans 

le RPE qui exprime les enzymes nécessaires à leur régénération en 11-cis-rétinal (isomérisation et 

oxydation) avant d’être réadressés aux photorécepteurs. (La Cour and Ehinger, 2005) 

Comme les photorécepteurs produisent en permanence de nouveaux disques membranaires pour 

renouveler ceux de leurs segments externes, le RPE se charge de phagocyter régulièrement des paquets de 

disques membranaires qui se détachent progressivement de l’extrémité distale des segments externes. 

Cette activité intense de renouvellement (un photorécepteur de singe a entièrement renouvelé son 

segment externe en 9-13 jours (Young, 1971)) est essentielle du fait du fort stress oxydatif auquel les 

segments externes sont soumis quotidiennement sous l’effet de la lumière, si bien que le 

dysfonctionnement de cette phagocytose conduit à une dégénérescence des photorécepteurs. (Strauss, 

2011) 

L’épithélium pigmentaire forme une monocouche de cellules épithéliales fortement pigmentées, ce qui leur 

permet d’absorber les photons non captés par les segments externes afin d’empêcher leur réflexion et leur 

excès dans les photorécepteurs, ce qui augmenterait les risques de phototoxicité. De ce fait, les rétines des 

animaux albinos sont plus fragiles (elles dégénèrent à force d’être exposées à la lumière) (O’Steen et al., 

1974).  

Enfin, c’est aussi un élément de la barrière hématorétinienne qui permet le passage d’eau, d’ions et autres 

produits métaboliques entre les vaisseaux sanguins de la choroïde (cf. paragraphe II.1.C.b /) et l’espace 

sous-rétinien (l’espace extracellulaire entre la membrane limitante externe et le RPE). (Strauss, 2011) 

 

II.1.C.b / La vasculature 

La rétine est irriguée par deux systèmes vasculaires (Kolb, 2012) : 

- La circulation choroïdienne, localisée dans la choroïde (le tissu localisé entre le RPE et l’enveloppe 

oculaire appelée sclérotique), nourrit la partie externe de la rétine. 

- Les vaisseaux de la circulation rétinienne atteignent la face interne de la rétine en cheminant avec les 

fibres optiques à travers la papille optique. Ils irriguent la rétine interne en courant sur plusieurs 

niveaux (le long de la couche de fibres optiques et dans la GCL) et en faisant des incursions dans l’IPL et 

jusque dans l’OPL à travers l’INL. L’architecture de ce réseau vasculaire est très variable selon les 

espèces (Zhang, 1994). 
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II.2 / La rétine au x60 : types cellulaires 

Les informations visuelles ne font pas que transiter dans la rétine, elles y subissent plusieurs niveaux de 

traitement qui aboutissent à la coexistence de plusieurs canaux parallèles (Masland, 2011) qui véhiculent des 

catégories d’information (couleur, intensité, contrastes, mouvements, etc), informations qui sont 

transmises à d’autres structures cérébrales impliquées dans la fonction visuelle (avec le corps genouillé 

latéral ou corps géniculé latéral, premier relai vers le cortex visuel, et le colliculus supérieur pour 

l’orientation des globes oculaires et de la tête) mais aussi dans d’autres fonctions (structures supraoptiques 

et subthalamiques pour le contrôle des rythmes circadiens, du réflexe pupillaire, …). (La Cour and Ehinger, 

2005) 

Pour ce faire, si la vue d’ensemble de la rétine laisse entrevoir une structure simple, il n’en est plus de 

même lorsqu’on commence à regarder de près les quelques 60 types cellulaires qui y cohabitent (Figure 11) 

et pour lesquels la recherche est encore loin d’avoir fini d’établir le catalogue des fiches d’identité (neuro-

transmetteurs/modulateurs/peptides libérés, partenaires, caractéristiques électrophysiologiques, 

fonctions, …) (Masland, 2011). Je ne prétendrai donc pas ici en dresser un portrait complet, mais simplement 

mentionner l’état des connaissances en m’attardant un peu sur quelques types cellulaires. 

 

Figure 11 : Dessin des différents types cellulaires de la rétine. (Masland, 2001) 

Ces dessins sont issus d’études faites chez le lapin (sauf les cellules bipolaires qui sont issues d’études faites chez le 

rat) parce que c’est le modèle de rongeur le plus utilisé pour étudier les types cellulaires de la rétine. Pour des raisons 

de place, seuls quelques types de cellules amacrines à large champ sont représentés. 
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Parmi les cellules gliales de la rétine, je ne présenterai que les cellules de Müller, mais des cellules 

microgliales sont également présentes dans la rétine (elles ont pour rôle la défense immunitaire, la 

réparation tissulaire ou encore la phagocytose des débris cellulaires), ainsi que des cellules astrocytaires 

associées aux vaisseaux sanguins de la circulation rétinienne et à la couche des fibres optiques formée par 

les axones des cellules ganglionnaires (Kolb, 2007a). 

 

II.2.A / Les cellules de Müller 

Les cellules de Müller étirent leurs prolongements de la membrane limitante interne à la membrane 

limitante externe, et envoient des microvillosités au-delà de la membrane limitante externe dans l’espace 

sous-rétinien. Outre leur rôle de soutien structurel, elles entrent en contact avec la plupart des neurones 

rétiniens et jouent un rôle fondamental dans l’homéostasie rétinienne. Elles captent et recyclent les 

neurotransmetteurs, tamponnent le milieu extracellulaire, fournissent un support trophique aux neurones, 

éliminent les déchets métaboliques, etc. Elles entourent les synapses de manière à les isoler du reste de 

l’espace extracellulaire, mais prennent également une part intégrante dans la transmission synaptique en 

libérant des gliotransmetteurs (glutamate, adénosine, ATP, …). (Reichenbach and Bringmann, 2013) 

Une participation des cellules de Müller a également été récemment mise en évidence dans le cycle visuel 

des cônes, et permet un recyclage des chromophores plus rapide que celui qui a lieu dans le RPE, ce qui est 

d’une importance primordiale pour la vision de jour lorsque la rétine est inondée de photons de manière 

incessante (Wang and Kefalov, 2009). 

 

II.2.B / Les photorécepteurs 

Les bâtonnets sont d’un seul type (leur unique photopigment est la rhodopsine) et représentent 97% des 

photorécepteurs chez la souris. Leur nom leur vient de l’aspect de leur segment externe (Figure 12). Ils ont 

une très grande sensibilité à la lumière (ils peuvent être activés par un unique photon) et sont responsables 

de la vision scotopique (en lumière faible). Leur pic de sensibilité se situe autour de 500 nm et ils ne 

permettent de voir qu’en nuances de gris. (Fu, 2010) 

Les cônes ont également été baptisés d’après l’aspect de leur segment externe (Figure 12). Ils sont moins 

sensibles à la lumière que les bâtonnets, ce qui leur permet de rester discriminants en conditions 

photopiques (à forte intensité lumineuse). Chez le rat et la souris, ils sont de deux types selon le 

photopigment qu’ils expriment, et permettent, par comparaison des signaux émanant des deux 

populations, la distinction des couleurs : (Fu, 2010) 

- Les cônes de type S, dits "cônes bleus", sont plus sensibles aux longueurs d’onde courtes (pic de 

sensibilité autour de 360 nm chez la souris) et détectent ainsi la lumière bleue. 

- Les cônes de type M, dits "cônes verts", sont plus sensibles aux longueurs d’onde moyennes (pic de 

sensibilité à 508 nm chez la souris) et détectent ainsi la lumière verte et jaune. 

Chez plusieurs rongeurs dont la souris, la ségrégation entre les 2 types de cônes n’est pas si nette parce que 

les deux types de photopigments peuvent être retrouvés dans un même cône, dans des proportions 

variables selon la zone rétinienne considérée (Lukáts et al., 2005). Enfin, chez les espèces trichromatiques 

comme l’Homme, un troisième type de cône existe (les cônes de type L dits "cônes rouges") et exprime un 

photopigment sensible aux longueurs d’ondes longues du spectre visible (jaune-rouge, pic de sensibilité 

vers 560 nm chez l’Homme (Schnapf et al., 1987)). 
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Figure 12 : Représentation schématique d’un bâtonnet 

et d’un cône. 

D’après (La Cour and Ehinger, 2005) 

 

 

II.2.C / Les cellules horizontales 

Les cellules horizontales sont de deux types seulement : HA et HB. Elles modulent la transmission 

synaptique entre les photorécepteurs et les cellules bipolaires en libérant du GABA (mais pas uniquement : 

voir (Thoreson and Mangel, 2012)). Les cellules HA ne communiquent pas du tout avec les bâtonnets tandis 

que les cellules HB communiquent avec les bâtonnets et les cônes via deux zones spatialement distinctes 

de la cellule (l’arbre télodendritique issu de l’axone pour les bâtonnets et l’arbre dendritique pour les 

cônes, avec possibilité de passage des informations entre les deux zones d’après (Trümpler et al., 2008)). 

Chez certains rongeurs (dont les rats et les souris), seules les cellules HB sont présentes. (Masland, 2011) 

 

II.2.D / Les cellules bipolaires 

Les cellules bipolaires transmettent les informations verticalement, des photorécepteurs vers les cellules 

ganglionnaires et amacrines. Il existe un unique type de cellule bipolaire dédié aux bâtonnets (de type ON), 

il en existe par contre de nombreux types dédiés aux cônes : une étude réalisée chez la souris en décrit 11 

(Wässle et al., 2009). Ces cellules se distinguent par leur type de réponse (ON ou OFF, transitoire ou 

soutenue), leur signature moléculaire, leur spécificité à un ou plusieurs types de cônes (ce qui permet 

l’encodage des couleurs), leur morphologie (qui comprend celle de leurs prolongements et donc le type 

d’informations qu’elles encodent) ou encore leur lieu de stratification dans l’IPL (et donc leurs partenaires) 

(Figure 13). Comme les informations issues d’un cône sont transmises à plusieurs cellules bipolaires, elles 

sont distribuées dans plusieurs canaux parallèles qui en transmettront des composantes différentes aux 

cellules en aval. (Masland, 2001) 
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Figure 13 : Classification des types de cellules bipolaires chez la souris. (Breuninger et al., 2011) 

Les différents types de cellules bipolaires sont classées d’après leur réponse à la lumière (ON ou OFF), leur 

stratification dans l’IPL, le type de cône dont elles véhiculent l’information 

En fait, la séparation entre les cellules bipolaires dédiées aux cônes et cellules bipolaires dédiées aux 

bâtonnets n’est pas si nette puisque des études ont montré chez la souris que certaines cellules bipolaires 

de cône sont contactées à la fois par des bâtonnets et par des cônes (Pang et al., 2010, 2012). 

 

II.2.E / Les cellules amacrines 

Les cellules amacrines, nommées ainsi par Ramón y Cajal du fait qu’elles ne portent pas d’axone (en fait 

certains types en ont : les cellules polyaxonales ou les cellules dopaminergiques par exemple), forment le 

groupe le plus varié de neurones rétiniens : il en existe une trentaine de types, de morphologies et 

signatures moléculaires extrêmement variables. Leurs corps cellulaires sont localisés dans la partie la plus 

interne de l’INL, dans l’IPL (type A1) et dans la GCL (types A1, étoilé). Elles établissent des connexions avec 

les cellules bipolaires, les cellules ganglionnaires, et entre elles. Une moitié est GABAergique, l’autre 

glycinergique, mais la plupart des cellules amacrines GABAergiques libèrent également au moins une autre 

substance neuroactive (voir le paragraphe II.3.B /). (La Cour and Ehinger, 2005) 

Les cellules amacrines ont des arbres dendritiques de tailles et formes extrêmement variables. Elles 

n’exercent en fait pas que des effets horizontaux dans la rétine mais ont aussi des influences verticales, 

notamment parce qu’elles sont souvent stratifiées dans plusieurs sous-couches de l’IPL, créant des ponts 

entre les sous-couches ON et les sous-couches OFF de l’IPL. Elles exercent des tâches bien spécifiques, dont 

la plupart restent encore méconnues, d’autant plus que leur arbre dendritique, s’il est large, peut être 

subdivisé en unités indépendantes. Les cellules amacrines étoilées, par exemple, sont des cellules disposées 

en miroir dans l’INL et la GCL qui libèrent de l’acétylcholine et du GABA et dont la fonction est de créer la 

sélectivité d’un type de cellules ganglionnaires pour la direction du mouvement. (Masland, 2011, 2012a) 

 

II.2.E.a / Les cellules amacrines de la circuiterie des bâtonnets 

Les cellules bipolaires de bâtonnets ont la particularité de ne pas contacter directement les cellules 

ganglionnaires : elles passent par des cellules amacrines. Deux types de cellules amacrines sont dédiés aux 

cellules bipolaires de bâtonnets : (Kolb, 2009a) 

- Les cellules amacrines AII sont les plus nombreuses des cellules amacrines. Elles sont glycinergiques, 

ont un champ dentritique étroit et ont pour rôle de transmettre les informations issues des cellules 
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bipolaires de bâtonnets à la fois aux cellules bipolaires de cônes et aux cellules ganglionnaires. Ce 

système permet à la circuiterie des bâtonnets, apparus plus tardivement dans l’évolution, de bénéficier 

de l’organisation spécialisée et complexe déjà en place pour les cônes (Masland, 2011). 

- Les cellules amacrines A17 sont GABAergiques. Elles engagent des synapses réciproques avec les 

terminaisons des cellules bipolaires de bâtonnets. Etant donné que leur champ dendritique est très 

large et qu’elles n’engagent de synapses ni avec d’autres cellules amacrines ni avec les cellules 

ganglionnaires, il est envisagé qu’elles participent au réglage du gain du réseau, notamment pour 

amplifier des signaux de très faible intensité. 

 

II.2.E.b / Les cellules amacrines dopaminergiques 

Les cellules amacrines dopaminergiques sont particulièrement intéressantes. Elles libèrent également du 

GABA et ont pour rôle d’ajuster le fonctionnement du réseau rétinien au niveau d’illumination. Chez la 

souris, elles sont de type interplexiforme, c'est-à-dire qu’elles émettent des prolongements à la fois dans 

l’IPL et dans l’INL (Witkovsky et al., 2008). Elles libèrent la dopamine de deux manières différentes : de 

manière synaptique (et donc localisée) et de manière extrasynaptique (la dopamine ainsi libérée peut 

diffuser et se propager par transmission volumique dans le tissu), mais toujours suite à l’émission de 

potentiels d’action (Feigenspan et al., 1998; Gustincich et al., 1997; Puopolo et al., 2001). Nous verrons dans le 

paragraphe III.1.C / combien la dopamine a un rôle essentiel dans la rythmicité de la physiologie 

rétinienne. 

 

II.2.F / Les cellules ganglionnaires 

Les cellules ganglionnaires sont d’au moins autant de types que les cellules bipolaires, assurant la 

continuité de la catégorisation des informations, mais leur modulation par les cellules amacrines ajoute à la 

ségrégation des types d’informations et les estimations actuelles tournent autour d’une vingtaine de types 

différents (Masland, 2011). La dernière étude en date qui en fait le catalogue chez la souris date de 2009 et 

fait état de 22 types distincts (Figure 14) (Völgyi et al., 2009). 

Il est à noter que, de la même manière que des cellules amacrines se trouvent déplacées dans la GCL, des 

cellules ganglionnaires (y compris des cellules à mélanopsine (Hattar et al., 2002) présentées dans le 

paragraphe II.2.F.b /) sont déplacées dans l’INL, mais en moindre quantité (moins de 2% chez la souris 

(Dräger and Olsen, 1981; Pang and Wu, 2011) et chez le rat (Linden, 1987; Liu and Jen, 1986)). 

 

II.2.F.a / Les cellules ganglionnaires biplexiformes 

Les cellules ganglionnaires biplexiformes ont la particularité, comme les cellules dopaminergiques 

interplexiformes, d’envoyer des prolongements à la fois dans l’IPL et dans l’INL. Ces cellules peuvent ainsi 

court-circuiter tout le circuit rétinien. Chez les primates, elles sont sensibles à l’intensité lumineuse et leurs 

dendrites externes sont directement reliées aux bâtonnets (Mariani, 1982; Zrenner et al., 1983), mais chez les 

rongeurs on ne sait rien de plus que le fait qu’elles existent et qu’elles sont déplacées dans l’INL (Doi et al., 

1995). 

 



La rétine de mammifère à la loupe 29 

 

 

Figure 14 : Catalogue des cellules ganglionnaires chez la souris. (Völgyi et al., 2009) 

Dessins des types de cellules ganglionnaires, nommés G1–G22. Pour les cellules bistratifiées, les dendrites proximaux et 

distaux sont représentés respectivement en noir et en gris. a = axone. Barre d’échelle = 100 µm. 

 

II.2.F.b / Les cellules à mélanopsine 

Parmi les cellules ganglionnaires, un type est d’un intérêt particulier pour les rythmes circadiens : ce sont 

les cellules à mélanopsine, dites intrinsèquement photosensibles. Elles ont été mises en évidence il y a 

moins de 20 ans : l’histoire commence avec des animaux qui sont entraînés par la lumière et chez lesquels 

la lumière inhibe la sécrétion nocturne de mélatonine alors que leurs photorécepteurs ont dégénéré 

(Freedman et al., 1999; Lucas and Foster, 1999; Lucas et al., 1999). Sachant que ces effets de la lumière ne se 

produisent pas chez des animaux énucléés (Yamazaki et al., 1999), il devenait évident qu’une cellule 

photosensible inconnue restait à découvrir quelque part dans l’œil. Notons qu’en 1927 déjà, un dénommé 

Clyde Keeler publiait un article qui décrivait des réflexes pupillaires chez des souris qui étaient 
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naturellement dépourvues de l’essentiel de leurs photorécepteurs (des souris qu’il appela "Rodless" et qui 

portent la mutation aujourd’hui appelée rd pour "retinal degeneration" (Pittler et al., 1993)), caractéristique 

qu’il avait lui-même découverte par hasard et décrite quelques années plus tôt (Van Gelder, 2008). Cette 

observation fut confirmée en 2001 par une étude qui décrivit les caractéristiques spectrales du nouveau 

photopigment avant que celui-ci soit encore formellement identifié (Lucas et al., 2001). Et justement un 

pigment photosensible de la peau des amphibiens avait été identifié peu de temps auparavant : la 

mélanopsine (Provencio et al., 1998). Il ne tarda alors plus à être mis en évidence que cette même 

mélanopsine était présente dans des cellules de la GCL (Provencio et al., 2000), et plus précisément dans une 

sous-population de cellules ganglionnaires (Berson et al., 2002; Hattar et al., 2002). L’histoire se compliqua 

cependant bientôt, puisque des souris invalidées pour le gène exprimant la mélanopsine (Opn4), 

continuent elles aussi à être entraînées par la lumière (Panda et al., 2002c; Ruby et al., 2002). Il fut finalement 

montré que les photorécepteurs "classiques" (cônes et bâtonnets) participent également à cet 

entraînement (Dollet et al., 2010; Hattar et al., 2003; Panda et al., 2003), les cellules à mélanopsine étant le 

centre intégrateur et distributeur des informations photiques provenant de tous les photopigments 

rétiniens (Göz et al., 2008; Güler et al., 2008; Hatori et al., 2008). 

Les cellules à mélanopsine représentent 1-3% des cellules ganglionnaires. Elles libèrent du glutamate et du 

PACAP et ont des caractéristiques qui les distinguent des autres photopigments : leur pic de sensibilité 

spectrale est autour de 480 nm, sont dépolarisées par la lumière et résistantes au photoblanchiment (à 

l’inactivabilité de leur photopigment une fois que celui-ci a capté un photon et tant qu’il n’a pas été 

recyclé). Leur dépolarisation par la lumière implique une cascade de signalisation différente de celle des 

cônes et des bâtonnets, à savoir une protéine Gq qui active la phospholipase C β4, ce qui aboutit à un afflux 

de calcium à travers les canaux ioniques TRPC6 et C7 et déclenche des potentiels d’action. Leur résistance 

au photoblanchiment est due au fait que le rétinal de la mélanopsine a une propriété de bistabilité et peut 

être régénéré sur place (mais une contribution des cellules de Müller, de même que pour les cônes, n’est 

pas à exclure). (Graham, 2008; Hughes et al., 2012) 

Les cellules à mélanopsine permettent essentiellement les fonctions photoadaptatives autres que la 

fonction visuelle : elles projettent vers les SCN et le feuillet intergéniculé pour entraîner l’horloge 

principale, vers le noyau olivaire prétectal pour déclencher le réflexe pupillaire, vers les noyaux préoptiques 

ventrolatéraux qui régulent le sommeil, mais également vers les corps genouillés latéraux (qui sont le 

premier relai des voies visuelles) et vers bien d’autres structures cérébrales (Gooley et al., 2001, 2003; 

Hannibal and Fahrenkrug, 2004; Hattar et al., 2006). 

 

II.2.G / Quand tout se complique encore 

La classification des types cellulaires de la rétine n’est pas toujours si facile, d’autant plus qu’elle est 

variable d’une espèce à l’autre, et leur ségrégation dans les différentes couches n’est pas toujours si 

évidente. J’aimerais finir la présentation des types cellulaires rétiniens en mentionnant quelques types 

cellulaires encore peu connus et/ou propices au débat. 

Chez de nombreuses espèces de mammifères autres que la souris, les cellules dopaminergiques ne sont pas 

toutes du type interplexiforme. C’est le cas chez l’Homme (Frederick et al., 1982), le chat (Oyster et al., 1985), 

le rat et le singe (Savy et al., 1995) par exemple. Chez la souris, un autre type de cellules amacrines pourrait 

constituer un deuxième type de cellules dopaminergiques : c’est une population qui est capable d’exprimer 

un rapporteur placé sous la dépendance du gène de la tyrosine hydroxylase (TH, l’une des enzymes de 
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synthèse de la dopamine) mais qui ne sont pas immunomarquées pour cette enzyme et qui n’ont pas 

actuellement le titre de "cellule dopaminergique" (Gustincich et al., 1997; Zhang et al., 2004). 

De même qu’il existe des cellules dopaminergiques non interplexiformes, il existe des cellules amacrines 

interplexiformes non dopaminergiques mais GABAergiques. Ces cellules sont connues depuis longtemps 

chez l’Homme et chez le chat (Kolb, 2007b) et ont été décrites plus récemment chez la souris (Dedek et al., 

2009; Witkovsky et al., 2008). Il existe même des cellules horizontales de type biplexiforme, ainsi que des 

cellules horizontales déplacées (Silveira et al., 1989). Il est en fait potentiellement possible de rencontrer des 

représentants de tous les types cellulaires déplacés dans d’autres couches, comme autant de "restes" du 

développement (Günhan et al., 2003; Lee et al., 2006). 

Pour terminer, les cellules ganglionnaires intrinsèquement photosensibles n’ont finalement pas l’exclusivité 

de l’expression de la mélanopsine, puisqu’il a été montré que les cônes l’expriment également chez 

l’Homme par exemple (Dkhissi-Benyahya et al., 2006), ou encore le RPE chez la souris (Peirson et al., 2004). 

 

II.3 / La rétine au x100 : communication dans la rétine 

La plupart des molécules de neurosignalisation détectées dans le cerveau l’ont aussi été dans la rétine (La 

Cour and Ehinger, 2005). Avant de donner quelques informations supplémentaires sur les principales 

molécules concernées, voici une description simplifiée de la répartition des principaux neurotransmetteurs 

et neuromodulateurs rétiniens : 

- Le glutamate est le neurotransmetteur du flux vertical d’informations (photorécepteurs à cellules 

bipolaires à cellules ganglionnaires) 

- Le GABA et la glycine sont les neurotransmetteurs de la modulation horizontale de la neurotransmission 

(le GABA dans les cellules horizontales et amacrines et la glycine dans les cellules amacrines) 

- Ce sont les cellules amacrines qui assurent la production de la majorité des autres neuro-

transmetteurs/peptides/modulateurs, comme la dopamine et l’acétylcholine. 

 

II.3.A / Neurotransmetteurs 

Les principaux neurotransmetteurs de la rétine sont le glutamate, le GABA et la glycine. Parmi eux, le 

glutamate et le GABA sont utilisés dans la communication au niveau des deux couches plexiformes, tandis 

que la glycine est utilisée dans la rétine interne. Tous les types de récepteurs GABAergiques (GABAA, GABAB 

et l’anciennement nommé GABAC), glycinergiques (GlyR) et glutamatergiques (AMPA, Kaïnate, NMDA, 

mGluR1-8) sont présents dans la rétine. L’acétylcholine, excitatrice, est présente conjointement avec le 

GABA dans un seul type de cellules amacrines : les cellules étoilées (présentées dans le paragraphe II.2.E /). 

Les deux types de récepteurs acétylcholinergiques (muscariniques et nicotiniques) sont présents dans la 

rétine. (Pourcho, 1996; Shen and Jiang, 2007; Yang, 2004) 

 

II.3.B / Neuropeptides, neuromodulateurs et compagnie 

La dopamine et la mélatonine sont des neuromodulateurs libérés dans l’espace extracellulaire où ils 

peuvent diffuser sur de grandes distances. Elles ont des rôles importants dans la rythmicité de la 

physiologie rétinienne (voir le paragraphe III.1.C /), mais de nombreuses souches de souris (dont la 
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C57Bl/6) ne produisent en fait pas (ou peu) de mélatonine parce qu’elles ont des mutations dans les gènes 

qui codent les enzymes de biosynthèse de la mélatonine (AANAT : arylalkylamine N-acétyltransférase et 

HIOMT : hydroxyindole-O-méthyltransférase) (Ebihara et al., 1986). La dopamine est produite par des cellules 

amacrines (voir le paragraphe II.2.E.b /), tandis que la mélatonine est produite par les photorécepteurs 

(mais en fait les ARNm Aanat et Hiomt sont également détectés dans les deux autres couches chez le rat et 

chez Arvicanthis ansorgei (Liu et al., 2004 ; données non publiées du laboratoire)). 

Les principaux neuropeptides rétiniens sont la substance P, la somatostatine et le VIP. De nombreuses 

autres molécules sont rencontrées dans la rétine, comme l’adénosine, la sérotonine, le CRF (corticotropin 

releasing factor), le neuropeptide Y, la cholécystokinine ; mais pour certaines (sérotonine) leur usage 

comme substance neuroactive n’est pas encore démontré. Elles sont en général co-localisées avec d’autres 

substances neuroactives (le GABA et le glutamate notamment), et peuvent être co-produites dans un 

même type cellulaire. Les cellules amacrines en sont les principales pourvoyeuses, mais à l’heure actuelle le 

portrait chimique de la rétine porte encore de larges zones d’ombre. (Kolb, 2009b; Pourcho, 1996) 

Le NO (monoxyde d’azote) et les endocannabinoïdes, des molécules connues pour exercer localement un 

effet modulateur sur la transmission synaptique, sont également utilisés dans la rétine. Grâce à leur 

capacité à traverser les membranes cellulaires, ils ne restent pas prisonniers de la synapse mais peuvent 

diffuser jusqu’aux neurones environnants. De ce fait, ils ne sont pas stockés dans des vésicules mais 

produits localement à la demande, ce qui rend leur détection particulièrement difficile. 

- La NO synthase, l’enzyme qui produit le NO, est exprimée à tous les niveaux de la rétine de rat, et dans 

les cellules des deux couches les plus internes chez la souris. La cible première du NO est la forme 

soluble de la guanylate cyclase, qui convertit le GTP (guanosine 5’-triphosphate) en GMPc. Le NO est 

actif à des concentrations extrêmement faibles et a un effet activateur sur la GC, ce qui module 

l’ouverture des canaux ioniques dépendants du GMPc et l’activité d’autres effecteurs dépendants du 

GMPc. A plus hautes concentrations, le NO peut également moduler l’activité protéique en modifiant 

des résidus tyrosine et cystéine de ses cibles. (Vielma et al., 2012) 

- Les endocannabinoïdes sont des dérivés de l’acide arachidonique. Ils sont produits à partir des 

phospholipides membranaires par des phospholipases activées par le calcium. A court terme, ils 

modulent les canaux ioniques de manière à diminuer la libération synaptique, mais à long terme ils 

peuvent moduler l’activité de protéines kinases et la transcription génique. Ils agissent via des 

récepteurs métabotropes couplés aux protéines Gi/o (CBR1 et CBR2, qui sont présents au niveau des 

deux couches plexiformes chez le rat et la souris) mais peuvent également activer d’autres récepteurs 

(GPR55 : G-protein coupled receptor 55, TRPV1 : transient receptor potential V1, PPAR : peroxysome 

profilerator-activated receptors). (Yazulla, 2008) 

 

II.3.C / Jonctions communicantes 

Les jonctions communicantes, également qualifiées de "synapse électrique", permettent le passage libre et 

non sélectif (sauf exceptions) des ions et de très petites molécules (< 1 kDa) comme l’AMPc et le GMPc. 

Elles sont formées d’oligomères de connexines dont 7 et 6 types ont été à ce jour identifiés dans la rétine 

de la souris et du rat respectivement. La perméabilité des jonctions communicantes est modulable grâce à 

la phosphorylation des connexines par des kinases telles que la PKA et la PKC. Elles sont donc 

potentiellement la cible d’une large gamme de signaux, dont la dopamine rétinienne (via la voie de l’APMc) 

en est un exemple bien connu mais parmi lesquels figurent également le NO (via la voie du GPMc), l’acide 

rétinoïque et d’autres (comme l’adénosine (Li et al., 2013)). (Völgyi et al., 2013) 
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Dans la rétine, il existe des jonctions communicantes entre neurones d’une même population (Figure 15), 

de même qu’entre les cellules de Müller. Au niveau des photorécepteurs, les cônes sont couplés entre eux 

(en général entre types d’une même sensibilité spectrale), les bâtonnets également, mais les bâtonnets 

sont également couplés aux cônes. Les cellules horizontales d’un même type sont très fortement couplées 

entre elles et forment un large syncytium. De manière intéressante, les cellules HB ont deux réseaux 

séparés de couplage, l’un pour l’arbre dendritique et le corps cellulaire et l’autre pour la terminaison 

axonale (cf. paragraphe II.2.C /). Au niveau des cellules bipolaires, les couplages ne sont pas une règle 

générale et dépendent des types. Ils peuvent unir des types différents mais ne mêlent pas les cellules des 

voies ON et OFF. Les cellules amacrines forment des couplages homotypiques, mais le réseau est mal connu 

du fait de la méconnaissance des nombreux types cellulaires appartenant à cette population. Les cellules 

ganglionnaires enfin présentent des couplages modérés qui serviraient à synchroniser les décharges entre 

neurones voisins plutôt qu’à assurer une signalisation latérale. (Völgyi et al., 2013) 

Il existe aussi certains couplages par jonctions communicantes entre neurones de populations différentes 

(Figure 15) : c’est le cas entre les cellules ganglionnaires et amacrines ainsi qu’entre cellules bipolaires et 

amacrines, et plus particulièrement entre les cellules amacrines AII et les cellules bipolaires ON de cônes, ce 

qui constitue une voie de passage des informations issues de la voie des bâtonnets vers les cellules ON de 

cônes (cf. paragraphe II.2.E.a /). (Völgyi et al., 2013) 

 

Figure 15 : Localisation des jonctions communicantes dans la rétine. (Völgyi et al., 2013) 

Ces jonctions relient les cônes (C) (1), les bâtonnets (R) (2), les cônes aux bâtonnets (3), les cellules horizontales (HC) 

(4), les dendrites des cellules bipolaires (BC) de cônes (5), les terminaisons axonales des cellules bipolaires (6), les 

prolongements des cellules amacrines (AC) (7), les dendrites des cellules ganglionnaires (GC) (8) et les cellules 

amacrines aux cellules ganglionnaires (9). Les cellules amacrines AII forment des jonctions particulières avec les 

cellules bipolaires de cône à centre ON (10) et entre elles (11). 
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II.3.D / Potentiels d’action 

L’essentiel de la libération vésiculaire des neurotransmetteurs et neuromodulateurs à l’intérieur de la 

rétine se fait de manière tout à fait classique (une fusion des vésicules avec la membrane cellulaire sous la 

dépendance du calcium), à l’exception près que les libérations ne sont pas déclenchées par des potentiels 

d’action mais par des variations du potentiel de membrane. Les distances à parcourir pour l’influx nerveux 

sont en effet suffisamment courtes pour que la propagation électrotonique des courants suffise. Les 

cellules ganglionnaires cependant font exception : elles se doivent d’utiliser les potentiels d’action pour 

assurer le transport de l’influx nerveux en-dehors de la rétine sur de longues distances. (La Cour and Ehinger, 

2005) 

Certaines cellules amacrines font également exception à cette règle : les cellules interplexiformes 

dopaminergiques (voir le paragraphe II.2.E.b /), AII (Boos et al., 1993) et A1 (Davenport et al., 2007; Stafford 

and Dacey, 1997). Il a également été montré chez le rat que plusieurs types de cellules bipolaires présentent 

des courants sodiques dépendants du voltage et sensibles à la TTX (tétrodotoxine) (Cui and Pan, 2008; Ma et 

al., 2005; Pan and Hu, 2000). Mais ces courants ne produisent de potentiels d’action que dans des conditions 

très particulières et il est vraisemblable qu’ils servent à amplifier la réponse des cellules bipolaires et le 

message transmis aux cellules ganglionnaires, comme cela a été montré chez la salamandre tigrée (Ichinose 

et al., 2005). Récemment cependant, des potentiels d’action émanant d’un type de cellule bipolairef (cb5b) 

ont été enregistrés chez le spermophile rayé (Saszik and DeVries, 2012). 
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III / Une horloge m’a tapé dans l’œil 

Il est temps enfin d’ouvrir le cadran de la rétine pour découvrir les rouages horlogers qui s’y cachent. 

 

III.1 / Des rythmes circadiens dans la rétine 

La rétine a une physiologie hautement rythmique (quelques 3000 gènes ont une expression rythmique en 

conditions LD (Storch et al., 2007)) qui lui permet de s’adapter aux changements drastiques de luminosité 

auxquels elle est quotidiennement exposée. Le caractère circadien de nombre de ces rythmes a été 

démontré dans la rétine de mammifère. 

L’ensemble de ces rythmes conditionne le bon fonctionnement de l’ensemble du tissu. Il a par exemple été 

montré que la susceptibilité des photorécepteurs à la phototoxicié (la dégénérescence induite par la 

lumière) suit un rythme circadien (Organisciak et al., 2000). Des liens entre rythmes circadiens et pathologies 

oculaires, comme la myopie par exemple (Stone et al., 2013), sont en train d’émerger. Les dernières années 

ont vu des recherches se pencher sur l’impact de la délétion des gènes horloge sur la physiologie rétinienne 

et sur leur potentiel lien avec des pathologies. L’une montre l’importance de Rev-Erbα dans le 

développement rétinien (Mollema et al., 2011), une autre montre un lien entre Rorα et la dégénérescence 

maculaire liée à l’âge (Jun et al., 2011). La dernière en date enfin montre que la double délétion des gènes 

Per1 et Per2 provoque des altérations dans la distribution des cônes et dans l’expression des opsines (Ait-

Hmyed et al., 2013). Ces études ne permettent cependant pas de savoir si ces dysfonctionnements sont liés à 

la perturbation d’une horloge locale ou d’une autre. 

