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Titre : Mécanismes des pertes de l’odorat associées à la COVID-19 sur le modèle hamster doré syrien 

Mots clés : odorat, épithélium olfactif, neutrophiles, immunité innée, dommages épithéliaux, régénération. 

Résumé : Pendant la pandémie de COVID-19, la prévalence des 

pertes de l’odorat a atteint près de 50 % des patients infectés par 

le SARS-CoV-2, ce qui est bien supérieur à celles observées dans 

les autres infections respiratoires. Cela soulève la question des 

mécanismes de ces pertes de l’odorat associés à la COVID-19. 

L’épithélium olfactif est le tissu responsable de la détection des 

odeurs. Il est composé principalement de neurones olfactifs 

entourés par des cellules sustentaculaires. Des cellules basales sont 

responsables de sa régénération. D’après d’autres travaux, les 

cellules sustentaculaires sont les principales cibles de l’infection 

par le SARS-CoV-2 dans l’épithélium olfactif. Leur infection est 

suivie par une desquamation massive du tissu corrélée avec les 

pertes olfactives. 

La compréhension des mécanismes de cette desquamation de 

l’épithélium olfactif est donc cruciale pour connaître les origines 

de cette anosmie. Cette question a été abordée dans la première 

partie de ma thèse. Nous avons pu tout d’abord montrer que la 

présence de dommages dans l’épithélium olfactif est corrélée avec 

l’infiltration de cellules de l’immunité innée. Plus précisément, nous 

avons pu démontrer que les neutrophiles et les protéases qu’ils 

sécrètent jouent un rôle central dans la desquamation de 

l’épithélium olfactif. 

Chez environ 10 % des patients atteints par la COVID-19, les 

pertes de l’odorat perdurent plus de 6 mois après le diagnostic. 

L’origine de ces anosmies longues est encore peu connue. On 

peut supposer que ces pertes de l’odorat à long terme sont 

associées à des altérations de la régénération de l’épithélium 

olfactif. Toutefois, d’autres études observent plutôt un 

dérèglement de l’expression des gènes exprimés par les 

neurones olfactifs. Dans la deuxième partie de ma thèse, je me 

suis donc focalisée sur le suivi de la régénération et des 

populations neuronales de l’épithélium olfactif suite à l’infection 

par le SARS-CoV-2. Nous avons montré que les populations 

neuronales sont fortement impactées par l’infection et que cet 

impact perdure bien après la résolution de l’infection dans la 

cavité nasale. De plus, la régénération de ces populations est 

perturbée avec de fortes disparités spatiales associées à une 

inflammation persistante.  

Ces résultats sont cohérents avec ceux obtenus chez l’homme 

dans la littérature et devraient donc permettre d’envisager des 

pistes thérapeutiques pour les troubles olfactifs liés aux 

infections virales. 

 

 

Title : Mechanisms of smell loss in COVID-19 using the Syrian golden hamster 
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Abstract : During the COVID-19 pandemic, the prevalence of 

smell loss reached almost 50% of patients infected with SARS-

CoV-2, which is much higher than that observed in other 

respiratory infections. This raises the question of the mechanisms 

of smell loss associated with COVID-19. The olfactory epithelium 

is the tissue responsible for odor detection. It is composed mainly 

of olfactory neurons surrounded by sustentacular cells which are 

the main targets of SARS-CoV-2 infection. This infection is 

followed by massive desquamation of the tissue correlated with 

olfactory losses. 

Understanding the mechanisms of desquamation of the olfactory 

epithelium is crucial for understanding the origin of anosmia. This 

question has been addressed in the first part of my thesis. We were 

first able to show a correlation between the presence of damage 

in the olfactory epithelium and the infiltration of innate immune 

cells. More precisely, neutrophils and the proteases that they 

secrete play a major role in the destruction of olfactory epithelium. 

Olfactory loss lasts more than 6 months in around 10% of the 

patients infected with SARS-CoV-2. The origin of these long-

term anosmia is still obscure. It can be assumed that long-term 

loss of smell is associated with impaired regeneration of the 

olfactory epithelium, however other studies observed instead a 

dysregulation of the expression of genes in olfactory neurons. 

In the second part of my thesis, I focused on the monitoring of 

regeneration and of neuronal populations in the olfactory 

epithelium after SARS-CoV-2 infection. We showed that 

neuronal populations are strongly impacted and that this impact 

persists even after the resolution of the infection in the nasal 

cavity. Moreover, the regeneration of these populations is  

disrupted with strong spatial disparities associated with 

persistent inflammation. 

These results are consistent with literature data in humans and 

should therefore make it possible to consider therapeutic 

avenues for olfactory disorders linked to viral infections. 
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Liste des abbréviations 

SARS-CoV-2 : Severe Acute Respiratory Syndrome-Coronavirus 2. 

COVID-19 : Coronavirus Disease 2019. 

OMS : Organisation Mondiale de la Santé 

VNO : Organe Voméronasal. 

GPCR : Récepteurs couplés aux protéines G. 

TAAR : Trace Amine-Associated Receptors. 

AMPc : Adénosine Monophosphate cyclique. 

CNGA2 : Cyclic Nucleotide Gated Channel Subunit Alpha 2. 

CK5/CK14/CK18 : Cytokératine 5/ Cytokératine 14 / Cytokératine 18. 

N-CAM : Neural Cell Adhesion Molecule. 

LIF : Leukemia Inhibitory Factor. 

GDF11 : Growth and Differentiation Factor 11 

GAP43 : Growth Associated Protein 43 

AC3 : Adénylate cyclase 3. 

OMP : Olfactory Marker Protein. 

GnRH : Gonadotrophin Release Hormone. 

CX3CR1 : CX3C-motif Chemokine Receptor 1. 

PRR : Pattern Recognition Receptor. 

PAMP : Pathogen Associated Molecular Pattern. 

DAMP : Damage Associated Molecular Pattern. 

CSF1R : Colony Stimulating Factor 1 Receptor. 

CD-- : Cluster of Differentiation --. 

MMP : Métalloprotéase de matrice  

ROS/RNS : Reactive Oxygen Species/ Reactive Nitrogen Species. 
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IL- : interleukine. 

IFN : interféron 

CXCL- : CXC-motif Chemokine Ligand-. 

CCL- : CC-motif Chemokine Ligand-. 

LFA-1 : Leucocyte Function-associated Antigen 1. 

MAC-1 : Macrophage 1 antigen. 

ICAM- : Intercellular Adhesion Molecule  

VCAM-1 : Vascular Cell adhesion Molecule 1. 

VLA-4 : Very Late Antigen 4. 

PECAM-1 : Platelet/Endothelial Cell Adhesion Molecule 1. 

JAM : Junctional Adhesion Molecules. 

ISG : Interferon Stimulated Genes 

CMH I ou CMH II : Complexe Majeur d’Histocompatibilité de classe II 

IRF5 : Interferon Regulating Factor 5 

GM-CSF : Granulocyte-macrophage colony stimulating factor. 

NET : Neutrophil Extracellular Traps. 

TNF : Tumor Necrosis Factor 

TGF : Transforming Growth Factor 

EGF : Epidermal Growth Factor 

ACE2 : Angiotensin-converting enzyme 2 

TMPRSS2 : Transmembrane Serine Protease 2. 

OR : Récepteur olfactif. 
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Contexte et objectifs. 

Ma thèse s’inscrit dans le cadre de la pandémie de COVID-19 (Coronavirus Disease 2019), causée 

par le Coronavirus émergent SARS-CoV-2 (Severe Acute Respiratory Syndrome Coronavirus-2)1,2. Ce 

dernier est apparu en fin d’année 2019 à Wuhan, dans la province de Hubei en Chine et s’est propagé 

dès mars 2020 dans le monde entier, date à laquelle l’épidémie de COVID-19 a été déclarée pandémique 

par l’OMS3. Il a très rapidement constitué un enjeu de santé publique important, étant donné sa forte 

pathogénicité, sa haute transmissibilité et la présence de nombreux patients asymptomatiques. En effet, 

sur toute la pandémie, le taux de mortalité moyen était compris entre 1 et 2%4. De plus, le taux de 

reproduction des premières souches de SARS-CoV-2 (R0) (nombre de personnes contaminées par une 

seule personne infectée) est de l’ordre de 2.55. Le taux de reproduction du virus a ensuite fortement 

augmenté atteignant 5 pour le variant Delta et 9.5 pour le variant Omicron6,7. Ces données sont en 

accord avec une transmission très efficace et une propagation très rapide du virus chez l’Homme. Cette 

transmission est d’autant plus importante qu’elle est maximale avant même le début des symptômes, et 

donc avant l’isolement social lié à la maladie4. Enfin, environ 30 % des patients atteints par la COVID-19 

présentent des formes entièrement asymptomatiques4,8,9. Ces patients sont néanmoins capables de 

transmettre le virus à d’autres individus, même si cette capacité est moindre que celle des individus 

symptomatiques8,9. 

La COVID-19 est principalement une infection respiratoire avec comme principaux symptômes 

une fièvre, une toux, une dyspnée et une pneumonie, qui peut aller dans de rares cas graves jusqu’à la 

mort10,11. Pourtant la COVID-19 n’est pas exclusivement respiratoire puisque de nombreux symptômes 

extra-pulmonaires ont également pu être observés. En effet, des symptômes digestifs et neurologiques 

sont relativement fréquents chez les patients infectés. Chez les patients atteints par la COVID-19, des 

nausées, des vomissements et des diarrhées ont pu être constatés12. En ce qui concerne les symptômes 

neurologiques, une forte proportion de patients développent des pertes du goût et de l’odorat, des 

maux de tête, des fatigues et des pertes d’attention. Dans certains cas graves, les patients présentent 

des méningites, des encéphalites, des syndrômes de Guillain-Barré, des altérations cognitives et des 

AVCs13. L’âge et certaines maladies préexistantes comme l’hypertension, le diabète et les maladies 

cardio-vasculaires ou rénales sont des facteurs de risque majeurs pour le développement d’une COVID-

19 sévère14.   

