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I) INTRODUCTION  
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A) Préambule 

 

 Le comportement humain est fortement influencé par l'olfaction, et en grande 

partie de façon inconsciente. Au-delà des fonctions primaires de reconnaissance des aliments 

ou détection des prédateurs, les odeurs environnementales peuvent amorcer des souvenirs 

et des émotions spécifiques, comme nous le rappelle la célèbre « madeleine de Proust ». Ils 

peuvent aussi influencer l'activation du système nerveux autonome (par exemple : les 

expressions faciales ou la modification de la fréquence cardiaque), façonner les perceptions 

du stress et de l'affect, ainsi que les comportements d'approche et d'évitement rapides (1–

3). En effet, les odeurs trahissent l’intimité de chaque individu et influencent nos relations 

sociales : chaque personne produit une odeur distincte qui reflète non seulement les facteurs 

diététiques et environnementaux, mais interagissent également avec les marqueurs 

d'histocompatibilité du soi et du non-soi.  

Le contenu de ce « cocktail d'odeurs corporelles » est différencié des autres odeurs de 

l'environnement et influencent nos relations sociales en modifiant notre comportement, 

provoquant par exemple de l'agressivité ou suscitant de l'anxiété, ce qui modifie notre 

communication non-verbale (4,5). 

Parmi ces odeurs certaines sont si influentes que nous les distinguons par le terme 

"Phéromone". Les phéromones ont été reconnues depuis de nombreuses années chez 

l’animal comme étant « des substances sécrétées par un individu vers le milieu extérieur, 

perçues par un autre individu de la même espèce et provoquant une réaction spécifique (6), 

un changement de comportement (7), une reconnaissance du partenaire sexuel, un 

accouplement (8,9) et une réponse neuroendocrine (10). 

Chez l’animal le nerf terminal, semble jouer un rôle central dans la reconnaissance 

phéromonale (11) alors que chez l’Homme sa fonction reste encore inconnue.  

 

 

B) Nerf Terminal 

 

 Le nerf terminal a été initialement décrit par Fritsch à la fin du 17ème siècle chez le 

requin. Le nom de nervus terminalis provient de l'association d'une partie de ce nerf avec 

l'extrémité rostrale du tube neural ou lamina terminalis (12). Ce nerf a été retrouvé dans 

toutes les classes de vertébrés à l'exception des cyclostomes (vertébrés primitifs 
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correspondant aux poissons sans mâchoire). Chez l'Homme sa découverte est bien plus 

tardive, en 1914 par Johnson et, indépendamment, la même année par Brookover (13), il a 

été pendant longtemps confondu avec le nerf olfactif.  

 

1. Anatomie 

 

Le nerf terminal est relativement bien décrit dans sa portion intracrânienne. Il 

présente de multiples projections, les 2 principales sont au niveau du noyau préoptique et 

infundibulaire contenus dans l’hypothalamus. Le noyau préoptique joue un rôle inhibiteur 

dans le cycle veille/sommeil, en ce qui concerne le noyau infundibulaire, il remplit de 

nombreux rôles physiologiques dans l'alimentation, le métabolisme, la fertilité et la 

régulation cardiovasculaire. 

Les corps cellulaires du nerf terminal sont situés dans un ganglion (ganglion terminal central) 

ou une série de ganglions le long du nerf olfactif, du bulbe olfactif ou du prosencéphale basal.  

Il chemine au niveau de la face ventrale de l’encéphale, formé de fibres plexiformes, suivant 

étroitement le trajet du nerf olfactif (Figure 1). Ses fibres cheminent dans l'espace sous-

arachnoïdien couvrant la face inférieure du gyrus recti du lobe frontal. 

 

 
Figure 1 : Représentation des fibres du NT 

intracrâniennes, de Fuller et Burger (1990). 
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Ensuite, elles semblent pénétrer dans la fente ethmoïdale, au niveau médian de la lame 

criblée antérieure, indépendamment des fibres olfactives (résultat de l’étude menée par le 

Dr Roussel sur l’anatomie de la lame criblée antérieure, Master 2 Sciences Chirurgicales, 

2015-2016). Ensuite l’anatomie sur le sujet reste plus évasive, avec des fibres du NT qui 

chemineraient de part et d’autre de la cloison nasale sans plus amples détails.  

McCotter (14) est le seul à donner une représentation du NT dans sa partie endonasale (figure 

2), sans pour autant détailler comment ces résultats ont été obtenus. 

 

 

Figure 2 :  Dessin d’une vue septale du NT 

chez un fœtus humain de six mois (Figure 1 

McCotter (1915)). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

2. Caractéristiques histologiques du nerf terminal 

 

 Wirsig-Wiechmann en 2002, a présenté une définition des neurones du NT chez 

l’animal, basé sur 4 points (15): 

1) Ils dérivent de la crête neurale et migrent de la zone de la placode olfactive vers les régions 

du cerveau nasales et rostrales. 

2) Ils se trouvent, chez l'adulte, dans la cavité nasale, superficiellement dans le cerveau près 

des bulbes d'olfactifs et reçoivent des afférences de l’encéphale. 

3) Ils envoient des fibres aux zones de la muqueuse nasale et du cerveau ventral rostral, 

impliquées en particulier dans l’olfaction et le système limbique.  

4) Ils contiennent de la GnRH, de l'acétylcholine et un NPY. 
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Ces caractéristiques permettaient de le distinguer avec certitude des autres éléments 

nerveux situés à proximité (tableau 1). 

Le NT était associé à la libération de GnRH, avec un rôle potentiel dans le contrôle des 

fonctions et des comportements reproductifs humains, influençant les systèmes hormonaux 

autonomes et reproducteurs par l'intermédiaire de l'axe hypothalamo-hypophyso-gonadique 

(16,17). 

 

Nerf	 Myélinisation	 Ganglion nerveux	 GnRH +	

Olfactif	  Non Non Oui 

Voméronasal	 Non Non Oui 

Terminal	 Non Oui Oui 

Ethmoïdal antérieur	 Oui Non Non 

Sympathique	 Non Oui Non 

 

Tableau 1 : Résumé des caractéristiques de chacun des nerfs observables au niveau de la région de la lame 

criblée antérieure. 

 

3. Neurophysiologie 

 

a) Chez l’animal 

 

La fonction du NT reste énigmatique mais deux fonctions distinctes sont supposées : 

- Une fonction sensorielle : des considérations anatomiques ont conduit plusieurs auteurs à 

suggérer que le nerf est sensoriel (18). Cependant, les enregistrements électrophysiologiques 

du nerf terminal n'ont pas permis de détecter des réponses sensorielles claires (19–21).  

- Une fonction neuromodulatrice : par l’intermédiaire de la GnRH, qui agirait comme une 

substance neuromodulatrice sur l’activité des cellules réceptrices olfactives (22). 

Eisthen (23) fait la supposition que la GnRH n'agit pas comme une substance odorante, mais 

sert de modulateur à l'activité des cellules réceptrices olfactives. Le temps d’action semble 

trop important pour être généré par une réponse odorante (quelques minutes versus 

quelques secondes) (24). Il approfondit la réflexion en proposant l’hypothèse que le nerf 
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terminal pourrait agir en augmentant la sensibilité aux odeurs pendant la saison de la 

reproduction (23). 

 

b) Rôle chez l’Homme  

 

 Cette structure a été qualifiée de vestigiale ou non fonctionnelle par certains 

auteurs, car le ganglion terminal central semble régresser progressivement vers la fin de la 

période embryonnaire. Néanmoins, chez un nourrisson humain de 4 mois, 850 neurones 

étaient toujours contenus dans les méninges de chaque côté du plan médian (25). 

Une publication récente dans Science (26) rapporte que le système olfactif humain 

(comprenant son système accessoire : le nerf terminal et l’organe voméronasal) serait 

différent de celui d'autres mammifères par son manque de neurogenèse. Cette absence de 

régénération provoque une anosmie non réversible si les neurones sont détruits, 

conséquence de plusieurs maladies neurodégénératives telles que la maladie de Parkinson 

(27). 

 

Le nerf terminal se place au centre d’un vaste faisceau d’hypothèses :  

- Il pourrait permettre la détection des phéromones (28) car il existe en effet de 

nombreuses associations chez l’humain entre le comportement reproductif et 

l'odorat (une sensibilité de l’odorat augmentée chez la femme en période ovulatoire, 

ou la synchronisation des cycles menstruels chez certaines femmes et encore 

l’attirance d’une femme pour un homme par les substances odorifères de celui-ci) 

(29). 

- Celui-ci pourrait agir sous le contrôle du réseau neuronal de kisspeptin (KP), contenu 

entre autres dans l’hypothalamus, impliqué dans le contrôle endocrinologique central 

de la puberté et des fonctions reproductrices humaines (17). Celui-ci régulant la 

sécrétion de GnRH par le nerf terminal. 