 

III.1.A / Au niveau moléculaire 

Des 3000 gènes dont l’expression est rythmique en conditions LD, près de 300 continuent à cycler en DD, ce 

qui signifie qu’ils sont sous le contrôle d’une horloge circadienne (Storch et al., 2007). Ces gènes exercent des 

fonctions variées dans la communication intercellulaire, la régulation de la chromatine et du cytosquelette, 

la transmission synaptique, la signalisation des photorécepteurs. Au niveau protéomique, une étude a 

identifié des protéines exprimées de manière circadienne impliquées dans le transport vésiculaire, la 

dégradation protéique, la liaison au calcium, le métabolisme, la liaison à l’ADN et le repliement des 

protéines (Tsuji et al., 2007). 

D’une manière tout à fait sensée, il existe dans les photorécepteurs un rythme circadien d’expression des 

ARNm des opsines qui constituent les photopigments murins (von Schantz et al., 1999). De la même manière 

chez le rat, dans les cellules ganglionnaires intrinsèquement photosensibles, l’ARNm Opn4 est sous contrôle 

circadien, tandis que le rythme d’expression de la mélanopsine est uniquement sous le contrôle de la 

lumière chez une espèce de rat (Hannibal et al., 2013) mais semble être circadienne chez une autre (Sakamoto 

et al., 2004a). Au final, il a été observé une modeste variation circadienne de l’intensité de la réponse des 

cellules ganglionnaires à mélanopsine du rat à la lumière (augmentation du gain) (Weng et al., 2009). 

D’autres rythmes circadiens d’expression génique ont été mis en évidence dans la rétine, comme celui de 

l’ARNm de la Nocturnine (Wang et al., 2001), une déadénylase qui contrôle la stabilité et la traduction des 

ARNm en raccourcissant la longueur de leur queue poly-adénylée. Le fait que le gène qui code la 

Nocturnine soit directement contrôlé par les dimères CLOCK/BMAL1 (Li et al., 2008) en fait d’ailleurs un gène 

de sortie de l’horloge. 
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Plusieurs molécules neuroactives sont libérées de manière rythmique. C’est le cas de la mélatonine et de la 

dopamine qui seront traitées plus en détail dans le paragraphe III.1.C /. C’est le cas aussi de plusieurs 

paramètres de la signalisation GABAergique (synthèse, libération, liaison à des sites spécifiques et taux de 

renouvellement) (Jaliffa et al., 2001). 

 

III.1.B / Au niveau physiologique 

La phagocytose des segments externes des photorécepteurs, si cruciale pour leur survie, est également 

sous contrôle circadien. Cette rythmicité a été démontrée dans un premier temps pour les bâtonnets 

(Goldman et al., 1980; LaVail, 1976), du fait de leur surnombre dans les rétines des rongeurs classiques de 

laboratoire, puis pour les cônes (Bobu and Hicks, 2009; Krigel et al., 2010). Ce rythme se traduit par un pic de 

forte intensité mais de courte durée qui survient environ 1-2 h après le début du jour. Ce pic de 

phagocytose est d’importance pour la survie des photorécepteurs car des animaux qui conservent un taux 

basal de phagocytose mais perdent ce pic voient s’installer des dysfonctionnements rétiniens avec l’âge 

(Nandrot et al., 2004). 

Le degré de couplage entre les cônes et les bâtonnets par les jonctions communicantes est aussi un 

phénomène sous contrôle circadien, ce qui permet aux bâtonnets d’utiliser la nuit le réseau neuronal des 

cônes et ainsi de faciliter la détection de signaux de faible intensité (Ribelayga and Mangel, 2010; Ribelayga et 

al., 2008). 

Les modifications circadiennes du réseau rétinien se reflètent au niveau de l’électrorétinogramme (ERG) : 

en conditions photopiques (qui reflètent le fonctionnement des cônes), la composante de l’ERG qui reflète 

le passage de l’influx nerveux dans la rétine interne, l’onde b, a une amplitude et une vitesse plus élevées le 

jour, mais également en jour subjectif (Barnard et al., 2006). 

D’autres rythmes circadiens ont été mis en évidence dans la rétine au niveau physiologique, comme la 

sensibilité aux contrastes qui est plus élevée le jour (Hwang et al., 2013), le pH extracellulaire qui est plus 

acide la nuit (Dmitriev and Mangel, 2001) ou encore la concentration extracellulaire d’adénosine qui est plus 

élevée la nuit (Ribelayga and Mangel, 2005). 

 

III.1.C / Mélatonine dit "tic", dopamine dit "tac" 

La mélatonine et la dopamine contrôlent de nombreux aspects de la physiologie rythmique de la rétine. 

Elles agissent de manière antiphasique : la mélatonine est produite de nuit (Tosini and Menaker, 1996, 1998a), 

comme dans l’épiphyse, tandis que la dopamine a un pic de libération le jour (Doyle et al., 2002a, 2002b; 

Pozdeyev and Lavrikova, 2000), de sorte qu’elles sont respectivement qualifiées de "signal de nuit" et de 

"signal de jour". Ainsi, elles ont par exemple des effets antiphasiques sur la rythmicité des acides-aminés 

libres (Pozdeyev et al., 2000), ou encore sur la synthèse du NO (Vielma et al., 2012). Elles se contrôlent 

également mutuellement : la mélatonine inhibe la libération de la dopamine (Dubocovich, 1983) tandis que 

la dopamine inhibe la synthèse et la libération de la mélatonine (Nguyen-Legros et al., 1996; Tosini and Dirden, 

2000). 

La rythmicité circadienne de la dopamine est cependant à nuancer, parce qu’elle ne survient pas chez les 

souris déficientes en mélatonine : le rythme n’est présent qu’en condition LD (Doyle et al., 2002a; Nir et al., 

2000). En revanche, le rythme circadien de l’ARNm Aanat (l’AANAT est l’enzyme qui contrôle la rythmicité 

de la synthèse de la mélatonine) est maintenu lorsque le rythme de dopamine est aboli (Sakamoto et al., 
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2006). Etant donné que le gène Aanat est placé sous le contrôle direct des dimères CLOCK/BMAL1 grâce à 

une séquence "boîte E" de son promoteur (Chen and Baler, 2000; Fukuhara et al., 2004), il est vraisemblable 

d’envisager que le rythme de mélatonine n’ait pas besoin d’une rythmicité de la dopamine pour survenir. 

Ainsi, la régulation circadienne de la dopamine nécessite la mélatonine, mais l’inverse n’est pas vrai (le 

rythme de mélatonine est indépendant de celui de la dopamine). Cependant, le rôle de la dopamine 

comme signal de jour est potentiellement maintenu chez les souris déficientes en mélatonine parce 

qu’elles ont un rythme d’expression du gène qui code le récepteur dopaminergique D4 (qui est d’ailleurs le 

récepteur par lequel la dopamine inhibe la synthèse de mélatonine) (Jackson et al., 2011). 

 

III.1.C.a / La dopamine en action 

La libération de dopamine est sous le contrôle de la mélatonine (Doyle et al., 2002a; Dubocovich, 1983), mais 

la synthèse et la libération de la dopamine sont également sous le contrôle de la lumière (Iuvone et al., 1978; 

Nir et al., 2000). 

Il existe cinq sous-types de récepteurs à la dopamine (D1-D5) dont quatre sont répartis dans toute la rétine 

(D3 manque à l’appel semble-t-il (Jackson et al., 2009)), tous couplés à la voie de l’AC et classés en deux 

familles (Witkovsky, 2004) : 

- La famille du type D1 inclut les récepteurs D1 et D5 qui activent l’AC 

- La famille du type D2 inclut les récepteurs D2, D3 et D4 qui inhibent l’AC 

Le concept actuellement avancé est que les effets de la "dopamine circadienne" passent par les récepteurs 

de la famille D2 tandis que les effets de la "dopamine photique" passent par la famille D1 (Jackson et al., 

2012). Quelques données vont dans le sens de la confirmation de ce concept (Ribelayga and Mangel, 2003; 

Ribelayga et al., 2008), tout comme le fait que l’expression du récepteur D4 est sous contrôle circadien 

(Jackson et al., 2011), mais sont encore insuffisantes pour en faire une généralité. 

La dopamine a des rôles très larges dans la rétine. Elle régule la phosphorylation de protéines dans les 

photorécepteurs (Pozdeyev et al., 2008), module la réponse des cellules ganglionnaires intrinsèquement 

photosensibles à la lumière (Van Hook et al., 2012) tout comme le rythme d’expression des gènes qui codent 

la mélanopsine et le PACAP (Sakamoto et al., 2005), contrôle l’expression d’Adcy1 (le gène qui code l’AC1) 

(Jackson et al., 2011), influence la phagocytose des segments externes des photorécepteurs (Masri et al., 1996) 

ainsi que le couplage des photorécepteurs par les jonctions communicantes (Ribelayga et al., 2008), ou 

encore sensibilise les cellules bipolaires de bâtonnets à la lumière via le GABA (Herrmann et al., 2011). La 

dopamine influence également la survie des PR dans un modèle murin de dégénérescence rétinienne 

(Ogilvie and Speck, 2002) et le degré de vice de réfraction chez un modèle primate de myopie (Iuvone et al., 

1991). 

Une étude récente décrit l’effet de la délétion conditionnelle de la TH dans la rétine sur différents aspects 

de la fonction visuelle (Jackson et al., 2012). Ces souris ont une acuité visuelle et une sensibilité aux 

contrastes réduites le jour. Leur ERG est normal en conditions scotopiques, en revanche il est d’amplitude 

réduite en conditions photopiques et sa composante circadienne est alors perdue. Des souris invalidées 

pour le récepteur D4 ont, quant à elles, une sensibilité aux contrastes réduite au niveau de la nuit, comme 

si leur rétine était bloquée dans un "état de nuit" (Hwang et al., 2013). La dopamine reconfigure donc la 

rétine le jour, notamment en favorisant la signalisation des cônes, de manière à lui permettre de répondre 

aux conditions de forte intensité lumineuse. 

Outre son effet sur la physiologie rétinienne, la dopamine est également capable d’exercer une influence 

sur l’horloge rétinienne (ceci sera décrit dans le paragraphe III.7 /). 
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III.1.C.b / La mélatonine en action 

Comme la dopamine, la synthèse de mélatonine est également régulée par la lumière : la présence de 

lumière la nuit fait chuter la synthèse de la mélatonine. L’AANAT est régulée, par la lumière comme par 

l’horloge, au niveau de sa synthèse et de son activité. La lumière comme l’horloge exercent ce contrôle via 

l’AMPc : la lumière provoque une diminution de la concentration de l’AMPc dans les photorécepteurs 

(parce que l’activité de l’AC1 dépend du calcium dont la concentration diminue par la fermeture des canaux 

ioniques dépendants du GMPc qui fait suite à la cascade de phototransduction détaillée dans le paragraphe 

II.1.B.a /) et ceci favorise la dégradation de l’AANAT et diminue l’expression de son gène qui comporte des 

séquences CRE dans son promoteur. L’horloge quant à elle contrôle l’expression de l’AC1, mais également 

directement celle du gène Aanat qui comprend une séquence "boîte E" dans son promoteur. (Tosini et al., 

2006) 

La mélatonine exerce ses effets via trois sous-types de récepteurs : MT1, MT2 et MT3. Les récepteurs MT1 

et MT2 sont largement distribués dans toute la rétine (McMahon et al., 2014). La mélatonine est impliquée 

dans le contrôle de l’ERG et de la pression intraoculaire et favorise la survie des photorécepteurs et des 

cellules ganglionnaires au cours du vieillissement chez la souris (Alcantara-Contreras et al., 2011; Baba et al., 

2009), mais elle augmente la sensibilité des photorécepteurs à la phototoxicité chez le rat (Sugawara et al., 

1998; Wiechmann and O’Steen, 1992). 

Contrairement à la dopamine, il existe peu de données sur les effets possibles de la mélatonine sur 

l’horloge rétinienne. La comparaison de souches de souris synthétisant et ne synthétisant pas la mélatonine 

indique que les protéines PER1 et CRY2 ne sont pas rythmiques chez la souche déficientes en mélatonine 

(Dinet et al., 2007), tandis que la comparaison de souris synthétisant la mélatonine avec la même souche 

invalidée pour les récepteurs mélatoninergiques MT1 et MT2 montre dans les deux cas une rythmicité des 

deux protéines, mais avec des acrophases de PER1 en antiphase (Dinet and Korf, 2007). 

 

III.2 / Mise en évidence de l’horloge rétinienne 

L’horloge de la rétine fut la première horloge secondaire de mammifère mise en évidence après la 

découverte de celle des SCN. Elle fut dévoilée chez le hamster doré en 1996 par Michael Menaker et 

Gianluca Tosini (Tosini and Menaker, 1996) qui montrèrent un rythme de sécrétion de la mélatonine par des 

rétines cultivées en conditions constantes, rythme entraîné par la lumière (Figure 16) et thermiquement 

compensé (Tosini and Menaker, 1998b). Elle présente donc tous les paramètres requis pour être qualifiée 

d’horloge à part entière. 

La présence de cette horloge fut ensuite démontrée chez de nombreuses autres espèces de mammifères, y 

compris le rat (Buonfiglio et al., 2014; Sakamoto et al., 2004b) et la souris (Ruan et al., 2008; Tosini and Menaker, 

1998a). 
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Figure 16 : Rythme de sécrétion de la mélatonine par des rétines 

de hamster doré en culture. (Tosini and Menaker, 1996) 

Ce rythme suit le rythme d’alternance lumière / obscurité imposé 

au tissu, y compris lors d’un décalage de phase, et persiste en 

obscurité constante.  

 

 

III.3 / Dialogue entre horloges 

L’horloge rétinienne des mammifères a beau être connue depuis près de 20 ans, peu de choses sont 

finalement sues à son propos, et notamment quelle est sa part de contrôle des rythmes dans la rétine et 

quelle est la part de l’influence d’autres horloges et oscillateurs. Les seuls rythmes rétiniens pour lesquels 

un contrôle par l’horloge rétinienne a été démontré sont : 

- Le rythme de sécrétion de la mélatonine : voir le paragraphe III.2 /, puis confirmé chez la souris (Tosini 

and Menaker, 1998a) ainsi que chez le rat (Sakamoto et al., 2004b) 

- Les rythmes de gènes de sortie de l’horloge dans des rétines en culture : Aanat et c-fos (Buonfiglio et al., 

2014) 

- Le degré de couplage des cônes et des bâtonnets par les jonctions communicantes (Ribelayga and Mangel, 

2010; Ribelayga et al., 2008) 

- Le rythme de l’ERG et de l’expression du gène de sortie de l’horloge Dbp (Storch et al., 2007). Le fait 

d’avoir montré qu’une composante de l’ERG est sous contrôle de l’horloge rétinienne indique que cette 

horloge a un rôle fonctionnel au niveau local, ce qui est confirmé par les anomalies de l’ERG observées 

chez des souris invalidées à la fois pour Cry1 et Cry2 (Cameron et al., 2008). Il a également été montré que 

la composante circadienne de l’ERG est perdue chez des animaux invalidés pour la mélanopsine (Barnard 

et al., 2006) et pour la TH (Jackson et al., 2012), ce qui confère aux cellules à mélanopsine et 

dopaminergiques une position importante dans le contrôle circadien de l’ERG. 

Comme nous l’avons vu dans le paragraphe I.3.A.f /, certains rythmes dans la rétine dépendent des SCN, et 

il est vraisemblable d’envisager l’influence d’autres oscillateurs, comme celui de la cornée (Yoo et al., 2005), 

ou plus proche encore celui du RPE (Baba et al., 2010). Le contrôle de la phagocytose des segments externes 

des photorécepteurs est d’ailleurs un processus qui réclame la coordination étroite de la rétine et du RPE 

(Nguyen-Legros and Hicks, 2000). La phagocytose des segments externes des photorécepteurs suit un rythme 

circadien (LaVail, 1980) dont le contrôle est partagé par une horloge oculaire et l’horloge des SCN : ce 

rythme se maintient lorsque les SCN sont lésés (Terman et al., 1993) mais ne peut pas être ré-entraîné par un 

nouveau rythme LD lorsque le nerf optique est sectionné (Teirstein et al., 1980). Il a été récemment montré 

que l’une des étapes cruciales de ce processus, à savoir l’exposition de phosphatidylsérine sur les segments 

externes, a un rythme journalier qui est dépendant du RPE (Ruggiero et al., 2012), mais l’étude ne s’est pas 



40 INTRODUCTION 

 

penchée sur ce qu’il en serait d’un éventuel rythme circadien. Enfin, une étude très récente a identifié dans 

des extraits de globes oculaires 365 transcrits rythmiques dont plusieurs peuvent potentiellement être 

directement contrôlés par des protéines horloge (d’après l’étude de leurs séquences promotrices) dans la 

rétine aussi bien que dans le RPE (Mustafi et al., 2013). 

En retour, il est vraisemblable que la rétine exerce sur l’horloge des SCN une influence qui s’étend au-delà 

de la simple transmission des informations photiques. La première évidence est le fait que la période 

endogène d’activité locomotrice est modifiée par la perte des photorécepteurs et par l’énucléation (Lupi et 

al., 1999; Yamazaki et al., 2002). Une évidence plus directe encore a été apportée par une étude qui indique 

que le rythme de phosphorylation des MAP kinases est aboli dans la partie cœur des SCN d’animaux 

énucléés, alors qu’il est maintenu dans les autres régions des SCN (Lee et al., 2003). 

 

III.3.A / La voie rétrograde des cellules ganglionnaires à mélanopsine 

Toute une circuiterie centrifuge a petit à petit été mise en évidence dans la rétine, impliquant la 

transmission d’informations entre les cellules ganglionnaires à mélanopsine vers les cellules amacrines 

dopaminergiques. Le détail des connaissances concernant cette circuiterie sera présenté dans le 

paragraphe III.5.C /. Il est possible d’envisager que des signaux rétrogrades issus des SCN cheminent dans 

le tractus rétino-hypothalamique jusqu’aux cellules ganglionnaires à mélanopsine et soient ensuite diffusés 

par cette voie dans toute la rétine (Kolb, 2007b). Le fait que le rythme de phagocytose des segments 

externes des photorécepteurs ne puisse pas être ré-entraîné par un nouveau rythme LD lorsque le nerf 

optique est sectionné est d’ailleurs un argument qui va dans ce sens (Teirstein et al., 1980). 

 

III.3.B / La voie rétrograde des fibres histaminergiques 

Une autre voie rétrograde existe dans la rétine, mais elle est encore assez mal connue : il s’agit de fibres 

histaminergiques issues de neurones hypothalamiques, cheminant dans le nerf optique, et finissant leur 

course dans la rétine. 

Les premières mises en évidence de fibres projetant dans l’IPL (et occasionnellement dans l’OPL) de la 

rétine chez le mammifère ont été réalisées très tôt chez singe (Honrubia and Elliott, 1970; Polyak, 1941) et chez 

l’Homme (Honrubia and Elliott, 1968). 

Plus récemment, il a été montré que des fibres histaminergiques issues des noyaux tubéro-mamillaires de 

l’hypothalamus projettent dans l’INL de la rétine de singe en cheminant dans le nerf optique puis au milieu 

des fibres optiques (Gastinger et al., 1999). La même équipe révéla plus tard que des récepteurs 

histaminergiques sont exprimés sur les dendrites des cellules bipolaires de type ON chez le singe et sur les 

cellules amacrines dopaminergiques chez le rat (Gastinger et al., 2006). Enfin, les données les plus récentes 

indiquent que les cellules dopaminergiques murines répondent à l’histamine par une augmentation du taux 

intracellulaire de calcium (Frazão et al., 2011). 

 

III.4 / Composition de l’horloge rétinienne 

La composition moléculaire du mécanisme horloger de la rétine est loin d’être aussi bien connue que celle 

des SCN (cf. paragraphes I.3.A.a / et I.3.A.b /). Cependant, le fait que la mutation tau ait dans la rétine des 
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effets similaires à ceux qui sont connus dans les SCN (se reporter au paragraphe I.3.A.c /) laisse supposer 

que le mécanisme de base est le même (Grace et al., 1996; Tosini and Menaker, 1996). L’étude ayant réalisé la 

délétion conditionnelle de Bmal1 dans la rétine (Storch et al., 2007) a montré que la rythmicité des gènes 

Rev-Erbα et Dbp est perdue et que celle des gènes horloge Per1, Per2 et Cry1 est défectueuse, ce qui 

suggère que les gènes du cœur de l’horloge sont les mêmes dans la rétine que dans les SCN, et que parmi 

eux Bmal1 est irremplaçable. L’étude qui apporte le plus de renseignements sur le fonctionnement du 

mécanisme rétinien a observé l’impact de différentes invalidations de gènes horloge sur le fonctionnement 

de l’horloge elle-même par bioluminescence chez la souris (Ruan et al., 2012). Les auteurs montrent que, 

pour la rétine comme pour les SCN, les gènes Per1, Cry1 et Clock sont individuellement indispensables à la 

machinerie horlogère, avec des effets plus prononcés de l’invalidation dans la rétine par rapport aux SCN, 

tandis que les gènes Per2, Per3 et Cry2 sont dispensables dans les deux structures. Comme pour les SCN, la 

redondance des gènes Cry est confirmée dans la rétine puisque leur double délétion mène à l’arythmie 

complète. Des différences sont cependant soulignées entre les deux structures à propos du rôle des gènes 

Per puisque la délétion de Per3, qui n’a pas d’effet dans les SCN, raccourcit la période de l’horloge 

rétinienne, tandis que la perte d’un seul allèle Per1 provoque une augmentation de la période dans les SCN 

mais un raccourcissement dans la rétine. 

Plusieurs études ont cherché à décrire la rythmicité des différents gènes horloge dans la rétine entière chez 

le rat (Kamphuis et al., 2005; Sandu et al., 2011; Schneider et al., 2010; Tosini et al., 2007a) et chez la souris (Peirson 

et al., 2006). Il en ressort que les gènes horloge sont exprimés de manière circadienne dans la rétine, 

souvent avec des amplitudes faibles, et avec une caractéristique particulière chez le rat, à savoir des phases 

assez proches. Mais, ainsi que l’a montré la partie I / de cette introduction, la rétine est un tissu 

pluristratifié et constitué d’une multitude de types cellulaires pouvant abriter des oscillateurs distincts, 

comme cela s’est révélé être le cas pour les SCN par exemple. En effet, bien que le SCN pris dans son 

ensemble exprime des rythmes forts, un examen rapproché en a révélé des subdivisions dorso-ventrale et 

antéro-postérieure qui ont des propriétés différentes (se référer au paragraphe I.2.A /). Au niveau de la 

rétine, citons deux études qui suggèrent l’existence d’un système multi-oscillant : la première montre que 

la dégénérescence de la rétine interne chez le rat affecte la rythmicité de certains gènes et pas d’autres 

dans les photorécepteurs (Sakamoto et al., 2006), et la seconde montre chez la souris que des gènes horloge 

sont rythmiques dans la rétine interne comme dans la rétine externe mais que certains sont en antiphase 

entre les deux compartiments (Dkhissi-Benyahya et al., 2013). Ceci peut expliquer pourquoi, en comparaison 

d’autres tissus (cœur et poumon), l’amplitude des variations d’expression des gènes horloge est faible dans 

les SCN et pratiquement nulle dans la rétine chez la souris (Peirson et al., 2006). 

Il semble donc sensé de reconsidérer la question de la composition de l’horloge rétinienne à l’aune de sa 

localisation. 

 

III.5 / Localisation de l’horloge rétinienne 

III.5.A / Expression localisée des gènes horloge 

Alors qu’il semble clair que l’horloge rétinienne est localisée dans la rétine externe chez les espèces 

vertébrées non mammifères, la situation semble plus complexe chez les mammifères (McMahon et al., 2014) 

(Figure 17). La plupart des études qui ont cherché à connaître la localisation tissulaire et cellulaire de 

l’horloge rétinienne des mammifères ont utilisé les techniques d’hybridation in situ et de PCR quantitative 

(associée à un isolement des types cellulaires). Ces techniques, bien que particulièrement adaptées à la 

détection de rythmes d’expression génique dans des populations cellulaires identifiées, ne donnent pas 
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d’indices sur la fonctionnalité d’un oscillateur potentiellement révélé, particulièrement lorsqu’elles sont 

appliquées ex vivo et en cycle LD. 

Il en résulte, dans les grandes lignes, qu’une machinerie horlogère serait présente plutôt dans la rétine 

interne chez le rat, mais exprimée à faible niveau et avec la capacité d’osciller uniquement en cycle LD dans 

les photorécepteurs. Chez la souris, les études sont plus nombreuses mais apportent des indications 

contradictoires, notamment en ce qui concerne les photorécepteurs et le fait qu’ils co-expriment différents 

gènes horloge. Les données sont un peu plus consensuelles au sujet de la capacité de la rétine interne de la 

souris à exprimer une machinerie horlogère, notamment du fait de la co-expression de plusieurs gènes 

horloge dans les différents types cellulaires (Ruan et al., 2006), à l’exception d’une étude qui va en sens 

inverse (Dkhissi-Benyahya et al., 2013). Une unique étude a porté sur l’expression de l’ensemble des protéines 

horloge et laisse ouverte la possibilité d’une horloge dans chacune des trois couches nucléaires de la rétine 

de souris (Liu et al., 2012). 

 Souris Rat 

 

GCL 

Per1 (+) (Witkovsky et al., 2003) 

Per1 (+) (Yujnovsky et al., 2006) 

Per1 (+) (Dinet et al., 2007) 

Cry1 (+), Cry2 (++) (Miyamoto and Sancar, 1998) 

Per1, Per2, Cry1, Cry2, Clock, Bmal1 (Co+) (Ruan 

et al., 2006) 

Clock, Bmal1, Per1 (+) (Gekakis et al., 1998) 

GCL 

Per1 (+), Per2 (-) (Namihira et al., 

2001) 

Clock, Bmal1 (++) (Namihira et al., 

1999) 

GCL+INL 

Per1, Per2, Per3, Cry1, Cry2, Clock, Bmal1, Rev-

Erbα, Rorα (+) (Dkhissi-Benyahya et al., 2013) 

INL 

Per1 (+) (Witkovsky et al., 2003) 

Per1 (+) (Dinet et al., 2007) 

Per1 (+) (Yujnovsky et al., 2006) 

Cry1 (+), Cry2 (++) (Miyamoto and Sancar, 1998) 

Bmal1, Clock, Cry1, Cry2, Per1, Per2 (Co+ : DA) ; 

Clock, Cry1, Cry2, Per1, Per2 (Co+ : BC 

bâtonnet) (Dorenbos et al., 2007) 

Per1, Per2, Cry1, Cry2, Clock, Bmal1 (Co+ : DA, 

HC, CA, BC) (Ruan et al., 2006) 

Clock, Bmal1, Per1 (+) (Gekakis et al., 1998) 

INL 

Per1 (++), Per2 (+) (Namihira et al., 

2001) 

Clock, Bmal1 (++) (Namihira et al., 

1999) 

PRL 

Per1 (+ C57Bl/6 et – C3H) (Dinet et al., 2007) 

Per1 (-) (Witkovsky et al., 2003) 

Per1 (++) (Yujnovsky et al., 2006) 

Per1, Per2, Per3, Cry1, Cry2, Clock, Bmal1, Rev-

Erbα, Rorα (+) (Dkhissi-Benyahya et al., 2013) 

Bmal1, Clock, Cry1, Cry2, Per1, Per2 (-) 

(Dorenbos et al., 2007) 

Per1, Per2, Cry1, Cry2, Clock, Bmal1 (Co-) (Ruan 

et al., 2006) 

Clock, Bmal1 et Per1 (Co+) (Gekakis et al., 1998) 

PRL 

Per1 (+), Per2 (-) (Namihira et al., 

2001) 

Clock, Bmal1 (+) (Namihira et al., 1999) 

Per1, Per2, (Sakamoto et al., 2006) 

Per1, Per3, Cry1, Cry2, Bmal1, Clock, 

Rev-Erbα, Rorα (+) ; Per2 et Npas2 (-) 

(Tosini et al., 2007b) 

Per1, Per2, Clock, Bmal1, Cry1, Cry2, 

RevErbα, Rorβ (+) (Sandu et al., 

2011) 

Clock, Bmal1, Per1, Per3, Cry2 (+) 

(Schneider et al., 2010) 

Figure 17 : Localisation des gènes horloge dans les différentes couches rétiniennes chez le rat et la souris. 

Ce bilan concerne la détection des ARNm des différents gènes du cœur de l’horloge sans tenir compte du fait que les 

auteurs aient vérifié ou non leur rythmicité. (+) = ARNm détecté ; (++) = ARNm fortement exprimé ; (-) = ARNm non 

détecté ; (Co) = co-expression des ARNm dans une même cellule ; DA = cellule dopaminergique ; BC = cellule 

bipolaire ; HC = cellule horizontale ; CA = cellule amacrine catécholaminergique. 



Une horloge m’a tapé dans l’œil 43 

 

La toute récente revue écrite par McMahon, Iuvone et Tosini (McMahon et al., 2014) détaille et confronte 

l’ensemble de ces études chez le rat et chez la souris et en conclut que : 

"Although several studies have investigated the presence of circadian clock genes (mRNA and protein) in the 

mammalian retina the results are contradictory and not conclusive about the type(s) of retinal cells that 

contain the circadian clock. Interpretation of these studies is complicated by the fact that they have used 

techniques with widely differing limits of detection (e.g. in situ vs. RT-PCR, vs. LCM RT-PCR, vs single cell RT-

PCR, vs. immunocytochemistry), and different methods of assessing the independence of cell populations 

(pharmacology vs. physical lesions vs. genetic lesions). Resolution of the existing ambiguities may lie in 

assays of individual cell rhythms in isolated cell culture to establish not just which retina cell types express 

clock genes, but which can act as functional circadian pacemakers" 

Les études ayant observé des rythmes circadiens (donc en DD) d’expression des différents gènes ou 

protéines horloge dans les différentes couches rétiniennes sont encore insuffisantes et n’aboutissent pas à 

des résultats identiques, comme le montre la Figure 18. 

 

Souris Rat 

GCL+INL 

Per1, Per2, Clock, Rorα (Dkhissi-Benyahya et al., 

2013) 

Per1, Per2, Cry1, Cry2, Bmal1 (Ruan et al., 2006) 

 

INL (cellules dopaminergiques) 

Per1 (Witkovsky et al., 2003) 

CRY2 (Liu et al., 2012) 

PRL 

Per1, Per2, Cry1, Cry2, Clock, Bmal1, Rev-Erbα, 

Rorα (Dkhissi-Benyahya et al., 2013) 

PER1, PER2, CRY2, CLOCK, BMAL1, NPAS2 (cônes) 

(Liu et al., 2012) 

PRL 

Per1, Per2, (Sakamoto et al., 2006) 

Cry1, Cry2, Rorβ (Sandu et al., 2011) 

Clock, Per3 (Schneider et al., 2010) 

Figure 18 : Rythmicité circadienne des gènes et protéines horloge dans les différentes couches rétiniennes chez le 

rat et la souris. 

Ce bilan concerne la détection de la rythmicité circadienne (en DD) des ARNm des différents gènes du cœur de 

l’horloge et de leurs protéines. 

 

III.5.B / Données fonctionnelles 

Les outils de suivi de l’expression génique précédemment cités peuvent également être utilisés sur des 

tissus en culture, mais les échantillons suivent alors leur rythme propre et se trouvent plus ou moins 

déphasés les uns par rapport aux autres et il devient alors particulièrement difficile de détecter des 

rythmes, notamment lorsqu’ils sont de faible amplitude. 

Un progrès considérable à ces obstacles a été apporté par les outils de fluorescence, puis de 

bioluminescence, qui permettent de suivre en temps réel l’expression d’un gène horloge dans un même 

échantillon et sur de longues périodes de temps. Les lignées de rongeur exprimant le gène rapporteur 

Luciférase (Luc) sous la dépendance de promoteurs de gènes horloge ont permis de révéler qu’une horloge 

est exprimée par la rétine dans son ensemble chez la souris (Ruan et al., 2008) mais pas chez le rat (Tosini et 

al., 2007b). Ces mêmes études ont également démontré une localisation de l’horloge rétinienne dans les 

photorécepteurs chez le rat et dans l’INL chez la souris. 
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III.5.B.a / Coup d’œil sur la couche des photorécepteurs du rat 

L’étude faite chez le rat (Tosini et al., 2007b) a consisté en la culture de PRL obtenues après dégénérescence 

de la rétine interne par excitotoxicité suite à l’exposition à de l’acide kaïnique. Ces échantillons ont 

présenté des oscillations en bioluminescence qui n’avaient pas ou très peu pu être observées avec des 

rétines entières issues d’animaux de la même lignée (Figure 19). Ceci suggère que l’horloge rétinienne est 

localisée dans la PRL chez le rat, et que la rythmicité de cette couche n’apparaît plus au niveau de la rétine 

entière parce que les autres couches expriment le gène horloge soit de manière constitutive (ce qui noie la 

rythmicité émanant de la PRL), soit de manière rythmique mais avec des phases différentes. 

 

Figure 19 : Enregistrements en bioluminescence de 

rétines entières et PRL isolées de rat Per1-Luc. 

(Tosini et al., 2007b) 

Des rétines entières et PRL de rats Per1-Luc sont 

cultivées sur du milieu DMEM. Les données de 

bioluminescence sont présentées après soustraction 

d’une ligne de base et un lissage sur 2 h autour de 

chaque point. Tous les échantillons de PRL sont 

rythmiques, mais seules 4 rétines sur 16 oscillent 

légèrement. 

 

 

III.5.B.b / Coup d’œil sur la couche nucléaire interne de la souris 

En ce qui concerne l’étude faite chez la souris (Ruan et al., 2008), l’approche a consisté à enregistrer avec une 

caméra les signaux de bioluminescence émanant de tranches verticales de rétines (passant au travers des 

trois couches). Des signaux oscillants se sont révélés visibles au niveau de l’INL (Figure 20), mais il est 

possible que des signaux d’intensité moindre aient pu être émis par les deux autres couches et passer 

inaperçus. En revanche des explants de rétines entières issues d’animaux de la même lignée émettent des 

signaux oscillants de grande amplitude et persistant plusieurs jours. 