De plus, plus de 3 mois après le diagnostic et donc bien après la clairance virale, certains patients 

se plaignent de symptômes à long terme qui ont été décrits comme des COVID longs dans la 

littérature15,16. Les symptômes systémiques et neurologiques sont majoritaires dans ces COVID longs 

avec notamment des fatigues, des maux de tête, des dyspnées, des bradycardies, des étourdissements, 
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des brouillards mentaux, des insomnies et des problèmes de mémorisation15,16. Même si les pertes de 

l’odorat se résolvent en moyenne en 28 jours, certains patients présentent également des pertes de 

l’odorat (anosmies et hyposmies) à long terme16–18. Des distortions de l’odorat, définis précisément dans 

le paragraphe 1.2., comme la parosmie, sont également observées à moyen ou long terme après 

l’infection par le SARS-CoV-218–20. Ces observations font également des dysfonctionnements de l’odorat 

un symptôme fortement observé pendant le COVID long.  

Au cours de ma thèse, je me suis intéressée uniquement aux pertes olfactives observées lors de 

l’infection par le SARS-CoV-2. Nous allons donc un peu plus développer les données étiologiques 

obtenues sur ce symptôme. Les pertes de l’odorat lors de l’infection de la COVID-19 sont très fréquentes 

(près de 50 % des cas de COVID-19)13,17,21,22. Une étude de challenge viral réalisée par des Britanniques 

confirme cette prévalence importante de l’anosmie. Ces auteurs ont infecté 32 patients avec 10 particules 

virales. 16 d’entre eux ont développé une infection par le SARS-CoV-2. Parmi ces 16 personnes, 8 d’entre 

elles développent une anosmie17. Cette étude va même plus loin et montrent que parmi les 16 patients 

malades suivis, 15 d’entre eux subissent des dysfonctionnements de l’odorat sans qu’il y ait de perte 

totale de celui-ci17. Cela suggère que l’impact du SARS-CoV-2 sur la fonction olfactive des individus 

pourrait être beaucoup plus importante que ce qui est actuellement rapporté. Au moins un an après 

l’infection par le SARS-CoV-2, d’après une étude italienne, environ 7 % des patients continuent à se 

plaindre d’une anosmie18,23. Dans la même étude, il a été également estimé qu’environ la moitié des 

patients atteints par la COVID-19 souffrent de dysfonctionnements de l’odorat plus d’un an après 

l’infection18,23. De plus, un quart des patients atteints par la COVID-19 présentent des parosmies suite à 

une infection par la COVID-1919,20. Ces parosmies seraient plutôt observées à moyen terme étant donné 

que leur donnée moyenne a été estimée à 2 mois19.  

La prévalence de l’anosmie a également varié au cours de la pandémie en fonction des variants 

qui ont émergé au cours du temps. En effet, l’anosmie n’a été un des symptômes principaux de la COVID-

19 qu’à partir de l’émergence du variant D614G (portant la mutation D614G sur la protéine Spike) en 

Mars 2020 (Figure 1)22. Les prévalences d’anosmie sont ensuite restées très élevées jusqu’à l’émergence 

du variant Omicron BA.1 en janvier 2022, où elle est retombée à 10 % (Figure 1)21. Ces prévalences, tant 

au moment de l’infection aigüe que tardivement, sont beaucoup plus élevées que ce qui était observé 

jusque-là dans les autres infections respiratoires24. En outre, l’anosmie associée à la COVID-19 n’est que 

peu souvent associée à une rhinorrhée et à une obstruction nasale, contrairement à la plupart des autres 

infections respiratoires pouvant causer des pertes de l’odorat25,26. Ces observations ont amené les 

chercheurs à penser que les mécanismes de l’anosmie observée chez les patients atteints par la COVID-

19 sont différents de ceux observés dans le cadre d’autres infections respiratoires. De nombreux 

chercheurs ont émis l’hypothèse que les pertes de l’odorat seraient probablement causées par des 
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dommages périphériques ou centraux dans le système olfactif. Dans ce cadre, il est important de 

comprendre les mécanismes de cette anosmie, pour mieux comprendre la pathogenèse de la COVID-19 

et pour trouver des traitements efficaces contre cette anosmie. 

 

Figure 1 : Les fréquences d’anosmie ont évolué pendant la pandémie de COVID-19 tout en restant autour de 

50 % des patients infectés pour la plupart des variants. L’émergence du variant D614G coïncide avec une forte 

augmentation de la fréquence de l’anosmie dans la population générale, allant jusqu’à 50 % des individus infectés 

alors que cette fréquence était de moins de 10 % dans la souche ancestrale. Jusqu’au variant Omicron, la prévalence 

des pertes de l’odorat reste très élevée. Après l’émergence du variant Omicron, une forte diminution de la prévalence 

de l’anosmie a été observée expliquées par des différences de tropisme qui seront explicitées dans le paragraphe 3.2.1. 

Inspirée de Butowt et al., Journal of Infectious Disease, 202221. 

 Dans un premier temps, il a été supposé que le SARS-CoV-2 pourrait infecter les neurones 

olfactifs, passer par le rail olfactif et infecter des aires olfactives et non olfactives du système nerveux 

central, ce qui pourrait expliquer des distorsions de la perception des odeurs et les autres symptômes 

neurologiques et cognitifs26. Pourtant, les données qui ont été amassées depuis ne vont pas dans le sens 

de cette hypothèse, étant donné que les cellules de soutien et les cellules des glandes de Bowman sont 

les principales cellules infectées par le SARS-CoV-2. Les neurones olfactifs, quant à eux, ne sont pas 

susceptibles à l’infection 27–29. Ces données rendent donc improbable une invasion des composantes 

centrales du système olfactif par le SARS-CoV-2. Pourtant, des publications comme celle de Sauve et co-

auteurs suggèrent que d’autres aires cérébrales pourraient être infectées par le SARS-CoV-2. En effet, 

ces auteurs montrent que les neurones producteurs de GnRH dans l’hypothalamus expriment les 

récepteurs du SARS-CoV-2 et sont infectés par le SARS-CoV-2. Cette infection mènerait à une 

dérégulation de l’axe hypothalamo-hypophysaire30. Ces résultats montrent que le SARS-CoV-2 pourrait 
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atteindre certaines structures cérébrales mais en passant probablement par d’autres voies que le nerf 

olfactif.  

 De plus, de nombreuses études, tant sur les modèles animaux que chez l’Homme, ont constaté 

des dommages importants au niveau de la structure de l’épithélium olfactif27,31,32. Ces données nous ont 

orientés plutôt vers une perte de l’odorat liée à la perte de neurones olfactifs qui serait la conséquence 

de ces dommages tissulaires. Pour comprendre les mécanismes de la perte de l’odorat, il est donc 

essentiel de comprendre leur genèse. De même, des études menées chez l’Homme montrent que les 

perturbations de l’odorat à long terme seraient associées à une régénération altérée de l’épithélium 

olfactif33. Ainsi, il serait important de comprendre également les cinétiques de régénération de 

l’épithélium olfactif après sa destruction par le SARS-CoV-2 et les facteurs qui pourraient l’inhiber. 

L’étude que nous vous proposons dans cette thèse abordera ces deux grandes questions.  

 Pour se faire, nous nous sommes tout d’abord intéressés aux causes principales de la 

desquamation de l’épithélium olfactif observée lors de l’infection par le SARS-CoV-2. En utilisant le 

modèle hamster Syrien, qui développe également des altérations de l’odorat suite à l’infection par le 

SARS-CoV-2, nous avons voulu départager deux grandes hypothèses abordées dans la littérature 

scientifique. Selon la première, les dommages épithéliaux seraient liés à la mort des cellules infectées et 

des cellules environnantes28,34. Selon la deuxième, la desquamation observée serait liée à l’infiltration de 

cellules immunitaires pro-inflammatoires qui désorganiseraient le tissu. En effet, de nombreuses 

populations de cellules immunitaires comme les neutrophiles et les macrophages pro-inflammatoires 

sont associés avec des dommages tissulaires35–37. Nous avons aussi voulu aller plus loin en identifiant les 

principaux facteurs moléculaires impliqués dans cette desquamation de l’épithélium olfactif. Par ce biais, 

nous pourrons proposer un mécanisme expliquant la perte de l’odorat pendant la phase aigüe de 

l’infection.  

 Par la suite, nous avons étudié dans le même modèle animal les cinétiques de récupération de 

l’épithélium olfactif jusqu’à 17 jours post-infection. Pour se faire, nous avons étudié l’activité proliférative 

des cellules basales et la présence de plusieurs populations neuronales de l’épithélium olfactif entre jour 

1 et jour 17 post-infection. Enfin, nous avons également étudié s’il y avait persistance de l’inflammation 

après la fin de l’infection productive par le SARS-CoV-2. En effet, dans des biopsies réalisées chez des 

patients humains avec des troubles de l’odorat à long terme suite à la COVID-19, des retards de 

régénération ont pu être observés et associés avec une infiltration importante de cellules immunitaires 

dans le tissu33. De plus, dans un modèle souris, il a été montré qu’une inflammation persistante inhiberait 

l’activité proliférative des cellules basales de l’épithélium olfactif38. Ces observations permettront de 

mieux comprendre les cinétiques de récupération de l’odorat après infection par la COVID-19. Cette 
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étude permettra également d’identifier si l’inflammation pourrait jouer un rôle de blocage dans cette 

récupération des fonctions olfactives après l’infection par le SARS-CoV-2.  
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Introduction 

1. Odorat et pertes de l’odorat 

1.1. L’odorat, de la détection des odorants dans l’épithélium 

olfactif à l’intégration dans le système nerveux central. 

L’olfaction chez l’Homme et chez le primate a été longtemps considérée comme un sens moins 

important que les autres. En effet, la taille relative du bulbe olfactif chez l’homme et les primates est plus 

faible que chez beaucoup de mammifères dontles modèles rongeur39,40. De plus, près de 60 % des 

récepteurs olfactifs codés dans le génome Humain seraient des pseudogènes39,40. Pourtant, cette 

compréhension de l’odorat est actuellement remise en question. En effet, des travaux récents ont permis 

de montrer que les humains sont capables de discriminer plus de de 1000 milliards d’odeurs plutôt que 

les 10000 supposées dans la littérature précédemment40,41. De plus, l’Homme serait également capable 

de suivre des pistes olfactives efficacement40,42. 

Des pertes de l’odorat peuvent avoir de nombreuses conséquences sur la qualité de vie des 

patients26. Ces conséquences ont été rappelées à la population générale par la pandémie de COVID-19 

pendant laquelle des pertes olfactives ont touché près de 50 % des patients infectés par le SARS-CoV-

217,21,22. En effet, les pertes olfactives peuvent être associées avec des perturbations du comportement 

alimentaire, des empoisonnements ou des états dépressifs26. Les pertes olfactives sont aussi 

généralement associées avec un raccourcissement de l’espérance de vie26,43. 