- Les cibles peuvent être locales ou à distance, le NT pourrait donc permettre une 

modulation de la sensibilité du système olfactif, des glandes de Bowman et du 

système vasculaire (30,31). 
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C) Organe Voméronasal 

 

Si le mécanisme de détection des phéromones reste encore inconnu chez l’homme, 

il est mieux compris chez l’animal et implique l’organe voméronasal comme organe 

récepteur (32). 

Le système voméronasal ou organe voméronasal est apparu après l'émergence des 

tétrapodes (33). La découverte de l’OVN humain a été attribuée à Ludvig Jacobson en 1813 

(34), qui fournit une description précise et donne un nom à cet organe. 

Chez les embryons humains, l’OVN se forme à environ 37 jours post-ovulatoire sous forme 

d'une invagination épithéliale bilatérale au septum nasal (35–37), avec une ouverture de ses 

canaux dans la cavité nasale avant la 28ème semaine d’aménorrhée.  

A partir de 14 semaines d’aménorrhée, il semble présenter des signes de régression, par 

rapport à d'autres mammifères (38,39). L'OVN ou système olfactif accessoire constitue un 

système sensoriel peu connu, présent chez la plupart des vertébrés, à l'exception des oiseaux 

(44). Il est situé à la base de la partie la plus antérieure de la cloison nasale. Celui-ci est visible 

en endoscopie (figure 3), chez environ 70% de la population (38). 

 

 
Figure 3 : Orifice d’entrée d’un 

OVN droit (Figure 1, The 

forgeten organe (40)) 
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Trotier (38) a été le seul à donner une description précise de l’OVN chez l’Homme adulte, cet 

organe se présente à 8,5 mm (6-13 mm) au-dessus du plancher de la cavité nasale et à 24 mm 

(21-29 mm) de l’orifice narinaire. Il présente un diamètre de 1,1 mm (1-1,6 mm) et la longueur 

du conduit interne est en moyenne de 3,6 mm (2-7 mm).  

Chez l’Homme, aucun rôle n’a encore été découvert pour cet organe, contrairement à 

l’animal. Pour le rongeur, par exemple, il représente le principal, sinon le seul, système de 

détection des phéromones (9,41). Chez la souris femelle, il semble moduler le cycle 

menstruel, le bon déroulement de la puberté ou de la grossesse ainsi que la stimulation 

induite de l’ovulation (42). Chez le hamster mâle, l'élimination des organes voméronasaux 

semble prévenir les poussées hormonales (43) et des vocalisations ultrasonores dans la 

parade nuptiale (44). La suppression de l’OVN chez la souris mâle, provoque également de 

graves déficits d'accouplement et un comportement agressif (45). 

Chez les primates et les humains, le gène Trpc2 codant pour les 2 types de récepteurs 

voméronasaux, est faiblement exprimé (32). Ce faible taux d’expression suggère que ces 

espèces n'utilisent pas de signaux chimiques pour communiquer (46). Le déclin de la 

communication phéromonale semble coïncider avec l'évolution de la vision des couleurs 

trichromatiques et la prédominance du système visuel (47,48). 

 

 

D) Application clinique 

 

1. Le syndrome de Kallmann 

 

 Après la découverte de Taroc (49), il semble que le défaut de migration 

embryologique des neurones du NT soit à l’origine de l’absence de migration des cellules 

GnRH etdonc à l’origine de l'hypogonadisme hypogonadotrope (50,51). Le syndrome de 

Kallman de Morsier associe un déficit en gonadolibérine (GnRH) et une anosmie (52,53). 

Des études ont montré des mutations ponctuelles et des délétions dans KISS1R chez certains 

patients HH. Ceci suggère que les axones contenant de la GnRH (notamment le NT) jouent 

non seulement un rôle central dans le développement et la différenciation de l'axe 

hypothalamo-hypophysaire ainsi que dans le développement sexuel normal chez l’homme et 

la femme (17).  
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2. La chirurgie endonasale 

 

À notre connaissance, aucune étude n’a été réalisée sur les complications potentielles 

de la chirurgie endonasale et la reconnaissance phéromonale. En effet, certaines chirurgies 

telles que la septoplastie ou d’autres chirurgies endonasales nous font parfois réaliser de 

larges décollements de la muqueuse septale ainsi que des plaies muqueuses non 

intentionnelles. 

Même si l’olfaction est d’avantage utilisée chez le rongeur, il est intéressant de noter que des 

lacérations de la muqueuse nasale altère la capacité des hamsters mâles à s'accoupler (11). 

Ces déficits ne sont pas dus à une variation du taux de testostérone circulants (54) mais bien 

à un défaut d’apport de GnRH aux cibles neurologiques car les injections intraventriculaires 

de GnRH améliorent les déficits d'accouplement chez les hamsters mâles (55) et femelles (56). 

 

 

E) Objectif 

 

L’objectif principal de notre étude est de caractériser le trajet endonasal du nerf 

terminal grâce à plusieurs méthodes : dissection anatomique, immuno-histologique et 

radiologique, afin d’avancer sur la compréhension de ce nerf chez l’Homme. 

L’objectif secondaire est d’étudier les relations qu’il pourrait entretenir avec les structures au 

sein de la muqueuse nasale, notamment avec l’organe voméronasal et d’autres structures 

nerveuses.  
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II) MATERIELS ET METHODES  
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A) Design de l’étude :  

L’étude a été réalisée au Centre de Microscopie Appliquée à la Biologie (CMAbio3) 

ainsi qu’au centre de recherche Cyceron de Caen. Elle a exclusivement été réalisée sur des 

sujets humains, ayant fait don de leurs corps à la Science, par l’intermédiaire du laboratoire 

d’anatomie de la faculté de médecine de Caen. 

L’étude a été organisée autour des 3 axes suivant (figure 4) : 

- Une étude anatomique par dissection 

- Une étude anatomopathologique 

- Une étude par imagerie 

 
Figure 4 : Design de l’étude : 

représentation des 3 principaux 

axes de recherche, ainsi que 

l’objectif par axe. 

 

 

 

 

 

 

 

 

B) Étude anatomique par dissection 

 

Un total de 9 têtes, soit 18 hémi-côtés ont été disséqués, avec 3 préparations 

différentes : 

- 3 têtes ont été disséquées sans préparation, dites fraîches (sans congélation 

préalable et sans injection de fixateur). 

- 3 têtes ont été préalablement fixées avec une solution de formaldéhyde 10% (57). 
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- 3 têtes ont été préalablement fixées avec la technique de Thiel fixation modifiée 

(58), adaptée pour la conservation d’une tête. 

1. Préparation cadavérique 

 

a) Têtes fraîches 

 

Les têtes ont été sectionnées du corps, puis directement disséquées dans un délai de 

moins de 12 heures post mortem. 

 

b) Tête fixée avec formol 

 

Après la section des têtes, les artères carotides communes et les veines jugulaires 

internes ont été cathétérisées à l’aide de sondes urinaires de diamètre adapté au calibre des 

vaisseaux. Les sondes urinaires ont été fixées à l’aide d’un fils de Vicryl 2.0.  

La réalisation d’un lavage des caillots avec de l’eau distillée tiède (environ 35°C), utilisée en 

irrigation dans chacun des quatre vaisseaux cathétérisés. L’irrigation de chacun des quatre 

vaisseaux s’est faite en 2 étapes : d’abord avec l’ensemble des autres vaisseaux clampés puis 

avec le vaisseau controlatéral du même type déclampé, ceci permet d’ouvrir le cercle artériel 

de Willis et d’éliminer les thrombus.  

Ces deux étapes ont été renouvelées jusqu’à ce que l’eau redevienne claire dans le vaisseau 

controlatéral du même type. La quantité moyenne d’eau nécessaire était de l’ordre de 3 litres. 

Nous avons procédé dans l’ordre suivant : tout d’abord avec l’irrigation des artères carotides 

communes, puis de la veine jugulaire interne dominante et enfin par la dernière veine 

jugulaire interne. Les vaisseaux ont ensuite été injectés avec du paraformaldéhyde 10%, puis 

le clampage de ceux-ci, les têtes ont alors été plongées dans une solution de 

paraformaldéhyde 10% mélangée à de la Soupline, afin de diminuer l’effet durcisseur du 

formol.  
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c) Tête fixée avec la méthode de Thiel modifiée 

 

La même préparation initiale est réalisée avec la section des têtes, la cathétérisation 

des artères carotides communes et des veines jugulaires internes avec des sondes urinaires. 

Il n’est pas réalisé de rinçage vasculaire, mais une perfusion de la tête pendant une durée 

d’environ 7 heures, puis immersion dans une solution pendant au moins 6 semaines. La 

procédure est détaillée dans le tableau 2. 

 

 
 

Tableau 2 : Procédure de conservation des têtes par la technique de Thiel modifiée. 