Cette étude précise les données obtenues peu avant par les mêmes auteurs par l’enregistrement de rétines 

de souris après dégénérescence de la PRL (Figure 21). 
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Figure 20 : Enregistrements en 

bioluminescence de rétines de souris 

PER2::LUC en coupe transversale. (Ruan et 

al., 2008) 

Des coupes transversales de souris 

PER2::LUC sont cultivées sur du milieu 199 

après une préincubation de 24 h sur du 

milieu Neurobasal. (A) Identification des 

couches rétiniennes qui émettent un signal 

de bioluminescence (à droite) à partir 

d’une image de l’échantillon en fond clair 

(à gauche) : le signal émane principalement 

de l’INL. Barre d’échelle = 50 µM. (B) Suivi 

du rythme de bioluminescence d’une 

tranche durant 24 h avec une mesure de 

30 min toutes les 6 h. Barre d’échelle = 

100 µM. Flèches = membrane de culture. 

(C) Quantification du signal de 

bioluminescence émis par un échantillon 

enregistré durant 47 h avec une mesure de 

30 min toutes les 30 min. 

 

 

Figure 21 : Enregistrements en bioluminescence de rétines 

internes (GCL+INL) de souris PER2::LUC. (Ruan et al., 2006) 

Une fois la dégénérescence des photorécepteurs achevée, 

des rétines de souris PER2::LUC portant la mutation rd sont 

cultivées sur du milieu 199. 

 

 

 

III.5.C / L’hypothèse "cellules dopaminergiques" 

Les cellules dopaminergiques constituent un candidat idéal pour occuper une place centrale dans l’horloge 

rétinienne, en tout cas chez la souris. En effet, outre le fait de communiquer avec l’ensemble des types 

cellulaires rétiniens (cf. paragraphe II.2.E.b /), elles constituent un centre intégrateur des informations 

photiques issues de l’ensemble des cellules photosensibles de la rétine. Chez la souris, elles forment en fait 

une population hétérogène répondant de différentes manières à la lumière (Zhang et al., 2007) : 

- une partie de la population répond à la lumière en augmentant son taux de décharge de manière 

transitoire (type ON transitoire) 

- une autre partie répond à la lumière en augmentant son taux de décharge de manière soutenue (type 

ON soutenu) 

- enfin une partie (40% de la population) ne répond pas du tout à la lumière. 
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Ces réponses variées peuvent passer par des voies de signalisation différentes, les cellules 

dopaminergiques étant post-synaptiques aux cellules bipolaires (glutamatergiques) et amacrines 

(GABAergiques et glycinergiques). Elles proviennent en fait de partenaires différents : les cellules ON 

transitoires répondent aux cellules bipolaires de type ON via le récepteur mGluR6 (et donc répondent aux 

signaux photiques reçus par les photorécepteurs) alors que les cellules ON soutenues reçoivent un signal 

glutamatergique d’une source identifiée peu après (Zhang et al., 2008) : ce sont les cellules ganglionnaires à 

mélanopsine, dont les dendrites contactent effectivement ceux des cellules dopaminergiques (Vugler et al., 

2007) pour former des synapses véhiculant un signal rétrograde (Viney et al., 2007). Le dernier chapitre de 

cette histoire montre que la réponse ON soutenue des cellules dopaminergiques nécessite la présence de la 

mélanopsine et passe par les récepteurs AMPA et kainate (Zhang et al., 2012). Ainsi donc les cellules 

amacrines dopaminergiques intègrent des signaux photiques issus des photorécepteurs et des cellules 

ganglionnaires à mélanopsine, ce qui est confirmé par le fait que la réponse ON soutenue, mais pas 

transitoire, persiste chez des animaux dont les photorécepteurs ont dégénéré (Zhang et al., 2008). Une étude 

avait d’ailleurs montré dès 1980, chez le rat cette fois, que les cellules dopaminergiques continuent à 

répondre à la lumière malgré une dégénérescence des photorécepteurs (Morgan and Kamp, 1980). 

En plus de cette position de centre intégrateur des informations lumineuses, il a été montré que les cellules 

dopaminergiques murines expriment les protéines horloge PER1, CRY1, CRY2, CLOCK et BMAL1 (Gustincich 

et al., 2004) et co-expriment les gènes horloge dans une même cellule (Dorenbos et al., 2007; Ruan et al., 2006). 

Il semble donc vraisemblable que ces cellules aient une capacité oscillatoire circadienne endogène. 

 

III.6 / Communication intra-rétinienne 

La question de la communication entre éléments de l’horloge rétinienne commence tout juste à être 

défrichée. La mélatonine, la dopamine et le GABA, tous trois libérés de manière rythmique (cf. paragraphe 

III.1.A /), sont les principaux candidats pour coordonner les cellules oscillantes, d’autant plus qu’ils sont 

largement distribués dans la rétine comme cela a été décrit dans les paragraphes II.3.A / et II.3.B /. 

En prenant comme principal témoin de la synchronie des cellules rétiniennes l’amplitude des oscillations de 

bioluminescence émises par des rétines entières de souris, l’équipe de McMahon a montré en 2008 chez la 

souris que la communication horlogère intrarétinienne ne met en jeu ni les jonctions communicantes, ni 

des libérations de substances neuroactives dépendantes de canaux ioniques sensibles à la TTX (Ruan et al., 

2008). Cette étude montre également que de la dopamine, de la mélatonine, du GABA, du glutamate, de la 

glycine et de l’acétylcholine, aucune de ces molécules n’est nécessaire au maintien des oscillations de 

bioluminescence. Etant donné que le taux d’amortissement des oscillations est cinq fois plus élevé dans la 

rétine que dans les SCN, les auteurs concluent que le couplage cellulaire dans la rétine n’est pas un 

paramètre aussi crucial que dans les SCN, ce qui pourrait s’expliquer par le fait que ce tissu, étant chaque 

jour directement exposé au cycle lumière/obscurité, pourrait utiliser ce moyen direct de synchronisation 

plutôt que des voies internes de couplage. 

En revanche, la signalisation GABAergique module l’amplitude des oscillations de l’horloge rétinienne : le 

blocage des récepteurs GABAA et GABAC augmente l’amplitude des oscillations de bioluminescence de la 

rétine de souris, alors que leur activation diminue l’amplitude des oscillations jusqu’à les stopper à haute 

dose (Ruan et al., 2008). Cette étude ne permet pas de conclure sur le rôle exact du GABA dans la 

signalisation horlogère, mais les auteurs proposent qu’il favorise la dégradation des protéines PER par le 

biais de la CK1ε (qui est capable de s’associer avec les récepteurs GABAA, en tout cas dans les SCN (Ning et 

al., 2004)) afin de lever l’inhibition qu’elles exercent sur leur propre expression et initier un nouveau cycle. 
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Dans les SCN, le GABA a des effets qui vont dans le même sens puisqu’il y déstabilise les oscillations de 

l’horloge en diminuant la précision de la période exprimée par les cellules oscillantes et en favorisant leur 

désynchronisation (Freeman et al., 2013). 

 

III.7 / Entraînement de l’horloge rétinienne 

La voie d’entrée de la lumière pour l’entraînement et la remise à l’heure de l’horloge rétinienne n’est pas 

encore connue. Le seul indice actuellement disponible vient d’une souris invalidée pour la mélanopsine qui 

présente une perte de l’inductibilité des gènes Per1 et Per2 dans la rétine externe par une lumière à une 

longueur d’onde qui cible principalement la mélanopsine (Dkhissi-Benyahya et al., 2013). 

Nous avons vu dans le paragraphe III.5.C / que les cellules dopaminergiques intègrent des informations 

photiques issues de toutes les cellules photosensibles de la rétine. Plusieurs données confèrent à la 

dopamine un rôle dans l’entraînement de l’horloge rétinienne par la lumière. La première est le fait que 

l’induction de l’expression de Per1 par la lumière est diminuée chez des souris invalidées pour le récepteur 

D2 (Yujnovsky et al., 2006). La deuxième est le fait que la signalisation dopaminergique D1 provoque des 

décalages de phase de l’horloge rétinienne (Ruan et al., 2008). Ainsi, la dopamine n’est peut-être pas un 

élément essentiel à la construction de l’horloge rétinienne (cf. (Ruan et al., 2008) dans le paragraphe III.6 /) 

mais elle a vraisemblablement un rôle dans l’entraînement de l’horloge par la lumière. 

Cet effet pourrait se faire directement sur la machinerie horlogère des cellules oscillantes parce que la 

signalisation dopaminergique augmente l’activité transcriptionnelle des dimères CLOCK/BMAL1 en les 

libérant de CRY1 et en favorisant leur recrutement du co-activateur CBP (CREB Binding Protein), ce qui 

augmente l’expression de Per1 (Yujnovsky et al., 2006). 

En se basant sur l’hypothèse d’un rôle des cellules dopaminergiques comme pivot de l’entraînement de 

l’horloge rétinienne, une étude donne une place centrale aux photorécepteurs pour l’entrée des 

informations photiques : les effets d’induction de l’expression de c-fos dans les cellules dopaminergiques et 

d’augmentation de la libération de la dopamine induits par la lumière sont réduits chez des souris dont les 

bâtonnets sont incapables de réaliser la phototransduction (invalidation du gène Gnat1 (guanine nucleotide 

binding protein (G protein), alpha transducing activity polypeptide 1)) et complètement perdus chez des 

souris sans cônes ni bâtonnets (mutations rd/rd cl), alors qu’ils sont maintenus chez des souris Opn4
-/- 

(Cameron et al., 2009). L’apparente contradiction entre ces données et celles de l’étude présentée un peu 

plus haut (Dkhissi-Benyahya et al., 2013) peut s’expliquer par le fait que, dans ce dernier cas, le stimulus 

lumineux ciblait spécifiquement les cellules à mélanopsine, tandis que dans l’étude de Cameron la 

stimulation n’était pas spécifique (lumière blanche). Il est donc tout à fait justifié d’envisager un rôle de 

l’ensemble des types cellulaires rétiniens photosensibles pour l’entraînement de l’horloge rétinienne. 
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IV / Conclusion… de l’introduction 

Les connaissances sur l’horloge rétinienne présentent des lacunes à tous les niveaux considérés : 

- La composition moléculaire de l’horloge devra être ré-adressée de manière affinée lorsque sa 

localisation au sein des différentes couches et des différents types cellulaires aura été déterminée. 

- Les données actuelles sur la localisation de l’horloge rétinienne dessinent les contours d’un réseau 

multi-oscillant, mais il manque des données fonctionnelles décrivant l’organisation de l’horloge 

rétinienne au sein des trois couches et au sein des différents types cellulaires. Les deux études qui 

apportent des indices fonctionnels sur cette question restent incomplètes. 

- Il semble peu plausible qu’un réseau multi-oscillant fonctionne sans communication entre les 

différentes entités qui le composent, ou qui éventuellement cohabitent de manière plus ou moins 

indépendante les unes des autres, ne serait-ce qu’à cause de la nécessité de transmettre les 

informations photiques aux cellules rétiniennes oscillantes qui ne sont pas photosensibles (à moins 

qu’une capacité de photoréception des protéines CRY n’y soit finalement mise en évidence (Hoang et al., 

2008)). Il est possible d’envisager des réseaux redondants de communication qui masqueraient 

l’importance unitaire de chaque entité (au même titre que la redondance des entités moléculaires 

composant l’horloge rend difficile la mise en évidence de la place de chacune). 

- L’horloge rétinienne dispose de plusieurs types de cellules photosensibles réparties dans plusieurs de 

ses couches et spécialisées dans la réception de différents types d’informations lumineuses (intensité, 

longueur d’onde…). Pour aborder la question de son entraînement par la lumière, il faut considérer 

qu’elle puisse utiliser l’ensemble de ces canaux, de même que ce qui a été montré pour les SCN (cf 

paragraphe II.2.F.b /). 
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Figure 22 : Dessin de rétine de Ramón y Cajal, vers 1890-1900. 

1. Couche des photorécepteurs. 2. Membrane limitante externe. 3. Couche granulaire externe. 4. Couche plexiforme 

externe. 5. Couche granulaire interne. 6. Couche plexiforme interne. 7. Couche des cellules ganglionnaires. 8. Couche 

des fibres optiques. 9. Membrane limitante interne. A. Cellules pigmentées. B. Cellules épithéliales. a. Bâtonnets. b. 

cônes. c. Noyau de bâtonnet. d. Noyau de Cône. e. Cellule horizontale large f. Cellule bipolaire de cône. g. Cellule 

bipolaire de bâtonnet. h. Cellule amacrine. i. Cellule ganglionnaire géante. j. Petite cellule ganglionnaire. Ce dessin est 

commenté dans (Wade, 2008).  
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I / Objectifs 

Les objectifs de ce travail de thèse sont : 

 

1. De mettre au point un outil d’étude des propriétés intrinsèques de l’horloge rétinienne 

Les propriétés intrinsèques de l’horloge rétinienne seront rendues accessibles par le travail en conditions in 

vitro, à partir d’explants rétiniens de deux espèces de rongeurs (rat et souris) maintenus en culture. Pour ce 

faire, nous optimiserons une méthode de culture qui sera dédiée à l’enregistrement des échantillons en 

bioluminescence et développerons une stratégie d’analyse des données acquises. 

 

2. De répondre à la question de la localisation de l’horloge rétinienne au sein des trois couches 

Nous déterminerons, chez deux espèces de rongeurs (rat et souris), quelles couches rétiniennes abritent un 

oscillateur fonctionnel et autonome susceptible de faire partie de l’horloge rétinienne. 

Pour l’aspect autonome, nous utiliserons la culture de couches rétiniennes isolées en conditions de libre 

cours. 

Pour l’aspect fonctionnel, nous travaillerons avec des lignées transgéniques exprimant le gène rapporteur 

Luciférase sous le contrôle de promoteurs de gènes du cœur de l’horloge, ce qui nous donnera accès au 

suivi longitudinal du fonctionnement de l’horloge elle-même. 

 

3. De comprendre comment les oscillateurs des couches rétiniennes communiquent 

Cette question sera abordée en cultivant les couches rétiniennes deux par deux, soit en maintenant les 

connexions synaptiques soit en les coupant, et en comparant leur comportement oscillatoire à celui de la 

rétine entière et des couches isolées. 

Nous explorerons quelles substances neuroactives sont susceptibles d’être impliquées dans cette 

communication à l’aide d’une approche pharmacologique ciblant les principaux neurotransmetteurs 

rétiniens et appliquée à la rétine entière. 

 

4. De caractériser les propriétés d’entraînement de l’horloge rétinienne 

La rétine étant un tissu photosensible et directement entraînable par la lumière, nous chercherons à 

comprendre de quelle manière la lumière affecte l’horloge rétinienne en observant quels paramètres des 

oscillations des gènes du cœur de l’horloge sont modifiés en présence de lumière par rapport aux 

conditions de libre cours. 

Nous déterminerons enfin si l’AMPc a la capacité d’entraîner d’horloge rétinienne. 
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Organisation du manuscrit 

 

 

La présentation des résultats se fera sous la forme de deux articles suivis d’une partie décrivant quelques 

données supplémentaires. 

Le premier article comportera la description de la mise au point des conditions de culture pour le suivi en 

bioluminescence d’explants rétiniens de rat (Objectif n°1). 

Le second article, en cours de préparation, regroupera les résultats ayant trait aux Objectifs n°2 et 3. 

Enfin, la dernière partie des résultats abordera dans un premier temps l’Objectif n°4 et s’achèvera par la 

présentation de quelques informations qui concernent l’horloge rétinienne au cours de la maturation de la 

rétine. 

 

Afin de faciliter la lecture des deux articles, leurs bibliographies respectives figureront sur des feuilles de 

couleur localisées à la fin de chaque article. 

 

Etant donné que les "Materials and Methods" des deux articles inclus dans la partie "Résultats" détaillent 

l’essentiel des méthodes utilisées pour l’ensemble de mes travaux de thèse, je ne décrirai dans la partie 

"Matériels et Méthodes" de ce manuscrit que le développement des méthodes mises en œuvre (la culture 

des explants rétiniens et l’analyse des données de bioluminescence), qui représente une part importante 

de mon travail de thèse. 
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II / Stratégie expérimentale : la bioluminescence 

Toute une gamme de lignées de rongeurs transgéniques existe pour l’étude de l’horloge circadienne en 

bioluminescence. Ces lignées sont basées sur un transgène qui exprime le gène rapporteur Luciférase sous 

la dépendance du promoteur de l’un des gènes horloge. Ces lignées sont idéales pour avoir une vision 

directe du fonctionnement du cœur de l’horloge et la bioluminescence a de nombreux avantages : elle 

permet un suivi peu invasif, quasi continu, longitudinal et durable des oscillations d’un gène horloge. Les 

oscillations de l’activité de bioluminescence enregistrées fournissent des informations sur la période, la 

phase, l’amplitude et le taux d’amortissement du rythme du gène horloge ciblé dans un tissu in vivo ou 

isolé du reste de l’organisme (en culture). 

Nous disposons au laboratoire de trois lignées transgéniques bioluminescentes : une lignée de rats Per1-Luc 

(Yamazaki et al., 2000) et deux lignées de souris (PER2::LUC (Yoo et al., 2005) et RevErbα-Luc (non publié)). Mon 

travail de thèse a été essentiellement basé sur l’utilisation des lignées Per1-Luc et PER2::LUC. La Figure 23 

montre un exemple d’enregistrement de SCN de la lignée PER2::LUC en culture obtenu au laboratoire. 
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Figure 23 : Enregistrement en 

bioluminescence d’un SCN de 

souris en culture. 

La bioluminescence reflète le 

niveau d’expression de la 

protéine horloge PER2. 

Le panneau du haut représente 

les données brutes, celui du 

bas représente les mêmes 

données auxquelles a été 

soustraite une ligne de base 

(moyenne mobile sur 24h) afin 

d’aligner les oscillations sur 

une ligne horizontale en zéro. 

Données du Dr Jorge Mendoza. 
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II.1 / La réaction de bioluminescence et son enregistrement 

La Luciférase de luciole (Photinus pyralis) est une enzyme michaélienne de 600 acides aminés (soit 61 kDa), 

monomérique, qui ne subit pas de modifications post-traductionnelles et qui est rapidement dégradée. Ces 

paramètres en font un rapporteur de haute résolution temporelle. De plus, l’absence de nécessité d’une 

source d’excitation (comme pour la fluorescence) et la facilité de détection de son activité lui confèrent un 

haut rapport signal / bruit de fond. Elle catalyse l’oxydation de la luciférine en oxyluciférine en présence 

d'ATP et d'ions Mg2+ (Figure 24), une réaction qui libère des photons d’une longueur d’onde de 612 nm à 

37°C (Zhao et al., 2005). Lorsque les substrats de la réaction sont en quantité saturante, la quantité de 

photons émise est proportionnelle à la quantité d’enzyme, et reflète ainsi le niveau d’expression du gène 

dont elle est le témoin. 

 

 

Figure 24 : Réaction catalysée par la luciférase, à l’origine du phénomène de bioluminescence. 

 

Au laboratoire, nous enregistrons la bioluminescence à l’aide d’un LumiCycle (Actimetrix) qui permet 

l’enregistrement en boucle de 32 échantillons par vagues successives de 4 échantillons simultanés. La 

fréquence d’enregistrement peut être choisie dans un intervalle allant d’une fois par heure à une fois par 

minute. L’appareil a une très grande sensibilité et permet le maintien en culture dans des conditions 

contrôlées de température, mais uniquement dans le noir, sans CO2 et sans humidité. 

 

II.2 / La lignée de rats Per1-Luciférase 

La lignée de rats Wistar Per1-luc fut créée en 2000 (Yamazaki et al., 2000). Le transgène consiste en un 

fragment génomique de 6,7 kb du gène Per1 de souris (comprenant le promoteur et toute la séquence en 

aval jusqu’au codon d’initiation de la traduction) fusionné au deuxième codon de l’ADNc du gène Luc de 

luciole qui est lui-même fusionné au signal tardif de polyadénylation du virus SV40 (Figure 25). Le 

promoteur Per1 de souris contient cinq séquences "boîte E" qui permettent le contrôle de son activité par 

les dimères CLOCK/BMAL1 et NPAS2/BMAL1. 

 

 

Figure 25 : Transgène de la lignée de rats Per1-Luc. (Yamazaki et al., 2000). 

Ce schéma représente, de gauche à droite : le promoteur du gène Per1 avec 5 séquences "boîtes E", les deux premiers 

exons de Per1 séparés par le premier intron, la séquence codante du gène Luc et le fragment contenant le signal de 

polyadénylation. 
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Cette lignée contient environ douze copies du transgène par génome. La période de l’activité de roue est de 

24,43 h pour ces animaux transgéniques et de 24,33 h pour les animaux sauvages, ce qui indique que le 

transgène ne dérègle pas la machinerie moléculaire circadienne. Les auteurs montrèrent avec succès des 

oscillations de bioluminescence pour plusieurs tissus issus de ces animaux et maintenus en culture : les 

SCN, le muscle squelettique, le poumon et le foie. Ils observèrent que les oscillations se maintiennent 

beaucoup plus longtemps (jusqu’à 32 jours) dans les SCN que dans les autres tissus (2 à 7 jours) et que les 

SCN sont plus rapidement entraînés par un décalage du rythme LD que les autres tissus et que le rythme 

d’activité locomotrice. Les auteurs en déduisirent que l’horloge des SCN entraîne les oscillateurs 

périphériques pour les synchroniser sur le rythme environnemental et que la coordination entre les tissus 

est temporairement perdue lors de changements brutaux du cycle LD. (Yamazaki et al., 2000) 

 

II.3 / La lignée de souris PER2::LUCIFERASE 

La lignée de souris knock-in (KI) PER2::LUC fut générée sur un fond mixte (C57Bl/6J et 129SvEv) en 2004 

(Yoo et al., 2005). Nous utilisons au laboratoire des souris entièrement entretenues sur le fond génétique 

C57Bl/6J. Le transgène est un gène de fusion entre le gène Per2 de souris et le gène Luc : le fragment Luc 

est inséré entre le dernier exon et la séquence 3’ non codante (UTR3’) du gène Per2 (Figure 26). De cette 

manière, une protéine de fusion PER2::LUC est produite et l’activité de la Luciférase de cette lignée ne 

reflète pas uniquement l’activité du promoteur Per2 mais également toute la vie de la protéine PER2. Nous 

utilisons des souris KI/KI dans lesquelles les deux allèles sont modifiés. 

 

 

Figure 26 : Transgène de la lignée de souris PER2::LUC (Yoo et al., 2005). 

Ce schéma représente, de haut en bas : 

- La partie du locus Per2 qui accueillera le transgène, flanquée de deux séquences de restriction pour EcoRI et 

comprenant les exons 19 à 23 et l’UTR3’ du gène. 

- Le vecteur contenant une séquence codant la toxine diphtérique et le transgène avec la séquence codante 

Luc, le gène de résistance à la néomycine encadré de sites loxP, et l’UTR3’. 

- L’allèle Per2 génétiquement modifié. 

 

Pour cette lignée également des contrôles de la perturbation éventuelle de la machinerie horlogère furent 

réalisés (période endogène et amplitude du rythme d’activité locomotrice, niveau d’activité quotidienne, 
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degré de décalage du rythme d’activité suite à un créneau de lumière) et montrent qu’il n’y a pas de 

différences entre animaux sauvages et transgéniques, ce qui indique que la protéine PER2 conserve ses 

propriétés endogènes. Avec ces animaux, les auteurs confirmèrent le caractère oscillatoire des SCN, du 

poumon et du foie en culture, et le montrèrent également pour la queue, la cornée, le rein, la glande 

pituitaire et l’aire rétro-chiasmatique. Mais ils montrèrent que le foie et le poumon sont capables d’osciller 

jusqu’à 20 jours au même titre que les SCN, et que la lésion des SCN ne mène pas à l’abolition des 

oscillations des tissus périphériques mais à leur désynchronisation. Suite à ces observations ils remirent en 

cause le fait que les oscillateurs périphériques ne puissent pas soutenir une activité oscillatoire en l’absence 

des SCN pour lui conférer un rôle, plus modeste, de coordinateur des phases des autres oscillateurs. (Yoo et 

al., 2005) 

Cette lignée fut utilisée dernièrement pour étudier l’horloge rétinienne (Ruan et al., 2008). Comme la rétine 

est un tissu photosensible, les auteurs vérifièrent que la lumière émise par la réaction de bioluminescence 

ne perturbe pas l’horloge rétinienne en comparant les oscillations d’échantillons enregistrés en présence 

de luciférine à celles d’échantillons auxquels la luciférine est ajoutée au bout de quelques jours. Ne voyant 

pas de différence entre les deux groupes d’échantillons (amplitude et phase des oscillations), ils en 

déduisirent que les photons émis par la réaction de bioluminescence n’affectent pas l’horloge rétinienne. 

 

 

 

L’intégralité de mon travail de thèse repose sur le suivi en bioluminescence de différentes préparations 

rétiniennes issues d’animaux Per1-Luciférase et PER2::LUCIFERASE maintenus en culture. Je vais donc 

maintenant présenter la mise au point des protocoles de culture, le développement de la technique de 

préparation des différents types d’échantillons rétiniens ainsi que nos outils d’analyse des données de 

bioluminescence. 

 



 

 

 

  

Matériels  & 

méthodes 

Ce que l’abeille éprouve en voyant les couleurs, 

nous ne pouvons évidemment pas l’imaginer. Nous 

ne connaissons déjà pas l’effet produit sur une 

autre personne par une couleur qu’elle appelle du 

même nom que nous. Car l’œil humain n’a jamais 

pu voir dans l’âme d’une autre personne. 

Karl von Frisch 
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Figure 27 : Illusion quand tu nous tiens… 

Les serpents tournants : une illusion de mouvement. Il n’est pas besoin de consignes pour percevoir cette illusion 

saisissante. Son mécanisme n’est pas décodé, mais est basé sur la répétition du motif et sur son agencement en 

marches d’escalier de différentes luminances. (Dans Cerveau & Psycho n°20 p.87-89) 

L’illusion d’Ehrenstein : une illusion de contraste. N’en déplaise à Coluche, on a découvert un blanc plus blanc que 

blanc : les lignes radiales donnent l’impression que la partie centrale du motif est plus lumineuse que le fond. (Dans 

Pour la science n°357 p.84-89) 

Ehrenstein version 3.0 : une illusion de couleur. Le fait de rajouter un anneau de couleur qui lie les extrémités internes 

des lignes radiales et un fond gris à l’intérieur de cet anneau donne l’impression que le fond gris prend la couleur 

complémentaire de l’anneau (jaune-vert). (Dans Pour la science n°357 p.84-89)  
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I / La culture 

La culture d’organes et tissus est un outil de choix dans l’étude des rythmes circadiens, parce qu’elle place 

de fait l’objet d’étude dans des conditions constantes (notamment vis-à-vis de la lumière et de la 

température) et à l’isolement d’influences potentielles du reste de l’organisme (et notamment des SCN), ce 

qui donne accès à son fonctionnement endogène. Elle n’est cependant pas suffisante puisqu’elle ne reflète 

pas la réalité de ce qu’il se passe dans le contexte d’un organisme entier et doit être complétée par des 

investigations in vivo pour pouvoir dessiner un portrait complet (autant que faire se peut) et réaliste du 

fonctionnement de l’organe. 

 

I.1 / La mise au point des protocoles de culture 

La première étape de ce travail fut le développement d’un protocole de culture adapté aux rétines de rat et 

de souris pour des enregistrements en bioluminescence à long terme (une semaine ou plus). La mise au 

point d’un tel protocole pour les rétines de rat est décrite dans l’Article 1, qui ouvre la partie "Résultats" de 

ce manuscrit. La mise au point du protocole de culture pour les échantillons de souris fut plus aisée puisque 

ce dernier est une version simplifiée du protocole développé chez le rat et est basé sur le protocole décrit 

par (Ruan et al., 2008). Dans les deux cas, une étape de préincubation de 24 h dans un milieu Neurobasal A 

avant le début des enregistrements en bioluminescence s’est révélée indispensable, permettant 

probablement aux échantillons de récupérer du stress de la dissection et plus encore de celui de la 

séparation des couches (Figure 28). De ce fait, les échantillons subissent, outre la dissection, au moins un 

changement de milieu de culture (qui est un renouvellement du milieu, mais aussi le passage sur un milieu 

différent) avant le début des enregistrements. Bien que nous n’ayons pas fait de tests statistiques sur cette 

question, il est vraisemblable que nous perdions alors les informations de phase des rythmes enregistrés, et 

de ce fait nous ne travaillerons pas sur ce paramètre, sauf pour certaines expériences réalisées à heure fixe 

et dont la préparation des échantillons est réalisée dans court laps de temps. 

 

Figure 28 : Protocoles de culture utilisés pour les échantillons rétiniens issus du rat (en haut) et de la souris (en bas). 

Toute la procédure est réalisée à l’obscurité (avec une lumière rouge pour les changements de milieu) et débute par 

une incubation de 24 h en milieu Neurobasal A dans un incubateur à 5 % de CO2. Les enregistrements sont réalisés 

dans des boîtes de culture scellées et en milieu 199 tamponné pour un taux de CO2 atmosphérique. 
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I.2 / Les coupes au vibratome 

Le développement des coupes de rétine au vibratome a représenté la plus grande part du travail de mise au 

point technique que j’ai effectué durant ma thèse. 

L’isolement de couches de photorécepteurs de rétines de rat grâce au vibratome est pratiqué dans l’équipe 

d’après la méthode développée par (Fontaine et al., 1998). J’ai étendu cette méthode à l’ensemble des trois 

couches rétiniennes de rat, puis les ai adaptées chez la souris. Je les ai également étendues à la préparation 

de "doubles couches" (INL+PRL et GCL+INL). La mise au point a consisté, pour chaque type de préparation, 

à déterminer le sens optimal de coupe (est-ce la face interne ou externe de la rétine qu’il faut présenter en 

premier à la lame ?) ainsi que le nombre d’étapes de coupe et leur profondeur. 

La technique consiste à déposer une rétine à plat sur un bloc de gélatine, puis à l’enrober de gélatine. La 

lame du vibratome est ensuite abaissée progressivement jusqu’à atteindre la surface de la rétine. 

Différentes coupes sont effectuées successivement jusqu’à obtenir la couche de tissu souhaitée. Chaque 

coupe est observée au microscope pour en évaluer la composition cellulaire et choisir la profondeur de la 

coupe suivante. Cette observation permet également d’avoir une idée de la qualité de l’échantillon obtenu 

(composition cellulaire, état physique) et de retirer manuellement les éventuelles portions contaminées. 

La difficulté est qu’il est pratiquement impossible de définir des grilles standard de coupe pour les 

différents types de préparation. En effet, le tissu est tellement fin que la marge d’erreur est faible (la plus 

fine épaisseur de coupe possible pour obtenir une couche cultivable est de 40 µm dans un tissu de 150 – 

250 µm d’épaisseur) et il faut adapter la coupe à chaque échantillon : 

- une fois les rétines mises à plat, leur épaisseur peut varier considérablement par rapport aux épaisseurs 

utilisées lors du travail de coupe (cela dépend notamment des éventuels restes de vitré à la surface de la 

rétine et de la quantité de gélatine déposée par-dessus) 

- la lame du vibratome effleure la surface de la rétine à une profondeur variable 

- le fait d’aller par petites étapes permet d’ajuster les profondeurs coupe après coupe, de manière à 

maximiser les chances d’obtenir un échantillon optimal (un maximum de la couche souhaitée et un 

minimum de restes des autres couches). 

 

 

 
Figure 29 : Séparation des 

couches rétiniennes au 

vibratome. 

Le but est de couper 

horizontalement une rétine 

à plat, au niveau des 

couches plexiformes. 

Remarques :  

– En général une seule 

couche peut être 

récupérée à partir d’une 

rétine 

– La GCL est obtenue en 

retournant la rétine sur le 

bloc de gélatine (face GCL 

contre le bloc) 
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II / L’analyse des données de bioluminescence 

II.1 / Avec LumiCycle Analysis 

La société Actimetrics fournit, avec le LumiCycle, un logiciel d’analyse des courbes de bioluminescence 

appelé LumiCycle Analysis. Les analyses sont réalisées en deux étapes. La première consiste à soustraire 

une ligne de base aux données afin d’aligner les oscillations sur une horizontale. La méthode que nous 

choisissons pour cela est une moyenne mobile sur 24 h. Une deuxième étape applique sur les données 

soustraites un modèle mathématique afin de déterminer leurs paramètres de période, d’amplitude, de 

phase et d’amortissement. 

Pour certaines analyses préliminaires, nous utilisons ces options pour obtenir une amplitude moyenne des 

oscillations sur une fenêtre d’analyse de 72 h à partir du démarrage de la première oscillation circadienne, 

à l’aide de la fonction "Periodogram" basée sur l’algorithme de Bushell et Sokolove (Sokolove and Bushell, 

1978). Nous déterminons également manuellement les acrophases des pics de bioluminescence des 

données soustraites (c’est-à-dire leurs positions sur l’axe du temps) à l’aide d’un curseur mobile (Figure 30). 

 

 

Figure 30 : Interface du logiciel LumiCycle Analysis. 

La partie haute de la fenêtre représente les données brutes (en blanc) et la ligne de base (en rouge) qui leur sera 

soustraite (ici une moyenne mobile sur 24 h) entre les bornes délimitées par les curseurs bleus. La partie médiane 

présente les données soustraites (en blanc) et le modèle qui leur correspond (en rouge) suite à l’application de l’une 

des méthodes d’analyses proposées (ici "Periodogram"). Enfin, la partie basse indique le résultat de l’analyse et 

permet une lecture de la position du curseur mobile sur l’axe du temps. 
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Pour les expériences qui consistent en une stimulation en cours d’enregistrement, le déphasage 

éventuellement induit par la stimulation est calculé comme une déviation des acrophases des pics post-

stimulation par rapport aux prédictions faites à partir des acrophases des pics pré-stimulation et des 

périodes propres à chaque échantillon, déviation qui est comparée à celle d’un groupe contrôle. 

 

II.2 / Avec SigmaPlot 

Pour certains types d’échantillons, nous avons été confrontés à des oscillations de faible amplitude et 

souvent très bruitées et irrégulièrement dessinées. Le logiciel LumiCycle Analysis ne permet alors pas 

d’effectuer une analyse satisfaisante des données, et n’offre qu’une mainmise limitée sur l’analyse elle-

même. 

Avec le Dr André Malan et avec l’aide de Katell Mellac (une étudiante en Master de statistiques), nous 

avons donc développé une méthode d’analyse de la période des oscillations (le paramètre qui s’avère le 

plus spécifique du type d’échantillon) à partir des données brutes avec le logiciel SigmaPlot. Le choix de 

l’utilisation des données brutes s’est imposé afin d’utiliser les données dès la première oscillation, sans 

biais apporté par le calcul d’une moyenne mobile qui prend en compte les données enregistrées en amont 

de la première oscillation et qui n’ont rien de circadien. Nous avons choisi une fenêtre d’analyse de trois 

jours à partir du démarrage de la première oscillation circadienne, ce qui nous semblait un juste milieu pour 

obtenir une analyse fiable de la période tout en limitant la prise en compte d’une évolution possible de 

cette dernière avec le temps de culture, étant donné que notre système ne permet pas le renouvellement 

continu du milieu de culture. 