Dans ce paragraphe d’introduction, nous décrirons la cavité nasale et le tissu responsable de la 

détection des odorants, l’épithélium olfactif. Nous décrirons également les fonctions de différents types 

cellulaires de la muqueuse olfactive. Nous décrirons également l’intégration du signal olfactif par le 

système nerveux central. Enfin, nous introduirons les principales causes de dysfonctionnements de 

l’odorat autres que ceux associés à la COVID-19 comme un âge avancé, les maladies neurodégénératives 

comme les maladies de Parkinson et d’Alzheimer et les anosmies associées à des infections virales et à 

d’autres agents exogènes. Enfin, nous développerons le concept de rail olfactif, une voie facilitant 

l’entrée de pathogènes et d’agents toxiques dans le système nerveux central, étant donné que les 

neurones olfactifs mâtures ne sont pas protégés par la barrière hémato-encéphalique. 
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1.1.1. Description générale de la cavité nasale. 

La cavité nasale est un ensemble complexe d’organes impliqués dans diverses fonctions dont 

l’olfaction, l’humidification, le réchauffement et le filtrage de l’air inspiré39,44. Elle s’étend des narines au 

nasopharynx et est divisée symétriquement par un septum cartilagineux44. La cavité nasale est divisée 

en plusieurs séries de cornets cartilagineux supportant plusieurs types d’épithélium (épithélium 

squameux, épithélium respiratoire et épithélium olfactif). Ces cornets permettent en partie de réguler 

les flux d’air dans la cavité nasale et les cornets situés en avant de la cavité nasale permettent également 

d’arrêter les particules contenues dans l’air44. La cavité nasale est séparée du système nerveux central 

par la lame criblée que les axones des neurones olfactifs constituant le nerf olfactif traversent pour 

atteindre le bulbe olfactif (Figure 2)39,45. 

Dans cette étude, nous nous intéresserons uniquement aux structures olfactives de la cavité 

nasale que nous allons développer ci-après. Chez les rongeurs, les structures olfactives sont divisées en 

4 organes : la muqueuse olfactive principale, et 3 organes olfactifs accessoires comme l’organe 

voméronasal (VNO), l’organe septal de Masera et le ganglion de Gruneberg39,44. Ces organes olfactifs 

accessoires sont absents ou vestigiaux chez l’Homme39,44.  

Chez le rongeur, l’épithélium olfactif principal occupe les cornets olfactifs situés à l’extrémité 

caudale supérieure de la cavité nasale (Figure 2). De plus, il est séparé des autres parties de la cavité 

nasale par une partie osseuse nommée la lame transverse44. En comparaison, chez l’Homme l’épithélium 

olfactif principal occupe les parties supérieures du septum et le toit des fosses nasales supérieures39,45. 

L’épithélium olfactif principal occupe en fait environ 45 à 50 % de la cavité nasale chez les rongeurs 

contre 3 à 5 % chez l’Homme39,44. De plus, si l’épithélium olfactif rongeur est un épithélium pluristratifié 

d’une dizaine de cellules d’épaisseur, l’épithélium olfactif humain est très hétérogène avec des patchs 

d’épithélium respiratoire présents au milieu de ce dernier44,45. Du fait de sa localisation en arrière de la 

cavité nasale, seulement 20 % et 3 % du flux d’air inspiré dans une respiration calme arrive dans les 

cornets olfactifs chez les rongeurs et chez l’Homme respectivement44. 

L’organe voméronasal (VNO) contient également des neurones olfactifs qui projettent dans un 

bulbe olfactif accessoire (Figure 2). Il est considéré comme vestigial chez l’Homme et le bulbe olfactif 

accessoire est totalement atrophié. Il forme généralement une structure sphérique au niveau du plancher 

de la cavité nasale et communique avec la cavité orale. Cet organe est impliqué dans la détection 

d’odorants peu volatils comme les phéromones. Il intervient dans le comportement territorial et sexuel 

des animaux44,46. 

L’organe septum de Masera et le ganglion de Grueneberg sont deux autres organes olfactifs 

reliés au bulbe olfactif principal (Figure 2)39. Les fonctions de ces deux organes olfactifs sont encore 
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largement inconnues. Pourtant, quelques hypothèses ont été rapportées quant à leur fonction dans la 

perception des odeurs. D’après Marshall et Maruniak, comme l’organe septal de Masera est situé en 

avant de la cavité nasale et répond à des concentrations plus faibles d’odorants que l’épithélium olfactif 

principal, il pourrait jouer le rôle d’alerte47.  

Les neurones des ganglions de Grueneberg sont spécialisés dans la détection des signaux de 

danger48. De plus, les ganglions de Grueneberg sont également sensibles à la température : ils sont 

activés par les températures froides49. Les projections des neurones du ganglion de Grueneberg 

pourraient donc permettre des régulations liées à la température dans le bulbe olfactif49.  

Dans la suite de ce travail, nous ne nous intéresserons principalement à l’épithélium olfactif 

principal, bien que nous travaillions sur un modèle animal rongeur. En effet, les trois autres organes 

olfactifs sont vestigiaux chez l’Homme et les dommages épithéliaux massifs observés dans les modèles 

animaux ont été observés dans ce tissu.   

Les odorants entrent dans la cavité nasale soit directement par inhalation ou par la voie 

rétronasale notamment lors de la mastication des aliments dans la cavité orale. Ces odorants provenant 

de la cavité orale interviennent dans la perception des saveurs des aliments. Pour l’instant, il n’est pas 

certain que les rongeurs puissent utiliser cette voie rétronasale (Figure 2)39,50.  

Enfin, la cavité nasale contient également d’autres organes avec des fonctions lymphoïdes et 

des fonctions sécrétoires. Chez les rongeurs, la glande de Steno aussi nommée sinus paranasal est 

impliqués dans la formation du mucus. Elle est apparemment absente chez l’Homme. La cavité nasale 

possède également son propre tissu lymphoïde : le NALT (Nasal Associated Lymphoid Tissue) chez les 

rongeurs qui se situe dans la partie ventrale et caudale de la cavité nasale, ou les anneaux de Waldeyer 

dans le nasopharynx chez les humains et les primates non humains44. 
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Figure 2 : Anatomie comparée des structures olfactives des cavités nasales chez les rongeurs et les Humains. 

L’épithélium olfactif est situé dans les fosses nasale dans la partie caudale supérieure de la cavité nasale chez les 

rongeurs et au niveau du septum supérieur et du toit des fosses nasales. Chez les rongeurs, 3 structures olfactives 

accessoires sont présentes : l’organe voméronasal, l’organe septal de Masera et les ganglions de Grueneberg. Ces 

structures sont vestigiales ou absentes chez l’Homme. La cavité nasale est séparée du système nerveux central et du 

bulbe olfactif par la lame criblée. Les axones du nerf olfactif traversent cette lame criblée pour aller au bulbe olfactif. 

Les odorants rentrent dans la cavité nasale par inhalation (voie directe) ou par la voie rétronasale lors de la 

mastication des aliments. Inspirée de Brennan et Zufall, Nature, 200651.  

Dans la suite de ce texte, nous décrirons plus précisément la structure de l’épithélium olfactif 

principal et les fonctions des différentes cellules qui composent ce tissu. Nous aborderons également 

les traitements du signal olfactif délivré par l’épithélium olfactif dans la muqueuse olfactive par le 

système nerveux central, notamment au niveau du bulbe olfactif. 

 

1.1.2. L’épithélium olfactif et son rôle dans le traitement des odeurs 

L’épithélium olfactif principal est le principal tissu permettant la détection des odorants dans la 

cavité nasale et la transmission du signal olfactif vers le système nerveux central, ce qui constitue les 

premières étapes de la perception des odeurs. La muqueuse olfactive est constituée d’un épithélium 

olfactif et de la lamina propria sous-jacente39. Cette dernière est composée d’un tissu conjonctif, de 

faisceaux d’axones, de vaisseaux sanguins et lymphatiques, de cellules immunitaires résidentes et de 

glandes productrices de mucus (les glandes de Bowman)39. Nous reviendrons sur les cellules 

immunitaires présentes dans la lamina propria ultérieurement dans le paragraphe 2.1.1. L’épithélium 

olfactif est un épithélium pseudostratifié dont la structure générale est relativement conservée chez les 

Vertébrés39,52. En contact avec la lame basale, les cellules basales permettent le renouvellement de tous 

les types cellulaires de l’épithélium olfactif39,52. Les neurones olfactifs responsables de la détection des 
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odorants sont situés en position intermédiaire39,52. En position apicale, les cellules sustentaculaires 

assurent un soutien important pour le fonctionnement des neurones olfactifs39. Dans ce paragraphe, 

nous décrirons et reviendrons sur le rôle de ces différents types cellulaires dans la perception des 

odorants. 

 

Figure 3 : Structure générale de la muqueuse olfactive. La muqueuse olfactive est constituée du neuroépithélium 

olfactif et de la lamina propria sous-jacente. L’épithélium olfactif est principalement constitué de neurones olfactifs 

responsables de la reconnaissance des odorants et de la transmission du signal olfactif vers le bulbe olfactif. Ces 

neurones sont entourés par des cellules sustentaculaires qui ont un rôle de soutien de leur activité. Les cellules basales, 

retrouvées dans la partie basale de l’épithélium olfactif sont les cellules souches permettant la régénération de tous les 

types cellulaires de l’épithélium olfactif. L’épithélium olfactif est séparé de la lamina propria par une lame basale. Cette 

lamina propria est constituée principalement d’un tissu conjonctif, de faisceaux d’axones des neurones olfactifs, de 

vaisseaux sanguins et lymphatiques et de cellules immunitaires résidentes. La muqueuse olfactive est aussi composée 

des conduits des glandes de Bowman qui permettent la production de mucus.  

 

1.1.2.1. Neurones sensoriels olfactifs : détection des odorants et codage de l’information.  

Les neurones sensoriels olfactifs, localisés dans la couche intermédiaire de l’épithélium olfactif, 

sont les cellules responsables de la détection des odorants dans la cavité nasale39,52. Ce sont des cellules 

bipolaires étendant une dendrite unique vers la surface de l’épithélium olfactif39,45,52. Leur terminaison 

apicale est formée d’un bouton dendritiqueduquel émergent jusqu’à 30 cils sur lesquels sont concentrés 

les récepteurs olfactifs et les éléments de la transduction olfactive45,52. Ces protéines permettent de 
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transformer la présence d’un odorant dans la cavité nasale en signal nerveux. Les neurones olfactifs 

projettent aussi un unique axone vers le bulbe olfactif, qui est la première étape du traitement du signal 

olfactif dans le système nerveux central39,45,52.  