 

2. Exposition de la zone d’intérêt 

 

- Préparation de la partie endocrânienne (figure 5) :  

Ablation de la partie antérieure du scalp puis de la voûte crânienne à l’aide d’une scie à plâtre 

électrique. La partie postérieure est laissée en place pour permettre un maintien de 

l’encéphale. Ensuite la dissection du lobe frontal afin de laisser une fine couche encéphalique 

au niveau inférieur nous offrant une meilleure visibilité. 
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Figure 5 : Dissection sur tête fixée au formol 

a : après ablation de la moitié antérieure du 

scalpe, jusqu’à la région sourcilière en 

avant. 

b : après ablation de la moitié antérieure de 

la voûte crânienne. 

 

 

 

 

 

- Préparation de la partie endonasale (figure 6) : 

Ablation de l’ensemble des ailes du nez de façon transfixiante et des os nasaux puis 

section de la partie médiane et supérieure de l’os maxillaire, puis la partie médiale et 

inférieure de l’os frontal. 

En profondeur, les lames orbitaires ainsi que les os lacrymaux sont retirés puis par la suite 

l’ablation des cornets inférieurs et de la partie inférieure des cornets moyens. 

 

 
Figure 6 : Dissection sur tête fixée par 

la méthode de Thiel modifiée. 

a : après ablation des ailes narinaires, 

des cantis internes et de la partie 

latérale des sinus frontaux. 

b : après ablation du dorsum et de la 

partie médiane des sinus frontaux. 

 

 

- Préparation de la partie charnière (figure 7) :  

A l’aide d’un microscope (Leica M320) et d’un moteur (Bien Air model Basch, Bienne, 

Suisse) fraisage de la partie postérieure du sinus frontal afin d’exposer la partie antérieure de 

la lame criblée. Pour exposer la partie latérale de celle-ci, fraisage du toit des orbites et 

exentération orbitaire si besoin. 
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Figure 7 : Photographie sur tête fixée au formol, fraisage de la partie 

postérieure des sinus frontaux. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

3. Contrôle 

 

Une fois l’étude par dissection effectuée sur l’ensemble du trajet présumé, les tissus 

étaient prélevés puis analysés en histologie afin d’objectiver la nature de la structure 

disséquée. La méthode utilisée était la coloration standard HES. 

 

 

C) Étude anatomopathologique 

 

1. Préparation initiale des pièces anatomiques 

 

Nous avons utilisé pour cette étape 5 corps frais. Les têtes ont été coupées puis la 

voûte crânienne a été retirée. Ablation des ailes narinaires de façon transfixiante, du dorsum 

et de la partie antérieure des sinus frontaux. Réalisation d’une section à la scie plate suivant 

une ligne reliant les cantis internes aux sillons nasogéniens. Section de la cloison nasale aux 

ciseaux de maillot, au niveau du plancher des fosses nasales. Nous avons prélevé, en bloc, 

une partie des sinus ethmoïdaux en latéral, avec la partie postérieure des sinus frontaux en 

avant, tout en veillant à conserver 5 mm de tissu encéphalique à la partie supérieure de la 

pièce afin de préserver les bulbes olfactifs (figure 8).  
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Figure 8 : Pièce anatomique 

d’intérêt en vue latérale droite 

(a) et latérale gauche (b) 

 

 

 

 

 

 

Les pièces ont ensuite été coupées selon deux techniques différentes : 

- Au microtome après décalcification et inclusion en paraffine,  

ou 

- Au cryostat après congélation à -80°C. 

La technique de congélation a été rajouté en cours d’étude compte tenu de la 

présence d’artéfact avec les anticorps utilisés en paraffine (décalcification). 

 

2. Pièces en paraffine coupées au microtome 

 

Trois pièces ont été fixées dans du formaldéhyde 4% (VWR, PH 6,9) pendant 4 jours. 

Les pièces ont ensuite été plongées dans une solution d’EDTA afin de réaliser une 

décalcification douce (EDTA 10% (59)). Pour vérifier l’avancement de la décalcification, les 

pièces étaient pesées quotidiennement, jusqu’à la stagnation de son poids. Dans le tableau 

3, les caractéristiques des donneurs et des délais de dissection sont représentées. 

 

Pièces (n°) 1 2 3 
Age 79 88 96 
Sexe F M F 

Délais post mortem 
(heure) 14 16 10 

Temps en formol (jours) 4 4 4 

Temps de décalcification 
(jours) 14 12 24 

Tableau 3 : Caractéristiques des sujets inclus. 

 
La pièce était ensuite retaillée, avec l’ablation des cornets et des cellules ethmoïdales en 

latérales, puis section de la partie antérieure et postérieure de cloison nasale afin d’obtenir 
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une largeur de 30mm maximum. Pour le technicage histologique, la pièce est ensuite 

sectionnée en 5 à 6 blocs d’une hauteur de 10 à 20mm (Figure 9).  

 

Figure 9 : Pièce numéro 2. 

a : pièce brute après prélèvement,  

b : pièce post taille, 

c : pièce après section en blocs.  

 
 
 
 
 
 

 

Les pièces étaient ensuite mises en cassette avant déshydratation puis inclusion en 

paraffine. Les blocs ont ensuite été conservés à 4°C. 

La découpe a été réalisée au microtome (Leica, RM2245, Nussloch, Allemagne) avec une 

épaisseur de 3μm, montée sur lame (Thermo-Scientific, Superfrost® Plus, Brunswick, 

Allemagne), puis conservée à 4°C avant coloration. 

 

3. Pièces congelées à -80°C et coupées au cryostat 

 

Deux pièces ont été fixées dans du paraformaldéhyde 4% (pH 7,2) et ceci pendant 16h 

(tableau 4). 

Puis les pièces étaient coupées en 3 blocs (figure 10) et plongées dans une série de 3 bains 

de sucrose 30%, pendant une durée totale de 24h. 

Pièces (n°) 4 5 
Age 82 74 
Sexe F M 

Délais post mortem 
(heure) 12 9 

Temps en formol (jours) 16 16 
Temps de décalcification 

(jours) 0 0 
Tableau 4 : Caractéristiques des sujets inclus. 
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Figure 10 : Photographie de la pièce 4. 

a : avant séparation en 3 blocs 

b : après séparation en 3 blocs 

c :bloc d’inclusion en OCT 

d : bloc A en OCT 

e : bloc B en OCT  

f : bloc C en OCT 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Ensuite les blocs ont été inclus en OCT, puis conservées à -80°C.  

La découpe a été effectuée au cryostat (Leica, CM1900, Nussloch, Allemagne) avec une 

épaisseur de 12 µm, montée sur lame (Thermo-Scientific, Superfrost® Plus, Brunschweig, 

Allemagne), puis conservée à -80°C avant analyse. 

 

4. Coloration standard 

 

Pour l’étude anatomo-pathologique en coloration standard, nous avons utilisé la 

coloration HES avec l’automate Tissue-Tek® Film™ (Sakura, Nagano, Japon). 

Les coupes ont été réalisées tous les 200μm sur l’ensemble des 5 pièces anatomiques, soit 

une moyenne de 225 coupes par pièce. Les lames ont été observées au microscope Leica 

DMLB (Nussloch, Allemagne) équipé d’une caméra (Zeiss, Axiocam 105 color, Gottigen, 

Allemagne). 
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5. Immunohistochimie et Immunofluorescence 

 

a) Immunohistochimie en peroxydase 

 

Afin d’éviter les artéfacts de marquage liés aux peroxydases endogènes, toutes les 

lames étaient prétraitées par un blocage des peroxydase endogène (Dako REAL™, S2023) 

pendant 5 minutes, suivi d’un blocage BSA (Bovin Serum Albumin, Sigma-Aldrich, A7906) 

pendant 15 minutes. 

Nous avons ensuite utilisé comme anticorps primaire : 

- Anti-PS100 (anti protéine S100 béta, dilué au 1/500), cet anticorps est un marqueur 

des cellules gliales (60).  

- Anti-GnRH 1 (anti-Gonadotropin Releasing Hormone, LSBio LS-C400854-60 dilué au 

1/3000), il marque le peptide C-terminal de la GnRH (16,49,61,62). 

- Anti-OMP (Olfactory Marker Protein, Biorbyt, orb212414, dilué au 1/3000), il marque 

les neurones récepteurs olfactifs matures (38). 

- Anti-Chromogranine A (Abcam Ab15160, dilué au 1/400) : il marque les cellules 

neuroendocrines. 

 

La dilution des anticorps a été réalisée avec du tampon contenant du PBS avec 0,25% de 

Triton X100. Tous les anticorps ont été révélés par un anticorps secondaire (Dako REAL™ 

EnVision™, K5007) pendant 30 minutes. Réalisation d’un démasquage en solution Dako pH9 

pendant 20 minutes pour les anticorps anti-GnRH et anti-OMP. 