L’analyse a consisté à modéliser les oscillations par une fonction sinusoïdale amortie, et la tendance 

générale (la ligne de base) par un polynôme du troisième degré (Figure 31) : 

f(x) = c + d·x + e·x² + g·x3 + (a-b·x) · sin[2·π·(x+φ)/τ] où : 

- c, d, e et g sont les paramètres du polynôme 

- a est l’amplitude de la sinusoïde et b son amortissement (selon une fonction linéaire) 

- τ et φ sont la période et la phase de la sinusoïde 

- x est le temps 

Le choix d’une fonction linéaire pour modéliser l’amortissement des oscillations n’est pas optimal, et 

engendre de légères imperfections dans le modèle. Ce choix a été motivé par le souci de limiter le nombre 

de paramètres dans l’équation et est justifié par le fait que le paramètre qui nous intéresse en premier lieu 

est τ (nous avons fait ce constat dès les premières expériences qui répondent à la question de l’Objectif 1 et 

qui seront présentées dans l’Article 2 de la partie "Résultats"), mais il est évident que ce modèle n’est pas 

adéquat pour une analyse de l’amplitude des oscillations. 

Le nombre élevé de paramètres dans l’équation entraîne un phénomène de multicolinéarité qui diminue la 

fiabilité des paramètres calculés. Les paramètres dispensables ont été supprimés pour chaque échantillon 

par une méthode de régression descendante (également confirmée par une régression ascendante). Puis 

les paramètres indispensables (comme la valeur de φ) ont été progressivement remplacés par leur valeur 

estimée par la première analyse de manière à limiter la multicolinéarité tout en maintenant une qualité 

maximale du modèle. La normalité et l’homoscédasticité des résidus du modèle ont été vérifiées et leur 

défaillance n’a été ignorée que si la qualité du modèle était suffisamment élevée pour que ce dernier soit 

intrinsèquement fiable (F > 100 et r² > 0.9). 



 Les données de bioluminescence 63 

 

Les valeurs de τ issues de cette analyse sont associées à une erreur qui interdit de procéder à des analyses 

statistiques simples. Afin d’éviter des analyses statistiques faites de régressions lourdes sur un grand 

nombre de données, nous avons vérifié s’il était possible de simplifier la procédure en ignorant ces erreurs. 

Pour cela nous avons montré, en comparant pour chaque groupe d’échantillons la variance inter-

échantillon à la variance intra-échantillon, que les erreurs sur les valeurs de τ sont négligeables par rapport 

à la variabilité des valeurs de τ entre échantillons d’un même groupe, et qu’il était donc possible de négliger 

ces erreurs. Nous avons donc considéré les valeurs de τ comme des valeurs uniques et avons procédé à des 

tests statistiques simples pour comparer ces valeurs entre les différents groupes. 
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Figure 31 : Exemple de régression (en rouge) sur un jeu de données brutes (en noir) issu de l’enregistrement en 

bioluminescence d’une rétine de souris PER2::LUC. La ligne de base du modèle est représentée en pointillés verts. 

 

II.3 / Les tests statistiques 

Les données sont exprimées par des moyennes associées à une SEM (erreur standard à la moyenne). 

Les analyses statistiques sont des ANOVA (analyses de variance) à un facteur lorsqu’il s’agit de 

comparaisons simples, et des ANOVA à deux facteurs sur mesures répétées lorsqu’il s’agit de comparer 

l’évolution d’un paramètre avant et après un traitement, suivies si nécessaire de comparaisons multiples 

par le test post-hoc de Tukey. Le cas échéant, la variabilité des paramètres mesurés est comparée entre les 

groupes par un test de Bartlett d’homogénéité des variances. 

 



 



 

 

 

  

Résultats 

Quel spectacle inattendu ! 

Sur le fond jaune parfaitement translucide, 

apparaissaient des filaments noirs clairsemés, lisses 

et fins, ou épais et épineux, en même temps que 

des corps noirs, triangulaires, étoilés, ou en 

fuseau ! On aurait pu penser qu’il s’agissait de 

dessins à l’encre de chine sur un papier japonais 

transparent.  

Ici, tout était simple, clair, et sans confusion.  

Une fibre élancée qui naissait de la cellule 

s’étendait sur des distances considérables et 

s’ouvrait soudain en un éventail, d’où jaillissaient 

d’innombrables fibres. 

L’œil, étonné, ne pouvait être arraché à cette 

contemplation.  

La technique dont on avait rêvé est une réalité ! 

Santiago Ramón y Cajal 
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Figure 32 : Première page de la partition du premier mouvement de la symphonie n°101 (dite "L’horloge") de Franz 

Joseph Haydn. 

Cette symphonie fait parties des six symphonies dites londoniennes que Haydn créa entre 1794 et 1795 au cours de 

son deuxième séjour à Londres. Elle doit son nom au rythme de balancier qui marque obstinément la pulsation, de 

pupitre en pupitre, dans son deuxième mouvement (Andante).  
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I / Mise au point d’un outil d’étude de l’horloge rétinienne chez le rat 

Ce paragraphe est constitué de l’Article 1 qui montre des travaux réalisés dans le but de décrire les 

propriétés intrinsèques de l’horloge rétinienne du rat à partir d’explants maintenus en culture. La première 

partie de l’article explore la rythmicité de l’expression en libre cours de différents gènes horloge et gènes 

de sortie de l’horloge par qPCR. La seconde partie présente la mise au point des conditions de culture pour 

l’enregistrement en bioluminescence d’explants rétiniens de rat Per1-Luc réalisée dans le cadre de ma 

thèse (p. 76-78). 
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Abstract 

Purpose: Circadian rhythms are central to vision and retinal physiology. A circadian clock located within the 

retina controls various rhythmic processes including melatonin synthesis in photoreceptors. In the present 

study we evaluated rhythmic expression of clock genes and clock output genes in retinal explants 

maintained for several days in darkness. Methods: Retinas were dissected from Wistar rats, either wild type 

or from the Per1-luciferase transgenic line housed under a daily 12 h: 12 h light/dark cycle (LD12/12), and 

put in culture at zeitgeber time (ZT) 12 on semi-permeable membranes. Explants from wild type rats were 

collected every 4 h over 3 days and total RNA was extracted, quantified and reverse transcribed. Gene 

expression was assessed by quantitative PCR, and periodicity of relative mRNA amounts was assessed by 

non-linear least square fitting to sine wave functions. Bioluminescence in explants from Per1-luciferase rats 

was monitored for several days under three different culture protocols. Results: Rhythmic expression was 

found for all studied clock genes and for clock downstream targets such as c-fos and Aanat (arylalkylamine 

N-acetyltransferase) genes. Clock and output genes cycled with relatively similar periods and acrophases 

(peaks of expression during subjective night, except for c-fos, which peaked around the end of subjective 

day). Data for Per1 were confirmed by bioluminescence monitoring, which also permitted to optimize 

culture conditions to study the retina clock. Conclusions: Our work shows the free-running expression 

profile of multiple clock genes and potential clock targets in mammalian retinal explants. It further 

strengthens the notion that the retina contains a self-sustained oscillator that can be functionally 

characterized in organotypic culture.  
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Introduction 

 Night/day transitions are major events to which living organisms have to adapt their physiology and 

behavior. Such daily changes rely on circadian rhythmicity in cellular and molecular events. These rhythms 

are generated by a hierarchical network of oscillators, comprising a central clock located in the 

suprachiasmatic nuclei (SCN) which is synchronized with daily environmental light cues via the retina, and a 

series of peripheral oscillators receptive to synchronizing information produced by the SCN [1]. At the 

molecular level, circadian oscillators involve the interconnection of transcriptional/translational feedback 

loops, involving clock genes such as Bmal1, Clock, Per1-2, Cry1-2, RevErbα and Rorα or Rorβ, which have the 

property to entrain the expression of “clock-controlled genes” and thereby to drive rhythmic gene 

expression programs [2]. Retinas possess endogenous timekeeping systems ensuring adjustment of their 

function to daily changes in light intensity [3-5]. As a result, many cellular, biochemical and physiological 

processes in the retina, such as rod outer segment disc shedding and phagocytosis [6], synthesis and 

release of melatonin [7] and dopamine [8] are remarkably rhythmic [9, 10]. Several clock-controlled genes 

have been identified in the retina, specifically in photoreceptors: Aanat which encodes the rate-limiting 

enzyme in melatonin synthesis [11], c-fos [12] and visual pigment genes [13-15]. Retina was the first tissue 

outside of the SCN to be shown to harbor a circadian clock, based on the ability of hamster retina cultures 

to display an autonomous and light-entrained rhythm of melatonin synthesis [7]. Accordingly, several clock 

genes analyzed at the level of the whole retina in vivo display circadian rhythmic patterns [16-21]. In 

addition, the Bmal1 gene was shown to be indispensable in the eye for optimal gene expression rhythms 

[14]. However, mechanisms and localization of the retinal molecular clock(s) driving these rhythms have so 

far remained elusive in mammals. Several studies analyzed the multi-layered distribution of clock gene 

transcripts in the retina [19, 20, 22-25]. Localization of circadian oscillators was also addressed more 

recently by in vitro bioluminescence studies with transgenic animals carrying a luciferase reporter under 

the control of Period gene promoters, but these studies mainly concentrated on expression profiles of one 

clock gene [17, 26].  

Explanted tissues are well adapted to the investigation of mechanisms generating autonomous 

biological rhythms because they exclude other time-giving inputs, for instance from the central clock. 

Retina is especially suited to such approaches because axonal lesions are limited to the optic nerve. In the 

present study we asked whether whole retina explants from adult Wistar rats display rhythms in clock gene 

and clock output gene expression in constant conditions by qPCR analysis and bioluminescence recordings 

using Per1-luciferase rats. Our work describes free-running expression profiles of the principal clock genes 

as well as selected outputs in rat retinal explants, and shows that robustness of the retina clock in vitro 

strongly depends on culture conditions. 
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Methods 

Animal care and handling 

 All animal procedures were performed at Chronobiotron UMS 3415 – CNRS, Strasbourg according 

to the rules of the French Department of Agriculture (license no 67-67-298) and the European Committee 

Council Directive of 24 November 1986 (86⁄609⁄EEC) and in agreement with the ARVO Statement for the 

Use of Animals in Ophthalmic and Vision Research. Protocols were approved by the Animal Use and Care 

Committee from Strasbourg. Retinal explant cultures were prepared from male Wistar rats (5-6 weeks old), 

either wild type or from the Per1-luciferase transgenic strain [27], housed under 12 h light (300 lux)/12 h 

dark conditions [LD: lights off at zeitgeber time (ZT) 12; ZT0 being defined as the moment lights were 

turned on], with water and food ad-libitum. Animals were euthanized with CO2 (20% in an air tight box) 

between ZT8 and ZT9 and eye globes immediately collected and processed under room light according to 

subsequent use.  

 

Sample preparation and culture 

For qPCR analysis (wild type Wistar rats), eye globes were placed in cold CO2-independent medium 

(Invitrogen, Carlsbad, CA, USA). After the sclera, choroid and retinal pigmented epithelial tissues were 

removed, the retina was teased away from the vitreous body and four small radial cuts were made around 

the periphery of the retina to facilitate flattening. All successively dissected retinas were maintained 

flattened with photoreceptor side down on a glass slide covered with cold CO2-independent medium in a 

humid chamber until ZT11. Between ZT11 and ZT12 each retina was transferred, photoreceptor side down, 

onto a 35-mm culture dish that contained a Millicell organotypic insert (Millipore, Billerica, MA, USA) and 

Neurobasal-A Medium (Invitrogen) supplemented with 2% B27 (Invitrogen), 2 mM L-Glutamine and 

antibiotics (10 U/ml penicillin and 10 µg/ml streptomycin). Retinal explants were incubated under constant 

darkness at 37oC in a humidified 5% CO2 atmosphere starting at ZT12 (Figure 1, protocol M0) and for up to 

3 days. Explants (n = 3 per time point) were collected every 4 h under dim red light by using sterile forceps, 

snap frozen on dry ice and stored at -80°C until further processing. Four distinct experiments were 

performed : two in which sampling was done from 4 h to 48 h of culture and two in which sampling was 

done from 16 h to 72 h of culture.  

For bioluminescence studies (Per1-luciferase Wistar rats) eye globes were processed the same way 

as above but in cold Hank’s saline buffer (Sigma, St Louis, MO, USA) and whole retina explants were either 

kept in the same conditions (M0: in this case the medium was supplemented with 100 µM luciferin 

[Promega, Fitchburg, WI, USA] and saturated with 5% CO2 prior to transfer into Lumicycle) or were 

transferred to 199 medium (Sigma, St Louis, MO, USA) 24 h later, before starting bioluminescence 

recording (Figure 1, protocol M1: 199 medium was supplemented with 20 mM glucose, 2 % B27, 0.7 mM 

Glutamine, 100 µM luciferin, 25 U/ml penicillin and 25 µg/ml streptomycin) or were transferred to 199 

medium 24 h later and this medium was again renewed 24 h later before starting bioluminescence 

recording (Figure 1, protocol M2).  
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Figure 1. Schematic diagram showing the timing of retina explant cultures. Solid white and black boxes at the top left 

show the lighting schedule to which animals were exposed prior to sacrifice (white: 12 h light, black: 12 h dark). All 

cultures were started at ZT12, corresponding to the beginning of the night period and were maintained in constant 

dark. Alternating black and hatched rectangles thereafter indicate the projections of the previous lighting schedule 

(black: dark, hatched; light). In M0 protocol, retina explants were cultured on Neurobasal A medium (with luciferin 

when adequate) throughout the experiment, without any medium change. The time window corresponding to retina 

sampling for qPCR analysis is shown by a double arrow. In M1 protocol, retinas were incubated on Neurobasal A 

during 24 h and then transferred to 199 medium supplemented with luciferin. In M2 protocol, retinas were incubated 

on Neurobasal A during 24 h as in M1, transferred to 199 medium for 24 h and medium was again refreshed after 24 h 

and supplemented with luciferin. The time windows during which bioluminescence data were analyzed are shown by 

dashed double arrows. 

 

Isolation of total RNA 

 Total RNA was extracted from cultured retinas using Absolutely RNA® Miniprep Kit (Stratagene, 

Santa Clara, CA, USA) including RNase free DNase treatment to remove contaminating genomic DNA. 

Concentration and purity of isolated total RNA was measured by spectrophotometry (A260/A280 and A260/A230 

values were between 1.8 and 2.0). Quantification was confirmed by agarose gel electrophoresis: RNA 

samples had sharp ribosomal RNA bands with no sign of degradation. No significant quantitative or 

qualitative differences between the different time point groups were visible. 

 

Reverse transcription 

 Isolated RNA (0.5 μg) was transcribed into first strand cDNA with 200 U of RevertAid
TM 

H Minus M-

MuLV Reverse Transcriptase (Fermentas, Burlington, Canada) and 0.2 µg of random hexamer primers in a 

total reaction volume of 20 μl. The resulting cDNA sample was stored at -80°C. 

 

Real-time quantitative PCR 

 Quantitative PCR was performed using the 7300 Real Time PCR System (Applied Biosystems, Foster 

City, CA, USA) and the hydrolysed probe-based TaqMan chemistry. We used optimised TaqMan®Gene 

Expression Assays designed to specifically amplify mRNA (Applied Biosystems; Table 1). PCR reaction was 

performed in duplicates with 1 µl of cDNA at appropriate dilution supplemented with 10 µl of TaqMan® 

Universal PCR Master Mix, No AmpErase® UNG (2 X) (Applied Biosystems), 1 µl of 20 X TaqMan® Gene 
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Expression Assay Mix and 8 µl of RNase-free water. Thermal Cycler conditions were as follows: 10 min at 

95°C, then 40 cycles of 15 s at 95°C and 1 min at 60°C. No-template controls were included for each primer 

pair to check for any contaminant. For all Gene Expression Assays, amplification efficiency was determined 

with a cDNA dilution curve corresponding to the ongoing experiment and had values between 1.8 and 2.0. 

Gene expression was measured as relative mRNA amounts by using the comparative Ct method and, as a 

calibrator, the 28 h time point (T28), a time point which was common to the 4 experiments. No single 

studied gene reached the criteria to be used as a reference gene, and thus data are presented without 

reference to endogenous control genes [28].  

For a certain gene, relative mRNA amount in sample x (RQx), expressed with respect to the amount 

of mRNA at T28, was calculated as follows: RQx = E-(Ctx - CtT28) where E = efficiency calculated with the group 

of samples regarding the Taqman set, CtT28 = mean Ct value for the 3 samples at T28 (= calibrator), Ctx = 

the Ct value for sample x. This allowed to express RQ values for each individual sample with respect to the 

28h time point, which mean RQ in the experiment was artificially set at 1. 

RQ values were calculated that way in the 4 distinct experiments and were thus expressed 

relatively to T28 which was common to all 4 experiments and artificially rescaled to 1. Since the general 

drift was similar in all experiments, this allowed us to include all the RQ values into a unique analysis over 3 

days in culture (see below), in which the mean RQ at T28 of the 4 experiments would still be 1.  

 

 

Table 1. TaqMan Gene Expression Assays used in the study. Reference (Applied Biosystems) and GenBank accession 

number (RefSeq) are given for each studied mRNA. 

 

Statistical analysis of qPCR results 

Rhythmicity of gene expression was first evaluated on relative mRNA amounts (log) by the Cosinor 

method (Systat Software Inc. San Jose, CA, USA) after [29]. To better characterize rhythmic parameters, 

mathematical analysis of the time course of relative mRNA amounts (log) was performed by non-linear 

least-square fitting to a sine wave equation added to a linear drift term, using SigmaPlot V 12 software 

(Systat Software Inc. San Jose, CA, USA): y = y0 + b·t + c·cos [2p(t-φ)/t], where τ is the endogenous period 

(h), φ is the phase (h) and c is the amplitude. Normality of distribution (Kolmogorov-Smirnov), lack of co-

linearity (VIF) and constancy of variance were checked with the tests provided in the software and were 

satisfactorily fulfilled. 
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Bioluminescence measurement and analysis 

 Explant cultures sealed with vacuum grease were placed into the Lumicycle (Actimetrics, Wilmette, 

IL, USA) at ZT12 and Per1 activity was measured at 36.5°C for up to 7 days. Bioluminescence was analysed 

with the Lumicycle Analysis software (Actimetrics) both to generate de-trended curves (24 h moving 

average) and to calculate their rhythmic power [30] (recording interval from day 1.5 to 6.5) in the 

periodogram analysis [31]. To calculate periods of oscillations, baseline-substracted bioluminescence 

curves covering 4 full cycles were fitted with cosine curves adapted to each protocol. In protocol M0 there 

was no obvious damping of the amplitude over the 4 studied cycles and we used: y =  y0 + c·cos[2p(t-φ)/t] 

where τ is the endogenous period (days), φ is the phase (days) and c the amplitude (arbitrary units). 

Bioluminescence curves obtained under protocol M1 and M2 showed higher amplitude but damping 

oscillations and were thus fitted to cosine curves including an exponential damping component: y = y0 + 

c·exp(-t/d)·cos[2p(t-φ)/t] where d represents the time (days) needed for the amplitude to display a 63 % 

reduction. 

 

Statistical analyses of bioluminescence results 

Differences in period and rhythmic power of bioluminescence oscillations were analysed by using 

one-way analysis of variance (ANOVA) and post hoc comparisons with the LSD Fisher test (SigmaPlot V 12 

software; Systat Software). 

 

Histology 

 Retina explants were prepared according to protocol M2. Fixation (1 h at 4°C) was performed either 

immediately after transfer of the explant onto the semi-permeable membrane, or after 2, 4 or 9 days of 

culture, by replacing the medium with 4% paraformaldehyde in phosphate buffered saline (PBS). Samples 

were embedded (Tissue-Tek; Sakura Finetek, Tokyo, Japan) and 10 µm sections were prepared and stored 

at -20°C until ready for use. They were stained with Carazzi’s hematoxylin (6.67 mg/l solution for 5 minutes) 

and counterstained with eosin (0.25% in acetic acid 0.16%) for 30 seconds.   

 

TUNEL analysis 

 Apoptosis was assessed with a commercial kit (In situ Cell Death Detection Kit-Fluorescein; Roche 

Diagnostics, Basel, Switzerland) on sections prepared as for histology, pretreated 30 min at room 

temperature with Proteinase K (10 µg/ml in PBS, Roche) and permeabilized with Triton X-100 0,1% / 

sodium citrate 0,1% / PBS (8 min, room temperature). The solution mixture was placed on sections in a dark 

humid chamber at 37°C for 1 hour according to the manufacturer’s instructions and positive and negative 

controls were treated likewise. Cell nuclei were stained with 4,6-diaminophenyl-indolamine (DAPI diluted 

at 4 µg/ml in PBS; Sigma) and sections were mounted with PBS/glycerol 1:1 and then observed under a 

fluorescent microscope (Nikon Optiphot 2). Images were obtained by CCD camera video capture linked to a 

dedicated PC containing image analysis software (Nikon BIA). 
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Results 

Expression patterns of clock genes and clock output genes in rat retina explants 

To investigate the capacity of the retina clock to work as an autonomous oscillator we assessed 

kinetics of clock gene expression in whole retina explants maintained in culture in the dark. 4 independent 

experiments were performed, in which retina explants were sampled every 4 hours (n=3 for each time 

point), either between 4 and 48 or between 16 and 72 hours of culture, and relative mRNA amounts were 

measured by quantitative real time PCR for 8 clock genes: Bmal1, Clock, Per1, Per2, Cry1, Cry2, RevErbα and 

Rorβ. A common calibration time point (28 h of culture) was used to quantify gene expression across the 4 

sample series. Expression of all examined clock genes over 3 days of culture showed a cyclic profile (Figure 

2) confirmed by Cosinor analysis [29](data not shown). Moreover, the data could be fitted to an oscillating 

function coupled with a linear drift (Table 2) with calculated periods ranging from 21.29 ± 1.08 h to 23.54 ± 

1.32 h. All the calculated acrophases (Table 2) clustered between 7 and 10 h (time after culture start); 

indeed, all the first peaks occurred during the second half of the subjective night (Figure 2). Taken together, 

these results show that mRNA levels of all studied clock genes oscillate in a circadian manner in explanted 

retinas maintained in constant, dark conditions.  

Previous studies have revealed a subset of genes potentially regulated by the retinal clock, 

including Aanat, which encodes the rate limiting enzyme of melatonin synthesis, and c-fos, both of which 

display strong amplitude oscillations [11, 12, 19]. We studied expression of these clock output genes in a 48 

h culture by qPCR analysis. By using the same mathematical analysis as above, we found that expression of 

c-fos and Aanat was rhythmic (Figure 3) with periods that were also in the circadian range; respectively 

25.23 ± 2.04 h and 20.82 ± 1.17 h (Table 2), and with peaks of Aanat expression being delayed with respect 

to those of c-fos (Table 2 and Figure 3). 

 

 

Table 2. Mathematical analysis of clock gene and clock-controlled gene mRNA rhythmicity in retina explants 

cultured respectively for 72 and 48 h. Data (relative mRNA amounts, in log units) were fitted to the equation y = y0 + 

b·t + c·cos [2p(t-φ)/t] by non linear least square regression. 

 



Article 1 : Mise au point des outils expérimentaux 75 

 

 

Figure 2. Temporal profiles of clock gene transcripts in retina explants cultured for 72 h. Each graph shows data from 

4 independent experiments (n = 3 per time point in each experiment). mRNA amounts (log units) are expressed 

relative to the mean value found at a time point common to the 4 experiments: 28 h of culture. Mean values ± SEM 

are shown together with the best fitted sine wave curve. Alternating rectangles at the top indicate the projection of 

the lighting schedule (black: 12 h dark; hatched: 12 h light) to which animals were exposed prior to sacrifice. 
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Figure 3. Temporal profiles of clock-controlled gene transcripts in retina explants cultured for 48 h. Aanat (A) and c-

fos (B) mRNA amounts (log units) are expressed relative to the 28 h time point (one experiment; n = 3 per time point). 

Mean values ± SEM are shown together with the best fitted sine wave curve. Alternating rectangles at the top indicate 

the projection of the lighting schedule (black: 12 h dark; hatched: 12 h light) to which animals were exposed prior to 

sacrifice. 

 

Rhythmic expression of Per1 is confirmed by bioluminescence analysis in retina explants 

We used the Per1-luciferase transgenic strain of Wistar rats to further investigate the capacity of 

the retina circadian clock to oscillate in vitro. Whole retinas (n=4) from Per1-luciferase rats were explanted 

and cultured similar to above, with the exception that 0.1 mM beetle luciferin was added and that dishes 

were placed into the Lumicycle (Actimetrics). Detrended bioluminescence recordings displayed low 

amplitude, noisy oscillations which could nevertheless be fitted with cosine curves and showed a mean 

period of 22.36 ± 1.27 h (n=4; Figure 4A). Moreover, peaks of the detrended curves occurred during the 

subjective nights, as previously observed for Per1 by qPCR analysis. Thus, bioluminescence analysis of Per1 

gene expression confirms that a circadian clockwork is active in whole retina explants, albeit with low 

amplitude.  

 

Robustness of the clock in retina explants is enhanced upon medium change 

It was described that oscillations of the circadian clock present in the retina of the PER2::LUC mice 

could be successfully analysed in vitro, provided the explants were submitted to a specific protocol 

comprising 24 h of culture in Neurobasal A medium, followed by a transfer to 199 medium prior to 

bioluminescence recording [17]. We applied a similar protocol (called M1 in Figure 1) to the Per1-luciferase 

whole retina explants and observed that more sustained circadian oscillations in bioluminescence could 

indeed be detected (Figure 4B). Periods of oscillations obtained by fitting the data with a damped cosine 

curve over 4 cycles were of 22.44 ± 0.61 h (n=4). We repeated the experiment but made another round of 

199 medium change 24 h later, prior to starting bioluminescence recording (protocol M2 in Figure 1). This 

led to rather robust oscillations with quite reduced noise (Figure 4C, D) and mean periods of 22.84 ± 0.20 h 

(n=7). Increase in robustness conferred by one or two changes of the medium (protocols M1 and M2 

respectively) was further supported by the analysis of rhythmic power (Figure 4E, effect of medium change: 

P = 0.001) which proved significantly increased upon each supplementary medium renewal. In addition, 

peaks of Per1 expression in protocols M1 and M2, as assessed by bioluminescence, again occurred during 

subjective nights, as was observed under M0 protocol (Figure 4C, D). There was no significant difference 

between periods calculated in the 3 culture conditions. 
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Figure 4. Bioluminescence analysis of Per1-luciferase rat retina explants. A: Detrended bioluminescence recording 

(black line) from a representative explant cultured under protocol M0. Data were fitted with a cosine curve (y = y0 + 

c·cos[2p(t-φ)/t]) shown in grey, to calculate corresponding periods. B: Detrended bioluminescence recording (black 

line) from a representative explant cultured under protocol M1. Data were fitted with a damped cosine curve (in grey; 

y = y0 + c·exp(-t/d)·cos[2p(t-φ)/t]) to calculate periods of oscillations. C: Detrended bioluminescence recording (black 

line) from a representative explant cultured under protocol M2. Data were fitted with a damped cosine curve (in grey) 

as in B. D: Composite graph showing averaged traces on the same scale and during 3 cycles, from samples within each 

treatment group (n=4 for M0, in light grey; n=4 for M1, in grey; n=7 for M2, in black). In panels A-D, alternating 

rectangles at the top indicate the projection of the lighting schedule (black: 12 h dark; hatched: 12 h light) to which 

animals were exposed prior to sacrifice. E: Rhythmic power in cultures under protocols M0, M1 and M2. Mean values 

± SEM are shown. * = P < 0.05; *** = P < 0.001. 
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Optimal conditions for culturing whole retina explants  

We examined histological structure of whole retina explants maintained in culture according to 

protocol M2, over 2, 4 and 9 days. Retina structure was grossly conserved, with obvious increase in fragility 

over time and overall decrease in thickness, notably in plexiform layers (Figure 5A-D). Tunel analysis at 

similar time points showed absence of apoptosis until 4 days of culture but some patches of apoptotic cells 

could be detected after 9 days of culture, most notably in the photoreceptor layer (Figure 5E-H), based on 

the comparison to DAPI staining (Figure 5I-L). Thus, the culture conditions delineated as protocol M2 are 

appropriate to identify and analyse the properties of the rat retina clock. 

 

 

Figure 5. Retina explants cultured up to 9 days do not undergo massive cell death.  A-D: Histological sections of 

explanted retinas cultured according to the M2 protocol and sampled at day 0 (A), 2 (B), 4 (C) or 9 (D) show that 

tissues did not undergo massive changes. E-H: Representative sections showing the results of Tunel staining in retina 

explants prepared as in A-D and kept in culture for 0 (E), 2 (F), 4 (G) or 9 (H) days. Tunel staining does not reveal any 

apoptosis until at least day 4 and becomes visible in day 9 samples, mainly in the ONL (white arrows). I-L: Dapi staining 

of the sections analysed by Tunel assay in retinas sampled at day 0 (I), 2 (J), 4 (K) and 9 (L). GCL, Ganglion cell layer; 

INL, Inner Nuclear Layer; ONL, Outer Nuclear Layer. Scale bars: 20 µm. 
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Discussion 

Mammalian retina was demonstrated about 15 years ago to harbor a circadian clock [7] but the 

way in which it works is still a matter of debate. In search of an in vitro model for the analysis of retinal 

circadian properties in mammals, we describe here free-running expression profiles of clock genes and 

clock targets in the isolated rat retina. By the variety of investigated genes and the complementarity of 

bioluminescence analysis, this study demonstrates that the retina contains a self-sustaining oscillator which 

is sensitive to culture conditions. 

Occurrence of a circadian clock and of clock gene expression has been investigated in the retina of 

various mammalian, avian and amphibian species [10]. Previous studies led to the conclusion that most 

clock genes are expressed in this tissue in mammals, without reaching any consensus concerning cellular 

localization and description of retinal clockwork pathways [14, 18-20, 26, 32, 33]. In the present analysis, 

retinas taken from rats sacrificed at the end of the light period were put in culture into constant darkness 

without any other stimulation, to follow kinetics of clock gene expression by qPCR. Occurrence of rhythmic 

expression patterns was shown for all clock genes which displayed periods around 21-24 h, as repeatedly 

observed in in vitro studies [17, 27, 30]. These results demonstrate the capacity of the isolated rat retina to 

generate circadian rhythms, in agreement with previous data showing the capacity of explanted rat retinas 

to synthesize and release melatonin in a cyclic manner [34]. Interestingly, the phase of Per1 expression as 

assessed by qPCR, coincided roughly with the peaks of bioluminescence driven by the Per1-luciferase 

reporter, both occurring during subjective nights, which validates the qPCR data. Curiously, phases were 

fairly similar for all examined clock genes, their first peaks in vitro clustering during the second half of the 

subjective night (maximal phase difference of about 2 h when rescaled to a common period: data not 

shown). This does not conform to predictions made from the working model for circadian oscillators, in 

which rhythms of Per genes should be in antiphase with that of Bmal1 [2, 35]. Retina is a heterogeneous 

tissue in which individual cell types are likely to harbour distinct oscillators showing specific phases [10]. In 

this context, clock gene oscillations measured at the level of the whole tissue probably reflect phases of the 

expression rhythms with greatest amplitudes, even if they are occurring in distinct oscillators. In support of 

that hypothesis, Schneider et al. [20] recently found Clock, Bmal1, Per2 and Per3 oscillating in phase in the 

retina of rats kept in constant darkness. Similar coincidental phase patterns of clock gene expression were 

reported in the retina of a diurnal mammal [13], in mouse retinal cones [33] as well as in more peripheral 

oscillators such as human blood mononuclear cells [36] and mouse bone marrow [37]. Conversely, we 

cannot exclude that some of the observed oscillations might be relevant to a transitory stage preceding the 

final oscillatory mechanism of the clock in explants, which might be set later than the 3rd day. Such 

transitory kinetics have been described for fibroblast cultures that are being submitted to synchronizing 

temperature cycles and which clock and clock controlled gene expression profiles shift to their final, stable 

phases within 3-4 days [38]. In this context, transient cycles of Bmal1 and Cry1 expression might be 

specifically and transiently induced by the process of preparing explants, even if these clock genes do not 

show any cyclic activity in the retina in vivo, in constant conditions [19]. Understanding which one of these 

hypotheses is right here, will require further analysis by using more gene-specific bioluminescence models 

and/or bioluminescence imaging to visualize clock kinetics at least at the level of retina layers.  

Robust rhythmic functions have been described in photoreceptors, including melatonin release and 

c-fos transcription [10, 15, 39]. Analysis of mRNA profiles over 48 h in whole retina explants (Figure 3) 

showed rhythmic expression for c-fos and Aanat, in agreement with the robust rhythms previously 

described for these genes in vivo [11, 12, 19], suggesting that in the explants, photoreceptors are able to 

maintain, at least to a certain extent, rhythmicity in physiological functions. It is important to point out that 
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peak phases for the expression of the two genes did not occur at the same time, ruling out the possibility 

that phase clustering of clock genes could be due to a sampling artefact.  

Initial bioluminescence investigation in Per1-luciferase rats did not lead to conclusive results about 

the capacity of retina explants to display circadian oscillations [26], whereas similar analysis in the 

PER2::LUC mouse revealed robust cycles in bioluminescence, in specific culture conditions [17]. Our results 

grossly agree with both studies because the rhythms in clock gene expression assessed by qPCR displayed 

low amplitude, as could also be concluded from the bioluminescence recordings in the M0 protocol 

conditions. However, when the culture medium was replaced by 199 medium after 24 h (protocol M1, as in 

[17]) circadian oscillations in Per1 expression could be seen quite clearly and this was even more evident 

when the medium was replaced twice, at 24 and 48 h. Calculation of rhythmic power as a hallmark of clock 

robustness confirmed that each medium change conferred increased coherence to the retina clock 

oscillations, as also suggested by the decreasing dispersion of calculated periods. We do not know what is 

the contribution of the initial 24 h incubation in Neurobasal A (saturated with 5% CO2) to the overall 

rhythmicity. Based on the study by Ruan et al. [17] incubation of retina explants directly in 199 medium 

only yields small amplitude oscillations, which we observed as well with rat explants (data not shown). On 

the other hand, maintaining retinas on Neurobasal A throughout the recordings (protocol M0) does not 

promote rhythmicity, based on the present study. Thus, we propose that the medium change, likely in 

addition to the initial incubation in Neurobasal A, is critical regarding amplitude of the oscillations. 