Dans ce paragraphe, nous aborderons la reconnaissance des molécules odorantes par les 

récepteurs olfactifs. Puis, nous détaillerons la voie de transduction permettant la transformation de ce 

signal chimique en signal nerveux.  

Les odorants sont de petites molécules organiques et synthétiques volatiles présentant diverses 

fonctions chimiques qui entrent dans la cavité nasale soit par l’air inspiré (voie directe) soit par la cavité 

orale (voie rétronasale). Ces molécules sont reconnues par une combinaison de récepteurs olfactifs 

codés dans le génome de l’animal53,54. En effet, les récepteurs olfactifs reconnaissent des grands 

déterminants chimiques présents sur les molécules odorantes55. Des contraintes stériques modulent 

également la capacité des molécules odorantes à se lier aux récepteurs olfactifs55.  

Les récepteurs aux odorants forment une famille multigénique très large de récepteurs couplés 

aux protéines G (GPCR). En effet, environ 1000 récepteurs olfactifs fonctionnels sont codés par le génome 

murin et 400 par le génome humain52,56,57. Ce très grand nombre de récepteurs olfactifs est fortement 

impliqué dans la reconnaissance et la discrimination d’un grand nombre de molécules, allant même 

jusqu’à la discrimination d’énantiomères ou de diverses concentrations du même odorant53,58. Un 

odorant peut en effet se lier à un ou plusieurs récepteurs olfactifs53,54. Réciproquement, un récepteur 

olfactif permettra la liaison de plusieurs molécules odorantes avec diverses affinités, selon les groupes 

chimiques reconnus par ces derniers53–55. Le traitement des odeurs se fait donc de manière combinatoire 

en fonction des récepteurs olfactifs liés par l’odorant52–54.  

Chaque neurone sensoriel olfactif exprime un seul et unique récepteur olfactif52,54,59. L’expression 

des récepteurs olfactifs au sein de chaque neurone olfactif est également mono-allélique52,59. Ainsi, la 

présence d’un odorant dans la cavité nasale active les neurones exprimant les récepteurs olfactifs 

auxquels se lient les molécules odorantes59. Donc, chaque odeur est associée à l’activation d’une 

combinaison de neurones olfactifs exprimant des récepteurs olfactifs liant spécifiquement les différents 

odorants contenus dans cette stimulation59.  

De plus, l’expression des récepteurs olfactifs est hautement régulée dans l’espace52,54,59,60. En 

effet, l’expression d’un récepteur olfactif particulier est généralement limitée à une zone bien déterminée 

de l’épithélium54,59,60. Dans ces zones, les neurones exprimant le même récepteur olfactif sont dispersés 

de manière aléatoire54,59,60. L’épithélium olfactif serait donc divisé en plusieurs zones fonctionnelles 

reconnaissant toutes différents types d’odorants60.  
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Figure 4 : Régulation de l’expression des récepteurs aux odorants dans l’épithélium olfactif. L’expression des 

récepteurs olfactifs par les neurones olfactifs est très régulée. Un neurone olfactif exprime un récepteur olfactif de 

manière monogénique et monoallélique. De plus, l’expression des récepteurs olfactifs est fortement régionalisée dans 

l’épithélium olfactif. 

 

Des neurones olfactifs expriment également d’autres types de récepteurs comme les TAAR 

(Trace Amine-Associated Receptors) qui forment une autre petite famille multigénique de GPCR52. Cette 

famille contient 14 gènes chez la souris et 6 chez l’Homme52. Les TAARs reconnaissent des amines 

comme la β-phényléthylamine, la p-tyramine, la tryptamine, l’octopamine52. Ces odorants seraient 

importants pour le comportement olfactif notamment dans les interactions sociales entre congénères 

et la détection d’aliments avariés52. Leur fonctionnement est apparemment similaire à celui des 

récepteurs olfactifs52. Les neurones exprimant ces TAARs n’expriment aucun récepteur olfactif 

traditionnel52. 

La liaison d’un ligand sur un récepteur olfactif entraine l’activation d’une chaîne de transduction 

qui va permettre la conversion de l’information olfactive en variation de potentiel de membrane. Tout 

d’abord, le changement de conformation du récepteur olfactif après liaison de son ligand va permettre 

la liaison de la protéine Golf. Cette liaison entraine l’hydrolyse du GTP et la séparation de cette dernière 

en sous-unités Gαolf et Gβγ. Golf active ensuite l’adénylate cyclase 3 (ACIII), engendrant la formation d’AMP 

cyclique (AMPc). Ce dernier entraînera l’ouverture de canaux dépendant des nucléotides cycliques 

comme CNGA2 permettant le passage d’ions Ca2+ et Na+ vers le cytosol des neurones olfactifs. Cette 
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entrée de cations dans les neurones entraîne une première dépolarisation amplifiée par l’ouverture de 

canaux calcium dépendant permettant la sortie d’ions Cl- vers le milieu extracellulaire. La plupart des 

acteurs de cette signalisation sont localisés dans les cils dendritiques des neurones olfactifs, assurant 

leur forte proximité et leur fonction. Cette séquence permet la formation d’un potentiel récepteur 

reflétant l’activation de la cellule neuronale par un odorant52,54,61,62. Ce potentiel récepteur est traduit en 

train de potentiels d’action au niveau du corps cellulaire des neurones olfactifs. Ces derniers sont ensuite 

transmis par les axones des neurones olfactifs vers le bulbe olfactif. La combinaison des signaux produits 

par les différents neurones olfactifs induits par la reconnaissance d’un odorant constitue le message 

olfactif qui permettra l’identification de ce dernier62. 

 

Figure 5 : Neurone olfactif, transformation du signal olfactif et transmission du signal vers le bulbe olfactif. 

Au niveau des cils des neurones olfactifs, l’interaction d’un odorant avec le récepteur olfactif induit l’hydrolyse du GTP 

par la protéine G associée au récepteur olfactif et la séparation des sous-unité Gαolf et Gβγ. La sous-unité Gαolf permet 

l’activation de l’adénylate cyclase qui hydrolyse l’ATP en AMPc. Ce composé permet l’ouverture de canaux perméables 

aux cations. La dépolarisation de la membrane obtenue grâce à cette entrée de cations dans la cellule induit ensuite 

l’ouverture de canaux calcium-dépendant perméables au chlore qui amplifient la dépolarisation. Ce traitement du 

signal permet la production d’un potentiel récepteur associé à la présence de l’odorant à la surface de l’épithélium 

olfactif. Inspirée de Korsching, Encyclopedia of Biological Chemistry, 200463. 
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1.1.2.2. Les cellules de soutien ou cellules sustentaculaires. 

Les cellules sustentaculaires ou cellules de soutien sont de grandes cellules en colonne qui 

couvrent toute l’épaisseur de l’épithélium olfactif. Leurs noyaux sont situés dans la couche la plus apicale 

de ce dernier39,45,52. Les cellules sustentaculaires établissent des contacts étroits tout le long des neurones 

olfactifs au sein de l’épithélium olfactif45,64. 

Les cellules sustentaculaires ont des caractéristiques de cellule épithéliale de par l’expression par 

ces dernières de marqueurs de cellule épithéliale comme la kératine 18 et la E-cadhérine27. Toutefois, 

elles présentent de nombreuses fonctions qui les rapprochent de cellules gliales. Les cellules 

sustentaculaires, en entourant les dendrites et les axones des neurones olfactifs, permettent un 

isolement micro-électrique des neurones olfactifs, ce qui faciliterait la discrimination des odorants. Elles 

interviennent aussi pour optimiser la transmission du message olfactif dans la muqueuse olfactive. En 

effet, les cellules sustentaculaires montrent des fonctions similaires aux cellules de Schwann dans le 

système nerveux sur les axones des neurones olfactifs dans l’épithélium olfactif64. Elles sont aussi 

impliquées dans le bon fonctionnement des neurones olfactifs en régulant les concentrations ioniques 

du mucus ou baignent les cils olfactifs des neurones65. Les cellules sustentaculaires ont aussi la capacité 

d’internaliser des neurones olfactifs anormaux ou mourrants52,66. De plus, elles interviennent aussi dans 

la détoxification de l’environnement des neurones52,67. Enfin, les cellules sustentaculaires sont aussi 

capables de moduler l’activité des neurones olfactifs comme les cellules gliales dans le système nerveux 

central. Elles produisent en effet de nombreux modulateurs de l’activité des neurones olfactifs comme 

les endocannabinoïdes, l’insuline, le neuropeptide Y ou l’ATP68. Par exemple, l’ATP extracellulaire est 

impliqué dans une diminution des réponses des neurones olfactifs aux odorants. La libération d’ATP 

dans le milieu extracellulaire active des canaux perméables au chlore au niveau des cellules 

sustentaculaires qui participent à cette modulation68,69. De plus, elles produisent du neuropeptide Y qui 

induisent la prolifération des cellules basales68,70.  

Ainsi, les cellules sustentaculaires ont un rôle fondamental dans le bon fonctionnement des 

neurones olfactifs en détoxifiant leur milieu, en régulant les concentrations ioniques dans 

l’environnement des neurones olfactifs et en isolant les neurones olfactifs. De plus, tout comme les 

cellules gliales du système nerveux central, elles sont capables de moduler les activités des neurones 

olfactifs. 
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1.1.2.3. Les cellules basales assurent la régénération de l’épithélium. 

Contrairement aux neurones du système nerveux central, les neurones olfactifs ne survivent pas 

durant toute la vie de l’animal. En effet, étant en contact direct avec l’environnement, ils sont 

potentiellement soumis à des molécules toxiques mais aussi à la présence de pathogènes. Leur durée 

de vie est d’un mois à une année71–73 et l’épithélium olfactif est un des seuls tissus nerveux capables de 

se régénérer72. Les cellules souches multipotentes responsables de cette régénération sont situées au 

contact de la lame basale et sont nommées cellules basales39,45,72. La neurogenèse dans l’épithélium 

olfactif continue tout au cours de la vie de l’animal52. 