Révélation par de la DAB+ Chromogen (Dako REAL™, K5007) pendant 5 minutes, puis 

application d’hématoxyline (Dako, S3301) pendant 6 minutes. Pour finir, réalisation d’une 

déshydratation et montage des lames à l’Eukitt. 
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b) Immunofluorescence 

 

Les anticorps primaires utilisés en immunofluorescence sont les suivants : 

- Pour la caractérisation du type cellulaire : 

o Anti-OMP (Olfactory Marker Protein, Biorbyt, orb212414, dilué au 1/1000) 

marqueur des neurones récepteurs olfactifs matures (38). 

o Anti-GnRH 1 (anti-Gonadotropin Releasing Hormone, LSBio LS-C400854-60 

dilué au 1/3000) marqueur du peptide C-terminal de la GnRH (16,49,61,62). 

Le reste des anticorps nous a été donné par le centre de recherche Cyceron : 

o Anti-WFA (dilué au 1/1000) marqueur d’une lectine spécifique du réseau 

neuronal. 

o Anti-SRIF (dilué au 1/800) marqueur de la somatostatine. 

o Anti-NeuN (dilué au 1/1000) marqueur classique du noyau des neurones 

matures. 

 

- Pour la caractérisation des fibres nerveuses : 

o Anti-SMI 31 (dilué au 1/800) marqueur des neurofilaments lourds. 

o Anti-NF Med (dilué au 1/400) marqueur des neurofilaments intermédiaires. 

o Anti-MBP (dilué au 1/1000) marqueur de la myéline. 

 

- Pour la caractérisation de la transmission du signal (neuropeptide) : 

o Anti-CGRP (dilué au 1/800) marqueur d’un type de neuropeptide vasoactif. 

o Anti-Calreguline (dilué à 1/400) marqueur d’un type de neurotransmetteur 

liant le calcium. 

o Anti-Parvalbumine (dilué à 1/3000) marqueur d’un type de 

neurotransmetteur des neurones à décharge rapide. 

o Anti-Substance P (dilué au 1/1000) marqueur d’un type de neuropeptide. 

o Anti-NPY (dilué au 1/1000) marqueur du neuropeptide Y. 

o Anti-GAL (dilué au 1/800) marqueur d’un peptide neuro-endocrinien. 
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c) Témoins 

 

Pour les anticorps non utilisés en routine dans notre centre, nous avons réalisé pour 

chaque anticorps un témoin positif et un témoin négatif, qui ont été prélevés selon les mêmes 

modalités. 

Les témoins sont présentés dans le tableau 5. 

 

Anticorps primaires Positif Négatif 

Anti-GnRH Tige pituitaire Foie 

Anti-OMP Bulbe olfactif Peau 

Anti-FMRFamide Épididyme Foie / Cerveau 

Tableau 5 : Témoins positif et négatif des anticorps primaires 

 

Des témoins de manipulation ont également été réalisés à chaque série, une lame de témoin 

négatif (sans anticorps primaire, afin d’éliminer une fixation de l’anticorps secondaire non 

spécifique) ainsi qu’un témoin double négatif (sans anticorps primaire et secondaire, afin 

d’éliminer une fixation non spécifique de la méthode de révélation) (Figure 11). 

 

 
Figure 11 : Tige pituitaire 

avec immuno-marquage 

anti-GnRH.  

a : sur coupe congelée en 

immunofluorescence. 

b : sur coupe paraffine en 

immunohistochimie 

peroxydase. 

 

 

  

a 
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D) Étude radiologique 

 

1. Imagerie par micro-CT 

 

Deux pièces anatomiques ont été prélevées de façon identique aux pièces utilisées 

pour l’analyse anatomopathologique, elles ont ensuite été conservées 24 heures à 

température ambiante dans une solution de paraformaldéhyde à 4% (PH :7,2). Par la suite, 

elles ont été rincées abondamment dans une solution tampon de PBS pendant 1 heure avant 

d’être plongées dans une solution de 100 ml de tétroxyde d’osmium OsO4 diluée à 2% dans 

du PBS. Les pièces ont ensuite été mises à centrifuger à 12G pendant 72 heures, suivit d’un 

rinçage abondant avec 1,5 litres de PBS, afin éliminer le maximum de tétroxyde d’osmium 

(Figure 12). 

 
Figure 12 : Pièce après fixation au tétroxyde d’osmium.  

a : section en 3 parties avant la TDM. 

b : section en 5 parties pour inclusion en paraffine. 

 
 
 

 

 

 

 

 

 

 
Le tétroxyde d’osmium (métal lourd) a la particularité de fixer les phopholipides, il a été utilisé 

afin d’améliorer le contraste à la tomodensitométrie. Les phospholipides sont 

particulièrement présents au niveau de la membrane des cellules musculaires lisses et des 

gaines de myéline. Le tétroxyde d’osmium nous permet d’obtenir un contraste en atténuant 

de façon intense les rayons X à ce niveau, et donc mettre en évidence les parois vasculaires 

et les nerfs myélinisés (63,64).  

L’acquisition a été réalisée sans interface (dans l’air) afin de diminuer au maximum les 

artéfacts et atténuation des rayons X du milieu extérieur. 
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Les acquisitions ont été réalisées à l’aide d’un Micro-CT (Siemens Inveon, Pennsylvanie, États-

Unis) 120kvolt, 128x0,6mm barrettes. Les paramètres d’acquisitions sont les suivants : 

- Tension du tube : 80 KV. 

- Courant du tube : 50 μA. 

- 360 tirs tous les degrés sur 360 degrés. 

- Durée du tir par degré : 440 ms. 

- Temps mort entre chaque tir : 1 seconde.  

- FOV Transaxial : 18 mm par Bed. 

- Résolution : Bin 2. 

- Taille du pixel reconstruit : 18,2 μm.  

 

2. Contrôle 

 

Afin de s’assurer de l’identité des structures présumées, les pièces étaient ensuite 

analysées histologiquement avec coloration HES puis immunohistochimie, comme décrit 

dans le chapitre précédent. 

 

3. Tractographie par IRM en tenseur de diffusion 

 

Deux pièces anatomiques ont été prélevées de façon identique aux pièces utilisées 

pour l’analyse anatomopathologique, elles ont ensuite été conservées 18 heures à 

température ambiante dans une solution de paraformaldéhyde à 4% (PH :7,2). Puis dans une 

solution de PBS - azyde diluée à 0,125%. Afin d’augmenter le contraste, nous avons utilisé du 

Gadolinium (dilution 1/80) (65), que l’on a laissé 4 jours à 4°C sur agitateur. 

Les images ont été acquises avec une IRM Aimant Bruker 7T électronique Avance III (Bruker 

Biospin, Ettlingen, Allemagne), avec une antenne type résonateur volumique 1H en émission 

réception. L’acquisition de la séquence a été paramétrée de la façon suivante : 

- Diffusion Tensor Imaging 

- Temps d'echo (TE) : 24ms 

- Temps de répétition (TR) : 2s 

- 6 directions (B=1000 s/mm2) + 1 acquisition à B=0 s/mm2 

- Field of View : 3x3 cm2 

- Resolution : 0.1x0.1 mm2 
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- Nombre de coupe : 23 

- Épaisseur de coupe : 2mm 

- Temps d'acquisition : 9h 20min 

 

Pour la reconstruction, les tenseurs ont été calculés par le logiciel Paravision 6.0.1 (Bruker) et 

reconstruits sous forme de carte paramétrique d'anisotropie fractionnelle. 
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III) RESULTATS  
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A) Étude par dissection 

 
1. Dissection de la partie endocrânienne 

 

Dix-huit côtés ont été analysés, nous avons retrouvé et confirmé la présence de 13 

nerfs terminaux. Le trajet de celui-ci a été analysé de la région des bulbes olfactifs jusqu’à la 

pénétration de ceux-ci dans la fente olfactive à travers la dure mère. 

Leurs trajets pour 8 d’entre eux étaient le long de la face inférieure du lobe frontal, et pour 

les 5 autres au niveau de la partie supérieure des bulbes olfactifs (figure 13) 

Dans tous les cas le trajet nerveux est situé au niveau de la face inférieure du lobe frontal, 

par rapport aux bulbes olfactifs, ils cheminent médialement et au-dessus. 

Ils se dirigent ensuite vers la partie antérieure de la fente olfactive, où ils pénètrent dans la 

dure-mère, environ 4,2mm ± 0,46 [3,5-4,2] en avant de la partie antérieure du bulbe 

olfactif. La dissection de la dure-mère reste la partie la plus critique et difficile.  