Changing the culture medium has been reported to resynchronize oscillators in vitro and increase the 

amplitude of bioluminescence oscillations [30, 40]. Successive medium changes might also contribute to 

the health and survival of the explants in culture. Our histological and Tunel analysis indicate that retina 

explants are healthy in culture across the bioluminescence recording window. Similarly, explants 

maintained during several days on Neurobasal A medium did not show any apoptosis (data not shown). We 

speculate that the successive medium changes contribute to increased rhythmic power by facilitating 

synchronization of individual circadian oscillators located within the retina. This stands in striking contrast 

with other tissues in which bioluminescent oscillations can be easily monitored directly after dissection, 

such as SCN or lung [27]. Although it has been reported that rhythms of clock gene expression in the retina 

in vivo display low amplitudes with respect to other peripheral organs such as the liver [41], we do not 

know whether it is directly linked to the low amplitudes that we observe in vitro.  

 

In conclusion, our study complements previous reports demonstrating that the rat retina contains a 

circadian clock(s) able to operate in vitro and to drive cyclic functions relevant to photoreceptor function. 

Thus organotypic cultures constitute an appropriate model to investigate the control of rhythmic processes 

in the retina, and we provide suitable protocols for this purpose. 
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II / Localisation de l’horloge rétinienne 

La question de la localisation de l’horloge rétinienne sera adressée dans la première partie des résultats de 

l’Article 2 (p. 90) en ce qui concerne le modèle de souris PER2::LUC, et dans la dernière partie des résultats 

de ce même article (p. 95-96) en ce qui concerne le modèle de rat Per1-Luc. 

 

III / Couplage entre les couches rétiniennes 

Toujours dans l’Article 2, le couplage des oscillateurs qui constituent l’horloge rétinienne sera abordé dans 

un premier temps du point de vue de l’organisation des couches en réseau, principalement grâce au 

modèle de souris PER2::LUC (p. 91-92 pour la souris et 95-96 pour le rat), puis d’un point de vue de leurs 

voies de communication avec cette fois-ci uniquement le modèle de souris PER2::LUC (p. 92-95). 
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Abstract 

Rhythmic physiology is central to retinal function and survival, and adapts vision to daily light intensity 

changes. Mammalian retina is able to rhythmically release melatonin when cultured under constant 

conditions, and occurrence of clock gene (e.g. Period-Per) expression has been shown for most cellular 

layers. However, contribution of the distinct layers to genesis of circadian rhythms within the retina is still 

debated. To characterize their endogenous oscillatory capacity and their communication at the whole 

tissue level, we used a vibratome-based method to isolate individual or paired retina cellular layers from 

the mPer2
Luciferase mouse and Per1-Luciferase rat, and real-time recorded bioluminescence. We report that 

each layer of the mouse retina harbours a self-sustained oscillator which period is significantly longer (~26 

h) than in whole retina explants (~22.9 h), indicating that period is correlated with the degree of coupling. 

Accordingly, maximal period (~29 h) is reached upon complete enzymatic dissociation of the retina. By 

using pharmacological approaches we demonstrate that connection between retina oscillators involves gap 

junctions but only minor contribution from the main retina neurochemicals. Taken together with results 

from Per1-Luciferase rats, these data show that mammalian retina consists of a network of layer-specific 

oscillators whose period is determined by coupling. 
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Introduction 

Circadian timing is a highly adaptive process allowing behavior and physiological parameters of 

living organisms to fit to daily changes in the environment. In mammals, it results from the complex 

interplay between external time-giving cues such as the day/night cycle, a central clock located in the 

suprachiasmatic nuclei (SCN) of the hypothalamus, and multiple peripheral oscillators synchronized by the 

SCN through diverse signals including neuronal and neuroendocrine pathways. Rhythmicity is generated at 

the cellular level by highly conserved mechanisms. The involved molecular machinery is mostly similar for 

central and secondary oscillators and composed of interconnected transcriptional / translational feedback 

loops involving the products of clock genes (1). Complexes of BMAL1 and CLOCK (or its homolog NPAS2) 

drive the expression of Per1-3 (Period 1-3) and Cry1-2 (Cryptochrome 1-2) clock genes whose products form 

heterodimers able to inhibit CLOCK/BMAL1 transcriptional activity and hence their own expression. Fine-

tuning and reinforcement of this core loop is ensured by additional loops and, importantly, by post-

translational events, such as phosphorylation / dephosphorylation which regulate nucleo-cytoplasmic 

shuttling and degradation of clock proteins (2). This self-sustained process has a period close to 24 h and, 

by driving gene expression, sets the rhythms of cellular activity. How this translates into well synchronized 

functions of cells within tissues or organs remains to be investigated. The SCN have arisen as a model 

regarding this question and led to the conclusion that, at least for neuronal tissues, network properties play 

a fundamental role (3). 

Circadian physiology is central to retinal function and to the processing of visual information, 

optimizing retina activity with the daily variation in light intensity. A circadian clock able to drive rhythmic 

secretion of melatonin in vitro and to be entrained by light was initially described in the retina (4) and 

rhythms have been reported for most retinal layers and cell types (5), such as photoreceptor disk shedding 

(6-9) or rod-cone coupling (10, 11). The retina is composed of three nuclear layers: the photoreceptor layer 

(PRL) composed of rod and cone photoreceptors, the inner nuclear layer (INL) composed of bipolar, 

horizontal and amacrine cells and the ganglion cell layer (GCL) composed of ganglion cells (including 

intrinsically photosensitive ganglion cells containing the melanopsin photopigment) and displaced amacrine 

cells. In addition to its wide variety of cell types, the mammalian retina contains an array of 

neurotransmitter and neuromodulatory systems controlling not only vertical processing of light information 

but also the adaptation of visual function to the day/night cycle. 

Location and organization of the retina clock has been a matter of long debate. One major difficulty 

has been lying in the cellular complexity of the retina and in the globally low levels and amplitudes of clock 

gene expression (12-15). Thus, results from in situ hybridization and qPCR studies have yielded 

contradictory results (16). Yet, they indicate that most clock genes are rhythmically expressed in all three 

layers, at least under a light/dark (LD) cycle (15, 17-20). Bioluminescence studies, which allow precise and 

extended monitoring of clock oscillatory activity in vitro, have provided decisive clues about the presence of 

a functional oscillator either in photoreceptor layers isolated from Per1-Luciferase (Per1-Luc) transgenic 

rats after excitotoxic death of the inner retina (21), or in the inner nuclear layer visualized in transversal 

retina sections from mPer2
Luc mice (22). However, intrinsic ability of retina layers to generate rhythmic 

activity as well as their capacity to coordinate to each other within the retina, remain to be clarified. 

To answer these questions, we developed a unique technique for retina layer isolation that we 

combined with long-term bioluminescence recordings and appropriate mathematical analysis, adapted to 

the study of low amplitude oscillations. Individual or double cellular layers were isolated from retinas of 

mPer2Luc mice and Per1-Luc rats by horizontal vibratome sectioning and shown to express autonomous 

circadian clock oscillations. This approach also revealed an unexpected and unique property of the retina 
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clock, i.e. strong correlation between period length and coupling among its constituent oscillators. We 

found that coupling within the retina is asymmetric and involves both inter-layer and inter-cell 

communication, which molecular signals remain unknown. Our results lead to a model of the mammalian 

retina consisting of a network of layer-specific oscillators in which coupling mechanisms and the molecular 

clockwork are extensively linked. 

 

Materials and methods 

Animals 

Experiments were performed with mPer2
Luc mice (23) (C57Bl/6J background, purchased from 

Jackson Laboratories) and Per1-Luc Wistar rats (24) (a kind gift from Dr Menaker, University of Virginia) 

bred and housed in our animal facility in a 12 h/12 h Light/Dark (LD) cycle (light intensity approx. 300 lux). 

Animals had access to water and food ad libitum, and were handled according to the European 

Communities Council Directive of 24 November 1986 (86 ⁄ 609 ⁄ EEC) and the Animal Use and Care 

Committee from Strasbourg (CREMEAS; AL/08/15/02/13). Male and female mice and rats aged between 4 

and 11 weeks were euthanized with CO2 (progressive increase up to 20% in an airtight box) all over the light 

phase or, for pharmacological experiments, at ZT10 (Zeitgeber Time 10 = 2 h before lights off), and 

enucleated. Eyeballs were placed in Hank’s Balanced Salt Solution (HBSS) containing antibiotics (100 µg/ml 

Penicillin and 100 u/ml Streptomycin), 100 mM HEPES and 4.2 mM sodium bicarbonate, at room 

temperature until dissection. 

 

Sample preparation  

Whole retina (WR) dissection: Dissection was performed in HBSS at room temperature. A small 

incision was performed with a sterile needle under the ora serrata and the cornea and lens were dissected 

out of the eyeball. The retina was peeled off from the retinal pigment epithelium, radially incised, flattened 

and placed, photoreceptors down, on a semipermeable membrane (Millipore, Billerica, MA, USA), in a 35 

mm culture dish. 

Isolation of retina layers: Retinal layers were isolated from WR by tangential sectioning using a 

vibratome-based (Vibratome 1000 classic; Warner Instruments, Hamden, CT, USA) procedure developed 

initially for retinal transplantation and modified for cell culture (18, 25). After dissection flattened retinas 

were mounted onto a 20% gelatine block by using 5% gelatine as glue, with either the photoreceptor or the 

ganglion surface facing the block. Retinas were tangentially sectioned according to the desired type of 

layer; GCL, INL, PRL, GCL+INL, PRL+INL (Table 1). Once the blade was in contact with the retina surface, 

several precise cuts (Table 1) were performed and their products rapidly observed under the microscope to 

follow the progression inside the retina. The remaining gelatine and edges were removed from the isolated 

layer before transfer onto a membrane. The entire procedure was performed in HBSS at room temperature 

and lasted about 1.5 h for both eyeballs. Each experiment was repeated several times until the number of 

analyzable samples reached at least 10 for the mouse and 5 for the rat. 

Enzymatic dissociation of retinas: Dissociated cells (DC) were obtained by incubating small pieces 

of freshly dissected retinas in HBSS medium containing papain (20 u; Worthington, Lakewood, NJ, USA) for 

30 min at 37°C. Dissociation was completed by gentle mechanical trituration in the presence of DNase I 

(1000 u; Worthington). After centrifugation (5 min, 160 g), dissociated cells were resuspended, counted 
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and seeded at a density of 2800 cells/mm² in 35 mm dishes previously coated with 20 µg/mL poly-D-lysin 

and 15 µg/mL laminin. 

 

Type of sample 

(mouse/rat) 

Orientation of the 

retina on the block 

Depth of the cut before 

reaching the layer 
Depth of the cut to obtain the layer 

GCL GCL down 
150 µm ± 10 (mean ± SD) 

200 µm ± 30 (mean ± SD) 

The rest (55 µm ± 20 (mean ± SD)) +50 µm 

The rest (100 µm ± 40 (mean ± SD)) +50 µm 

INL PRL down 
45 µm ± 10 (mean ± SD) 

85 µm ± 10 (mean ± SD) 

40 µm ± 5 (mean ± SD) 

50 ± 0 (mean ± SD) 

PRL PRL down 
90 µm ± 20 (mean ± SD) 

140 µm ± 15 (mean ± SD) 

The rest (100 µm ± 50 (mean ± SD)) +50 µm 

The rest (80 µm ± 20 (mean ± SD)) +50 µm 

GCL+INL PRL down 0 µm 
90 µm ± 25 (mean ± SD) 

120 µm ± 10 (mean ± SD) 

PRL+INL GCL down 0 µm 
80 µm ± 25 (mean ± SD) 

170 µm ± 10 (mean ± SD) 

Table 1: Flowchart for section preparation from mouse (in red) and rat (in blue) retinas. One type of sample was 

obtained from one retina. Measures for the rat retina are in italic. SD = standard deviation. 

 

Culture and bioluminescence recording 

Mouse samples: Samples (WR and isolated layers) were pre-incubated for 24 h at 37°C in a 

humidified 5% CO2 atmosphere in 1 mL of Neurobasal A medium (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA) containing 

antibiotics (25 µg/ml Penicillin and 25 u/ml Streptomycin), 2% B27 (Invitrogen) and 2 mM L-Glutamine. 

Then, the medium was replaced by 1 mL of 199 medium (Sigma, St. Louis, MO, USA) containing antibiotics 

(Penicillin 25 µg/ml and Streptomycin 25 u/ml), 4 mM sodium bicarbonate, 20 mM D(+)Glucose, 2% B27, 

0.7 mM L-Glutamine and 100 µM Beetle Luciferin (Promega, Fitchburg, WI, USA) and dishes were sealed 

(Dow Corning high vacuum grease) under normal air and placed into the Lumicycle (Actimetrix, Wilmette, 

IL, USA) heated at 36°C. Samples were recorded during at least 5 days: photons were counted during 1 min 

48 sec every 15 min. The procedure was slightly modified for mouse retina DC: pre-incubation was done in 

Neurobasal A medium containing 2% Foetal Bovine Serum (Invitrogen) in addition to the other 

supplements, for 48 h to ensure complete attachment to the dish. All medium changes were performed 

under dim red light. 

Rat samples: The culture protocol for rat samples was described in (12). It is identical to the one for 

mouse samples, with an additional step: before starting bioluminescence recording, samples were pre-

incubated for another 24 h at 37°C in 1 mL of 199 medium supplemented as above but without luciferin. 

Medium was then renewed (with luciferin) and sealed dishes placed into the Lumicycle. All medium 

changes were performed under dim red light. For the culture of rat DC the procedure was adapted as for 

mice DC. 

Pharmacological treatments: These experiments were performed with mouse WR sampled at ZT10 

and cut into 2 halves, later considered as independent samples and cultured as above. After 4 days of 

recording (control section), the medium was replaced by fresh 199 medium containing the molecule(s) to 

test: this was done at a moment corresponding to the trough following the 3rd complete oscillation of the 

samples, and the recording was continued for 6 days. Evolution of the oscillations between those 2 

recording sections was compared to the same evolution in a control group. At the end of the treatment, the 

medium was again replaced by normal 199 medium to control that oscillations returned to normal 

behaviour and to exclude a possible toxic effect of the molecules: this was done at a moment 
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corresponding to a trough. Each experiment was repeated at least once and all paired groups (control and 

treated) had identical n numbers. All medium changes were performed under dim red light. 

Drugs: Forskolin, Dopamine, Glutamate, Glycine and GABA (γ-aminobutyric acid) were purchased 

from Sigma. TPMPA ((1,2,5,6-tetrahydropyridin-4-yl)methylphosphinic acid) was provided by Santa Cruz 

(Dallas, TX, USA) and all other drugs by Abcam (Paris, France): PF 670462 (4-[1-cyclohexyl-4-(4-

fluorophenyl)-1H-imidazol-5-yl]-2-pyrimidinamine dihydrochloride), Carbenoxolone, Strychnine, Picrotoxin, 

CGP 52432 (3-[[(3,4-Dichlorophenyl)methyl]amino]propyl(diethoxymethyl)phosphinic acid), Gabazine and 

TTX (Tetrodotoxin). All drugs were dissolved in water except Forskolin which was dissolved in ethanol. Final 

ethanol content in the culture medium was 0.1% (v/v). To avoid a potential bias due to direct effect of 

ethanol, the same ethanol concentration was added to the culture medium during the control recording 

section as well as to the culture medium of the corresponding control group. 

 

Data analysis 

Period determination: Periods of bioluminescence oscillations were determined with SigmaPlot 

software (Systat Software Inc, San Jose, CA, USA) by fitting a linearly detrended sinusoidal curve oscillating 

around a polynomial baseline to the raw data from each single sample. This was done in a working window 

of 72 h starting from the trough preceding the first complete oscillation. The equation used was: 

y = (a – b·x) · sin(2·π· (x+φ)/τ) + (c + d·x + e·x² + f·x3) 

where τ is the period (days) and φ the phase (days) of the fitting curve. To optimize quantitative 

determination of the period, multi-colinearity between the 8 estimated parameters was minimized by 

replacing φ by its estimated value in the equation, and then by eliminating the most dispensable 

parameters (2 or 3) or by replacing them by their estimated value taken as a constant. Normality and 

homoscedasticity of residues were verified by Shapiro-Wilk’s and Bartlett’s tests respectively. Bartlett’s 

tests failed in many cases, even with data transformation, but coefficients of correlation (r²) and F values of 

the model were strong enough (r² > 0.9 and F > 100) to ensure the reliability of the calculated periods. A 24 

h running average subtraction was used to generate detrended curves for better visualization of the data in 

figures but not for data analysis. 

Statistical validation of the periods obtained with non-linear regression: Homogeneity of the 

periods (converted from days to hours) of all samples within each group was verified by comparing (Fisher 

test) the residues obtained by fitting on the n sample grouped data n models with a unique period, to the 

residues obtained by fitting the same models with n periods and by showing they are not different. Finally, 

the sums of squares of the n models with n periods were compared (Fisher test) to the sum of squares of 

the residues of the same models. This showed that, for each group of samples, the variability among 

samples (i.e. errors on τ values) was negligible when compared to the variability between samples (i.e. 

dispersion of τ values). Therefore, we used period data as single values (without error intervals). Both 

procedures were carried out with R software (R Foundation for Statistical Computing, Vienna, Austria). 

 

Statistical analyses 

Comparison of mean periods: Results are presented as mean ± SEM. Significance was evaluated by 

using one-way analysis of variance (ANOVA) or two-way repeated measures ANOVA for pharmacological 

studies. The significance level was set at p < 0.05. Normality and homoscedasticity of residues were verified 

by Shapiro-Wilk’s and Bartlett’s tests respectively. When required, ANOVA were followed by post-hoc 

Tukey’s tests. 
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Comparison of the dispersion of period values: Significant difference in period dispersion between 

groups was measured by Bartlett’s test. The significance level was set at p < 0.05. 

 

Supplemental experimental procedures 

Cellular composition of the different types of mouse retina preparations was determined by 

amplification of markers for every retinal cell type by RT-PCR (Reverse Transcription - Polymerase Chain 

Reaction). 

Total RNA extraction: Samples representative for each type of preparation (WR, GCL, INL, PRL, 

GCL+INL, PRL+INL, DC) were cultured for 3 days (4 days for DC) (i.e. roughly until the middle of the window 

for analysis of bioluminescence data) and snap frozen. Cell lysis and nucleic acid extraction were performed 

in RNABLE solution (Eurobio, Courtaboeuf, France) following the recommended procedure. Total RNA was 

precipitated with a mix of isopropyl alcohol and glycogen, resuspended and submitted to digestion by 

DNase I (Euromedex, Strasbourg, France). Finally, total RNA was purified by phenol / chloroform / 

isoamylalcohol 25:24:1 (v/v/v) extraction followed by isopropyl alcohol/sodium acetate precipitation. RNA 

concentration and quality were evaluated by using NanoDrop ND-1000 V 3.5 Spectrophotometer 

(NanoDrop Technologies). 

RT-PCR: Total RNA (100 ng) was reverse transcribed into first-strand cDNA using RevertAid H Minus 

M-MuLV Reverse Transcriptase and random hexamer primers according to the manufacturer’s protocol 

(Fermentas, Thermo Fisher Scientific, Illkirch, France). cDNA samples were stored at -80°C. cDNAs were 

amplified by using primers specific for Nrl (neural retina leucine zipper), mGluR6 (metabotropic glutamate 

receptor 6), Thy1 (thymus cell antigen 1), GS (glutamine synthetase), Prox1 (prospero homeobox 1), Stx1a 

(Syntaxin1A (brain)), Arr3 (retinal cone arrestin 3) and Rpe65 (retinal pigment epithelium-specific protein 

65kDa). Protocols for amplification and primer sequences are detailed in the table below. 

cDNA 

(amplicon 
length) 

Cell type-

specificity 

Primer sequences 

(For – Rev) 

Number 

of 

cycles 

Annealing 

temperature 

mRNA 

reference 

(GenBank) 

Arr3 

(434 pb) 

Cone 

photoreceptors 
5’AGACTTCGTGGATGATGTGGACAC 

5’GTACAACCAGCTGCACAGAATCAC 
35 56 AF156979.1 

GS 

(373 pb) 
Müller cells 

5’ACCTCAGCAAGTTCCCACTTGAAC 

5’GGTTGCTCACCATGTCCATTATCC 
25 55 AY044241.1 

mGluR6 

(342 pb) 
Bipolar cells 

5’TGCAAACTAACCAGCTCAGGTG 

5’TCCATTGGTTGCTTGGTACTGG 
35 55 NM_173372.2 

Nrl 

(358 pb) 

Rod 

photoreceptors 
5’TGCTCAGTCCCAGAATGG 

5’GAATAGTAGCCAAGAGGC 
31 58 L14935.1 

Prox1 

(477 pb) 
Horizontal cells 

5’CCTGAGTCCTTAGACTTGACTCGG 

5’GTTGTAGTGCATGTTGAGGGCTCG 
30 59 NM_008937.2 

Rpe65 

(486 pb) 

Retinal pigment 

epithelium 
5’GGAACTGTCCTCACCACTAACAGC 

5’TGTGGATGAGCAGTGGCACCATTG 
30 59 AF410461.1 

Stx1a 

(387 pb) 
Amacrine cells 

5’GATGACGACGACGATGTCACTGTC 

5’TTCTCGGTAGTCTGACTGAGTGGC 
35 59 NM_016801.3 

Thy1 

(236 pb) 
Ganglion cells 

5’CCCTATATCAAGGTCCTTACCC 

5’CACAGAGAAATGAAGTCCAGGG 
31 55 NM_009382.3 
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Results 

The mouse retina clock is composed of three autonomous oscillators located within each cellular 

layer 

To address the question of the retina clock location we isolated horizontal vibratome sections 

corresponding to the PRL, INL and GCL of retinas from mPer2
Luc mice (23). Samples were cultured on 

semipermeable membranes and bioluminescence recorded during several days. WR explants from the 

same animals were used as controls. As shown in Figure 1A,B WR expressed robust bioluminescence 

oscillations that could persist during at least 4 weeks without any medium change. Their mean period was 

22.89 ± 0.10 h (n=22). All three isolated retina layers also displayed PER2::LUC oscillations (Figure 1C), but 

with a much longer period: 25.97 ± 0.44 h (n=16) for GCL, 26.25 ± 0.51 h (n=17) for INL, 26.32 ± 0.56 h 

(n=11) for PRL. Interestingly, these periods were not different from each other (p = 0.87, one-way ANOVA) 

but were significantly different from the one measured in WR (p < 0.001, one-way ANOVA). Moreover, 

periods were significantly more variable in the GCL, INL and PRL groups than in the WR group (p < 0.001, 

Bartlett’s test of homogeneity of variances). Potential contamination by cells from adjacent layers was 

evaluated by RT-PCR specific to markers for distinct cell types (Supplementary Figure S1A-B) and confirmed 

that GCL and PRL layers were mostly free of any contamination. We found that some INL samples proved 

positive for ganglion cells and rod markers but this did not, obviously, impact on the period. These results 

showed that each cellular layer of the mouse retina harboured an autonomous oscillator. Moreover, the 

huge differences between periods measured in individual layers and in the whole retina indicated that 

coupling mechanisms exist between layer-specific oscillators and that their disruption would affect period 

length. 

 

 

Figure 1: The mouse retina is a robust circadian clock composed of 3 self-sustained oscillators located in the GCL, 

INL and PRL. A: Representative bioluminescence recording (raw data) of a mPer2
Luc

 retina during 4 weeks. Last 8 days 

of the recording are enlarged in the upper right corner. B: Representative bioluminescence recording (detrended data 

following 24 h running average subtraction) of a mPer2
Luc

 retina during the first week of culture. C: Representative 

bioluminescence recordings (detrended data following 24 h running average subtraction) of a ganglion cell layer (GCL), 

an inner nuclear layer (INL) and a photoreceptor layer (PRL) from mPer2
Luc

 mice during the first week of culture. 
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Figure S1: RT-PCR evaluation of cellular 

composition and contamination of the 

distinct types of mouse retina 

preparations. Representative results 

from amplifications with cDNAs from 

whole retinas (A), isolated layers (B), 

double layers (C) and from dissociated 

retinas (D). Amplification of Thy1 (T), 

mGluR6 (M) and Nrl (N) was used to 

estimate contamination by cells from 

other retina layers (GCL, INL and PRL 

respectively). Amplification of Glutamine 

Synthetase (G) was used to evaluate the 

presence of Müller cells in the isolated 

layers. Amplification of Rpe65 (R) was 

used to evaluate the degree of 

contamination of PRL by the RPE. Control 

amplification for Rpe65 (shown in A) was 

performed on a posterior eye globe 

containing RPE and choroid. 

Amplification of Syntaxin1a (S), Prox1 (P) 

and Arrestin3 (A) were used to verify the 

presence of amacrine and horizontal cells 

in the INL and of cones in the PRL. 

 

INL and GCL oscillators are coupled by synaptic connection  

To get further insight into these mechanisms, we recorded bioluminescence from horizontal 

sections comprising 2 layers with intact synaptic connections (“double-layers”). Sections containing GCL 

and INL (GCL+INL) expressed robust oscillations (Figure 2A) with a mean period of 23.36 ± 0.10 h (n=13), 

which is intermediate between- and significantly distinct from the mean period of WR (p = 0.003, one-way 

ANOVA) and of isolated GCL or INL (p < 0.001, one-way ANOVA). In addition, there was no difference in the 

variability of periods between the whole retina and the GCL+INL groups (p = 0.42, Bartlett’s test of 

homogeneity of variances). By contrast, sections containing PRL and INL (PRL+INL) expressed weaker 

oscillations (Figure 2B) with small numbers of cycles and periods whose mean and variability (27.46 ± 0.70 

h (n=14)) were not different from those of isolated PRL and INL (mean period: p = 0.11, one-way ANOVA; 

period variability: p = 0.18, Bartlett’s test of homogeneity of variances). Yet, they significantly differed from 

whose of WR samples (p < 0.001, one-way ANOVA). RT-PCR revealed that most samples of these double-

layers were slightly contaminated with cells from the third layer (Figure S1C), but, interestingly, none of 

them displayed a period typical of WR samples. To further understand how the INL and GCL communicate, 

we co-cultured isolated GCL and INL sections on the same membrane, either side by side (CoGCL-INL) or 

superimposed (CoGCL+INL). There was no period difference between both types of co-cultures (p = 0.68, 

one-way ANOVA) and they behaved exactly like individual GCL or INL layers (Figure 2C,D). Their mean 

period (27.22 ± 0.31 h (n=14)) did not differ from the one of isolated GCL and INL (p = 0.052, one-way 

ANOVA). Likewise, variability of their periods was similar to the ones of isolated GCL and INL (p = 0.056, 

Bartlett’s test of homogeneity of variances). 
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Figure 2: Double layers containing 

mouse retina inner nuclear- and 

ganglion cell layers display robust 

oscillations depending on the inner 

plexiform layer integrity. 

Representative bioluminescence 

recordings (detrended data following 

24 h running average subtraction) of 

mixed layers from mPer2
Luc

 retinas or 

single layers co-cultured together. A: 

mixed section composed of the 

ganglion cell and inner nuclear layers. 

B: mixed section composed of the 

inner nuclear and photoreceptor 

layers. C: co-culture of one ganglion 

cell layer and one inner nuclear cell 

layer superimposed on the membrane. 

D: co-culture of one ganglion cell layer 

and one inner nuclear cell layer placed 

side by side on the membrane. 

 

Coupling within the mouse retina clock does not rely on dopamine 

Above results suggested the existence of synaptic coupling between oscillators present in the INL 

and in the GCL, raising the possibility that similar mechanisms might also contribute to the whole retina 

clock network. To get further insight into these mechanisms, we used pharmacological tools to affect 

known signals between retina layers. mPer2
Luc WR were recorded for 4 days and then treatments were 

applied during 6 days. Evolution of the period between these recording intervals was compared to the 

same evolution in a control group undergoing medium change only. To validate this approach, we first 

verified that the period of the whole retina could be modulated pharmacologically to the same extent as by 

isolating cellular layers. We tested 3 drugs acting on pathways known to regulate the molecular clockwork 

(Figure 3A). Forskolin (10 µM), an activator of adenylate cyclase, produced a minor decrease of the period 

of around half an hour (p = 0.002, two-way repeated measures ANOVA, n=7). Picrotoxin (100 µM) was 

recently shown to shorten the period of the SCN clock independently of GABAA and GABAC receptors (26). 

In whole retinas it likewise induced a dramatic shortening of the period, of about 3 hours (p < 0.001, two-

way repeated measures ANOVA, n=7). In the presence of PF 670462 (1 µM), an inhibitor of casein kinases Iδ 

and Iε, the period of whole retina oscillations increased more than 5 hours (p < 0.001, two-way repeated 

measures ANOVA, n=6), reaching values which were larger than those found in isolated layers. These 

results confirmed that period length in the retina could be extensively modulated, both increased and 

decreased, by pharmacological means. We thus used this strategy to first investigate the role of dopamine, 

a well-known player in retinal rhythmic physiology (27). In addition, dopamine is released by interplexiform 

amacrine cells whose processes make contacts in the inner (IPL) and outer (OPL) plexiform layers and, given 

the wide distribution of its receptors, is a good candidate messenger for coupling layer-specific oscillators. 

Since dopamine is released (synaptically as well as extrasynaptically) following action potentials (28-30), we 

first cultured whole retinas in the presence of TTX (1 µM). The drug did not alter the period of the 

oscillations (Figure 3B; p = 0.56, one-way ANOVA, n=7), indicating that dopamine is not required for 

coupling between retina layers. Accordingly, treatment of whole retina cultures with 50 µM dopamine did 

not induce any change in the period of oscillations (Figure 3B,C; p = 0.11, two-way repeated measures 

ANOVA, n=7).  
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Figure 3: Treatment with TTX 

or dopamine does not alter the 

period of clock oscillation in 

the mPer2
Luc

 retina. A: The 

period of the whole mouse 

retina can be modulated by 

pharmacological treatment. 

Representative 

bioluminescence traces (raw 

data) from mPer2
Luc

 retinas 

submitted to indicated drugs 

(black bars) are shown and 

resulting period changes 

(expressed relatively to a 

control group in which 

renewed medium did not 

include any drug) are indicated 

in the histogram. Error bars 

from the x axis show ± SEM for 

the control group (*p < 0.05; 

*** p < .0.0005). B: Effects of 

treatment with 1 µM TTX or 50 

µM dopamine on the period, 

expressed as in A. C: 

Representative 

bioluminescence recording 

(raw data) of a mPer2
Luc

 retina 

treated with 50 µM dopamine.  

 

 

GABA, glycine and glutamate are dispensable for coupling of mouse retina oscillators 

GABA, glycine and glutamate are the major neurotransmitters in the retina and are known to play 

fundamental regulatory roles in the SCN clock (3). To investigate the potential involvement of GABA in 

retina clock coupling, we treated whole retinas with either GABA (1 mM) or inhibitors of GABAergic 

receptors applied individually or together: TPMPA 50 µM, CGP 52432 1 µM, gabazine 10 µM (Figure 4A-E). 

None of these treatments affected the period of whole retina oscillations (Figure 4K; p > 0.05 in each case, 

two-way repeated measures ANOVA, n=7), whereas 1 mM GABA reduced their amplitude, as previously 

described (22). These results indicated that GABA was not required for coupling of retina oscillators and 

that the effect of picrotoxin described above (Figure 3A) was non-specific, as demonstrated for the SCN 

clock (26). Glycine was reported not to affect retina PER2::LUC oscillations (22) but we readdressed this 

question by focusing on the period. Glycine at 5 mM induced a decrease of the period of around half an 

hour (Figure 4F,K; p = 0.035, two-way repeated measures ANOVA, n=8) but had no effect at 1 mM (Figure 

4G,K; period: p = 0.97, two-way repeated measures ANOVA, n=7). Curiously, strychnine (1 µM), an inhibitor 

of glycine receptor, had the same effect, with similar magnitude (Figure 4H,K; p = 0.01, two-way repeated 

measures ANOVA, n=7), raising the possibility of a non-specific effect, as for picrotoxin. Additionally, the 

effect of GABA 1 mM + glycine 5 mM was equivalent to the one of glycine 5 mM alone (Figure 4I,K; p = 

0.65, two-way repeated measures ANOVA), suggesting that GABA and glycine do not act in synergy and 
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confirming the mild effect of higher glycine dose, on the period of the retina clock. Finally, glutamate (1 

mM), the principal excitatory neurotransmitter of the retina (31) did not induce any significant change in 

the period of the oscillations (Figure 4J,K; p = 0.98, two-way repeated measures ANOVA, n=7), confirming 

the more complete pharmacology carried out by Ruan and colleagues in 2008 (22). 
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Figure 4: GABA, Glycine and Glutamate do not play major roles in the coupling of mouse retina oscillators. A-J: 

Representative bioluminescence traces (raw data) from mPer2
Luc

 retinas submitted to indicated doses of agonists and 

antagonists of GABAergic, glycinergic and glutamatergic receptors. K: Change of periods, h (treated vs. controls). Error 

bars on x axis: ± SEM for the control group. (* p<0.05) 

 

Cell/cell coupling in the mouse retina clock 

To further investigate the importance of cellular communication in the retina clock, we recorded 

bioluminescence from enzymatically dissociated retinas cultured at a density of 2800 cells/mm². Based on 

RT-PCR results, the cellular content of these cultures qualitatively recapitulated the composition of the 

whole retina (Figure S1D). Dissociated retina cultures expressed sustained oscillations with a mean period 

of 29.06 ± 0.33 h (n=14) (Figure 5A), which is significantly longer than those of isolated layers (p < 0.001, 

one-way ANOVA). To complete this study, we cultured whole retinas in the presence of an inhibitor of gap-

junctions. Carbenoxolone (100 µM) increased the period of the oscillations of more than half an hour as 

compared to the control group (Figure 5B,C; p = 0.033, two-way repeated measures ANOVA, n=7). 

 

Figure 5: Direct cell-to-cell 

communication is involved in coupling 

within the mouse retina clock.              

A: Representative bioluminescence 

recording (detrended data following 24 

h running average subtraction) of a 

culture of mPer2
Luc

 dissociated retina. 

B: Representative bioluminescence 

trace (raw data) from a mPer2
Luc

 retina 

submitted to 100 µM carbenoxolone.  

C: Effect of carbenoxolone treatment 

(100 µM) on the period, expressed 

relatively to a control group in which 

renewed medium did not include any 

drug. Error bars on x axis: ± SEM for the 

control group (* p<0.05). 