Dans ce paragraphe, nous décrirons les phénotypes des cellules basales et les types cellulaires 

qu’elles sont capables de régénérer. Nous décrirons également la séquence de différenciation qui mène 

de la cellule basale vers un neurone olfactif mâture et sa durée. Nous nous concentrerons dans cette 

partie sur le modèle rongeur uniquement car la régénération de l’épithélium humain est quelque peu 

différente, en raison des quelques divergences anatomiques entre l’Homme et les modèles rongeur39. 

 

1.1.2.3.1. Présentation des cellules basales et de leur activité. 

Deux types de cellules basales ont été observés. Les cellules basales horizontales sont des 

cellules multipotentes capables de régénérer tous les types cellulaires de l’épithélium olfactif, que ce soit 

les lignages neuronaux ou les cellules non neuronales (cellules sustentaculaires et cellules 

microvillaires)39,52,74. Au contraire, la plupart des cellules basales globulaires sont principalement des 

progéniteurs neuronaux39,52,75.  

Ces deux types cellulaires montrent de nombreuses différences que ce soit au nouveau 

morphologique ou au niveau de leur fonctionnement. Les cellules basales horizontales sont situées au 

contact direct de la lame basale et présentent de petits corps cellulaires allongés39,52,74,75. Les marqueurs 

caractéristiques qui leur sont associés sont les cytokératines 5 et 14 (CK5 et CK14)39,74. Ces cellules sont 

généralement quiescentes, comme la plupart des cellules souches adultes, et elles proliféreraient 

principalement lors de lésions importantes de la muqueuse olfactive52,74,76. Les cellules basales 

globulaires, quant à elles, sont situées juste au-dessus des cellules basales horizontales et présentent un 

morphologie arrondie39,52,74. Les marqueurs principaux de ces cellules sont des marqueurs d’engagement 

dans la lignée neuronale comme les facteurs de transcription Mash1, Neurogenin1 et Ascl1 ou la protéine 

N-CAM52,74,75. Contrairement aux cellules basales horizontales, les cellules basales globulaires prolifèrent 

très activement pour produire des cellules de la lignée neuronale52,77. 
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La prolifération des cellules basales est hétérogène dans l’épithélium olfactif. En effet, elle est 

moins importante dans les régions dorsomédianes que dans les régions ventrolatérales73,78. Ces 

différences dans les taux de division cellulaire correspondent à des différences dans les durées de vie 

des neurones olfactifs qui seraient notamment soumis à un stress plus important en ventrolatéral car 

plus proche de l’ouverture de la cavité nasale73. Cette prolifération est également fortement régulée. Des 

facteurs de croissance produits tant par l’épithélium olfactif que par la lamina propria sous-jacente sont 

impliqués dans la régulation de l’activité des cellules basales, que ce soit dans un contexte physiologique 

ou dans un contexte de lésion de l’épithélium olfactif79. Ainsi, la présence d’un très grand nombre de 

neurones olfactifs mâtures dans l’épithélium olfactif inhibe la prolifération des cellules basales79,80. Les 

neurones olfactifs en cours de mort cellulaire produisent le facteur LIF (Leukemia Inhibitory Factor) qui 

stimule la prolifération des cellules basales81. De nombreux autres facteurs régulant la prolifération des 

cellules basales ont été décrits provenant aussi bien de l’activité neuronale que des cellules non 

neuronales68,79. Par exemple, le neuropeptide Y, produit par les cellules sustentaculaires en réponse à la 

présence d’ATP extracellulaire, induit la prolifération des cellules basales68,70. Au contraire, le facteur 

GDF11 (Growth and Differenciation Factor 11), produit principalement par les neurones olfactifs, inhibe 

leur prolifération82,83.  

 

1.1.2.3.2. Des cellules basales vers les différents types cellulaires de l’épithélium olfactif. 

Dans le processus de régénération des neurones olfactifs, les cellules basales sont engagées 

dans le lignage neuronal grâce à l’expression progressive des facteurs de transcription comme Mash1, 

Ascl1 et Neurogenin174,75. Par la suite, les précurseurs neuronaux arrêtent de se diviser et se différencient 

en neurones olfactifs immatures puis en neurones olfactifs matures selon un processus stéréotypé. Nous 

détaillerons cette différenciation terminale dans ce paragraphe.  

Cette dernière est marquée par l’expression progressive de marqueurs moléculaires. Un jour 

après le début de leur différentiation, les neurones expriment le marqueur GAP43 (Growth Associated 

Protein 43), qui est caractéristique des neurones olfactifs immatures. 3 jours plus tard, certains des 

composants de la chaîne de transduction olfactive commencent à être exprimés comme l’adénylate 

cyclase 3 (AC3). Enfin, dès 8 jours, les neurones commencent à exprimer la protéine OMP (Olfactory 

Marker Protein), le marqueur caractéristique des neurones olfactifs matures. Pendant cette maturation 

des neurones olfactifs, les cellules migrent vers la partie apicale de l’épithélium olfactif78. 

Cette différenciation est également associée à un changement morphologique des neurones 

sensoriels olfactifs. Les cellules basales sont non polarisées alors que les neurones olfactifs sont polarisés 

avec un axone et une dendrite. Dès 2 jours post différenciation, les neurones étendent des dendrites 
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vers la lumière de la cavité nasale et forment les premiers boutons dendritiques. Les axones, quant à 

eux, commencent à former des faisceaux dans la lamina propria dès 3 jours après le début de la 

différenciation, puis traverse la lame criblée entre 4 et 5 jours et enfin forment les premières synapses 

dans le bulbe olfactif dès 8 jours après la dernière division cellulaire78. Il est encore inconnu si ces 

résultats sont transposables chez l’Humain.  

 

Figure 6 : La maturation des progéniteurs neuraux permet la formation de neurones sensoriels olfactifs 

fonctionnels. Après engagement dans le lignage neuronal grâce à des facteurs de transcription comme Mash1 ou 

Neurogenin1, la différenciation des neurones olfactifs se fait progressivement grâce à une expression séquentielle de 

facteurs de marqueurs moléculaires. Tout d’abord, les neurones expriment GAP43, un marqueur caractéristique des 

neurones olfactifs immatures. Par la suite, les neurones expriment AC3, un des constituants de la transduction olfactive. 

Enfin, lors de leur différenciation terminale en neurones olfactifs mâtures, les neurones commencent à exprimer le 

marqueur OMP. De plus, au cours de ce processus de différenciation, les neurones forment des dendrites et des axones 

qui feront synapse au niveau des glomérules du bulbe olfactif. Les dendrites sont formées rapidement dès 2 à 3 jours 

après le début de la différenciation. Les axones croient beaucoup plus progressivement et forment synapse dans le 

bulbe entre 8 et 10 jours après le début de la différenciation. Cette formation de la synapse au niveau des glomérules 

du bulbe olfactif est un préalable à la différenciation terminale en neurone olfactif mature. Inspirée de Liberia et al., 

eNeuro, 201978.  

Le guidage des axones est un processus régulé étant donné que les neurones olfactifs exprimant 

le même récepteur olfactif convergent vers le même glomérule dans le bulbe olfactif (abordé dans le 

paragraphe 1.1.3)52,54,84. En fait, les récepteurs olfactifs sont exprimés sur les axones des neurones 

sensoriels olfactifs et permettent leur convergence au niveau d’un même glomérule. En effet, des 

modifications de la séquence des récepteurs olfactifs perturbent la convergence des axones des 

neurones olfactifs exprimant un même récepteur85. Un composant de la transduction olfactive, 

l’adénylate cyclase 3, est également impliquée dans cette convergence des axones vers le bulbe olfactif 
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notamment par le recrutement d’autres facteurs de guidage86. Ce processus de guidage des axones est 

crucial dans la différenciation en neurone olfactif mature étant donné que cette dernière n’a lieu qu’après 

la formation de synapses entre ce dernier et des neurones du bulbe olfactif78,87. Pourtant, les neurones 

olfactifs immatures formant des synapses au niveau du bulbe olfactifne se différencient pas tous en 

neurones olfactifs matures immédiatement. Ces cellules sont capables de transmettre des informations 

olfactives pertinentes également et doivent être pris en compte dans l’intégration du signal olfactif88.  

Contrairement au lignage neuronal, le renouvellement des cellules sustentaculaires est encore 

relativement peu connu. Lors de lésions importantes de l’épithélium olfactif, les cellules basales 

horizontales se divisent activement et se différencient en cellules sustentaculaires89. Cette régénération 

des cellules sustentaculaires serait rapide et aurait lieu en environ 4 jours89. Dans un contexte de 

fonctionnement normal de l’épithélium olfactif, certaines cellules basales horizontales peuvent 

également se différencier directement en cellules sustentaculaires sans se diviser90. 

L’épithélium olfactif se régénère tout au cours de la vie selon un processus stéréotypé qui 

permet de conserver le répertoire de récepteurs olfactifs. Pourtant, dans certaines pathologies, la 

régénération est fortement perturbée. C’est notamment le cas lors d’une inflammation prolongée 

pendant laquelle les cellules basales stoppent leur prolifération et sécrètent des chimiokines attirant les 

cellules immunitaires, ce qui pourrait mener à des altérations à long terme de l’odorat38. 

   

1.1.3. Une intégration du signal olfactif par le système nerveux 

central 

Les neurones olfactifs projettent un axone unique vers le bulbe olfactif, premier lieu de 

traitement du signal olfactif39,45,52. Ces axones se regroupent tout d’abord en faisceaux dans la lamina 

propria45,78. Ils ne sont pas myélinisés et sont entourés par des cellules engainantes39,52.  Formant le nerf 

olfactif, ils sortent ensuite de la cavité nasale par la lame criblée de l’os ethmoïde39,52. Celle-ci contient 

de nombreuses lacunes permettant le passage du nerf olfactif vers la boîte crânienne et lui permettant 

d’atteindre le bulbe olfactif, la cible de ces axones39. Suite au traitement primaire de l’information par le 

bulbe olfactif, cette dernière est ensuite transmise au cortex olfactif primaire (cortex piriforme) puis à 

d’autres aires corticales ainsi qu’à l’hypothalamus ou l’amygdale. Ces différentes aires cérébrales 

permettent l’identification consciente et la réaction émotionnelle aux odeurs rencontrées91. De plus, les 

interactions entre bulbe olfactif et hypothalamus contrôlent le comportement alimentaire92,93. 