 

 
Figure 13 : Vue antéro-supérieur endocrânienne 

du trajet du nerf terminal. 

a : cheminement à la face inférieur du lobe frontal 

b : cheminement à la face supérieur du bulbe 

olfactif 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  



27 
 

2. Passage endocrânien-endonasal 

 

C’est après l’identification de la fente et du trou ethmoïdal, grâce aux reliefs osseux, que la 

région a pu être disséquée d’avant en arrière. Comme nous le montre la figure 14, le trou 

éthmoïdal est le foramen le plus antérieur. Il contient le nerf et l’artère ethmoïdale 

antérieure, bien reconnaissable par leurs tailles importantes. Puis après poursuite du 

fraisage de quelques millimètres vers la région postérieure et médiale, ouverture de la fente 

ethmoïdale où cheminent les fibres nerveuses terminales (figure 15).   

Il n’a pas été retrouvé de relation préférentielle avec des structures vasculaires ou 

nerveuses de la région. 

 

Figure 14 : Représentation d’une vue endonasale 

de la lame criblée antérieur droite, avec mise en 

place des éléments vasculo-nerveux. (Figure 64, 

Mémoire Master 2, Anatomie de la lame criblée 

antérieure, Roussel LM) 

 
 
 
 
 
 
 
Figure 15 : 

Photographie d’une 

fente olfactive gauche 

après ablation de la 

partie osseuse,  

a : région avant 

dissection des tissus 

b : région après 

dissection  

 
 
 
 
 
 
 
 



28 
 

3. Dissection de la partie endonasale 

 

Après le passage au niveau de la fente éthmoïdale, les branches du nerf terminal sont 

aux nombres de 3 ± 0,86 [2-5] par côté. Elles quittent la région de la fente olfactive 

postérieurement au rameau interne de l’artère et du nerf éthmoïdal antérieur et 

antérieurement aux branches du nerf olfactif homolatéral (Figure 16). 

Ensuite les branches cheminent en sous muqueux vers le bas et vers l’avant jusqu’à la partie 

antérieure de l’OVN. Il n’a pas été montré d’anastomose avec d’autres structures nerveuses 

de la région. 

Les branches du NT ont pu être suivies jusqu’à la région de l’OVN soit 13 mm ± 4,5 [8-24] au-

dessus du plancher des fosses nasales, sans pour autant montrer une connexion franche avec 

cet organe en macroscopie. Leurs longueurs sont donc variables suivant les individus mais 

sensiblement symétriques, avec une taille de 40,5mm ± 2,5 [37-45] entre la fente ethmoïdale 

et leurs terminaisons, sur un total de 30 fibres nerveuses terminales individualisées, sur 12 

côtés.  

 

 



29 
 

 

Figure 16 : Photographie d’une cloison nasale gauche, après ablation de la muqueuse nasale. 

a : les flèches marquent 3 fibres du nerf terminal. 

b : le trajet des branches du nerf terminal a été surligné en rouge. 

 

 
B) Étude anatomopathologique 

 

1. Caractérisation du nerf terminal 

 

a) Coloration standard 

 

Sur 5 pièces anatomiques, un total de 1135 lames colorées en HES ont été analysées.  

Sur les 10 côtés, les branches du nerf terminal ont été retrouvées dans 9 cas sur les 10. Chez 

un spécimen, il a été impossible de retrouver ce nerf du fait de la mauvaise qualité des lames 

observées.  

Les branches du nerf terminal sortent de l’espace sous arachnoïdien médialement par rapport 

au nerf voméronasal (figure 17) et se dirigent vers l’avant.  

Leurs pénétrations dans les fosses nasales se font exclusivement par la fente ethmoïdale. 

Leurs épaisseurs, au niveau de la fente, sont en moyenne de 93μm ± 34 [50-200] et diminuent 

pendant leurs progressions dans les fosses nasales pour arriver à une dizaine de micromètre. 
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Ces fibres nerveuses terminales ont pu être différenciées des autres structures nerveuses par 

la présence de cellules ganglionnaires nerveuses (présence de corps cellulaires neuronaux 

entourés de cellules capsulaires) sur l’ensemble de leurs trajets (figure 18). Leurs nombres au 

niveau de la fente ethmoïdale sont en moyenne de 3 ± 0,87 [2-5] par côté.  

 

Figure 17 :  Coupe axiale passant par 

la fente éthmoïdale gauche, en 

coloration HES, avec émergence du 

nerf voméronasal gauche et des 

branches du nerf terminal gauche. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figure 18 : Coupe axiale passant par la fente éthmoïdale gauche, en coloration HES. Grossissement sur une 

branche du nerf terminal avec présence d’une cellule ganglionnaire. 

 

Les fibres ont pu être suivies jusqu’à leurs terminaisons au niveau inférieur de la cloison 

nasale. 
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Celle-ci chemine dans le chorion de la muqueuse nasale, juste sous le plan glandulaire (figure 

19). Cependant, aucune relation systématique avec un réseau vasculaire, le système olfactif 

ou une autre structure n’a été retrouvée. 

 

 
Figure 19 : Coupe axiale de la cloison 

nasale, avec agrandissement sur une 

fibre du nerf terminal 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

b) Immunohistochimie 

 

Les résultats de l’immunohistochimie en peroxydase ainsi qu’en fluorescence sont 

représentés dans le tableau 6 ci-dessous. 

Un immunomarquage à la GnRH de faible intensité a pu être mis en évidence sur l’ensemble 

du trajet du nerf (figure 20). 

Ces résultats sont indépendants du sexe dans notre étude. 
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Type Anticorps Immuno-
marquage Immunoréactivité Figure 

Peroxydase 

Anti-
S100(B) Cellules gliales Oui 

 

Anti-
GnRH1 Protéique Oui 

 

Fluorescence 

Anti-
GnRH1 Protéique 

Oui 
 

Rouge : Anti-
GnRH1 

 
Vert : Anti-SMI 31 

 

Anti-SMI 
31 

Neurofilament 
lourd 

Oui 
 

Vert : Anti-SMI 
 

Bleu : DAPI 

 

Anti-NPY Neuropeptide 

Oui 
 

Rouge : Anti-NPY 
Vert : Anti-SMI 

Bleu : DAPI 

 
Anti-MBP Myéline Non  
Anti-NF 

Med. 
Neurofilament 
intermédiaire Non  

Anti-NeuN Protéine 
neuronal Non  

Anti-SP Neuropeptide Non  
 

Tableau 6 : Caractéristiques de l’immunoréactivité du nerf terminal chez l’Homme. 
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Figure 20 : Immunofluorescence du nerf 

terminal (flèche blanche), avec en rouge : anti-

GnRH et en vert: anti-SMI 31. 

a et b montre la même coupe, avec ajout de 

l’anti-SMI 31 sur la coupe b 

c : Immunofluorescence d’une fibre nerveuse 

terminale dans la région de la fente 

ethmoïdale 

d : Immunofluorescence d’une fibre nerveuse 

terminale en distalité, dans la muqueuse 

nasale entourée de glandes de Bowman. 

 

 

 

 

 

 

2. L’organe voméronasal 

 

a) Coloration standard 

 

Sur les 5 pièces anatomiques étudiées, il a été observé 9 organes voméronasaux. 

Ceux-ci sont facilement repérables par leur grande taille. En effet, la muqueuse nasale est 

extrêmement riche en glandes (séreuses et muqueuses figure 21) avec une lumière 

n’excédant pas 500 μm. 

 

Figure 21 : Coupe histologique en 

coloration HES, de la muqueuse nasale 

gauche avec présence de glandes de 

Bowman. 
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L’organe voméronasal pour sa part a une taille beaucoup plus importante de 3,23 mm ± 0,8 

[2,1-4,5] en antéro postérieur, à 3,35 mm ± 0,6 [2,4-4,2] en hauteur (figure 22).  

Cette structure est positionnée en avant et en haut du vomer, en regard du cartilage septal. 

Les organes voméronasaux présentaient un aspect asymétrique en rapport avec le cycle 

nasal. 

 

Figure 22 :  Coupe 

histologique en coloration 

HES, montrant l’orifice 

d’entrée des 2 organes 

voméronasaux. 

 

 

 

 

On a noté une différence entre l’épithélium antérieur et postérieur de l’organe voméronasal, 

avec un épithélium fin en distalité d’une épaisseur moyenne de 20 μm ± 6,6 [10-30] constitué 

d’une fine couche de cellules cuboïdes ciliés. En ce qui concerne la partie proximale, elle était 

plus épaisse, environ 50 μm ± 8 [38-61], compatible avec un épithélium cylindrique pseudo-

stratifié type respiratoire. Il existait aussi une différence marquée entre l’épithélium médial 

et latéral. En effet l’épithélium latéral est le siège de multiples inclusions muqueuses et 

cellules caliciformes, responsables probablement de la sécrétion du mucus présent dans 

l’OVN (figure 23). 
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Figure 23 : Coupe histologique en coloration HES de l’organe voméronasal. 

a : Organe voméronasal gauche, avec dans l’encadré vert la partie proximale de l’OVN (épithélium épais) et dans 

l’encadré rouge l’épithélium distal (cuboïde simple) 

La présence de mucus dans l’OVN est marquée par la présence de flèches. 

b : Organe voméronasal droit, avec différence entre l’épithélium médial et latéral. 