 

 

Data from rat retinas confirm the results obtained in the mouse  

To strengthen the notion that coupling of single oscillators and the resulting period length are 

correlated, we undertook a similar study in a second rodent strain designed for bioluminescence studies, 

the Per1-Luc rat (24). To carry out this analysis we used a recently described protocol for the culture of rat 

retinas and bioluminescence recording (12). Rat WR oscillated in culture with a mean period of 22.90 ± 0.19 

h (n=19) (Figure 6A), whereas isolated GCL and INL exhibited oscillations with increased period; 

respectively 25.69 ± 0.55 h (n=13) and 26.12 ± 1.41 h (n=5) (Figure 6B). PRL cultures showed baseline levels 

of bioluminescence in which no rhythm could be detected (Figure 6B). Similar to what was observed in the 

mouse, rat GCL+INL double layers oscillated with an intermediate period of 24.81 ± 0.54 h (n=9) (Figure 6C), 

and PRL+INL double layers oscillated with a mean period of 25.96 ± 0.70 h (n=8) which was very close to the 

ones of isolated layers (Figure 6D). By contrast, we could not detect any circadian oscillation from rat retina 

dissociated cells cultured at 2800 cells/mm², in spite of a high level of activity and a trend towards cyclic 
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behavior (Figure 6E). Although dispersion within groups did not allow comparing these period values like 

for mice data, it is interesting to note that they presented striking similarity to the ones measured in mouse 

retina samples (Figure 7). Taken together, these results strengthen the idea that period length is strongly 

correlated with the degree of dissociation within the retina tissue.  

 

Figure 6: Retina sections from Per1-Luc rats show self-sustained oscillations. Representative bioluminescence 

recordings (detrended data following 24 h running average subtraction) of various retina preparations from Per1-Luc 

rats, during the first week of culture. A: Whole retina. B: Individual cellular layers. C: Mixed section composed of the 

GCL and INL. D: Mixed section composed of the INL and PRL. E: Dissociated retina. 

 

 

Figure 7: Circadian clocks of mouse and rat retinas display similar correlation between period length and coupling. 

Period lengths (mean ± SEM) of the distinct types of retina samples prepared from the mouse (black bars) and rat 

(grey bars) retinas increase with the degree of retina dissociation. Rat PRL and dissociated cell cultures did not display 

circadian rhythmicity. Co-cultures of GCL and INL were not performed in the rat.  
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Discussion 

In the present study, by using an original experimental procedure to isolate retina cellular layers 

from mPer2
Luc mice, we provide strong evidence that the retina clock consists of multiple autonomous but 

coupled oscillators located within each cellular layer. Analysis of periods indicates they are inversely 

correlated with the degree of coupling between layers or cells, the maximum being reached in cultures of 

dissociated retinas. Maximal period values could also be induced in whole retinas by pharmacologically 

inhibiting casein kinases Iε and Iδ. In addition, period was increased by blocking gap junctions but only 

mildly modulated by altering the most common retina neurotransmission systems. Taken together with 

similar data obtained with the Per1-Luc rat, these results indicate that rhythmic properties in mammalian 

retinas proceed from multiple, coupled oscillators, with a major contribution from the ganglion cell and 

inner nuclear layers. 

 

The mouse retina harbours three independent circadian oscillators 

Occurrence of clock gene expression in retina cellular layers or defined cell types has been 

investigated in many studies and led to the conclusion that a circadian clockwork is likely to exist in GCL, INL 

and, albeit still debated, in the outer nuclear layer (reviewed in (16)). In our study with mPer2
Luc mice we 

demonstrate endogenous and sustained oscillating capacity in all three cellular layers isolated by horizontal 

vibratome sectioning. Rhythmic bioluminescence activity in isolated INL was expected based on the study 

by Ruan et al. (22), demonstrating that the oscillating signal in transverse retina sections emanates strongly 

from this central layer. Accordingly, more than 80% of INL samples (data not shown) showed rhythmic 

activity in the present analysis. Yet, given its central position this layer also displayed limited 

contamination, either from ganglion cells or from rods (Figure S1B), although this obviously did not impact 

on the period. Presence of a circadian oscillator within photoreceptors has been a matter of controversy for 

several years. Whereas photoreceptor layers from Per1-Luc rats have been reported to display cyclic 

luciferase activity and melatonin synthesis (21), the question of their molecular clockwork expression and 

their robustness has been raised (15, 18, 19). We here describe an oscillatory activity in PRL from the 

mPer2
Luc mouse that we did not observe in PRL from the Per1-Luc rat, unlike GCL and INL. Although the 

Per1-Luc rat also presents low luciferase activity, explants do not undergo massive apoptosis as assessed by 

TUNEL analysis after 4-5 days in culture (data not shown). It cannot be excluded, however, that the 

amplitude of rat PRL oscillations drops below the detection threshold of our bioluminescence recordings. 

We do not presently know whether the difference in PRL rhythmic property between the two models is due 

to species-differences or to the transgene construct itself. Besides the intrinsic properties of Per1 versus 

Per2 genes, it is expected that knock-in of the Luciferase gene into the Per2 open reading frame creates an 

ideal reporter able to fully reflect both its transcriptional and post-transcriptional regulations (2, 32) and, 

consequently, to cycle with higher amplitude. However, it should be noted that less than 30% of mPer2
Luc 

PRL (data not shown) show sustained oscillations, which is probably related to the low expression of PER2 

(13) and might explain why they were not detected in transversal sections (22). This observation also 

indicates a lower robustness of this oscillator. Thus, further investigation, notably with bioluminescence 

models targeting distinct clock genes, will be required to answer more clearly the nature of the PRL 

oscillator in mammals. Finally, and most strikingly, GCL also showed robust bioluminescence oscillations. 

Presence of a circadian oscillator in ganglion cells was demonstrated in the chicken (33) based on their 

capacity to drive rhythmic phospholipid metabolism in vitro, but has not been demonstrated in mammals, 

although several studies have reported the expression of the main clock genes in this layer (13, 34-37). It 

remains to be determined whether PER2::LUC oscillations are generated by ganglion cells or by the 
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numerous displaced amacrine cells also present within this layer (38) and confirmed by RT-PCR results with 

Syntaxin1A marker (Figure S1B), or by both. 

 

Period is correlated with the level of coupling between retina oscillators 

An original finding of this study is the close correlation between period of bioluminescence 

oscillations and the degree of retina dissociation, be it obtained mechanically or enzymatically. Periods of 

whole retina samples are much shorter than those recorded from separate constitutive layers. Importantly, 

this was not correlated with any change in the culture procedure or in media, which were constant 

throughout the study (except for a minor addition of serum at the start of dissociated retinal cultures). In 

addition, no period change was observed when recording bioluminescence from retina fragments obtained 

after transversal cuts or from whole retinas embedded in gelatin prior to transfer onto the membrane (data 

not shown). Finally, similar trends were observed for periods of vibratome-sectioned Per1-Luc rat retinas, 

even if their differences did not reach statistical significance. Although mechanisms regulating period 

length in the retina and in the SCN might be distinct (39) and difficult to compare, it should be underlined 

that changes in the period have been described in the case of the SCN as well. An extensive lengthening 

was reported in some studies of isolated neurons (40). More importantly, regional period differences in 

SCN slices have been uncovered upon exposure to an uncoupling agent (41). In spite of this complexity, SCN 

period appears to be mainly determined by free running periods of the multiple cell oscillators present in 

the tissue and to be rather close to their mean (for review, see Welsh 2010 (3)), which stands in contrast 

with what we observe here regarding the retina. Strength of coupling between oscillators is more usually 

assessed based on the amplitude and we indeed observed a decrease upon treatment of whole retinas with 

GABA, as previously observed (22), whereas there was no effect on the period. However, amplitude would 

have been difficult to quantify when analyzing retinal layers because it is also related to the total cell 

number, which varies considerably between the distinct kinds of preparations. We presently do not know 

which mechanisms underlie period changes in relation to oscillator coupling but observed strong increase 

of the whole retina period (even greater than those of isolated layers) upon inhibition of casein kinases 1δ 

and 1ε. Known as major regulators of period length (42) by phosphorylating PER2, these kinases are 

expressed in the retina in a cyclic manner and are located in the INL and photoreceptors (19). Thus, it is 

possible that coupling of retina oscillators ultimately impacts on the molecular clockwork throughout the 

retina via phosphorylation / dephosphorylation mechanisms involving casein kinases 1δ and 1ε.  

 

GCL and INL are strongly coupled 

Coupling between layer-specific oscillators does not appear to be uniform throughout the retina. 

Whereas mixed sections comprising INL and PRL behave like individual layers, those containing GCL and INL 

are characterized by period lengths that are intermediate between whole retinas and isolated layers, and of 

low dispersion. In addition, these preparations systematically show higher amplitudes and low damping 

rates (data not shown). These data indicate that the combination of GCL and INL layers confers particular 

clock properties, together constituting a rather robust oscillator. Similar conclusions have been difficult to 

draw from ex vivo studies (17) but the capacity of the inner retina to display sustained rhythmicity was 

previously shown in vitro, following degeneration of photoreceptors in the rd mouse (15). Additionally, 

retina neurons containing the requisite molecular clock machinery are widely distributed within this region 

(15, 43). Interestingly, rhythmic property of the inner retina was dramatically altered when INL and GCL 

were individually isolated and subsequently cultured together, suggesting the importance of synaptic 

connections in their coupling. Thus, the retina clock is likely to involve an internal, strongly coupled 
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oscillator comprising the GCL and INL, together with the one of the PRL. Coupling between these 2 

components appears weak but the PRL oscillator obviously plays a role in the network since its absence 

greatly perturbs the period. Further investigation, notably using bioluminescence imaging, will be required 

to better understand how spatio-temporal organization of this network generates robust, synchronized 

rhythms.  

 

Coupling of oscillators does not require the principal retina neurotransmitter/neuromodulator 

pathways 

We used the period as readout of coupling strength within the whole retina clock, to investigate its 

neurochemical organization. Dopamine appeared as the ideal candidate because i) dopaminergic 

interplexiform cells make synaptic contacts within both the IPL and OPL, potentially supplying (synaptically 

and extrasynaptically) any retina cell with dopamine (27) and ii) dopamine signaling is able to activate the 

transcriptional capacity of the CLOCK/BMAL1 complex (44). However, neither TTX, an inhibitor of voltage-

gated sodium channels able to block dopamine release, nor dopamine itself, had any effect on the period of 

whole retina oscillations, indicating that dopamine did not play a major role in coupling. Likewise, we 

confirmed that modulating glutamate or GABA signaling did not have any effect, as previously reported 

(22). This does not exclude the possibility that GABA and dopamine might act by conveying resetting 

information, notably in response to light, as suggested (22). By contrast, we detected a small effect of 

glycine, (30 minute decrease in period) that occurred only at the highest concentration (5 mM). 

Unexpectedly, the same effect was induced by strychnine, an inhibitor of glycinergic receptors. Strychnine 

was demonstrated to also inhibit nicotinic acetylcholine receptors in the retina at the applied concentration 

(45). Although activation or inhibition of acetylcholine receptors were not reported to affect period of 

mPer2
Luc retina oscillations (22), it is possible that the mild effects of strychnine in our study resulted from 

both glycinergic and nicotinic receptor inhibition and that these would have opposite but minor effects on 

the period. Thus, coupling within the oscillator network of the retina is likely to involve more complex 

communication pathways whose characterization requires further investigation. 

 

Cell/cell communication contributes to coupling of circadian oscillators in the retina 

In addition to inter-layer coupling, our results indicate the importance of direct, cell-to-cell 

connection in the retina clock. Indeed, enzymatically dissociated mouse retinas cultured at a density 

prohibiting cell-to-cell contact exhibited a period that was 3 h longer than those measured in isolated 

layers. Moreover, addition of carbenoxolone, an inhibitor of gap junctions, increased the period of WR of 

over 30 minutes. Although this effect was limited, likely because other mechanisms of coupling are retained 

in these retinas, it indicates that gap junctions, which ensure communication between cells (46), also 

contribute to the overall coupling of retina oscillators. In this respect, it will be interesting to analyze the 

effects of carbenoxolone treatment on periods of individual layers.  
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Conclusion 

Based on the study of two rodent species we provide strong evidence that the mammalian retina 

consists of multiple oscillatory units located within individual layers and characterized by a specific mode of 

coupling to the other units. Inter-cell communication mechanisms play an important role within this 

network and a particularity of the retina clock is that coupling governs its period. Thus, our results suggest 

that rhythm generation in the retina proceeds from quite complex mechanisms whose identification will 

require cell-level resolution combined with additional pharmacological studies.  
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IV / Entraînement de l’horloge rétinienne 

Toutes les données présentées ici ont été obtenues avec des rétines entières de rat Per1-Luc et des demies 

rétines entières de souris PER2::LUC cultivées et enregistrées de la même manière que précédemment. 

Sauf mention contraire, les expériences n’ont été réalisées qu’une fois et devront être répétées pour 

s’assurer de leur répétabilité. 

 

IV.1 / Entraînement par la lumière 

Afin de mettre en place un outil d’étude de l’influence de la lumière sur l’horloge rétinienne, nous avons 

testé deux types de protocoles de stimulation par la lumière : 

- Le premier consiste en l’application d’un créneau de lumière d’1 h (environ 500 lux) sur des rétines en 

cours d’enregistrement. Pour ce faire, les échantillons sont retirés du LumiCycle et placés sous une fibre 

optique dans un incubateur thermostaté à 37°C le temps que dure la stimulation. 

- Le second est la soumission des échantillons à un cycle LD12/12 (12 h de lumière (environ 500 lux) / 12 h 

d’obscurité) durant 48 h au cours de la phase de préincubation qui précède le début des 

enregistrements (Figure 33). 

 

Figure 33 : Protocole d’entraînement des explants rétiniens par un cycle LD12/12. 

Les tissus sont exposés à une alternance de 12 h d’obscurité et 12 h de lumière (environ 500 lux) durant 48 h entre le 

moment de leur mise en culture et le début des enregistrements. Ces cycles sont superposés aux étapes habituelles 

de changement du milieu de culture. 

 

Les éventuelles modifications de période, de phase et d’amplitude des oscillations suite à ces traitements 

sont recherchées : 

- Une modification de la période traduit une modulation de la cinétique de l’horloge par la lumière, 

suffisamment durable pour être sensible dans une fenêtre d’analyse de 72 h après la stimulation. 

- Une modification de l’amplitude reflète une modification du degré de synchronisation dans le tissu 

et/ou un renforcement de l’amplitude des rythmes de l’horloge moléculaire, également suffisamment 

durable pour être sensible dans une fenêtre d’analyse de 72 h après la stimulation. Elle peut être 

considérée comme un signe d’entraînement car elle traduit une relance du système au niveau 

moléculaire et tissulaire. 

- Enfin, une modification de la phase est un signe direct de l’entraînement de l’horloge moléculaire. 
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IV.1.A / Chez la souris PER2::LUC 

IV.1.A.a / Application d’un créneau de lumière 

Il a déjà été montré que l’application d’un créneau de lumière d’1 h au milieu de la phase montante ou de 

la phase descendante de l’oscillation émanant de rétines de souris PER2::LUC entraîne de modestes 

déphasages : respectivement un retard de phase de 2,3 h et une avance de phase de 1,5 h (Ruan et al., 

2008). Nous avons donc réalisé nos premiers essais de créneau de lumière aux mêmes moments, mais sur la 

3ème oscillation de manière à avoir une portion d’enregistrement suffisante en amont pour pouvoir 

également réaliser des mesures de période et d’amplitude, mesures qui ont été réalisées sur une fenêtre 

de 53 h. Nous n’avons pu mettre en évidence aucun effet de la lumière sur aucun paramètre, y compris 

lorsque les rétines sont cultivées en présence de 9-cis-rétinal à 20 µM et/ou lorsque la dissection et la mise 

en culture des rétines sont réalisées en lumière rouge afin de limiter l’appauvrissement des 

photorécepteurs en rétinal, ce qui empêcherait leur réponse à la lumière. Un total de 20 échantillons (11 

soumis à un créneau de lumière et 9 contrôles) a été testé pour l’ensemble des conditions, mais dans tous 

les cas les oscillations se poursuivent comme si les échantillons n’avaient pas vu la lumière (Figure 34). 
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Figure 34 : Effet d’un créneau de lumière sur le cycle d’expression PER2, lorsqu’il est appliqué au cours des phases 

ascendante et descendante de l’expression de PER2. 

Exemples de données de bioluminescence, après soustraction d’une ligne de base, enregistrées pour des rétines de 
souris PER2::LUC soumises ou non à un créneau de lumière d’1 h (environ 500 lux) durant la phase ascendante (à 

gauche) ou descendante (à droite) de leur 3
ème

 oscillation. 

 

L’expérience a été retentée en appliquant le créneau de lumière au moment du sommet du pic de la 

troisième oscillation (Figure 35 ; n = 8 dans chaque groupe). Cette stimulation ne provoque aucun effet sur 

l’amplitude des oscillations (Figure 36 ; p = 0,7 ; ANOVA à deux facteurs sur mesures répétées), en revanche 

elle entraîne une légère mais significative diminution de la période d’environ 13 min (Figure 36 ; p = 0,02 ; 

ANOVA à deux facteurs sur mesures répétées) ainsi qu’une forte tendance à un retard de phase d’environ 

45 min (Figure 36 ; p = 0,052 ; ANOVA à un facteur comparant la différence entre l’acrophase réelle du 

premier pic après la stimulation (Pic 4) et sa prédiction d’après l’acrophase du pic qui précède la stimulation 

(Pic 2) pour les échantillons stimulés par rapport à cette même différence pour des échantillons contrôles). 

Un retard de phase identique est obtenu lorsque la prédiction de l’acrophase du Pic 4 est réalisée à partir 

de l’acrophase du Pic 1. Ce déphasage ne peut pas être dû à la simple différence de période qui existe entre 

les deux groupes parce que le groupe ayant subi le créneau de lumière a une période raccourcie, alors que 

son déphasage va dans le sens d’un retard de phase. 
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Figure 35 : Effet d’un créneau de 

lumière sur le cycle d’expression PER2, 

lorsqu’il est appliqué au moment du 

pic d’expression de PER2. 

Exemples de données de 

bioluminescence, après soustraction 

d’une ligne de base, enregistrées pour 

des rétines de souris PER2::LUC 

soumises ou non à un créneau de 

lumière d’1 h (environ 500 lux) au 

moment du pic de leur 3
ème

 oscillation. 

 

 

   

Figure 36 : Effet d’un créneau de lumière sur la période, l’amplitude et la phase du cycle d’expression de PER2, 

lorsqu’il est appliqué au moment du pic d’expression de PER2. 

Evolution de la période (à gauche) et de l’amplitude (au milieu) moyennes des oscillations de rétines de souris 

PER2::LUC soumises ou non à une stimulation d’1 h par un créneau de lumière (environ 500 lux) au moment du pic de 

leur 3
ème

 oscillation. La période du groupe contrôle passe de 22,51 h ± 0,06 à 22,72 h ± 0,07, et celle du groupe stimulé 

passe de 22,54 h ± 0,06 à 22,52 h ± 0,04. L’amplitude du groupe contrôle passe de 362 coups/s ± 31 à 149 coups/s ± 

16, et celle du groupe stimulé passe de 361 coups/s ± 29 à 137 coups/s ± 25. Déphasage de l’acrophase du premier pic 

post-stimulation (à droite) : le créneau de lumière entraîne un retard de phase d’1,18 h ± 0,4 du Pic 4, ce retard de 

phase étant de 0,43 h ± 0,11 pour le groupe contrôle. 

 

Les échantillons contrôles n’ont pas été retirés du LumiCycle au cours de la stimulation, et il n’est pas 

impossible que les effets observés soient dus à la manipulation des boîtes stimulées, bien que cela semble 

improbable au vu de l’absence d’effet de cette manipulation au cours des essais précédents. 

Pour lever ce doute, la dernière tentative de créneau de lumière, réalisée cette fois-ci dans le creux qui 

sépare la 3ème oscillation de la 4ème, est effectuée en retirant également les boîtes contrôles du LumiCycle et 

en les plaçant dans un incubateur à l’obscurité (Figure 37 ; n = 6 dans chaque groupe). Ce créneau de 

lumière n’a pas d’effet sur l’amplitude des oscillations (Figure 38 ; p = 0,4 ; ANOVA à deux facteurs sur 

mesures répétées), pas plus que sur leur période (Figure 38 ; p = 0,7 ; ANOVA à deux facteurs sur mesures 

répétées). Les échantillons stimulés ont tendance à être en avance de phase d’environ 30 min, mais cette 

tendance n’est pas significative (Figure 38 ; p = 0,2 ; ANOVA à un facteur comparant la différence entre 

l’acrophase réelle du Pic 4 et sa prédiction d’après l’acrophase du Pic 2 pour les échantillons stimulés par 
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rapport à cette même différence pour des échantillons contrôles). Cette tendance à l’avance de phase est 

confirmée lorsque la prédiction de l’acrophase du Pic 4 est réalisée à partir des acrophases des Pics 1 et 3. 
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Figure 37 : Effet d’un créneau de 

lumière sur le cycle d’expression 

PER2, lorsqu’il est appliqué dans le 

creux de l’expression de PER2. 

Exemples de données de 

bioluminescence, après soustraction 

d’une ligne de base, enregistrées pour 

des rétines de souris PER2::LUC 

soumises ou non à un créneau de 

lumière d’1 h (environ 500 lux) au 

moment du creux qui sépare leur 3
ème

 

de leur 4
ème

 oscillation. 

 

   

Figure 38 : Effet d’un créneau de lumière sur la période, l’amplitude et la phase du cycle d’expression de PER2, 

lorsqu’il est appliqué dans le creux de l’expression de PER2. 

Evolution de la période (à gauche) et de l’amplitude (au milieu) moyennes des oscillations de rétines de souris 

PER2::LUC soumises ou non à une stimulation d’1 h par un créneau de lumière (environ 500 lux) au moment du creux 

qui sépare leur 3
ème

 de leur 4
ème

 oscillation. La période du groupe contrôle passe de 22,98 h ± 0,13 à 22,88 h ± 0,08, et 

celle du groupe stimulé passe de 22,97 h ± 0,09 à 22,82 h ± 0,07. L’amplitude du groupe contrôle passe de 152 coups/s 

± 29 à 57 coups/s ± 8, et celle du groupe stimulé passe de 194 coups/s ± 24 à 80 coups/s ± 9. Déphasage de 

l’acrophase du premier pic post-stimulation (à droite) : le créneau de lumière entraîne une avance de phase d’1,05 h ± 

0,32 du Pic 4, cette avance de phase étant de 0,40 h ± 0,36 pour le groupe contrôle. 

 

IV.1.A.b / Entraînement par un cycle d’alternance lumière/obscurité 

La soumission des rétines a un cycle LD 12/12 durant 48 h avant le début des enregistrements en 

bioluminescence (n = 4 dans le groupe LD et n = 3 dans le groupe contrôle maintenu en DD) n’a pas d’effet 

sur la période de leurs oscillations (p = 0,7 ; ANOVA à un facteur : 22,47 h ± 0,08 pour le groupe DD, 22,58 h 

± 0,23 pour le groupe LD) (ce qui indique que le libre cours s’installe immédiatement dans la rétine), pas 

plus que sur leur amplitude (p = 0,6 ; ANOVA à un facteur : 80,28 coups/s ± 28 pour le groupe DD, 105 

coups/s ± 29 pour le groupe LD). Le cycle LD provoque en revanche une avance de phase d’environ 2h45 

(Figure 39) qui n’est pas tout à fait significative sur le 1
er pic (Figure 40 ; p = 0,051 ; ANOVA à un facteur) 

mais qui est confirmée sur le 2ème (Figure 40 ; p = 0,03 ; ANOVA à un facteur). Cet effet est contre-intuitif 
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puisque, la période endogène des rétines étant plus courte que 24 h, la synchronisation des échantillons 

sur un cycle de 24 h devrait conduire à des acrophases plus tardives par rapport à celles des échantillons 

laissés en libre cours. Mais cela prouve en tout cas un effet de la lumière, de même que le fait que les 

acrophases du second pic des échantillons entraînés soient moins dispersées que celles des échantillons du 

groupe contrôle (p = 0,02 ; test de Bartlett d’homogénéité des variances). 
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Figure 39 : Effet de l’exposition à un 

cycle LD12/12 sur le cycle 

d’expression de PER2. 

Exemples de données de 

bioluminescence, après soustraction 

d’une ligne de base, enregistrées pour 

des rétines de souris PER2::LUC 

soumises ou non à un cycle LD12/12 

durant 48 h de culture précédant le 

début des enregistrements. 

 

 

  

Figure 40 : Effet de l’exposition à un cycle LD12/12 sur l’acrophase de l’expression de PER2. 

Comparaison des acrophases des premier (à gauche) et deuxième (à droite) pics de bioluminescence enregistrés pour 

des rétines de souris PER2::LUC soumises ou non à un cycle LD 12/12 durant 48 h de culture précédant le début des 

enregistrements. 

 

IV.1.B / Chez le rat Per1-Luc 

IV.1.B.a / Application d’un créneau de lumière 

Chez le rat, les expériences de stimulation par un créneau de lumière sont confrontées au problème majeur 

de l’amortissement rapide des oscillations, de leur faible amplitude et de leur tendance à l’instabilité. De ce 

fait, les premières tentatives d’application d’un créneau de lumière au cours de la troisième oscillation ont 

été un échec puisque les portions de courbe après la stimulation ne sont plus analysables. Nous avons donc 

refait une tentative en administrant la lumière, à 1000 lux cette fois-ci, au cours de la deuxième oscillation 

(phase descendante), nous n’avons à nouveau pas pu mettre en évidence d’effet de la lumière. En effet, la 
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précocité de l’application de la stimulation ne permet pas de calculer proprement des valeurs de période 

pré-stimulation, et la faiblesse de l’amplitude des oscillations après la stimulation limite le calcul de la 

période post-stimulation et empêche de déterminer précisément des acrophases. Il est cependant 

intéressant de noter que, sur 16 échantillons répartis en deux expériences (4 contrôles et 4 traités pour 

chacune des expériences), seuls 9 présentaient encore des oscillations après la stimulation, avec des 

amplitudes très faibles et un amortissement rapide (Figure 41), mais que parmi ces 9 échantillons 

oscillants, 6 étaient issus des groupes ayant vu la lumière et 3 seulement étaient issus des groupes 

contrôles (retirés du LumiCycle le temps de la stimulation mais maintenus dans le noir), ce qui laisse penser 

que la lumière favorise la persistance des oscillations. 

Cette approche expérimentale n’est donc pas adaptée à l’étude de l’entraînement de l’horloge rétinienne 

des rats Per1-Luc. 
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Figure 41 : Effet de l’exposition à un 

cycle LD12/12 sur le cycle 

d’expression de Per1. 

Exemples de données de 

bioluminescence, après soustraction 

d’une ligne de base, enregistrées pour 

des rétines de rat Per1-Luc soumises 

ou non à un créneau de lumière d’1 h 

(environ 1000 lux) durant la phase 

descendante de leur 2
ème

 oscillation. 

 

 

IV.1.B.b / Entraînement par un cycle d’alternance lumière/obscurité 

Nous avons également comparé les oscillations de rétines exposées à un cycle LD 12/12 durant les 48 h de 

pré-incubation qui précèdent le début des enregistrements à celles de rétines maintenues à l’obscurité. 

Une première expérience qui comprend 7 échantillons contrôles et 8 échantillons traités indique que le 

cycle LD a tendance à provoquer une augmentation de l’amplitude des oscillations et un retard de phase 

d’environ 30 min (Figure 42). L’expérience a donc été répétée, avec 10 échantillons contrôles et 11 traités, 

et aboutit aux mêmes tendances. La difficulté pour mettre en évidence des effets avec les rétines de rat est 

que la variabilité est toujours très importante, quels que soient les paramètres testés. Le rassemblement 

des échantillons des deux expériences permet de rendre l’augmentation d’amplitude pratiquement 

statistiquement significative (Figure 43 ; p = 0,053 ; ANOVA à un facteur) mais ne confirme en revanche pas 

le retard de phase (Figure 43 ; p = 0,18 ; ANOVA à un facteur). De même que pour les rétines de souris 

PER2::LUC, le cycle LD ne modifie pas la période des rétines de rat Per1-Luc qui y ont été exposées (p = 0,7 ; 

ANOVA à un facteur : 23,29 h ± 0,16 pour le groupe DD et 23,17 h ± 0,10 pour le groupe LD). 
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Figure 42 : Effet de l’exposition à un 

cycle LD12/12 sur le cycle 

d’expression de Per1. 

Exemples de données de 

bioluminescence, après soustraction 

d’une ligne de base, enregistrées pour 

des rétines de rat Per1-Luc soumises 

ou non à un cycle LD12/12 durant 48 h 

de culture précédant le début des 

enregistrements. 

 

 

  

Figure 43 : Effet de l’exposition à un cycle LD12/12 sur l’amplitude et l’acrophase de l’expression de Per1. 

Comparaison de l’amplitude (à gauche) et de l’acrophase du premier pic (à droite) des oscillations de bioluminescence 

enregistrées pour des rétines de rat Per1-Luc soumises ou non à un cycle LD12/12 durant 48 h de culture précédant le 

début des enregistrements. 

 

IV.1.C / Discussion 

De l’ensemble de ces résultats, la première conclusion qui peut être tirée est que les effets de la lumière 

sur l’horloge rétinienne sont difficiles à mettre en évidence, tout particulièrement avec le modèle du rat 

Per1-Luc chez qui le seul indice de l’entraînement de l’horloge rétinienne par la lumière est une 

augmentation de l’amplitude des oscillations suite à la soumission à un cycle LD 12/12. 

Chez le modèle de souris PER2::LUC, les indices de l’entraînement de l’horloge rétinienne par la lumière 

sont plus évidents : un créneau de lumière a tendance à provoquer un retard ou une avance de phase selon 

que son application est réalisée au moment du pic ou du creux de l’oscillation, mais ces déphasages sont 

d’une ampleur très faible (moins d’1 h). Ces effets, qui vont dans des directions opposées lorsqu’ils sont 

provoqués à des moments différents du cycle, sont typiques d’une réponse d’entraînement à un Zeitgeber. 

Les déphasages que nous avons observés tendent à rejoindre ceux observés par (Ruan et al., 2008) : les 

effets qu’ils décrivent sur les phases ascendante et descendante de l’oscillation de PER2, nous les avons 

observés respectivement sur le pic et dans le creux de cette oscillation, avec des ampleurs très limitées 

dans tous les cas. L’avance de phase que nous avons observée lorsque la stimulation lumineuse est 
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appliquée dans le creux de l’oscillation est cohérente avec l’effet décrit par (Ruan et al., 2008) lors de 

l’application d’un agoniste du récepteur D1 au même moment, un effet d’une ampleur très faible 

également (environ 1 h). 

La soumission des rétines PER2::LUC à un cycle LD 12/12 provoque, quant à elle, une tendance à l’avance 

de phase un peu plus conséquente (d’environ 2h45). La direction de cet effet est difficile à comprendre, 

d’autant plus que la tendance est inverse avec les rétines de rat Per1-Luc, mais il faut garder à l’esprit que 

le cycle LD est superposé aux changements de milieu de culture qui interviennent durant la pré-incubation 

des échantillons, et que les rétines de rat et de souris ne sont pas soumises au même protocole de pré-

incubation. Les rétines de souris PER2::LUC ayant des oscillations très durables, il est possible d’envisager 

de retarder de 24 h le début du cycle LD afin d’éviter cette superposition. L’inconvénient de l’approche par 

cycle LD est qu’il n’est pas possible d’enregistrer les échantillons au cours de la stimulation. En revanche, 

l’approche par créneau d’1 h appliqué en cours d’enregistrement permet de comparer l’évolution des 

paramètres des oscillations de chaque échantillon avant et après la stimulation, mais ne donne que des 

effets ténus chez la souris PER2::LUC. 

On peut s’interroger sur les raisons de cette sensibilité très limitée de l’horloge rétinienne à la lumière 

lorsqu’on considère l’ampleur et la rapidité d’apparition du déphasage du rythme de sécrétion de la 

mélatonine qu’un déphasage du cycle LD est capable de provoquer dans des rétines de hamster et de 

souris en culture (Tosini and Menaker, 1996, 1998a). Deux explications peuvent être proposées à cela : 

- Nos conditions de culture ne permettent pas à l’horloge rétinienne de répondre pleinement à la 

lumière. Les raisons en sont inconnues, puisque l’ajout de 9-cis-rétinal dans le milieu de culture et la 

dissection des échantillons sous une lumière rouge n’améliorent pas leur capacité de réponse. 

- Les protocoles que nous avons utilisés ne sont pas adaptés à la mise en évidence des effets de la lumière 

sur l’horloge rétinienne. Nous avons réalisé quelques essais, en augmentant de la durée du créneau de 

lumière (2 h) ou l’intensité de la lumière (jusqu’à 3000 lux), qui ne se sont pas révélés plus concluants. 

Une étude vient tout juste d’apporter quelques éclairages sur cette question, en montrant d’une part que 

des décalages de phase de l’horloge de souris PER2::LUC peuvent être obtenus en culture avec des 

créneaux de lumière de 3 h à 457 nm (avec un sens et une ampleur de décalage variables selon le moment 

de la stimulation), et d’autre part qu’il faut un minimum de 4 jours de cycle LD pour que l’horloge de ces 

mêmes rétines soit pleinement entraînée (Buhr and Van Gelder, 2014). Il est donc possible d’envisager que 

seules des stimulations lumineuses longues sont efficientes, ce qui rendrait l’horloge rétinienne insensible à 

des stimulations courtes non pertinentes. Dans le cas des études de Tosini et Menaker (Tosini and Menaker, 

1996, 1998a), un effet de masquage du rythme de libération de la mélatonine pourrait alors se superposer à 

l’effet d’entraînement via l’horloge, ce qui se justifierait par le fait que la synthèse de mélatonine dans la 

rétine est directement sous le contrôle de la lumière, en plus de celui de l’horloge (Fukuhara et al., 2004; 

Tosini et al., 2006). Mais il reste encore à tester les autres longueurs d’onde du spectre visible, qui ont peut-

être des effets très différents de celle de 457 nm. 

 

IV.2 / Rôle de l’AMPc dans l’entraînement de l’horloge rétinienne 

Au vu de l’importance de l’AMPc dans l’entraînement de l’horloge des SCN (Tischkau et al., 2000), nous avons 

cherché à savoir ce qu’il en est dans la rétine, grâce à l’utilisation de stimulations par la forskoline, un 

activateur de l’AC largement utilisé pour resynchroniser les rythmes de bioluminescence des cellules et 

tissus en culture (Abe et al., 2002; Izumo et al., 2003) et connu pour induire l’expression de Per1 et Per2 (Yagita 

and Okamura, 2000). Il a d’ailleurs été récemment montré que la forskoline entraîne les rythmes dans les os 
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de souris PER2::LUC en provoquant soit un retard, soit une avance de phase selon le moment de son 

administration (Okubo et al., 2013). 

 

IV.2.A / Chez le rat Per1-Luc 

Nous avons testé les effets d’une augmentation transitoire de l’AMPc sur les différents paramètres des 

oscillations de rétines de rat Per1-Luc en réalisant une stimulation aiguë de l’AC par la forskoline (10 µM) 

durant 1 h juste avant le début des enregistrements et avons comparé les périodes, amplitudes et phases 

des oscillations de ces échantillons (n = 8) à celles d’échantillons contrôles (n = 8) traités avec une 

concentration d’éthanol (1 ‰) équivalente à celle présente dans le milieu de stimulation (Figure 44). 