 Ici, dans un premier temps, nous aborderons le traitement du signal par le bulbe olfactif puis 

nous mentionnerons le rôle des autres aires cérébrales impliquées dans la perception des odeurs.  
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1.1.3.1. Première intégration par le bulbe olfactif 

L’organisation du bulbe olfactif est également stéréotypée chez les Mammifères. En effet, dans 

ces espèces, le bulbe olfactif est composé de 5 couches concentriques qui sont caractérisées la présence 

de populations neuronales spécifiques94. La couche la plus externe ou couche glomérulaire est 

composée de structures sphériques, les glomérules qui sont délimités par les cellules périglomérulaires94. 

Ensuite, la couche plexiforme externe et la couche mitrale abritent les cellules à panache et les cellules 

mitrales qui permettent la transmission du message olfactif à d’autres aires cérébrales94. Elles sont suivies 

par une couche plexiforme interne et une couche granulaire contenant les interneurones granulaires94.  

 

Figure 7 : Organisation générale du bulbe olfactif. Le bulbe olfactif est structuré en 5 zones principales, la couche 

glomérulaire, la couche plexiforme externe, la couche mitrale, la couche plexiforme interne et la couche granulaire. La 

zone glomérulaire est composée de structures sphériques nommées glomérules. Dans ces derniers, les axones 

provenant de neurones olfactifs exprimant le même récepteur olfactif convergent. Ces glomérules sont entourés par 

les cellules périglomérulaires, des interneurones inhibiteurs. Dans ces glomérules, les neurones olfactifs forment des 

synapses avec les cellules mitrales et les cellules à panache, dont les axones permettent la transmission du message 

olfactif vers d’autres aires cérébrales. Les corps cellulaires des cellules à panache et des cellules mitrales sont situés 

dans la couche plexiforme externe et dans la couche mitrale respectivement. L’activité des cellules mitrales et des 

cellules à panache est régulée par de nombreux circuits d’interneurones inhibiteurs dont font partie les cellules 

granulaires et les cellules périgranulaires. Des fibres nerveuses centrifuges issues d’autres aires cérébrales modulent 

également l’activité du bulbe olfactif en réponse à des odorants. Inspirée de Nagayama et al., Frontiers in Neural 

Circuits, 201494. 
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Les axones des neurones olfactifs exprimant le même récepteur convergent vers quelques 

glomérules du bulbe olfactif54,84,95,96. Plus précisément, les axones convergeant vers un glomérule 

proviennent de neurones exprimant le même récepteur olfactif52,54,84. Dans ces glomérules, les neurones 

olfactifs contactent les dendrites apicales des cellules mitrales et des cellules à panache qui projettent 

dans d’autres aires cérébrales et permettent donc l’intégration finale du signal olfactif54,95. En fait, 

quelques dizaines de cellules mitrales et de cellules à panache projettent une dendrite unique vers un 

glomérule94,95. Donc, une cellule mitrale ou une cellule à panache est activée par un signal provenant 

d’un seul récepteur olfactif, et la combinaison de cellules mitrales et de cellules à panache activées 

permettra l’identification des odeurs rencontrées. La transmission du message olfactif au niveau du 

bulbe olfactif repose sur des synapses entre les neurones olfactifs et ces cellules mitrales / cellules à 

panache. 

De plus, tout comme l’épithélium olfactif, la zone glomérulaire du bulbe olfactif est organisée 

en plusieurs zones. En effet, les axones des neurones olfactifs provenant d’une zone de l’épithélium 

projettent dans une zone correspondante du bulbe olfactif. Par conséquent, des glomérules voisins 

représentent des récepteurs homologues et reconnaîtraient des ligands proches52,54,97.  

L’activité des cellules mitrales et des cellules à panache est hautement régulée par des circuits 

locaux du bulbe olfactif94,95. Par exemple, les cellules mitrales et les cellules à panache étendent des 

dendrites latérales dans la couche plexiforme externe qui sont contactées par des interneurones comme 

les cellules granulaires ou les interneurones de la couche plexiforme externe. Lors de l’activation d’une 

cellule mitrale / cellule à panache, ces interneurones pourraient  inhiber l’activité d’autres de ces 

cellules95,98. La régulation de l’activité des cellules mitrales et des cellules à panache par ce circuit 

neuronal et d’autres permet aussi la production de signaux synchronisés lors de leur activation par un 

odorant95. L’intensité des signaux produits par ces cellules est également contrôlée par ces boucles de 

régulation95.  

Des axones provenant d’autres aires du système nerveux central, impliquées ou non dans le 

traitement du signal provenant du bulbe olfactif, interviennent dans la régulation de l’activité 

bulbaire91,95,99. Ces fibres centrifuges ciblent principalement les cellules granulaires et parfois les cellules 

périglomérulaires94,95,99. Elles modulent ainsi la sensibilité des cellules mitrales et cellules à panache au 

signal olfactif afférent et jouent un rôle majeur dans la mémoire et l’apprentissage olfactif, dans la 

localisation des sources odorantes et dans leur discrimination fine99. La régulation des neurones du 

bulbe olfactif par ces fibres centrifuges joue donc un rôle important dans l’adoption d’un comportement 

olfactif adapté et donc dans la survie de l’animal91,99. 
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1.1.3.2. Une intégration plus complexe par le système nerveux central. 

Les axones des cellules mitrales et cellules à panache du bulbe olfactif sont connectés avec des 

neurones appartenant à de nombreuses aires cérébrales. Ces dernières permettront la perception des 

odorants et l’adoption d’un comportement adapté par les individus face à ces stimuli olfactifs.  

 Les cellules mitrales et cellules à panache projettent en effet leurs axones dans des structures 

cérébrales comme le cortex piriforme ou le tubercule olfactif91,94,100. Le cortex piriforme code l’identité 

des odorants mais aussi d’autres paramètres associés, ce qui est très important pour la perception des 

odeurs91. Le tubercule olfactif, quant à lui, est impliqué dans le codage de la valence des odorants et 

aurait donc un rôle dans des processus d’apprentissage100.  

Le cortex piriforme et le tubercule olfactif sont connectés à de nombreuses aires cérébrales 

comme le cortex orbitofrontal, le cortex insulaire, l’amygdale, le cortex entorhinal latéral et 

l’hypothalamus91,92,101. Le cortex orbitofrontal est impliqué dans la perception consciente des odeurs. Il 

intervient aussi dans les processus de décision liés à l’environnement olfactif et de la valence d’une 

odeur91. Le cortex insulaire, dans lequel les informations gustatives et olfactives convergent, est un centre 

important dans le codage de la saveur101. Au contraire, l’amygdale et le cortex entorhinal latéral font 

partie du système limbique et interviennent dans la perception inconsciente et émotionnelle des 

odorants91. L’activité neuronale de l’amygdale est modulée par la valence et l’intensité des odeurs codées 

par le cortex piriforme. De plus, par des connexions réciproques avec le cortex piriforme, l’amygdale 

peut moduler l’activité de ce dernier dans le codage de l’odeur91. Le cortex entorhinal latéral serait 

impliqué dans des tâches de discrimination fine et de mémorisation des odeurs car il est connecté à 

l’hippocampe91. Les neurones du bulbe olfactif projettent aussi des axones vers les neurones à GnRH de 

l’hypothalamus93. L’hypothalamus, en fonction du statut métabolique de l’organisme, régule ensuite 

l’olfaction en sécrétant un grand nombre d’hormones comme l’orexine A qui régule à la fois la 

perception olfactive et la prise alimentaire92. 

Par conséquent, l’information olfactive collectée par les neurones sensoriels olfactifs est ensuite 

intégrée et interprétée par plusieurs circuits parallèles du système nerveux central. Ces derniers 

permettent l’identification fine et le traitement émotionnel de cette information, ce qui permettra à 

l’animal d’adopter un comportement adapté en leur présence.  
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1.2. Pertes de l’odorat et leurs causes. 

En fait, avant le début de la pandémie de COVID-19, les dysfonctionnements de l’olfaction 

étaient déjà relativement fréquents dans la population générale. En effet, la prévalence de 

dysfonctionnements de l’odorat est comprise entre 1,4 % et 20 % chez les adultes102. Cette prévalence 

varie en fonction des méthodologies utilisées pour mesurer l’olfaction (questionnaire subjectif, tests 

d’identification UPSIT ou test d’identification et de seuil de détection Sniffing Stick Test)102. Elle varie 

également selon les populations étudiées dans les différentes études épidémiologiques102. Elles étaient 

pourtant négligées généralement car elles n’impliquent généralement pas un danger immédiat pour la 

vie bien qu’elles impactent considérablement la qualité de vie des patients.  

Plusieurs types de dysfonctionnements olfactifs sont observés. Le terme anosmie désigne une 

perte complète de l’odorat. Le terme hyposmie désigne une forte diminution de la sensibilité des 

patients aux odorants. Les termes parosmie, fantosmie et cacosmie désignent des distorsions de l’odorat. 

La parosmie désigne également la perception d’une odeur différente de celle réellement présente dans 

l’environnement. L’odeur perçue est généralement désagréable. La fantosmie est la perception d’une 

odeur sans réelle stimulation olfactive dans la muqueuse nasale. Enfin, les cacosmies se définissent par 

la perception constante d’une odeur désagréable dans le nez103. 

Dans ce paragraphe, nous aborderons les différentes causes possibles des pertes de l’odorat et 

les mécanismes proposés pour les expliquer. Nous aborderons également la capacité de certains 

pathogènes à rentrer dans le système nerveux central en passant par le nerf olfactif. 

 

1.2.1. Epidémiologie des pertes de l’odorat. 

1.2.1.1.  Pertes de l’odorat associées à des agents exogènes. 

Dans un premier temps, avant même le début de la pandémie de COVID-19, les chercheurs 

savaient déjà que l’infection par des virus respiratoires était une des causes principales de perte d’odorat. 

Ces dysfonctionnements de l’odorat post-viraux pourraient représenter jusqu’à 40 % des pertes des 

pertes de l’odorat diagnostiqués26,104. Les dysfonctionnements de l’olfaction observés après une 

infection virale sont très divers, avec des altérations quantitatives (anosmie, hyposmie) ou des distorsions 

de ce sens (parosmies, fantosmies). Ces pertes de l’odorat deviennent en général chroniques étant 

donné que seuls un tiers des patients récupèrent complètement leur sens de l’odorat bien qu’environ 

85 % d’entre eux perçoivent une amélioration104. 