Les flèches marquent la lumière de l’OVN (quasi virtuelle ici) 
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b) Immunohistochimie 

 

Les résultats de l’immunohistochimie en peroxydase ainsi qu’en fluorescence sont 

représentés dans le tableau 7 ci-dessous. 

 

Type Anticorps Immuno-
marquage Immunoréactivité Figure 

Peroxydase 

Anti-OMP 

Neurone 
récepteur 

olfactif mature 
 

Oui 

 

Anti-
Chromogranine 

A 

Cellule neuro-
endocrine 

 
Douteux 

 

Fluorescence 

Anti-WFA Lectine, 
réseau neuronal 

Oui 
 

Vert : Anti-WFA 
 

Bleu : DAPI 

 
Anti-GnRH Protéique Non  

Anti-CGRP Neuropeptide 
vasoactif Non  

Anti-Calreguline 
Neurotransmet-

teur liant le 
calcium 

Non  

Anti-
Parvalbumine 

Neurotransmet-
teur des 

neurones à 
décharge rapide 

Non  

Anti-SMI 31 Neurofilament 
lourd Non  

Anti-NF Med. Neurofilament 
intermédiaire Non  

Anti-SRIF Proteine Non  

Anti-GAL Peptide neuro-
endocrinien Non  

 
Tableau 7 : Caractéristiques de l’immunoréactivité de l’organe voméronasal chez l’Homme. 
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C) Étude Radiologique 

 

1. Suivit du nerf terminal par tomodensitométrie 

 

Les éléments vasculo-nerveux ont pu être distingués facilement au niveau supérieur 

de la pièce anatomique (région de la fente olfactive). Les nerfs étaient caractérisés par une 

prise de contraste sur toute leur épaisseur (aspect de disque retrouvé en coupe axiale). Les 

artères prenaient en coupe axiale l’aspect d’un cercle, avec une prise de contraste 

uniquement au niveau de leur paroi.  

L’absence d’artéfact (mouvement de la pièce anatomique du fais d’un temps de pause entre 

les différentes acquisitions de la machine ou l’absence de milieu extérieur) nous a permis 

d’obtenir une résolution de moins de 20 μm par pixel reconstruit.  

Nous avons retrouvé l’artère ethmoïdale antérieure ainsi que le nerf ethmoïdal antérieur au 

sein du sillon ethmoïdo-frontal, en endocrânien, cheminant vers le trou ethmoïdal. 

Médialement, au sein de la fente ethmoïdale, nous remarquons la présence de multiples 

prises de contrastes ponctiformes (figure 24). Compatible avec des fibres nerveuses, ceux-ci 

cheminent le long de la cloison nasale vers l’avant et vers le bas, compatible avec le trajet 

présumé du nerf terminal.  

Sur les 2 examens scannographiques réalisés, nous avons pu mettre en évidence les fibres du 

nerf terminal sur seulement 2 côtés (1 côté par examen). En effet, le cycle nasal, responsable 

de la congestion et décongestion de la muqueuse nasale, permet une analyse aussi fine 

uniquement du côté le plus épais.  
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Figure 24 : Coupe 

scannographie axiale de 

la partie antérieure de la 

fente olfactive passant 

par la fente ethmoïdale, 

avec sur la gauche un 

schéma simplifié de la 

lame criblée antérieure 

(Figure 71, Mémoire de 

Master 2 : anatomie de la 

lame criblée antérieure, 

par Roussel LM) 

 
 
 

Ces fibres, comme nous l’avions constaté dans l’analyse histologique, semblaient ne pas 

rentrer en contact avec l’organe voméronasal mais elles se projetaient en avant de celui-ci 

pour se terminer de façon borgne, sans connexion retrouvée avec d’autres structures (figure 

25). 

L’analyse anatomopathologique en coloration HES a pu nous permettre d’identifier les fibres 

ganglionnaires caractéristiques du nerf terminal. 
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2. Suivi du nerf terminal par la méthode de tractographie 

 

L’utilisation de gadolinium a permis l’augmentation du contraste au sein de la pièce 

anatomique. La mise en agitation a permis d’évacuer l’air et le mucus présents dans les 

glandes de Bowman. Ceux-ci sont responsables d’artéfacts importants rendant impossible 

l’analyse de la muqueuse nasale. 

Ici, avec une résolution de 100 μm et un temps d’acquisition de presque 10 heures, l’analyse 

tractographique par IRM de diffusion sur ces 2 pièces anatomiques n’a pas permis de révéler 

un trajet préférentiel des molécules d’eau. 

Malgré la présence ponctuelle de multiples zones en hypersignaux (image brute en diffusion) 

celles-ci n’ont pu être suivies sur la hauteur de la pièce anatomique (figure 26). 

 

 
Figure 26 : IRM en coupe axiale de la cloison nasale.  

a : Image brute en diffusion 

b :Image du tenseur calculé pour la tractographie. 

Flèches : correspondance hypersignal (a) et hyposignal (b) = zone 

de moindre résistance pour la diffusion des molécules d’eau. 
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IV) DISCUSSION  
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A) Le nerf terminal 

 

1. Apport de l’anatomopathologie 

 

Cette étude nous a permis de progresser sur la connaissance de ce nerf énigmatique 

chez l’Homme adulte. En effet, nous avons pu préciser son anatomie : de son passage au 

niveau de la fente olfactive jusqu’à sa terminaison au niveau inférieur de la cloison nasale.  

Notre description reste en accord avec celle réalisée par McCotter, en 1915, sur fœtus. En 

effet, comme le relate Vilensky (29), toutes les descriptions réalisées jusqu’alors laissent une 

place non négligeable à la supposition. Aucune étude ne s’était encore intéressée à 

l’anatomie extra crânienne de ce nerf chez l’Homme adulte, ni à ses connexions éventuelles 

avec l’OVN, les filets olfactifs, le nerf nasopalatin ou les glandes de Bowman. 

 

Ce travail a permis de montrer l’absence de connexions avec : 

- L’organe voméronasal, même si les fibres les plus postérieures du nerf terminal se 

terminent à une centaine de micron, aucune ramification nerveuse reliant ces 2 

structures n’a été mise en évidence. 

- Les fibres nerveuses olfactives, celles-ci passent au sein de la lame criblée par les 

foramens olfactifs, dans l’ensemble des coupes observées. Les foramens olfactifs, 

comme nous le montre la figure 27, sont plus postérieurs par rapport à la fente 

ethmoïdale où chemine le nerf terminal. Malgré une proximité anatomique, aucun 

contact direct (fibres nerveuses) n’a été mis en évidence.  

La distance séparant le nerf terminal de ces structures n’évoque pas un contact 

synaptique, cependant, ces nerfs sont suffisamment proches pour permettre une 

communication paracrine. Ce type de communication a en effet été démontré chez la 

salamandre où le nerf terminal semble libérer de la GnRH dans le milieu extra 

cellulaire pouvant se fixer à ses récepteurs au niveau des neurones olfactifs (22).  

- Le nerf naso-palatin, qui semble passer postérieurement au nerf terminal. En effet, le 

nerf terminal est pris en étau entre deux branches sensitives du nerf trijumeau, le nerf 

ethmoïdal antérieur en avant et le nerf naso-palatin en arrière sans pour autant 

rentrer en contact direct avec ces 2 structures (figure 28). 
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- Les glandes de Bowman, qui malgré le passage du nerf terminal objectivé au sein de 

ses glandes, n’ont pas montré en immunohistochimie de contact direct par 

l’intermédiaire de fibres nerveuses. 

 
 
 
 

Figure 27 : Vue endocrânienne sur crâne sec d’une 

lame criblée gauche (Figure 63, Mémoire 

de Master 2 : anatomie de la lame criblée 

antérieure, par Roussel LM) 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 28 : Représentation 

anatomique de l’innervation de la 

cloison nasale. (Cahier d’anatomie 

ORL, Legent F) 

 

 

 

 

 

 

 
En ce qui concerne la caractérisation des fibres du nerf terminal chez l’adulte, l’ensemble de 

notre travail nous a permis une indentification de marqueurs plus précis : 

 

- Passage au niveau de la fente ethmoïdale exclusivement. 

- Les fibres sont non myélinisées (anti-MBP négatif) 

- Les fibres sont ganglionnaires sur l’ensemble de leur trajet (figure 29). 

- Les fibres sont composées de neurofilaments lourds (SMI 31). 
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- Le neurotransmetteur semble être le neuropeptide Y, comme chez les téléostéens 

(66,67) et les rongeurs (15). 

- Le dernier point concernant l’immunomarquage à la GnRH des fibres nerveuses 

terminales, qui est pourtant le moins débattu dans la littérature 

(15,16,22,30,66,68,69), reste encore à préciser chez l’adulte. 