La forskoline entraîne un raccourcissement de la période moyenne d’environ 1 h (Figure 45 ; p < 0,001 ; 

ANOVA à un facteur) ainsi qu’une très nette augmentation de l’amplitude (Figure 45 ; p < 0,001 ; ANOVA à 

un facteur). Le premier pic de bioluminescence a également tendance à être retardé d’une petite heure 

chez les échantillons traités (Figure 45 ; p = 0,06 ; ANOVA à un facteur), et cet effet ne peut pas être dû à la 

différence de période qui existe entre les deux groupes parce que la période des échantillons traités est 

raccourcie, ce qui tendrait plutôt à entraîner une avance de phase. 
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Figure 44 : Effet d’une augmentation 

transitoire du taux d’AMPc sur le 

cycle d’expression de Per1. 

Exemples de données de 

bioluminescence, après soustraction 

d’une ligne de base, enregistrées pour 

des rétines de rat Per1-Luc soumises 

ou non à une stimulation par de la 

forskoline (10 µM) pendant 1 h juste 

avant le début des enregistrements. 

 

 

   

Figure 45 : Effet d’une augmentation transitoire du taux d’AMPc sur la période, l’amplitude et l’acrophase de 

l’expression de Per1. 

Comparaison de la période (à gauche), de l’amplitude (au milieu) et de l’acrophase du premier pic (à droite) des 

oscillations de bioluminescence enregistrées pour des rétines de rat Per1-Luc soumises ou non à une stimulation par 

de la forskoline (10 µM) pendant 1 h juste avant le début des enregistrements. CE = contrôle ; F = forskoline. 
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Cette expérience a été répétée dans les mêmes conditions (par Ngyuen-Vy Vo au cours de son stage de 

Master) avec 12 échantillons par groupe : elle a confirmé les résultats précédemment cités et a pu cette 

fois-ci mettre en évidence un retard significatif de phase de près de 2 h dans le groupe des échantillons 

traités avec la forskoline (p = 0,006 ; test t de Student : acrophase à 1,80 jours ± 0,02 pour le groupe 

contrôle et à 1,88 jours ± 0,01 pour le groupe traité). 

 

IV.2.B / Chez la souris PER2::LUC 

La même expérience est réalisée avec des rétines de souris PER2::LUC (Figure 46 ; n = 7 dans chaque 

groupe). Cette fois-ci, aucun effet sur la période (p = 0,2 ; ANOVA à un facteur : 22,77 h ± 0,07 pour les 

échantillons contrôles et 22,63 h ± 0,09 pour les échantillons traités), sur l’amplitude (p = 0,9 ; ANOVA à un 

facteur : 319 coups/s ± 135 pour les échantillons contrôles et 313 coups/s ± 32 pour les échantillons traités) 

ou sur l’acrophase du premier pic de bioluminescence (p = 0,7 ; ANOVA à un facteur : 2,15 jours ± 0,01 pour 

les échantillons contrôles et 2,15 jours ± 0,02 pour les échantillons traités) n’a pu être mis en évidence. 
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Figure 46 : Effet d’une augmentation 

transitoire du taux d’AMPc sur le 

cycle d’expression de PER2. 

Exemples de données de 

bioluminescence, après soustraction 

d’une ligne de base, enregistrées pour 

des rétines de souris PER2::LUC 

soumises ou non à une stimulation par 

de la forskoline (10 µM) pendant 1 h 

juste avant le début des 

enregistrements. 

 

 

Il est vraisemblable que la forskoline puisse exercer des effets différents selon le moment du cycle où elle 

est administrée. L’administration avant le début des enregistrements ne permet par de contrôler ce 

paramètre. Etant donné que les rétines de souris présentent des oscillations très durables, ce modèle est 

optimal pour réaliser des stimulations en cours d’enregistrement. Nous avons donc stimulé un groupe de 

rétines de souris PER2::LUC (Figure 47 ; n = 9 dans chaque groupe) au milieu de la phase descendante de 

leur quatrième oscillation. Alors qu’aucune différence de période n’est observée entre les deux groupes 

(Figure 48 ; p = 0,4 ; ANOVA à deux facteurs sur mesures répétées), l’amplitude des oscillations a tendance 

à être augmentée par le traitement, bien que cela ne soit pas significatif (Figure 48 ; p = 0,09 ; ANOVA à 

deux facteurs sur mesures répétées). Il y a en revanche un large retard de phase d’un peu plus de 4 h des 

échantillons traités (Figure 48 ; p = 0,005 ; ANOVA à un facteur). Pour mesurer ce déphasage, une 

prédiction de l’acrophase du pic de bioluminescence qui suit la stimulation (le Pic 5) a été réalisée à partir 

du 3ème pic de bioluminescence (c’est-à-dire le pic qui précède celui qui subira la stimulation) à l’aide de la 

période propre à chaque échantillon, puis les différences entre cette prédiction et l’acrophase réelle ont 

été comparées entre les deux groupes. Afin de vérifier la fiabilité du déphasage mis en évidence, la même 
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comparaison a été réalisée avec les prédictions issues des 1er et 2ème pics de bioluminescence et aboutissent 

au même déphasage de 4 h. Enfin, la durabilité de ce déphasage est également confirmée sur le 6ème pic de 

bioluminescence (le 2ème pic post-stimulation) et exclut ainsi un éventuel effet transitoire de la stimulation. 
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Figure 47 : Effet d’une augmentation 

transitoire du taux d’AMPc sur le cycle 

d’expression PER2, au moment de la 

phase descendante de l’expression de 

PER2. 

Exemples de données de 

bioluminescence, après soustraction 

d’une ligne de base, enregistrées pour 

des rétines de souris PER2::LUC 

soumises ou non à une stimulation par 

de la forskoline (10 µM) pendant 1 h au 

cours de la phase descendante de leur 

quatrième oscillation. 

 

 

   

Figure 48 : Effet d’une augmentation transitoire du taux d’AMPc sur la période, l’amplitude et la phase du cycle  

d’expression de PER2, au moment de la phase descendante de l’expression de PER2. 

Evolution de la période (à gauche) et de l’amplitude (au milieu) moyennes des oscillations de rétines de souris 

PER2::LUC soumises ou non à une stimulation d’1 h par de la forskoline (10 µM) au cours de la phase descendante de 

leur quatrième oscillation. La période du groupe contrôle passe de 22,78 h ± 0,07 à 23,56 h ± 0,08, et celle du groupe 

stimulé passe de 22,69 h ± 0,08 à 22,47 h ± 0,08. L’amplitude du groupe contrôle passe de 230 coups/s ± 16 à 81 

coups/s ± 5, et celle du groupe stimulé passe de 195 coups/s ± 14 à 110 coups/s ± 11. Déphasage de l’acrophase du 

premier pic post-stimulation (à droite) : la forskoline entraîne un retard de phase de 8,73 h ± 0,97 du Pic 5, ce retard 

de phase étant de 4,61 h ± 0,81 pour le groupe contrôle. 

 

IV.2.C / Discussion 

Bien que ces quelques expériences préliminaires ne suffisent pas à décrire l’ensemble des rôles de l’AMPc 

pour l’horloge rétinienne, elles indiquent que l’AMPc est capable d’entraîner cette horloge. En effet, chez le 

rat comme chez la souris, une stimulation d’1 h par la forskoline provoque un retard de phase des 

oscillations. Chez la souris, cet effet fait suite à une stimulation qui a eu lieu dans la phase descendante de 

l’expression de PER2, et est en accord avec le retard de phase observé par (Ruan et al., 2008) suite à une 

stimulation par un agoniste au récepteur D1 (qui active l’AC) au même moment. L’amplitude et la direction 

de l’effet de la forskoline dépendent probablement du moment de l’administration de la stimulation, il 

22.0 

22.4 

22.8 

23.2 

23.6 

24.0 

Pré-stimulation Post-stimulation 

P
é

ri
o

d
e

 (
h

) 

Contrôle 

Forskoline 

0 

50 

100 

150 

200 

250 

300 

Pré-stimulation Post-stimulation 

A
m

p
li

tu
d

e
 (

co
u

p
s/

s)
 Contrôle 

Forskoline 

-1 

0 

1 

2 

3 

4 

5 

6 

D
é

p
h

a
sa

g
e

 P
ic

 5
 (

h
) 

st
im

u
lé

s 
- 

co
n

tr
ô

le
s ** 



114 RESULTATS 

 

faudrait tracer la courbe de réponse de phase de l’horloge rétinienne à la forskoline pour le caractériser. 

Ceci serait techniquement aisé chez la souris, et pourrait expliquer l’absence de déphasage lorsque la 

stimulation a été réalisée 1 h avant le début des enregistrements, mais serait plus compliqué chez le rat 

comme le prédisent les tentatives de créneau de lumière présentées dans le paragraphe IV.1.B.a /. S’il est 

montré que la lumière entraîne l’horloge rétinienne par la voie de l’AMPc, cette courbe de réponse de 

phase pourra constituer un outil de prédiction des effets de la lumière sur l’horloge rétinienne plus facile 

d’accès que la stratégie du créneau de lumière. 

Chez le rat Per1-Luc, l’augmentation de l’amplitude des oscillations par la forskoline traduit un effet durable 

de synchronisation et/ou d’augmentation de l’amplitude des rythmes dans les cellules, car l’amplitude est 

mesurée comme une moyenne sur 3 jours d’enregistrement. Dans les deux cas cet effet est en accord avec 

un rôle de l’AMPc d’induction de l’expression de Per1 déjà décrit. Chez la souris, l’augmentation 

d’amplitude est plus ténue, peut-être parce que, le couplage étant plus fort dans la rétine de souris, la 

désynchronisation est faible au sein du tissu et l’amplitude des oscillations est maintenue à un niveau 

élevé. Une autre explication possible serait un effet d’augmentation de l’amplitude de l’expression de Per1 

qui ne se produirait pas au niveau de la protéine PER2. 

Enfin concernant l’effet de la forskoline sur la période des oscillations, une diminution est observée chez le 

rat alors qu’aucun effet n’est mis en évidence chez la souris. Nous ne pouvons actuellement que proposer 

des conjectures pour expliquer cette différence : premièrement, la différence peut se situer au niveau de 

l’espèce, les horloges rétiniennes n’étant pas forcément tout à fait équivalentes chez le rat et la souris. 

Deuxièmement, deux rapporteurs différents sont suivis dans les deux lignées (dans un cas il reflète 

l’expression du gène Per1 et dans l’autre celle de la protéine PER2), et peuvent potentiellement répondre 

différemment à un même stimulus. 
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V / Fonctionnement de l’horloge au cours de la maturation de la rétine 

Chez le rat comme chez la souris, nous avons réalisé quelques mises en culture de jeunes rétines afin de 

déterminer à quel âge l’horloge rétinienne commence à fonctionner. L’évolution des paramètres des 

oscillations avec l’âge pourra être corrélé aux stades de maturation de la rétine et apporter des indices sur 

l’importance des différents types cellulaires et de leur connexions pour l’expression de l’horloge. 

 

V.1 / Chez le souriceau PER2::LUC 

Des rétines de souris PER2::LUC âgées de 11 jours (P11) sont mises en culture selon les protocoles habituels 

et enregistrées en bioluminescence. Les paramètres de période et d’amplitude des oscillations sont 

déterminés de la manière habituelle et comparés à ceux d’un groupe de rétines adultes de même effectif 

constitué en tirant au hasard des échantillons dans le groupe "Whole retina" présenté dans l’Article 2. 

A P11, les rétines de souris présentent des oscillations de bioluminescence. Elles ont cependant un niveau 

global d’activité inférieur à celui des rétines adultes (Figure 49). La comparaison des périodes indique que 

les jeunes rétines ont une période moyenne significativement plus élevée que celle des rétines adultes 

(Figure 50 ; p < 0,001 ; ANOVA à un facteur ; n = 9 dans chaque groupe), mais également plus variables (p = 

0,01 ; test de Bartlett d’homogénéité des variances).  

 

Figure 49 : Evolution du profil d’expression de PER2 dans la rétine de souris jeune et adulte. 

Exemples représentatifs d’enregistrements en bioluminescence d’une jeune rétine (P11, à gauche) et d’une rétine 

adulte (à droite) de souris PER2::LUC. 
 

 

Figure 50 : Evolution de la période de l’expression de PER2 

dans la rétine entre une souris jeune et une souris adulte. 

Comparaison de la période moyenne des oscillations de 

bioluminescence enregistrées pour des rétines de souris 

PER2::LUC jeunes (P11) et adultes. 
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V.2 / Chez le raton Per1-Luc 

Des rétines de rats Per1-Luc âgés de 10 et de 15 jours (P10 et P15) ont été mises en culture selon les 

protocoles habituels et enregistrées en bioluminescence. 

Les rétines de rat à P10 ne présentent aucune oscillation (n = 6), bien qu’elles aient un niveau d’activité très 

élevé (aussi élevé que celui des rétines adultes) (Figure 51). Notons tout de même qu’au cours des 

enregistrements, presque tous les échantillons (5/6) ont spontanément présenté une ré-augmentation de 

leur niveau d’activité, qui n’a pas la cinétique d’une oscillation circadienne mais qui n’est pourtant pas un 

artéfact de culture puisque cet événement se produit à des moments différents selon les échantillons 

(entre le 8ème et le 14ème jour de culture). Ceci laisse penser qu’une évolution active du réseau horloger se 

produit dans le tissu en culture. 
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Figure 51 : Evolution du profil d’expression de Per1 dans la rétine de rat jeune et adulte. 

Exemples représentatifs d’enregistrements en bioluminescence d’une jeune rétine (P10, en noir) et d’une rétine 

adulte (en gris) de rat Per1-Luc. 

 

En l’absence d’oscillations visibles à P10, des rétines d’animaux âgés de 15 jours ont été mises en culture (n 

= 6). Le comportement des échantillons est intéressant à deux moments distincts des enregistrements 

(Figure 52). Le premier correspond au premier jour des enregistrements, au cours duquel 5 des 6 

échantillons ont présenté une oscillation de leur activité de bioluminescence, qui semble de l’ordre du 

circadien, mais qui ne se confirme pas les jours suivants. La seconde portion intéressante se situe, selon les 

échantillons, entre le 4ème et le 6ème jour des enregistrements : à ce moment 4 des 6 échantillons ont 

présenté un démarrage spontané d’oscillations circadiennes, qui cette fois se confirment sur plusieurs 

jours. 
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Figure 52 : Exemples d’enregistrements en bioluminescence de jeunes rétines (P15) de rat Per1-Luc. 

 

V.3 / Discussion 

V.3.A / Maturation rétinienne chez le souriceau 

Chez le souriceau à P11, l’horloge rétinienne est fonctionnelle et tourne avec une période de la gamme 

circadienne, alors que les yeux ne sont pas encore ouverts (ils s’ouvrent à partir de P12). Ses 

caractéristiques sont cependant différentes de celles de l’horloge rétinienne adulte : sa période est plus 

longue et plus variable et le niveau d’expression de PER2 est réduit (en association avec une amplitude 

diminuée également). Comme à cet âge la prolifération cellulaire est achevée alors que les processus de 

mort cellulaire liés à la maturation du tissu ne le sont pas encore complètement (Vecino et al., 2004), la 

rétine contient plus de cellules à P11 qu’à l’âge adulte. La diminution du niveau d’activité observée à P11 

provient donc vraisemblablement d’une expression moins importante de PER2 à cet âge, soit au niveau de 

chaque cellule soit au niveau du nombre de cellules oscillantes. 

A P11, tous les types cellulaires rétiniens ont achevé leur différenciation (Figure 53) et les trois couches 

nucléaires sont séparées par les deux couches plexiformes (Figure 54). Mais la maturation de la rétine n’est 

pas encore pleinement achevée : si les connexions synaptiques dans l’OPL ont déjà atteint un degré avancé 

de maturité, il n’en est pas de même dans l’INL. Les connexions synaptiques qui unissent les cellules 

ganglionnaires et amacrines commencent à s’établir dès la naissance mais n’accélèrent leur formation qu’à 

partir de P10, tandis que les synapses faites par les cellules bipolaires dans l’INL commencent seulement à 

apparaître à cet âge (Olney, 1968). A P11, la l’intégrité de la connexion entre les couches externe et interne 

est donc tout juste naissante. Il est donc possible d’envisager que les oscillateurs rétiniens ne soient alors 

pas autant couplés que dans la rétine adulte et engendrent des oscillations d’une période plus longue. 

Ainsi, si l’horloge rétinienne est présente et fonctionnelle à P11, ses propriétés ne sont pas encore tout à 

fait identiques à celle de la rétine adulte. Il sera intéressant de réaliser des mises en culture de rétines plus 

jeunes encore afin de connaître le moment de sa mise en route, et notamment à P1 et P5, les âges où 

s’établissent les synapses conventionnelles dans l’IPL et les synapses dans l’OPL respectivement, pour 

déterminer quelles connexions sont les plus cruciales pour définir la période de l’horloge. 
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Figure 53 : Chronologie de l’émergence des cellules rétiniennes chez la souris. (Hatakeyama and Kageyama, 2004) 

A la naissance, les cellules horizontales et les cônes sont les seules cellules à avoir achevé leur différenciation. Après la 

naissance, les cellules ganglionnaires et amacrines les rejoignent. Les bâtonnets, les cellules bipolaires et les cellules 

de Müller sont les dernières cellules à achever leur différenciation. D’après (Young, 1985) 

 

 

Figure 54 : Chronologie de la mise en place de la structure laminaire de la rétine. (Mumm et al., 2005) 

(1) A la naissance, la rétine est constituée de deux couches nucléaires (la couche des cellules ganglionnaires et la 

couche des cellules neuroblastiques) séparées par l’IPL où seules les synapses conventionnelles formées par les 

cellules amacrines (entre elles et avec les cellules ganglionnaires) s’établissent alors. (2) Puis, à partir de P5 chez la 

souris, la couche des cellules neuroblastiques se scinde en deux couches nucléaires (l’INL et la PRL) séparées par l’OPL 

où les photorécepteurs forment leurs synapses (dites à ruban) avec les cellules horizontales, puis avec les cellules 

bipolaires. Dans un second temps (à partir de P10 chez la souris), les synapses des cellules bipolaires (à ruban 

également) s’établissent dans l’IPL, connectant enfin la rétine externe à la rétine interne pour permettre le flux 

vertical de l’information. (3) Mais la rétine n’est alors pas entièrement mature : durant encore une à trois semaines 

après l’ouverture des yeux (selon l’événement considéré) et notamment grâce à l’expérience visuelle, les 

photorécepteurs poursuivent l’expansion de leurs segments externes et internes, les prolongements neuronaux 

affinent de manière très dynamique leur morphologie et leur localisation dans les sous-couches de l’INL, les 

connexions synaptiques continuent à s’établir. (Grün, 1982; Olney, 1968; Tian, 2004) 
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V.3.B / Maturation rétinienne chez le raton 

Chez le raton, il semblerait que l’horloge rétinienne se mette à tourner plus tardivement que chez le 

souriceau, quoiqu’une absence d’oscillation de Per1 ne signifie pas forcément qu’aucun système horloger 

ne fonctionne à ce moment-là. Pour le vérifier il faudra déterminer si les autres gènes horloge n’oscillent 

pas non plus. 

Il est cependant intéressant de constater que les événements remarquables qui surviennent sur les courbes 

de bioluminescence lors de la culture des deux groupes de jeunes rétines de rat coïncident au niveau de 

l’âge de la rétine : autour du 5ème jour chez les animaux âgés de 15 jours et autour du 10ème jour chez les 

animaux âgés de 10 jours. Sachant que les rétines sont préincubées durant 48 h avant le début des 

enregistrements, il est vraisemblable qu’un événement particulier pour l’horloge rétinienne se produise 

chez le raton autour de P22, peut-être sa mise en route. Il faudrait le confirmer en réalisant des mises en 

culture autour de cet âge. 

Ces observations supposent que la rétine continue à se développer au cours de la culture. Nous ne l’avons 

pas vérifié mais plusieurs auteurs l’ont montré (Johansson and Ehinger, 2001; La Vail and Hild, 1971). 

Le développement de la rétine du raton suit la même chronologie que celle du souriceau, mais sur une 

échelle de temps un peu plus étendue. A P10, les yeux sont encore fermés. Au niveau de la rétine, les trois 

couches nucléaires et les deux couches plexiformes sont distinctes. Les segments externes des 

photorécepteurs sont en pleine expansion, mais les synapses sont formées avec l’INL. En revanche, les 

synapses des cellules bipolaires dans la couche plexiforme interne ne sont pas encore formées et 

l’électrorétinogramme est encore complètement plat (cet âge correspond au milieu de la phase (2) de la 

Figure 54). A P15 en revanche, alors que les yeux sont juste ouverts, l’ERG indique que l’information 

photique est véhiculée et traitée de part en part, bien que les connexions synaptiques soient encore en 

pleine formation (phase (3) de la Figure 54). (Weidman and Kuwabara, 1969) 

Si des expériences complémentaires confirment que les autres gènes horloge ne sont pas non plus 

rythmiques dans la rétine du rat à P15, cela signifiera que l’horloge rétinienne commence à tourner dans 

une rétine plus mature chez le rat que chez la souris. Ceci est en accord avec l’une des conclusions de 

l’Article 2 qui propose que le couplage des oscillateurs rétiniens est moins robuste chez le rat que chez la 

souris, ce qui expliquerait que l’horloge rétinienne du rat nécessite un degré de maturité de la connectivité 

plus élevé pour pouvoir s’exprimer. Il s’agira alors de réaliser des mises en culture à des âges croissants 

jusqu’à l’âge adulte pour connaître le moment de la mise en route de cette horloge, et particulièrement 

autour de P22 où les segments des photorécepteurs achèvent leur formation et où les connexions 

synaptiques ont atteint un degré important de maturité dans l’IPL. (Weidman and Kuwabara, 1968) 

 

La poursuite de ces travaux à des âges plus précoces et plus tardifs chez les deux espèces pourra permettre 

de mieux connaître le déroulement de la mise en route de l’horloge rétinienne et, en le corrélant aux 

étapes de la maturation rétinienne, nous pourrons avoir une meilleure connaissance du rôle des différents 

types cellulaires et de l’organisation du réseau horloger. 
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Voir un monde dans un grain de sable,   

Et un ciel dans une fleur sauvage,   

Tenir l’infini dans la paume de ta main,   

Et l’éternité dans une heure.    

William Blake 
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Figure 55 : L’œil d’Horus (ou œil Oudjat). 

Stèle d'un musicien défunt représenté jouant de la harpe devant Horus (Stuc et peinture sur bois ; XIXe dynastie, 

vers 1290-1224 avant J.-C. ; Musée du Louvre, Paris ; Encyclopédie Universalis). La mythologie égyptienne raconte que 

le dieu-faucon Horus, fils d’Isis et Osiris, perdit un œil au cours d’un combat qui l’opposa à son oncle Seth. Sur les 6 

morceaux d’œil dispersés dans le Nil par Seth suite à ce combat, le dieu Toth en repêcha 5, les assembla en suppléant 

au fragment manquant par magie et rendit à Horus un organe fonctionnel. L'œil d'Horus est un symbole de l'intégrité, 

la santé, la fécondité et la clairvoyance. D’innombrables représentations sur des bijoux, amulettes, gravures et 

peintures témoignent de l’importance de son pouvoir symbolique dans la vie d’un égyptien. 

Le jeu des ressemblances. Si je vous demande de positionner sur ce dessin de cerveau humain en coupe médio-

sagittale le thalamus, l’épiphyse, le corps calleux, l’hypothalamus et le tronc cérébral, vous êtes incontestablement 

capables de le faire. Mais si je vous propose de positionner ces mêmes structures sur le dessin de l’œil d’Horus… C’est 

pourtant ce que certains ésotéristes n’ont pas hésité à faire, le considérant tout d’abord comme une représentation 

antique du troisième œil puis, les connaissances évoluant, l’associant à la glande pinéale (pour sa fonction supposée 

de siège de l’âme et de la conscience, puis pour sa capacité de photoréception directe ou indirecte selon les espèces) 

et enfin à la partie centrale du cerveau (centre de contrôle, siège des perceptions sensorielles, …). Corrigé de 

l’exercice : sourcil = corps calleux, pupille = thalamus, trait de khôl = l’épiphyse, larme (oblique) = tronc cérébral et 

tache de faucon (verticale) = hypothalamus.  
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I / Les modèles animaux et techniques utilisés 

I.1 / Modèles animaux 

I.1.A / Rat Per1-Luc vs souris PER2::LUC 

Nous avons utilisé deux lignées de rongeurs transgéniques pour étudier l’horloge rétinienne : une lignée de 

rat Per1-Luc (dont la bioluminescence reflète l’expression du gène Per1) et une lignée de souris KI 

PER2::LUC (dont la bioluminescence reflète l’expression de la protéine PER2). L’utilisation conjointe de ces 

deux modèles a pour avantage de donner de la robustesse aux observations lorsqu’elles vont dans le même 

sens. En revanche, les deux modèles ne peuvent pas être comparés lorsque les observations divergent, 

parce que différents éléments peuvent être à l’origine de cette différence : l’espèce, le gène horloge, ou 

encore la construction génétique du transgène. 

Sur l’ensemble des travaux réalisés, la souris PER2::LUC se révèle le modèle le plus facile à exploiter dans le 

cadre de la rétine parce que leurs oscillations de bioluminescence présentent de nombreux avantages : 

- Elles sont extrêmement robustes : elles persistent très longtemps en culture, ce qui permet de mener 

des expériences sur le long terme, et notamment de réaliser des stimulations en cours d’enregistrement 

afin de comparer différents paramètres avant et après la stimulation. 

- Elles ont une très grande amplitude : il est de ce fait possible de travailler sur des rétines divisées en 

deux moitiés, ce qui réduit le nombre d’animaux nécessaires aux expériences. 

- Leur période endogène est peu dispersée : ceci permet d’étudier les variations de ce paramètre dans 

différentes conditions. Il faut cependant tenir compte du fait que cette période évolue au cours de la 

culture (en général dans le sens d’un allongement), probablement à cause de l’évolution progressive de 

la composition du milieu de culture. 

- Elles sont très stables : leur tracé est aussi rigoureux que celui d’une fonction mathématique, ce qui 

rend l’analyse de leurs paramètres aisée et précise. 

Au contraire, les oscillations enregistrées avec les rétines de rat Per1-Luc s’amortissent rapidement et sont 

instables (leur période varie de manière sensible d’un cycle à l’autre et leur tracé présente de nombreuses 

irrégularités). De ce fait, leur analyse est difficile et les moyennes des paramètres qui en résultent sont 

assorties d’une importante variabilité qui empêche de mettre en évidence des différences significatives. Ce 

modèle reste néanmoins précieux pour confirmer les observations réalisées chez la souris. Il peut 

également s’avérer utile dans le cadre des expériences qui visent à entraîner l’horloge rétinienne parce 

qu’il se laisse plus facilement "perturber", et permet ainsi de visualiser des effets qui sont moins évidents 

chez la souris PER2::LUC (je fais référence aux expériences d’entraînement par l’AMPc présentées dans la 

partie "Résultats"). Mais l’inconvénient est que, contrairement au modèle de souris PER2::LUC, les 

stimulations ne peuvent pas être réalisées en cours d’enregistrement (seulement en début de culture), ce 

qui empêche le contrôle de ce qu’il se passe pour l’horloge au moment de la stimulation (et notamment sa 

phase) et ne permet pas de comparaison des paramètres pré- et post-stimulation. 

 

I.1.B / Rev-Erbα ? 

Parmi les lignées luciférase disponibles pour l’étude des gènes horloge, il existe une souris transgénique 

RevErbα-Luc (en cours de caractérisation et donc encore non publiée). Nous avons procédé à des mises en 
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culture de rétines entières (n = 6) issues de ces animaux (selon le même protocole que pour les rétines 

issues des souris PER2::LUC) afin de déterminer si : 

- Rev-Erbα est suffisamment exprimé dans la rétine pour qu’un signal de bioluminescence soit détectable 

- Rev-Erbα oscille dans la rétine entière 

- Ce modèle peut être utilisé pour l’étude de l’horloge rétinienne chez la souris en apportant des 

informations complémentaires à celles fournies par le modèle PER2::LUC, notamment parce que 

l’observation d’un seul gène horloge ne rend pas forcément toujours compte du fonctionnement de 

toute l’horloge. 

Les enregistrements montrent que le transgène est exprimé à un niveau largement exploitable. Des 

oscillations de l’ordre du circadien sont détectables pour la moitié des échantillons, en accord avec des 

quantifications réalisées en DD par qPCR sur des rétines de rat, aussi bien ex vivo (Sandu et al., 2011; 

Schneider et al., 2010; Tosini et al., 2007a) qu’in vitro (Buonfiglio et al., 2014), et confirment que Rev-Erbα fait 

partie de la machinerie moléculaire de l’horloge rétinienne, ou en constitue une sortie. L’amplitude de ces 

oscillations est cependant extrêmement faible (expliquant qu’elles n’apparaissent que pour une partie des 

échantillons), ce qui empêche toute analyse de leurs propriétés et fait de cette lignée transgénique un 

modèle inopportun pour l’étude de l’horloge rétinienne, en tout cas dans le contexte de la rétine entière. 

 

Pour en savoir plus sur la place de Rev-Erbα dans la machinerie moléculaire de l’horloge rétinienne, nous 

avons mis en culture des rétines de souris issues du croisement entre la lignée PER2::LUC et une lignée 

invalidée pour Rev-Erbα. Les enregistrements de bioluminescence montrent qu’en aucun cas Rev-Erbα n’est 

indispensable aux oscillations de PER2. Leur analyse indique qu’il n’y a pas de différence de période des 

oscillations enregistrées avec ces animaux par rapport à celles enregistrées avec des animaux sauvages des 

mêmes fratries (p = 0,5 ; n = 8 dans chaque groupe). Le test de Bartlett d’homogénéité des variances 

indique également que la période endogène des rétines Rev-Erbα
-/- n’est pas plus variable que celle des 

rétines Rev-Erbα
+/+

 (p = 0,3). Ces données indiquent que Rev-Erbα n’a pas de rôle dans la détermination de 

la période endogène de l’horloge rétinienne, alors que sa délétion a pour conséquence un 

raccourcissement et une plus grande dispersion de la période de l’activité locomotrice (Preitner et al., 2002). 

D’autres effets de sa délétion sur les paramètres des oscillations de PER2 n’ont pas pu être explorés ici mais 

peuvent néanmoins être envisagés, comme une modification de leur amplitude ou de leur robustesse, ou 

un déphasage en libre cours. Enfin, il reste également la possibilité que Rev-Erbα ait un rôle important dans 

la réponse de l’horloge rétinienne à l’entraînement par la lumière, comme c’est le cas pour le déphasage de 

l’activité locomotrice en réponse à des créneaux de lumière (Preitner et al., 2002). 

 

I.2 / Techniques mises en œuvre 

I.2.A / La bioluminescence 

Les lignées transgéniques dont nous disposons nous permettent de suivre directement les oscillations de 

l’horloge. Ceci constitue une évolution majeure pour l’étude des horloges puisque leur suivi indirect par le 

biais de sorties pose la difficulté de faire la part entre l’influence de l’horloge et celle d’éventuelles autres 

sources qui peuvent provoquer des phénomènes de masquage. 

L’enregistrement de la bioluminescence avec le LumiCycle a pour principal avantage de permettre le suivi 

simultané d’un grand nombre d’échantillons sur le long terme. Le suivi longitudinal d’un même échantillon 
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avec une fréquence élevée de comptage, outre la diminution des animaux nécessaire à l’étude d’un 

rythme, permet de révéler plus facilement les rythmes que les techniques de qPCR ou de quantifications 

diverses. Il donne également accès à des informations plus précises sur les rythmes enregistrés (amplitude, 

période, persistance). En revanche, cette technique est focalisée sur un unique gène ou une unique 

protéine et ne permet pas de recueillir en parallèle des informations sur d’autres entités cellulaires. Enfin, 

elle ne donne pas d’indications sur la localisation intra-tissulaire des rythmes enregistrés. Pour cela, une 

technique complémentaire est actuellement en cours de développement au laboratoire : c’est un système 

d’enregistrement de la bioluminescence par caméra, appelé Luminoview (Olympus), qui associe une 

résolution spatiale à la résolution temporelle du suivi des rythmes. 

 

I.2.B / L’analyse des données de bioluminescence 

Nous avons développé une méthode d’analyse qui permet une mesure précise de la période des 

oscillations, à partir des données brutes. Cette méthode est efficace même sur des oscillations de faible 

amplitude et dont le tracé est bruité et irrégulier et donne accès à des indices de la qualité de l’ajustement 

par rapport aux données, mais aussi à l’erreur assortie à la période mesurée. Elle n’est en revanche pas 

efficace sur des oscillations dont la période varie trop dans l’intervalle de la fenêtre d’analyse, mais dans 

une telle situation seule une analyse de la période cycle par cycle pourrait aboutir. 

Il sera utile de développer à l’avenir des méthodes d’analyse similaires pour l’amplitude, l’amortissement et 

les acrophases des oscillations afin d’en obtenir des mesures fines pour pouvoir mettre en évidence des 

effets subtils. L’amplitude moyenne sur plusieurs oscillations et l’amplitude de chaque cycle apportent des 

informations complémentaires, la première indique un comportement général et met en évidence plutôt 

des effets durables tandis que la deuxième informe sur la réponse immédiate à une stimulation par 

exemple. Le taux d’amortissement des oscillations informe sur la robustesse de l’horloge. 

 

I.2.C / La culture 

La culture est l’outil idéal pour l’étude des propriétés endogènes d’un tissu, puisqu’il n’y subit pas 

l’influence des autres tissus, et que les influences du milieu extérieur peuvent être contrôlées (dans la 

limite des connaissances actuelles). Il est évident que les observations effectuées in vitro ne reflètent pas 

forcément la réalité de ce qu’il se passe in vivo mais traduisent les potentialités du tissu livré à lui-même 

dans un contexte particulier (milieu de culture fourni, conditions de culture, …). C’est dans ce cadre 

notamment qu’il y aura lieu de déterminer si le manque de réactivité à la lumière des rétines que nous 

avons étudiées est lié à leurs propriétés endogènes ou à un élément non maîtrisé des protocoles 

expérimentaux. 