Pour l’instant, plusieurs virus ont été retrouvé dans les cavités nasales de patients présentant 

des pertes de l’odorat dont le virus Parainfluenza 3, des Rhinovirus, des Coronavirus et le virus d’Epstein 
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Barr104,105. Il est également suspecté que l’infection par le virus Influenza causerait des pertes de l’odorat 

puisque la vaccination anti-grippale réduit le risque d’anosmie106. De plus, il a été démontré sur des 

modèles animaux que le virus Influenza A était capable d’infecter les neurones olfactifs et pourrait donc 

être impliqué dans des dysfonctionnements de l’olfaction107. 

Les mécanismes à l’origine de ces pertes de l’odorat sont encore largement méconnus. Pour 

autant, 3 grands types de mécanismes ont été proposés par les chercheurs pour les expliquer. Certaines 

études suggèrent qu’une obstruction des voies nasales liée à l’infection virale ou à l’inflammation locale 

pourrait expliquer au moins en partie les pertes de l’odorat26,108. D’autres suggèrent que les infections 

virales pourraient causer des destructions de l’épithélium olfactif avec une perte importante de neurones 

olfactifs. Après une infection virale, l’épithélium olfactif pourrait également être remplacé par un tissu 

cicatriciel non neuronal et donc une potentielle perte de l’odorat à long terme26,104,109. Enfin, certains 

auteurs ont pu observer des altérations des structures centrales olfactives après une infection virale. Il 

semblerait notamment qu’une diminution de la taille du bulbe olfactif ou du métabolisme des aires 

cérébrales liées à l’olfaction soient observées chez des patients anosmiques suite à une infection 

virale26,104,110,111. 

 D’autre part, d’autres agents exogènes peuvent également causer des pertes de l’odorat. Par 

exemple, des produits chimiques toxiques comme le méthimazole ou le 2,6-dichlorobenzonitrile sont 

également capables d’entraîner une desquamation complète de l’épithélium olfactif et donc des pertes 

de l’odorat112. 

 

1.2.1.2. Pertes de l’odorat associées à des maladies inflammatoires de la cavité nasale  

Environ 20 % des dysfonctionnements de l’odorat pourraient être expliqués par des maladies 

inflammatoires chroniques comme les rhinosinusites allergiques et les rhinosinusites chroniques26,104.  

Les mécanismes par lesquels ces maladies causent des dysfonctionnements de l’odorat sont encore peu 

connus104. Pour autant, 2 grands types de mécanismes sont proposés dans la littérature scientique. Les 

polypes formés lors d’une rhinosinusite chronique pourraient empêcher le passage des odorants dans 

certaines parties de la cavité nasale et donc leur détection par les neurones olfactifs. En effet, la présence 

de polypes est fortement corrélée avec ces pertes de l’olfaction104,113. De plus, l’inflammation chronique 

caractéristique de ces pathologies pourrait être liée à une diminution des capacités de régénération de 

l’épithélium olfactif104. En effet, d’après Chen et al., une inflammation chronique inhibe la prolifération 

des cellules basales de l’épithélium olfactif38. 
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1.2.1.3. Pertes de l’odorat liées à l’âge et à des maladies neurodégénératives.  

Avec l’âge, les capacités olfactives de l’Homme ont tendance à fortement diminuer. En effet, à 

l’âge de 80 ans, plus de la moitié des individus développent des déficits de l’olfaction114,115. Les 

mécanismes en sont encore peu clairs. Pour autant, certaines études suggèrent que l’activité proliférative 

des cellules basales diminue chez les personnes âgées26,114,116. Cela serait accompagné par une perte 

potentielle de neurones olfactifs114,116. Enfin, les composants du système olfactif central sont également 

touchés lors du vieillissement. Par exemple, le nombre des glomérules diminue avec l’âge114,117. 

Les patients atteints par des maladies neurodégénératives comme les maladies d’Alzheimer ou 

de Parkinson souffrent également de dysfonctionnements de l’olfaction26,114. En effet, plus de 85 % des 

patients atteints par ces maladies développent des dysfonctionnements de l’olfaction à un stade 

précoce26,114. Des études suggèrent même que ces maladies neurodégénératives pourraient débuter 

dans le système olfactif étant donné que les fibres amyloïdes et les aggrégats d’α-synucléine se forment 

dans le bulbe olfactif à des stades très précoces de ces maladies26. 

D’autres pathologies comme les traumatismes crâniens et les chirurgies de la cavité nasale ou 

de la base du crâne peuvent également causer dans des pertes de l’odorat mais ne seront pas abordées 

dans ce travail114.  

 

1.2.2. Le rail olfactif, une potentielle voie de passage des agents 

pathogènes vers le système nerveux central.  

Dans le système nerveux central, les neurones sont généralement protégés par la barrière 

hématoencéphalique qui est considérée comme imperméable aux agents pathogènes et aux substances 

toxiques118. Cette barrière hématoencéphalique est principalement composée de cellules endothéliales, 

des péricytes et des pieds des astrocytes, formant donc une barrière avec trois épaisseurs complètes de 

cellules (Figure 8)118. Les cellules endothéliales de la barrière hématoencéphalique présentent des 

jonctions serrées et des jonctions adhérantes, ce qui les rend très cohésives. Elles permettent en 

particulier de limiter le passage paracellulaire de molécules entre ces cellules118,119. Les astrocytes sont 

des cellules gliales étendant des pieds qui couvrent la surface entière des capillaires sanguins du système 

nerveuxx central. Ces cellules participent au filtrage des molécules par cette barrière 

hématoencéphalique118,120. Entre les couches formées par les cellules endothéliales et les astrocytes, les 

péricytes ont aussi un rôle dans l’imperméabilité de la barrière hématoencéphalique121.  
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Figure 8 : Structure de la barrière hémato-encéphalique. La barrière encéphalique est composée de 3 couches 

cellulaires qui empêchent l’entrée de nombreuses molécules et des pathogènes dans le cerveau à partir de la circulation 

sanguine. Les cellules endothéliales dotées de jonctions serrées permettent de limiter la perméabilité des vaisseaux 

sanguins. Les péricytes, quant à eux, régulent le flux sanguin et la perméabilité de cette barrière. Enfin, les pied des 

astrocytes, des cellules gliales couvrent entièrement les vaisseaux sanguins du système nerveux central et participent 

au filtrage des molécules qui entrent dans le cerveau. Adapté de Obermeier et al., Nature Medecine, 2013. 

Les neurones olfactifs sont directement exposés à l’extérieur, ce qui est essentiel pour la 

détection des molécules odorantes rencontrées par l’individu. Ils sont donc également soumis à la 

présence de composés toxiques et d’agents pathogènes présents dans la cavité nasale, les rendant 

particulièrement vulnérables à des dommages ou à des infections. De plus, ces cellules projettent 

directement dans le bulbe olfactif39,97. Cette voie vers le système nerveux central est donc peu protégée 

et peut permettre l’invasion de pathogènes dans ce dernier. Cette voie d’entrée des pathogènes vers le 

système nerveux central est généralement désignée par le terme ‘rail olfactif’ dans la littérature 

scientifique122. 

Une grande diversité de virus seraient capables de passer dans le système nerveux central par 

ce ‘rail olfactif’ (Table 1)122. Le passage par ce ‘rail olfactif’ peut se faire de 2 manières distinctes : la voie 

paracellulaire et la voie transcellulaire. Dans la voie transcellulaire, les neurones olfactifs sont infectés 

par le virus et ce dernier est transporté de manière antérograde dans leurs axones. Les neurones olfactifs 

sont entourés par des cellules engainantes qui forment un conduit menant vers le bulbe olfactif. Le virus 

peut également potentiellement utiliser ces derniers pour entrer dans le système nerveux central soit en 
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infectant directement les cellules engainantes soit en passant directement par ces conduits en absence 

d’axones de neurones olfactifs à l’intérieur de ces derniers122. 

Ainsi la muqueuse olfactive et le nerf olfactif pourrait permettre une invasion du système 

nerveux central par le virus de manière relativement plus aisée que par la voie hématogène qui suppose 

la traversée de la voie hémato-encéphalique.  

 

Table 1 : Quelques exemples de virus utilisant le ‘rail olfactif’ pour entrer dans le système nerveux central. 
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2. Réponse immunitaire innée à une infection virale, 

inflammation et potentiels dommages tissulaires 

associés.  
 

2.1. Immunité innée, inflammation et rôle dans la clairance du 

virus.  

 

2.1.1. Les macrophages résidents, des cellules en première ligne 

dans la défense contre les pathogènes. 

Des cellules immunitaires dont principalement des macrophages résident dans la plupart des 

tissus sains. Ces cellules sont des senseurs importants pour la détection et la clairance de potentielles 

menaces et pour l’induction des réponses immunitaires123–126. Dans la muqueuse olfactive, la présence 

de macrophages résidents a été démontrée dès 2002 lorsque Mori et co-auteurs ont observé des cellules 

phagocytes présentant le marqueur Iba1 (marqueur de macrophage/microglie) dans ce tissu107,125,127,128. 

Ici, nous nous intéresserons d’abord aux caractéristiques et aux origines putatives de ces macrophages 

résidents de la muqueuse olfactive puis à leurs fonctions dans la clairance des pathogènes et dans la 

résolution de l’inflammation. 

 

2.1.1.1. Caractérisation et origine des cellules Iba1+ présentes dans la cavité nasale.  

Tout d’abord, les macrophages résidents sont des cellules très hétérogènes dont le phénotype 

dépend de l’environnement tissulaire dans lequel ils évoluent, ce qui complique leur caractérisation123,124. 

Tous les macrophages résidents partagent l’expression de certains gènes comme des PRR (Pattern 

Recognition Receptors), des récepteurs phagocytiques, CX3CR1, CSF1R, CD64, FcγR1 ou  F4/80124,129. 

Pourtant, des facteurs libérés par le tissu (métabolites et cytokines par exemple) et le contact avec les 

cellules du tissu permettent une spécialisation des macrophages résidents124. Par exemple, le phénotype 

des cellules de la microglie, les macrophages résidents du système nerveux central, est contrôlé par les 

neurones environnants. En effet, l’activité neuronale, les interactions entre protéines membranaires de 

la microglie et des neurones ainsi que la sécrétion de cytokines et de chimiokines par les neurones 

régulent l’activité des cellules de la microglie124,130. De plus, les macrophages résidents forment trois 

grands types de populations avec des origines différentes123–125. Deux populations de macrophages 

résidents sont dérivés de tissus embryonnaires comme le sac vitellin et le foie fœtal. La troisième 

population de macrophages résidents est dérivée des monocytes de la moelle osseuse123–125. Cette 
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provenance des macrophages résidents, qui peut être unique (comme les microglies qui sont issues du 

sac vitellin131) ou mixte permet leur caractérisation123–125.  