 
 

Figure 29 : Corrélation aspect ganglionnaire 

du nerf terminal, a : coupe histologique avec 

coloration HES, b : représentation du nerf 

terminal selon McCotter (70). 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Du fait de l’âge avancé de notre population (avec une moyenne d’âge de 84 ans), plusieurs 

hypothèses sont envisageables concernant la faible quantité de fibres à GnRH marquée : 

- Soit, ces neurones régressent dans les quelques années suivant la naissance, ne 

laissant donc que quelques fibres résiduelles, sans variation au cours de la vie de 

l’individu. 

- Soit, ces neurones restent en nombre conséquent après la naissance et jouent un rôle 

chez l’Homme adulte, comme le suggère Oelschläger (25), les neurones à GnRH 

disparaissent donc progressivement à partir d’un certain âge. 

 

Afin de vérifier les différentes hypothèses concernant ces neurones à GnRH, une étude, 

incluant des sujets entre la puberté et la ménopause ou l’andropause, pourrait être réalisée. 

Si le taux est d’emblée minimal lors de la puberté, il parait difficile d’envisager un rôle encore 

actif pour ce nerf. 
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2. Apport de l’imagerie 

 

La tomodensitométrie a permis un suivi des fibres du nerf terminal, jusqu’à une taille 

inférieure à 50 μm. L’absence de myélinisation des fibres nerveuses terminales est un 

élément important permettant la différenciation avec le nerf ethmoïdal antérieur, mais pas 

des fibres olfactives ni du nerf voméronasal.  

Il a donc été nécessaire d’ajouter une étude anatomopathologique afin de certifier de 

l’identité des nerfs. Nous avons pu sans altération de la structure histologique analyser en 

coloration standard HES la pièce anatomique après passage en tétroxyde d’osmium. Le NT 

était caractérisé par la présence de ganglion nerveux sur sa hauteur. Toutefois, nous 

confirmons l’impossibilité de réaliser un immunomarquage fiable après l’utilisation du 

tétroxyde d’osmium (71). 

 

En ce qui concerne l’imagerie par résonnance magnétique, les acquisitions réalisées en 

séquence de diffusion n’ont pas permis de réaliser un suivi strict des structures nerveuses des 

pièces anatomiques. En tractographie, afin de permettre le suivi d’une structure d’épaisseur 

e, il faut au minimum une résolution e/2. Cette précision d’acquisition nous paraît réalisable 

en optimisant certains paramètres : 

- Augmentation du rapport signal sur bruit, pour ce faire nous avons 3 possibilités : 

o  Accumuler plus de signal (multiplier le temps d’acquisition par 3 au minimum, 

donc au moins 30 heures d’acquisition). 

o D’augmenter le champ magnétique (passer à une IRM 11 ou 19 Tesla). 

o Et enfin d’utiliser une antenne cryogénique (qui nous permettrait de 

supprimer le bruit électronique par refroidissement des composants). 

- Diminution des artéfacts produit par l’eau du milieu extérieur : pour cela il suffirait 

de remplacer le milieu extérieur par de l’huile de fomblin (65). 
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B)  L’organe voméronasal 

 

1. Un épithélium neurosensoriel ? 

 

Chez l’animal, la partie médiane du canal Voméronasal est bordée d'épithélium 

sensoriel, qui se compose de neurones sensoriels, des cellules de soutien et de cellules 

basales (72–74), ainsi qu’un épithélium non sensoriel (75,76). Les cellules de l’ENS sont 

bordées de microvillosités. 

 

a) Un réseau neuronal au sein de l’épithélium ? 

 

A notre connaissance, cette étude est la seule à avoir montré la présence de neurones 

récepteurs olfactifs matures au niveau de l’organe voméronasal. Après analyse de la 

littérature, il s’avère que les études ayant recherchées la présence de ces neurones chez 

l’Homme adulte (38), ont été réalisés sur pièce anatomique inclus en paraffine.  

Nos 3 premières pièces anatomiques inclues en paraffine n’ont effectivement pas permis de 

mettre en évidence l’immunomarquage anti-OMP. Par contre, avec une fixation courte au 

formol (moins de 24h) et une inclusion en OCT puis congélation, un marquage net a pu être 

obtenu.  

En effet, différentes études rapportent une différence significative entre l’inclusion en 

paraffine et en OCT pour congélation. Avec l’inclusion en paraffine, dans certains cas une 

coloration non spécifique apparait (77) et dans d’autres, un blocage des sites antigéniques 

empêche un marquage (78). Pour cela il nous a paru important de multiplier les techniques 

de révélations afin de limiter le risque d’erreur. 

 

De plus, nous avons pu montrer la présence d’une lectine, la lectine WFA (Wisteria Floribunda 

Agglutinin) (figure 30), connue pour marquer le réseau péri-neuronal (79). Ce marquage au 

niveau de l’organe voméronasal n’avait pas encore été recherché (74).  

Il nous permet d’objectiver la présence d’une quantité non négligeable de cellules neuronales 

présente au sein de l’épithélium voméronasal, représentant un groupe de neurones 

probablement chimiosensoriels de l’organe voméronasal. 

Les neurones marqués par l’anti-WFA sont en majeure partie des neurones GABAergiques 

(80) sensibles au calcium, dont les neurotransmetteurs sont, le plus souvent, la parvalbumine 
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et la calréguline. Néanmoins, ces 2 neurotransmetteurs n’ont pas été détectés dans notre 

étude, probablement dû au faible échantillon de lames testées pour ces neurotransmetteurs. 

 
Figure 30 : Immunofluorescence de 

l’organe voméronasal droit (a et b) et 

gauche (c et d), avec marquage anti-WFA 

(vert), DAPI (bleu) et  

Anti-substance P (rouge) sur la figure c. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

La recherche d’une fonction neuro-endocrine a été testée par l’immuno-marquage à la 

chromogranine A. Seulement 2 cellules au sein de la couche basale de l’OVN ont été 

marquées, nous ne pouvons donc pas extrapoler une fonction neuro-endocrine sur ces 

résultats. 

La réalisation d’une étude complémentaire avec l’utilisation d’autres anticorps, reconnus 

pour leurs marquages des cellules neuro-endocrines, comme l’anti-NSE (neurone specific 

enolase) ou l’anti-synaptophysine sur une quantité plus importante d’organes voméronasaux 

semble indispensable. 

 

La mise en évidence de ce réseau neuronal (anti-WFA et neurones olfactifs matures) relance 

la réflexion sur la fonctionnalité de l‘organe voméronasal. Même si la fonction sensorielle 

considérée comme absente pour certains auteurs (81), la présence de ce réseau ne peut être 

ignorée. 
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b) Structure nerveuse afférente ? 

 

Après la mise en évidence de cellules neuronales, la question de la transmission du 

signal reste entière. Nous ne sommes pas aussi catégoriques que Bhatnagar et al (39) sur 

l’absence de fibres nerveuses ou de faisceaux nerveux liés à l'épithélium de l’OVN dans la 

sous-muqueuse. En effet, comme le montre la figure 31, nous pouvons observer un faisceau 

nerveux (nerf voméronasal) donnant 2 fibres nerveuses, une fibre en contact avec une glande 

de Bowman et l’autre se dirige vers l’OVN.  

 
Figure 31: Immunofluorescence de l’organe voméronasal. 

Vert : anti-SMI 31, bleu : DAPI, rouge : auto-fluorescence. 

Les flèches épaisses marquent le nerf voméronasal, les flèches 

fines marquent 2 fibres issus du nerf voméronasal, les * 

marquent les vaisseaux. 

 

 

 

 

 

 

A la lumière de ces résultats :  

- Présence d’un réseau neuronal au sein de l’épithélium voméronasal,  

- Existence d’une innervation de l’OVN  

- Richesse vasculaire de ce tissu  

Tous ces arguments nous laissent à penser que l’OVN présente un rôle chez l’Homme adulte. 

 

2. Différence avec l’animal 

 

 Nous n’avons pas observé de tissu érectile ou capsule cartilagineuse séparant l’OVN 

de la cavité nasale comme il est rapporté dans la littérature chez l’animal (38,82). Donc la 

diffusion des substances captées par la lumière de l’organe voméronasal semble être une 

diffusion passive, contrairement à d’autres mammifères (38,72,74). Mais l’innervation des 
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glandes de Bowman se déversant dans la cavité de l’OVN, pourrait avoir un rôle dans la vitesse 

de lavage des substances captées par celui-ci. 