Le principal inconvénient de notre système expérimental est le fait que le milieu de culture ne peut pas être 

continuellement renouvelé, et a donc une composition qui évolue au fil du temps de culture. Les 

échantillons ne sont donc pas exposés à un milieu constant et contrôlé. Le maintien des échantillons peut 

se faire par un renouvellement régulier du milieu de culture, mais cet événement, qui implique une 

modification brutale des constituants chimiques avec lesquels le tissu est en contact, mais également une 

variation transitoire de la température à laquelle il est exposé et une exposition à de la lumière rouge, 

induit forcément des réponses cellulaires qui peuvent interférer avec l’horloge. Pour cette raison, il est 

prévu d’associer aux enregistrements avec le Luminoview un système de renouvellement permanent du 

milieu de culture. 
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I.2.D / La coupe au vibratome 

L’extension de la technique de séparation horizontale par un vibratome à l’ensemble des 3 couches 

rétiniennes est inédite et a permis de franchir un pas important quant à la question de la localisation 

tissulaire de l’horloge rétinienne. Elle fournit également un outil pour l’étude de ces couches en culture de 

manière générale. Sa difficulté réside dans le fait qu’elle ne peut que difficilement être standardisée, ce qui 

en fait une technique de préparation longue et qui n’aboutit pas à des populations complètement 

homogènes d’échantillons (en termes de pureté, de taille, d’intégrité). Pour ce qui est des couches GCL et 

PRL, il est possible d’obtenir des échantillons relativement purs, voire complètement purs pour une partie 

des préparations, mais pour ce qui est de l’INL c’est plus difficile. Comme l’INL et la GCL isolées expriment 

des rythmes qui ont des propriétés différentes de celles de la rétine entière et de la "double couche" 

GCL+INL, il est possible d’avoir la certitude qu’elles expriment leur comportement propre tout en ne 

connaissant pas exactement leur degré de pureté. En ce qui concerne la PRL, c’est la couche qui peut être 

obtenue avec le plus grand degré de pureté (du fait de l’importance de son épaisseur), comme l’indiquent 

les résultats de PCR. En revanche, son comportement en bioluminescence ne peut pas être utilisé comme 

un reflet de sa pureté dans la mesure où la "double couche" PRL+INL a le même comportement. Il serait 

néanmoins intéressant de réaliser une étude systématique de ces préparations par immunohistochimie car 

cela compléterait les informations de composition cellulaires réalisées par PCR en indiquant l’étendue de la 

contamination et leurs positionnements les plus fréquents (ce qui pourrait alors être pris en compte au 

moment de la préparation des échantillons pour la culture). 
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II / Localisation et couplage des oscillateurs rétiniens 

II.1 / Localisation de l’horloge rétinienne 

La technique d’isolement des couches rétiniennes au vibratome a permis d’apporter une réponse claire à la 

question de la localisation de l’horloge rétinienne chez le rongeur : chez la souris, nous avons mis en 

évidence que chacune des trois couches a une capacité oscillatoire endogène, mais chez le rat il subsiste un 

doute pour la PRL. Il reste à trancher entre une perte de leur capacité oscillatoire dans notre modèle pour 

des raisons inconnues (à moins que ce ne soit le système de comptage des photons qui ne soit pas assez 

sensible) et des oscillations induites par une trop grande contamination par d’autres types cellulaires dans 

le modèle généré par dégénérescence de la rétine interne par excitotoxicité (Tosini et al., 2007b). Les 

données obtenues ex vivo par qPCR sur des PRL de rat vont dans le sens d’une perte de la rythmicité de la 

plupart des gènes horloge (dont Per1) en condition DD alors qu’elle est maintenue dans la rétine entière 

(Sandu et al., 2011; Schneider et al., 2010). Bien que ces données ne soient pas suffisantes pour exclure tout 

fonctionnement de l’horloge dans la PRL de rat en condition DD, elles indiquent qu’il est vraisemblable que 

les oscillations de nos préparations aient une amplitude réduite (ce qui rend leur mise en évidence difficile) 

étant donné que les enregistrements sont réalisés en obscurité constante. 

Chez la souris, bien que les trois couches isolées expriment des comportements identiques en 

bioluminescence (mêmes périodes et amplitudes équivalentes), il semble qu’elles n’aient pas toutes la 

même importance. En effet les PRL, bien que les préparations les plus riches en cellules, ont tendance à 

avoir les amplitudes les plus faibles. Il faudrait développer une méthode d’analyse précise de l’amplitude 

des oscillations de chacune des couches, relativement à leur richesse en cellules, pour pouvoir le 

démontrer et mettre en évidence la hiérarchie de la capacité oscillatoire des trois couches. Une telle 

stratégie analytique pourra également permettre d’évaluer dans quelle mesure les couches exercent un 

renforcement mutuel de leurs oscillations (comme cela semble être le cas entre l’INL et la GCL dans les 

préparations de type GCL+INL) ou non (comme cela semble être le cas entre l’INL et la PRL dans les 

préparations de type PRL+INL). En attendant, nous pouvons déjà mentionner que, parmi l’ensemble des 

essais effectués, seules 27% des préparations de PRL ont présenté des oscillations analysables contre 81% 

pour les INL et 55% pour les GCL. Ces données vont dans le même sens que l’étude qui a montré que la co-

expression des gènes horloge dans des cellules individuelles existe dans une part importante de cellules de 

l’INL, dans une part un peu moins importante de cellules de la GCL et dans une part nulle de 

photorécepteurs (mais seuls des bâtonnets ont été testés) (Ruan et al., 2006). En combinant ces observations 

avec le fait que le couplage semble inexistant entre la PRL et l’INL (alors qu’il est très fort entre la GCL et 

l’INL) et que la PRL apporte une contribution mineure à l’établissement de la période dans la rétine entière 

par rapport aux deux autres couches, il semble sensé d’avancer que ce sont les couches internes de la 

rétine (GCL et INL) qui apportent l’essentiel de la contribution à l’horloge rétinienne. Le fait que les PRL de 

souris expriment une rythmicité moindre par rapport aux autres couches isolées (INL et GCL) peut 

également expliquer pourquoi nous n’avons pas pu observer d’oscillations avec les PRL de rat. Une 

hypothèse pour expliquer la faible contribution de la PRL à l’horloge rétinienne pourrait être le fait que 

seuls les cônes, qui représentent une très faible proportion des photorécepteurs chez le rat et la souris, 

apportent une contribution. Des données montrant une expression des protéines horloge 

préférentiellement dans les photorécepteurs de type cônes chez la souris va dans ce sens (Liu et al., 2012). 

L’utilisation du Luminoview pourra nous permettre d’avancer sur cette question de la contribution de 

chaque couche à l’horloge rétinienne en visualisant l’intensité de la bioluminescence émise par chacune 

lorsqu’elles sont réunies. La dimension spatiale qu’apporte cet appareil nous permettra également de 
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savoir si les rythmes sont alors en phase dans les trois couches ou si, comme dans les SCN, la rythmicité se 

propage par vagues. 

L’étape suivante concernant la localisation de l’horloge rétinienne sera de comprendre quels types 

cellulaires y contribuent dans chaque couche, et quel est le rôle de chacun. Dans ce but, les mêmes 

modèles de couches isolées, combinaisons de couches et cellules dissociées pourront être enregistrés avec 

le Luminoview, en association avec l’identification des différents types cellulaires. Cet outil, associé à la 

pharmacologie, pourra également fournir des informations sur la communication entre les types cellulaires 

et les couches. 

 

II.2 / Couplage des oscillateurs rétiniens 

Ainsi que je l’ai déjà mentionné dans le paragraphe précédent, nous avons montré que les oscillateurs 

rétiniens sont couplés. Ce couplage se traduit par une propriété tout à fait particulière qui est une 

diminution de la période lorsque le degré de couplage augmente. Il a été montré récemment que, lorsque 

les cellules des SCN sont découplées pharmacologiquement ou mécaniquement, des sous-régions 

expriment des périodes variables, allant d’environ 23 h à environ 26 h, selon un gradient médio-latéral (de 

la coquille vers le cœur) (Koinuma et al., 2013). Mais la rétine a cela de particulier que ses trois couches 

expriment une période élevée à l’isolement, et non une gamme de périodes, et que la période plus courte 

du tissu entier semble une propriété propre de ce réseau. 

Avec le modèle murin PER2::LUC, nous avons pu montrer que le couplage des couches rétiniennes est 

asymétrique : la GCL et l’INL sont fortement couplées, et ce couplage requiert l’intégrité de l’IPL, tandis que 

la PRL et l’INL ont un couplage qui semble inexistant en-dehors du contexte de la rétine entière. 

Nous avons cherché à savoir, parmi les principaux neurotransmetteurs et neuromodulateurs de la rétine, 

quelles molécules pouvaient constituer un vecteur de ce couplage. Parmi le GABA, la glycine, le glutamate 

et la dopamine, nous n’avons pu identifier aucune molécule (ou type cellulaire) particulièrement impliquée. 

Cependant, la glycine et la strychnine sont capables de moduler très légèrement la période de la rétine 

entière des souris PER2::LUC, ce qui laisse ouverte la possibilité que la signalisation glycinergique ait un rôle 

dans ces couplages. Nous avons observé que l’inhibition des caséines kinases 1δ et 1ε entraîne une forte 

augmentation de la période des oscillations de la rétine entière, ce qui laisse envisager que le couplage 

rétinien exerce son effet sur la période de l’horloge via la modulation des équilibres de phosphorylation / 

déphosphorylation des protéines horloge exercée par ces enzymes. 

Parmi les candidats encore en liste figurent la mélatonine ou encore les cellules de Müller : la mélatonine 

au même titre que l’a été la dopamine dans l’Article 2, et les cellules de Müller parce qu’en tant que 

cellules traversant l’intégralité de l’épaisseur du tissu et contactant tous les autres types cellulaires, elles 

sont potentiellement capables de distribuer un message de couplage unique. 

 

II.2.A / La mélatonine 

La souche de souris C57Bl/6J avec laquelle nous travaillons est connue pour être déficiente en mélatonine 

(Goto et al., 1989), y compris dans la rétine (Tosini and Menaker, 1998a), du fait de plusieurs mutations qui 

touchent leur gène Aanat (Roseboom et al., 1998) aussi bien que Hiomt (Kasahara et al., 2010). Cependant, les 

données ne sont pas si tranchées à ce sujet (y compris au sujet de la rythmicité de la mélatonine (Conti and 

Maestroni, 1996; Vivien-Roels et al., 1998)) et il est maintenant admis que ces souris peuvent produire de la 
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mélatonine dans certains tissus (Conti et al., 2000), et en ont un taux circulant seulement réduit (Gómez-

Corvera et al., 2009). Ceci s’explique par le fait que l’enzyme AANAT n’a pas l’exclusivité de la capacité à 

synthétiser le précurseur de la mélatonine (Slominski et al., 2003) mais aussi par l’existence d’un épissage 

alternatif de l’ARNm Aanat, qui permet la production d’une enzyme fonctionnelle dans les tissus où cet 

épissage a lieu (Gómez-Corvera et al., 2009). Cependant, aucune publication ne propose de stratégie 

alternative pour pallier aux mutations du gène Hiomt et expliquer les capacités différentielles de 

production de la mélatonine entre les différentes souches de souris dites déficientes et entre les différents 

tissus chez la souris C57Bl/6J. 

En-dehors d’une publication qui montre la présence d’une faible quantité de mélatonine dans la rétine de 

ces souris (Doyle et al., 2002a), il n’y a pas de données récentes y rapportant une éventuelle synthèse de 

mélatonine. Aussi nous avons exposé des rétines de souris PER2::LUC à 50 µM de mélatonine présente 

dans leur milieu de culture et comparé la période de leurs oscillations à celle de rétines contrôles, mais 

nous n’avons vu aucune différence de période entre les deux groupes (p = 0,4 ; n = 8 dans chaque groupe). 

L’exposition des rétines de souris de la souche C57Bl/6J à la mélatonine n’affectant pas la période de leurs 

oscillations, il faudrait utiliser des souris issues du croisement de la lignée PER2::LUC avec une souche 

connue pour produire de la mélatonine dans la rétine pour répondre à la question du rôle de la mélatonine 

dans le couplage des oscillateurs rétiniens. 

 

II.2.B / Les cellules de Müller 

Pour tester l’implication des cellules de Müller dans le couplage des couches rétiniennes, nous avons réalisé 

quelques tests préliminaires en exposant des rétines de souris PER2::LUC, à des concentrations de 100 µM, 

500 µM et 1 mM d’acide L-α-aminoadipique (L-AAA), un analogue gliotoxique du glutamate qui inhibe le 

transporteur et certaines enzymes du métabolisme du glutamate (McBean, 1994). Parmi les neurones et les 

cellules gliales de la rétine murine, le D,L-AAA fut initialement décrit comme affectant spécifiquement des 

cellules de Müller (Olney et al., 1971), et il fut plus tard démontré que c’est l’énantiomère L qui est le plus 

toxique (Olney et al., 1980). 

Nous avons observé un effet graduel du L-AAA sur les oscillations, allant d’une absence d’effet à la plus 

faible dose à une perte complète des oscillations accompagnée d’une chute brutale du niveau d’activité à la 

plus forte concentration. La concentration intermédiaire, quand à elle, provoque également une perte des 

oscillations et du niveau d’activité, un peu plus tardivement mais suffisamment tôt pour que l’analyse de la 

période ne soit pas possible. Le renouvellement du milieu de culture ne permet pratiquement pas de 

récupération du niveau d’activité ou des oscillations. 

L’utilisation de cette gliotoxine pose manifestement le problème d’une toxicité généralisée qui dépend de 

la concentration utilisée. Avant de pousser plus loin les investigations sur le rôle des cellules de Müller pour 

l’horloge rétinienne avec cette stratégie, il est nécessaire de caractériser les effets du L-AAA sur les 

différentes populations de cellules rétiniennes. La littérature est difficile à exploiter sur cette question du 

fait de la diversité des concentrations, modes d’administration, protocoles expérimentaux, espèces et tissus 

utilisés et des paramètres observés. Sachant que le L-AAA est effectivement aussi neurotoxique et que cela 

dépend de l’espèce, la concentration et le temps d’exposition (Casper and Reif-Lehrer, 1983; Jablonski and 

Iannaccone, 2000; Szamier et al., 1981), il s’agira de trouver un équilibre optimal entre ces critères. Il faudra 

donc envisager de ne pas maintenir la toxine dans le milieu de culture mais plutôt d’y exposer les rétines 

durant un temps limité, en veillant à ce que ce temps soit dosé de manière à ne pas permettre une 

récupération des cellules de Müller avant la fin des enregistrements (Karlsen et al., 1982; Szamier et al., 1981). 
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Enfin, il serait peut-être préférable de travailler avec le mélange racémique, qui a une gliotoxicité moindre, 

mais également une neurotoxicité moindre (Casper and Reif-Lehrer, 1983; Olney et al., 1980), mais il faudra 

alors prendre en compte le fait que l’énantiomère D est capable d’activer les neurones (ce qui se traduit 

par une augmentation du calcium intracellulaire) (Wakakura and Yamamoto, 1992). 

Nous pourrions également adresser la question du rôle des cellules de Müller dans la rythmicité et la 

période de la rétine en cultivant de cellules rétiniennes dissociées en présence et en absence de sérum (ce 

qui permet ou non la survie de cette population (Betz and Müller, 1982)), ou au contraire en enregistrant des 

cellules de Müller pures (Hicks and Courtois, 1990). 

 

II.2.C / Les jonctions communicantes 

Grâce à des cultures de cellules dissociées, nous avons montré l’existence d’un couplage au niveau 

cellulaire également, qui met en jeu au moins en partie les jonctions communicantes. L’utilisation des 

jonctions communicantes pour assurer la synchronie des cellules ainsi mises en réseau est sensée à 

plusieurs titres. Le premier est le fait que les jonctions communicantes sont très largement présentes dans 

la rétine, unissant les cellules d’un même type mais également certaines cellules de types différents entre 

elles, bien que les degrés de couplages soient variables d’un type cellulaire à l’autre (Völgyi et al., 2013). Le 

second est le fait que la perméabilité des jonctions communicantes qui unissent les cônes et les bâtonnets 

suit un rythme circadien (Ribelayga and Mangel, 2010; Ribelayga et al., 2008) et constitue donc une voie de 

transmission rythmique de signaux de communication qui pourrait éventuellement exister entre d’autres 

types cellulaires également. 

Cette voie de communication pourrait être associée à l’AMPc à plusieurs niveaux (notamment en ce qui 

concerne les photorécepteurs). D’une part la voie de l’AMPc est mise en jeu par les signalisations 

dopaminergiques et adénosinergiques qui contrôlent l’ouverture des canaux par le degré de 

phosphorylation des connexines (Li et al., 2013), d’autre part l’AMPc elle-même pourrait constituer un signal 

de couplage en passant d’une cellule à l’autre par les jonctions communicantes. Deux arguments viennent 

justifier cette hypothèse : le premier est le fait que le taux d’AMPc est élevé la nuit dans la rétine (Fukuhara 

et al., 2004), au moment où les jonctions communicantes sont ouvertes entre les photorécepteurs (Ribelayga 

et al., 2008) et le second est le fait que l’AMPc constitue un signal de couplage crucial dans les SCN (O’Neill 

and Reddy, 2012). 

 

II.2.D / L’AMPc 

Dans les SCN, plus importante encore que son rôle dans l’entraînement est sa place dans la construction 

même de l’horloge (Wang and Zhou, 2010) par sa participation au contrôle de l’amplitude, de la phase et de 

la période de l’horloge (O’Neill et al., 2008). En constituant tout à la fois une sortie et une entrée de l’horloge, 

l’AMPc renforce et maintient les oscillations dans les cellules, mais également entre les cellules : son taux 

participe à la régulation du taux de décharge des neurones et son induction par les voies de signalisation 

paracrine des SCN en fait un élément de couplage des cellules oscillantes (O’Neill and Reddy, 2012). 

Dans la rétine, un tel rôle peut également être envisagé, que l’AMPc soit mobilisée par des voies de 

signalisation ou par le flux des jonctions communicantes. Nous avons donc réalisé quelques expériences 

visant à moduler chroniquement le taux d’AMPc, soit en l’élevant soit en l’abaissant, sur des rétines de rat 

Per1-Luc (ces expériences ont été réalisées par Nguyen-Vy Vo au cours de son stage de Master) et de souris 

PER2::LUC. Chez le rat, l’exposition chronique des rétines au MDL-12,330A (MDL, un inhibiteur de l’AC) à 
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2,5 µM abolit les oscillations alors que le niveau d’activité des échantillons reste élevé et que le 

renouvellement du milieu de culture permet un retour des oscillations à la normale. Chez la souris les 

oscillations sont également abolies, ou tout du moins très fortement réduites, mais il faut entre 3 et 11 

jours pour ce résultat soit effectif, ce qui suggère encore une fois que le réseau horloger de la rétine est 

plus robuste chez le modèle de souris que chez le modèle de rat. Cet effet montre à quel point la présence 

d’AMPc est cruciale pour le fonctionnement de l’horloge, tout comme cela a été montré dans les SCN de 

souris PER2::LUC (O’Neill et al., 2008). A l’inverse, l’exposition des rétines à de la forskoline (10 µM) de 

manière chronique a pour effet d’augmenter fortement l’amplitude des oscillations avec les deux modèles 

(rat : p = 0,02 ; n = 4 pour le groupe contrôle, 8 pour le groupe traité ; souris : voir la Figure 3 de l’Article 2 

p. 93), un effet en faveur d’une augmentation possible du couplage entre les cellules oscillantes. 

Pour déterminer si c’est la présence d’AMPc ou son rythme qui est important, nous avons maintenu pour 

les échantillons de rat un niveau élevé et arythmique d’AMPc en associant à la forskoline un inhibiteur des 

phosphodiestérases, l’IBMX (3-isobutyl-1-méthylxanthine), à deux couples de concentrations : forskoline 10 

µM – IBMX 100 µM et forskoline 20 µM – IBMX 500 µm. Le couple 10 – 100 µM entraîne à nouveau une 

forte augmentation de l’amplitude des oscillations. En revanche, le couple 20 – 500 µM abolit les 

oscillations, qui ne redémarrent pas suite au renouvellement du milieu de culture. L’activité globale de 

bioluminescence de ces échantillons étant fortement abaissée durant le traitement et ne récupérant pas 

après le traitement, il faut s’interroger sur la probabilité d’une large mort cellulaire dans ces conditions, et il 

sera nécessaire de le contrôler avant de pouvoir conclure sur la perte des oscillations. Les résultats du 

traitement chronique avec la forskoline seule et avec la combinaison forskoline 10 µM – IBMX 100 µM 

suggèrent que la présence d’AMPc plus que sa rythmicité soit essentielle au fonctionnement de l’horloge 

rétinienne, mais il faudra vérifier les taux d’AMPc au long de la stimulation chronique pour s’en assurer. Si 

on envisage l’hypothèse d’une transmission de l’AMPc par les jonctions communicantes associée à une 

perméabilité rythmique généralisée de ces jonctions, la rythmicité du taux d’AMPc n’est finalement pas 

indispensable. Ceci reste bien entendu à vérifier. 

Il est vraisemblable que l’AMPc soit, comme dans les SCN, tout à la fois une entrée et une sortie de 

l’horloge. La rythmicité de l’AMPc dans la rétine en conditions constantes et le fait que l’expression de 

l’AC1 soit rythmique grâce à une séquence "boîte E" (Fukuhara et al., 2004) font de l’AMPc une sortie directe 

de l’horloge, et nos résultats préliminaires avec des agents pharmacologiques qui modulent le taux d’AMPc 

en font également une entrée probable. Ces données font de l’AMPc un candidat de choix pour le couplage 

des cellules rétiniennes oscillantes. 
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III / Entraînement de l’horloge rétinienne 

III.1 / La lumière 

Grâce à un faisceau d’indices, nous avons pu mettre en évidence un effet d’entraînement de la lumière sur 

l’horloge rétinienne du rat et de la souris, mais les effets observés sont toujours très discrets. Pourtant, les 

premières études sur l’horloge rétinienne avaient montré un effet très fort d’entraînement par la lumière 

(Tosini and Menaker, 1996, 1998a). Mais cet effet était observé par l’intermédiaire d’une sortie de l’horloge, la 

sécrétion de mélatonine. Afin d’éviter des interférences avec un éventuel effet de masquage, il vaut mieux 

dans la mesure du possible suivre directement la réponse de l’horloge. C’est ce que nous avons fait, mais 

les résultats que nous avons obtenus (et que (Ruan et al., 2008) ont obtenus également) nous amènent à 

remettre en question nos différentes approches expérimentales, d’autant qu’avec une stimulation par la 

forskoline nous avons pu obtenir un déphasage de 4 h chez la souris, ce qui indique que l’horloge 

rétinienne est capable d’un large décalage de phase dans nos conditions expérimentales. D’autres travaux 

suggèrent cependant un effet direct d’entraînement de l’horloge rétinienne par la lumière chez le rat 

(Namihira et al., 1999, 2001) et chez la souris (Dkhissi-Benyahya et al., 2013; Yujnovsky et al., 2006) in vivo : ce sont 

des études qui montrent que l’administration d’un créneau de lumière induit l’expression de gènes horloge 

(Per1 et Per2, mais également Clock et Bmal1 (Namihira et al., 1999)) dans un délai trop court pour envisager 

un effet qui passerait d’abord par l’entraînement des SCN (30 – 60 min après le début de la stimulation). 

Parmi ces études, celles qui ont testé plusieurs points horaires montrent également que l’induction des 

gènes horloge dépend du moment où la lumière est administrée (Namihira et al., 1999, 2001), ce qui est en 

accord avec les effets différentiels de la lumière que nous avons observés. Etant donné que le tissu en 

culture est dans un contexte très différent des conditions in vivo, il s’agira de déterminer si nos explants 

rétiniens sont pleinement capables de répondre à la lumière dans nos conditions expérimentales et 

d’étudier les conditions de leur entraînement par la lumière et, éventuellement, par les SCN. Comme la 

rétine est directement exposée au facteur qui l’entraîne (la lumière), il est envisageable que son horloge ne 

se déphase que suite à des stimuli de longue durée, ou d’une certaine composition spectrale (ou qui 

rassemblent plusieurs critères) dans le but d’éviter une trop grande capacité de réponse face des stimuli 

inopportuns. Une toute récente étude abonde justement dans ce sens, en montrant que des stimuli de 3 h 

à une longueur d’onde de 475 nm induisent des déphasages de l’horloge rétinienne de souris PER2::LUC 

allant jusqu’à plusieurs heures (Buhr and Van Gelder, 2014). Pour de prochaines expériences il semble donc 

essentiel de s’inspirer de ce protocole, tout en poursuivant les investigations en balayant les autres 

longueurs d’onde du spectre visible. 

 

III.2 / L’AMPc 

Chez le rat comme chez la souris, nous avons pu mettre en évidence un effet d’entraînement de l’horloge 

rétinienne par la forskoline (sous la forme de décalages de phase) en adoptant une stratégie de stimulation 

aigüe. Certains effets observés suite à des stimulations chroniques (déjà abordées dans le paragraphe II.2.D 

/) vont dans ce sens également : la présence de forskoline et d’IBMX (10 µM – 100 µM) entraîne un retard 

de phase de l’horloge de la rétine de rat d’un peu plus de 3 h (p = 0,002 ; n = 4 pour le groupe contrôle, 3 

pour le groupe traité), alors que le traitement ne modifie pas la période des oscillations. 

Ce rôle de l’AMPc dans les voies d’entraînement restera à étudier plus en détail, dans un premier temps en 

caractérisant ses effets en fonction du moment du cycle de l’horloge, puis en déterminant de quel élément 
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synchroniseur elle est le messager (la lumière ?) et par quelle(s) voie(s) elle atteint la machinerie horlogère. 

Dans les SCN, l’AMPc a un rôle de modulateur des voies qui mènent la signalisation glutamatergique à 

induire l’expression de Per1, en favorisant l’avance de phase qui accompagne un créneau de lumière 

appliqué en début de nuit (Tischkau et al., 2000), tandis que le GMPc a l’effet inverse en permettant le retard 

de phase qui accompagne un créneau de lumière appliqué en fin de nuit (Weber et al., 1995). Un tel rôle de 

restriction d’un événement à un moment du cycle de l’horloge a été montré dans la rétine pour la synthèse 

de mélatonine (Fukuhara et al., 2004) : l’horloge rétinienne contrôle le rythme de synthèse de la mélatonine 

en contrôlant l’expression de l’AANAT via une séquence "boîte E". Mais l’expression et l’activité de l’AANAT 

sont également sous le contrôle de l’AMPc (via une séquence CRE et via la PKA). Comme le taux d’AMPc 

dépend de l’horloge (l’expression de l’AC1 est contrôlée par l’horloge) et de l’obscurité (qui stimule l’AC), la 

synthèse de mélatonine est sous le contrôle de l’horloge et de l’environnement, mais l’environnement a 

des influences variables selon le moment du cycle de l’horloge : en fin de jour / début de nuit, l’obscurité 

renforce la production de mélatonine par l’activation de l’AC, mais l’obscurité ne peut pas induire la 

production de mélatonine en fin de nuit / début de jour parce que l’expression de l’AC est alors minimale. 

Sachant que le taux d’AMPc est rythmique dans la rétine et que certains gènes horloge possèdent une 

séquence CRE dans leur promoteur (Travnickova-Bendova et al., 2002), un tel mécanisme pourrait être 

envisagé pour l’entraînement de l’horloge par l’intermédiaire de l’AMPc. 

 

La forskoline raccourcit également la période des oscillations de l’ordre d’1 h chez nos deux modèles, chez 

la souris lorsqu’elle est appliquée de manière chronique et chez le rat lorsqu’elle est présente 

transitoirement. Ainsi, l’AMPc a la capacité d’influer sur tous les paramètres des oscillations des rétines de 

souris PER2::LUC comme des rats Per1-Luc, comme dans les SCN (O’Neill et al., 2008). Ceci laisse entrevoir un 

rôle central de l’AMPc dans le mécanisme de l’horloge rétinienne, mais nos données sont trop encore 

partielles pour saisir entièrement la place de l’AMPc dans l’horloge rétinienne et il restera à faire la part 

entre son rôle dans l’entraînement du mécanisme et son rôle comme acteur du mécanisme. 
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IV / Conclusion et perspectives 

Ces travaux ont permis de développer des outils d’étude de l’horloge rétinienne en bioluminescence chez 

deux espèces de rongeur (le rat et la souris). Ces outils consistent en la culture de différentes préparations 

rétiniennes (rétines entières, couches rétiniennes isolées) et en une méthode d’analyse de la période des 

oscillations enregistrées. 

 

Avec ces outils, nous avons pu montrer que l’horloge rétinienne est composée (au moins chez la souris) de 

trois oscillateurs autonomes (localisés dans chacune des trois couches nucléaires) mais fortement 

interconnectés. Le couplage de ces oscillateurs détermine la cinétique de l’horloge rétinienne et fait 

intervenir une communication asymétrique entre les couches. Nous n’avons pas pu révéler le(s) message(s) 

qui véhicule(nt) ce couplage, mais nous avons pu confirmer qu’il ne consiste de manière cruciale en aucun 

des principaux neurotransmetteurs rétiniens (GABA, glutamate, glycine), ni en la dopamine. 

Nous proposons de poursuivre ces investigations en utilisant un nouvel outil de suivi de la bioluminescence, 

le Luminoview. Des enregistrements de cellules dissociées, de couches isolées et de rétines entières, 

couplés à des méthodes d’identification des types cellulaires, permettront tout à la fois de connaître les 

types cellulaires qui génèrent les oscillations de bioluminescence et de caractériser le rôle de chacun au 

sein du tissu. 

Dans ce même but, nous estimons que la poursuite du travail sur les rétines en cours de maturation pourra 

apporter des indices sur les types cellulaires essentiels à l’horloge rétinienne, sur le réseau de 

communication qu’elles établissent, ainsi que sur les caractéristiques de couplage qui distinguent la rétine 

du rat de celle de la souris. 

Nous recommandons également la poursuite du travail de pharmacologie visant à identifier les messages 

de couplage des oscillateurs, en testant l’hypothèse de la mélatonine (chez des souris connues pour en 

produire dans la rétine), mais aussi en se penchant sur d’autres candidats comme des neuropeptides et des 

neuromodulateurs (NO, adénosine, endocannabinoïdes). 

La question du rôle des cellules de Müller dans ce couplage est également intéressante et n’a pratiquement 

pas pu être investiguée dans ces travaux, mais des outils peuvent être développés pour cela (l’utilisation de 

la gliotoxine AAA dans des conditions maîtrisées, la culture de cellules rétiniennes dissociées en présence et 

en absence de sérum). 

 

Nous avons également commencé à investiguer les propriétés d’entraînement de l’horloge rétinienne par 

la lumière et par l’AMPc. Nous avons pu mettre en évidence quelques effets d’entraînement, mais les 

méthodes d’étude des effets de la lumière devront encore être améliorées, notamment en commençant 

par vérifier la capacité de réponse du tissu en culture à la lumière (en mesurant l’influence de la lumière sur 

le taux de GMPc ou sur l’expression de c-fos par exemple, afin de vérifier que la transduction du signal 

lumineux a bien lieu). Le cas échéant il faudra établir de nouvelles stratégies expérimentales pour étudier 

l’entraînement de l’horloge rétinienne par la lumière, comme des déphasages d’un cycle LD appliqué sur les 

tissus en culture, ou encore l’utilisation d’une gamme restreinte de longueurs d’ondes. Une fois au point, 

ces stratégies pourront être utilisées pour déterminer quelles sont les voies d’entrée du signal lumineux et 

de transmission jusqu’à l’horloge. Les couches rétiniennes isolées comprenant des cellules photosensibles 

(GCL et PRL) pourront être utilisées dans ce but, ou encore différentes lignées de souris invalidées pour les 

différents photopigments. 
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Ces études sur l’entraînement de l’horloge rétinienne par la lumière pourront être complétées par des 

investigations sur l’influence des SCN, notamment en testant les effets de l’histamine sur les oscillations 

rétiniennes. 

En ce qui concerne l’AMPc, un vaste sujet d’étude s’ouvre pour caractériser pleinement la place de ce 

second messager dans l’entraînement de l’horloge, mais aussi comme sortie, et pourquoi pas comme 

élément intégral du mécanisme horloger. Le rôle d’autres voies de signalisation intracellulaires dans 

l’entraînement de l’horloge, comme celles du GMPc et des MAP kinases, pourra être envisagé. 

 

Afin d’avoir un meilleur reflet du fonctionnement de l’horloge rétinienne dans sa globalité et du rôle 

spécifique de chaque gène horloge, nous avons vérifié si la souris RevErbα-Luc pouvait constituer un 

modèle supplémentaire d’étude de l’horloge rétinienne. Nous savons dorénavant que ce n’est pas le cas, 

mais d’autres lignées de souris (Per1-Luc (Wilsbacher et al., 2002), Cry1-Luc (Maywood et al., 2013)) et de rat 

(Per2-Luc (He et al., 2007)) pourraient être testées. L’utilisation combinée de ces modèles apporterait des 

éclairages sur la manière dont le mécanisme horloger fonctionne dans la rétine. 

Nous proposons également de nous pencher notamment sur les places des gènes Rev-Erb et Ror, qui ont 

été assez peu questionnées à ce jour. 
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Organisation tissulaire de l’horloge 
circadienne dans la rétine de rongeur 

 

Résumé 
La rétine a une physiologie rythmique contrôlée par une horloge circadienne dont la localisation et 

l’organisation sont peu connues chez les mammifères. Nous avons étudié in vitro l’horloge rétinienne du rat et 

de la souris grâce au suivi par bioluminescence des rythmes d’expression d’éléments de son mécanisme 

moléculaire, le gène Period1 et la protéine PERIOD2 respectivement. Nous avons montré que chacune des 

trois couches rétiniennes contient un oscillateur circadien fonctionnel, mais que la période de leurs oscillations 

est très rallongée par rapport à celle du tissu entier et dépend d’un couplage asymétrique entre les couches. 

Nous avons montré par pharmacologie que le glutamate, le GABA, la glycine et la dopamine ne sont pas 

indispensables à ce couplage, et que les caséines kinases 1δ et 1ε modulent largement la période de 

l’horloge rétinienne. Finalement, nous avons observé un couplage au niveau cellulaire également, qui met en 

jeu, au moins en partie, les jonctions communicantes. 
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Summary 
The retina exhibits physiological rhythms that are under the control of a circadian clock whose location and 

organization are poorly understood in mammals. We studied the retina clock in rat and mouse through in vitro 

bioluminescence monitoring of the rhythmic expression of molecular elements of the clockwork: the Period1 

gene and the PERIOD2 protein respectively. We showed that each of the three retinal layers harbors a 

functional circadian oscillator, which period is strikingly longer than in the whole retina and depends on 

asymmetric coupling between layers. We pharmacologically investigated the nature of the coupling signals 

and showed that glutamate, GABA, glycine and dopamine are dispensable. We nevertheless highlighted that 

casein kinases 1δ and 1ε strongly modulate the period of the retina clock. Finally, we observed that the retina 

clock also entails cell-to-cell coupling that involves at least partially gap-junctions. 
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