 

C) Perspectives et travaux futurs 

 

1. Traçage lipophile 

 

 Le traçage fluorescent des nerfs par un traceur lipophile reste un outil d’utilisation 

limité, mais qui pourtant fournit d’excellents résultats (83,84). Il permet la réalisation d’un 

marquage spécifique de l’ensemble d’un trajet nerveux sans avoir à altérer préalablement 

son anatomie contrairement à l’immunohistochimie, il diminue donc le risque d’erreur de 

description. De plus, c’est une méthode qui permet le marquage à la fois des corps cellulaires 

et des axones (85) en réalisant une diffusion passive le long de la membrane neuronale.  

Nous comprenons aisément que pour la caractérisation anatomique de nerfs mesurant 

quelques centimètres, la première génération de traceur diffusant à la vitesse de 0,003mm/h 

n’était pas une bonne indication. Cependant, depuis les années 2000, un traceur lipophile 

rapide (86) permet d’arriver à une vitesse de diffusion de 1mm/h, pour des nerfs suivit jusqu’à 

40mm (figure 32). 

 

 
Figure 32 : Montage photo-micrographique d'une coupe transversale à travers la substance blanche 

cérébelleuse latérale gauche d'un cochon (d’après Sparks (86)). Les flèches marquent une fibre nerveuse suivi 

sur plus de 30mm. 

 

L’utilisation de ce traceur, appliqué directement au niveau de la fente ethmoïdale en 

endocrânien, nous permettrait probablement un suivi spécifique du nerf terminal sur 

l’ensemble de son trajet. L’utilisation de différentes couleurs sur une même pièce serait 
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intéressante pour différentier les nerfs de la région (nerfs olfactifs / nerf ethmoïdal antérieur 

/ nerf voméronasal). 

Ce moyen de traçage permet une visualisation de notre structure en microscopie confocale 

sans avoir à détériorer la pièce anatomique, et pour un prix du consommable abordable.  
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2. Clarification  

 

La technique de clarification permet elle aussi, le suivi d’une structure sans avoir à 

réaliser de coupe de la pièce anatomique. Cette pratique était initialement réservée à de 

petits échantillons. Aujourd’hui, la clarification ou transparisation permet d’étudier un 

organisme entier, comme par exemple une souris adulte (87). 

L’inconvénient majeur de cette technique est le coût engendré par l’importante quantité 

d’anticorps primaire consommée, et par le matériel de révélation (microscopie à feuille de 

lumière). 

D’après l’étude de Casoni (61) sur fœtus, la révélation des neurones à GnRH (dont fait partie 

le nerf terminal) ne semble pas être altérée par la méthode de préparation (figure 33). 

L’utilisation de cette technique d’immunohistochimie de pointe serait intéressante à 

poursuivre chez le fœtus puis après la naissance aux différents stades de la vie afin d‘évaluer 

l’évolution des neurones à GnRH composant le nerf terminal. 

 

Figure 33 : Immunofluorescence sur 

tête fœtale clarifier (Figure 3, Casoni et 

al (61)). 

(a-e) : Embryon marqué pour la GnRH et 

la périphérine.  

(c-e) : Différentes représentations des 

neurones à GnRH (vert) et leurs voies de 

migration marquées par la périphérine 

(rouge). Les lignes pointillées 

définissent la limite intra / extra-

crâniennes. Les flèches indiquent le 

NVN et le NT.  
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V) CONCLUSION   
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Cette étude nous a permis d’objectiver un passage exclusif du nerf terminal au sein de 

la fente ethmoïdale, ensuite celui-ci chemine vers l’avant et vers le bas, allant se terminer 

quelques centimètres au-dessus du plancher des fosses nasales, juste en avant de l’organe 

voméronasal.  Le nerf terminal ne semble pas s’organiser avec d’autres structures de la région 

olfacto-nasale (nerf olfactif, organe voméronasal, glande de Bowman, nerf ethmoïdal 

antérieur ou nerf nasopalatin).  

L’apport de l’anatomopathologie nous a permis d’identifier la présence de fibres 

immunoréactives à la GnRH ainsi que des neurofilaments lourds composant l’architecture du 

nerf terminal.  Son neurotransmetteur semble être le neuropeptide Y comme chez les 

rongeurs.  

 

La fonction la plus importante à ce jour découverte du nerf terminal est le rôle qu’il joue dans 

la migration des neurones à GnRH vers l’axe hypothalamo-hypophysaire pendant la période 

embryonnaire. Chez l’Homme adulte son rôle reste hypothétique. 

 

D’autre part, nous avons mis en évidence pour la première fois à notre connaissance 

une imprégnation neuronale au sein de l’épithélium voméronasal, avec la présence de 

neurones olfactifs matures ainsi qu’un réseau péri-neuronal significatif. Certes, cet organe est 

plus rudimentaire que chez la plupart des mammifères (perte du mécanisme de pompage) 

mais il semble présenter des caractéristiques d’un organe fonctionnel. 

Une orientation neurosensorielle et/ou neuro-endocrine reste encore à découvrir. 
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TITRE DE LA THESE : Anatomie du nerf terminal chez l’Homme 
 
 
RESUME DE LA THESE EN FRANÇAIS : 
 
Il y a plus d'un siècle, le nerf terminal (NT) était clairement identifié comme un nerf crânien 
supplémentaire, la paire crânienne 0. Depuis, il a été décrit chez l’animal, où il est supposé jouer un 
rôle dans la détection des phéromones. Néanmoins, chez l’Homme adulte le NT est une structure 
méconnue, autant sur le plan anatomique que physiologique. 
L’objectif de notre étude a été de caractériser le trajet endonasal du NT ainsi que d’étudier les relations 
qu’il pourrait entretenir avec les différentes structures de la muqueuse nasale, notamment avec l’organe 
voméronasal. 
Nous avons pour cela inclus un total de 18 cadavres (soient 36 cotés). Ceux-ci ont été analysés selon 3 
axes de recherche, une étude par dissection (9 cadavres), une étude anatomopathologique (5 cadavres) 
et une étude radiologique (par tomodensitométrie et imagerie par résonnance magnétique, avec un total 
de 4 cadavres). 
Le NT est composé d’en moyenne 3 ± 0,86 [2-5] fibres plexiformes ganglionnaires sur l’ensemble de son 
trajet. Le passage au niveau de la base du crâne se fait exclusivement par la fente ethmoïdale, ensuite 
les branches du NT cheminent vers le bas et vers l’avant de la cloison nasale pour se terminer à environ 
13 mm ± 4,5 [8-24] du plancher des fosses nasales, juste en avant de l’organe voméronasal. Au sein de 
la cavité nasale ces branches ont une longueur de 40,5mm ± 2,5 [37-45]. Sur le plan 
anatomopathologique, le cytosquelette du NT est composé de neurofilament lourd (SMI31), parmi ces 
fibres certaines contiennent de la GnRH et un neurotransmetteur de type neuropeptide Y. Le nerf 
terminal ne semble pas s’organiser avec d’autres structures de la région olfacto-nasale. 
D’autre part, l’organe voméronasal semble être le siège d’un important réseau neuronal, avec la 
présence de neurones olfactifs matures ainsi qu’un réseau péri-neuronal (WFA). 
Cette étude nous a permis d’approfondir les connaissances du nerf terminal chez l’Homme adulte, en 
précisant son anatomie extra-crânienne et ses caractéristiques anatomopathologiques, ainsi que 
d’objectiver une imprégnation neuronale de l’organe voméronasal. 
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TITRE DE LA THESE EN ANGLAIS : Terminal nerve anatomy in Human 
 
 
RESUME DE LA THESE EN ANGLAIS : 
 
A century ago, the terminal nerve (TN) was clearly identified as an additional cranial nerve. In animal 
models, it is supposed to play a role in the detection of pheromones. Nevertheless, in the Human 
adult, his anatomy and physiology remain unknown. 
The objective of our study was to characterize the endonasal path of the TN, and to study the 
connections with the structures of nasal mucosa, particularly with the vomeronasal organ. 
We have included a total of 18 corpses. They were analyzed through to 3 axes of research: dissection, 
anatomopathological and radiological. 
The TN is composed of an average of 3±0.86 [2-5] plexiform lymph node fibers over its entire course. 
Its passage in the skull base is done exclusively by the ethmoidal slot. Then, branches of the TN travel 
downwards and forwards of the nasal septum over a length of 40.5mm±2,5 [37-45], ending at about 
13mm±4.5 [8-24] from the floor of the nasal cavity, onwards of the vomeronasal organ. 
In histology, the TN cytoskeleton is composed of heavy neurofilament heavy (SMI31), some of which 
contain GnRH and a neurotransmitter of neuropeptide Y. The TN does not seem to be structured with 
others elements of the olfactive area of the nose. 
On the other hand, an important neuronal network composes the vomeronasal organ, with the 
presence of mature olfactory neurons as well as a peri-neuronal network (WFA). 
This study allowed us to deepen our knowledge of the terminal nerve in Human, by specifying its 
extra-cranial anatomy and anatomopathological characteristics, along with objectify a neuronal 
impregnation of the vomeronasal organ. 
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