Les cellules Iba1+ décrites dans la cavité nasale sont encore à ce jour très mal caractérisées. En 

général, ces cellules sont assimilées avec les cellules de la microglie. En effet, la muqueuse olfactive est 

reliée directement au système nerveux central et plus particulièrement au bulbe olfactif par le nerf 

olfactif, comme abordé dans le paragraphe 1.2.2. La proximité entre ces deux structures serait en faveur 

d’une origine commune des microglies du bulbe olfactif et des cellules immunitaires de la muqueuse 

olfactive. De plus, les cellules résidentes de ces deux structures expriment des marqueurs communs 

comme Iba1107,125,128,132. Pourtant, ce marqueur n’est pas exclusif aux microglies, ce qui ne permet pas 

d’établir une correspondance entre les deux populations de macrophages résidents. Par exemple, dans 

leur étude de l’inflammation associée au SARS-CoV-2, Frere et co-auteurs ont montré l’existence d’une 

population de macrophages exprimant ce marqueur dans le poumon133. Enfin, les morphologies des 

cellules Iba1+ de la cavité nasale et des microglies du bulbe olfactif sont comparables, que ce soit au 

repos ou à l’état activé. En effet, chez des animaux non infectés, au repos, les cellules Iba1+ de 

l’épithélium olfactif présentent de nombreuses ramifications27. Par contre, en conditions inflammatoires 

(infection par le SARS-CoV-2), les mêmes auteurs ont montré que ces cellules prenaient une forme 

beaucoup plus arrondie27. Il y a donc un changement morphologique important de ces cellules lors 

d’une inflammation. Les cellules de la microglie subissent un changement morphologique similaire lors 

de leur activation : au repos, elles sont en général fortement ramifiées alors qu’en conditions 

inflammatoires, elles prennent une forme amiboïde125,134.  

Toutefois, certaines des caractéristiques des cellules immunitaires Iba1+ de la muqueuse 

olfactive les distingueraient des populations de microglies. En effet, une étude de Vukovic et co-auteurs 

montre que les macrophages résidents de la cavité nasale sont au moins partiellement renouvelés grâce 

à des monocytes du système hématopoïétique135. Ceci les exclurait de facto des cellules de la microglie 

puisque ces dernières sont supposées être intégralement en auto-renouvellement125,136. Récemment, 

des études ont défini une nouvelle population de macrophages résidents du système nerveux 

périphérique137. Ces dernières, tout comme les cellules Iba1+ de la cavité nasale, présentent des 

similarités avec les microglies du système nerveux central. En effet, les cellules de la microglie et les 

macrophages du système nerveux périphériques expriment un répertoire important de gènes en 

commun137. L’environnement tissulaire, et notamment la présence de populations neuronales, pourrait 

être à l’origine de telles similarités entre ces différentes populations124,137. Elles présenteraient également 

des changements morphologiques similaires à ceux observés sur les microglies lors de leur activation138. 

L’origine de ces macrophages résidents du système nerveux périphérique est encore mal connue mais 

serait mixte, certains d’entre eux seraient renouvelés grâce aux monocytes de la moelle osseuse tandis 
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que d’autres seraient dérivés d’organes embryonnaires137,138. Enfin, des études plus anciennes sur le nerf 

sciatique montrent que ces populations de macrophages résidents du système nerveux périphérique 

expriment Iba1, un marqueur retrouvé chez les macrophages résidents de la cavité nasale138. Ces 

caractéristiques des macrophages résidents du système nerveux périphérique les rapprochent des 

cellules Iba1+ de la cavité nasale. 

Enfin, quelle que soit leur provenance, les macrophages résidents sont généralement capables 

de proliférer dans les tissus123. Pour autant, à ce jour, aucune étude n’a pu montrer que les cellules Iba1+ 

ont cette capacité à se diviser dans la muqueuse olfactive. Vukovic et co-auteurs, dans une étude de 

2010, supposent que cette activité proliférative est fortement limitée135. Toutefois, dans cette étude, les 

chercheurs utilisent des souris irradiées ayant été ensuite transplantées avec des cellules souches 

hématopoïétiques fluorescentes. L’irradiation des souris pourrait inhiber la prolifération des 

macrophages résidents de la muqueuse olfactive135. La capacité de ces cellules à se diviser est donc 

encore largement inconnue. 

Les données présentes actuellement dans la littérature ne permettent pas de caractériser de 

manière claire la population de macrophages résidents Iba1+ de la cavité nasale. Deux hypothèses 

ressortent pourtant de la littérature : elles pourraient être des microglies provenant du système nerveux 

central ou des macrophages résidents du système nerveux périphérique qui partagent également des 

caractéristiques avec les microglies.  

 

2.1.1.2. Fonctions des macrophages résidents lors de la genèse et de la résolution d’une 

inflammation. 

Les macrophages résidents remplissent de nombreuses fonctions dont certaines sont 

communes et d’autres sont spécifiques du tissu de résidence. 

 En effet, dans un tissu sain, ces cellules interviennent dans le maintien de l’homéostasie du tissu. 

Dans un premier temps, les macrophages sont impliqués dans la clairance des neurones olfactifs en 

dégénérescence107,135,139,140. De plus, dans la muqueuse olfactive, les cellules Iba1+ auraient un rôle dans 

la survie et la régénération des neurones olfactifs notamment en sécrétant des facteurs de survie135,139,140. 

Par exemple, le facteur LIF (Leukemia Inhibitory Factor), en partie sécrété par les macrophages présents 

dans la muqueuse olfactive, stimule la prolifération des cellules basales et favorise la survie des neurones 

olfactifs en réponse à des lésions du nerf olfactif139–141. 

 Les macrophages résidents expriment généralement un grand nombre de PRR (Pattern 

Recognition Receptors) qui permettent la reconnaissance de déterminants moléculaires exprimés par les 
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microorganismes (PAMP (Pathogen Associated Molecular Pattern)) ou de signaux de danger sécrétés par 

des cellules lésées (DAMP (Damage Associated Molecular Pattern))123,125,126. Grâce à ces nombreux 

récepteurs, ces cellules sont impliquées dans la surveillance de la muqueuse olfactive et dans la détection 

de lésions ou de pathogènes invasifs potentiels123,125,126,135. En contexte d’infection virale, cette 

reconnaissance entraîne l’activation de la phagocytose et la sécrétion de peptides anti-microbiens (LL-

37) et de ROS (Reactive Oxygen Species)123,125,126. Ces fonctions effectrices des macrophages seront 

développées dans le paragraphe 2.1.3. de cette thèse. Ces fonctions anti-microbiennes leur permettent 

de limiter la propagation du virus (Figure 9)126,142.  

 En cas d’infection virale, les macrophages produisent des cytokines et des chimiokines 

comme les interférons de type I, l’interféron-γ (IFN-γ), l’IL-1β, le TNF-α, l’IL-6, CXCL2, CXCL10, CCL2 ou 

CCL8 qui sont impliquées dans le recrutement d’autres cellules immunitaires comme les neutrophiles, 

les monocytes et les lymphocytes123,125,126,135,143,144. Par exemple, la chimiokine CXCL2 sécrétée par les 

macrophages résidents participe au recrutement des neutrophiles143. De plus, certaines populations de 

macrophages résidents sécrètent également des chimiokines comme CCL8 impliquées dans le 

recrutement des monocytes inflammatoires Ly6Chigh (décrits dans le paragraphe 2.1.2)144. Ces 

macrophages activés par les pathogènes et sécrétant des cytokines pro-inflammatoires sont considérés 

comme des macrophages M1 pro-inflammatoires que nous présenterons de manière plus exhaustive 

dans les paragraphes 2.1.2 et 2.1.3. Ce phénotype inflammatoire des macrophages résidents et 

microglie permet ainsi d’alimenter l’inflammation en induisant une polarisation inflammatoire des 

macrophages résidents avoisinants (développé dans les paragraphes 2.1.2.1. et 2.1.3.) et une infiltration 

d’autres cellules immunitaires effectrices. 
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Figure 9 : Les macrophages résidents jouent un rôle crucial dans l’initiation de l’inflammation en contexte 

d’infection. Les macrophages résidents, dans notre contexte les cellules immunitaires Iba1+, expriment de nombreux 

récepteurs permettant de reconnaître des motifs stéréotypés présents dans les déterminants moléculaires essentiels des 

microorganismes pathogènes et des molécules associées aux dommages tissulaires. Lors de l’infection par un 

pathogène, ces macrophages reconnaissent ce dernier grâce à ces récepteurs. Alors, ils sont activés et commencent à 

éliminer les microorganismes grâce à la phagocytose, la sécrétion de peptides anti-microbiens et la sécrétion d’espèces 

réactives de l’oxygène. De plus, ces macrophages activés M1 sécrètent également des cytokines et des chimiokines pro-

inflammatoires qui permettent le recrutement d’autres cellules immunitaires impliquées dans l’inflammation comme 

les neutrophiles et les monocytes. 

De plus, en conditions inflammatoires, certaines populations de macrophages expriment des 

molécules du CMHII (Complexe Majeur d’Histocompatibilité de classe II) et des molécules de co-

stimulation comme CD40125,145,146. Cela pourrait les impliquer dans l’initiation des réponses immunitaires 

adaptatives, rôle qui est normalement dévolu aux cellules dendritiques. Par exemple, les cellules de la 

microglie, après activation, expriment les molécules de CMHI et CMHII et des molécules de co-

stimulation145. Ces observations sont associées avec une prolifération des lymphocytes T CD4+ et la 

sécrétion de certains facteurs de survie des lymphocytes145.  

Après la clairance du pathogène, les macrophages ont aussi un rôle important dans la résolution 

de l’inflammation et dans la réparation tissulaire (Figure 10). Au cours de l’inflammation, certains des 

neutrophiles recrutés rentrent en apoptose et sont phagocytés par les macrophages147. Ces derniers 
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commencent alors à sécréter des cytokines anti-inflammatoires comme le TGF-β (Transforming Growth 

Factor β)139,140,147 et des facteurs de croissance impliqués dans la réparation tissulaire comme l’acide 

rétinoïque, LIF ou l’IGF-1 (Insulin-like Growth Factor 1)139,140,147. L’IGF-1 favoriserait la prolifération des 

cellules basales de l’épithélium olfactif140,148. Le TGF-β, quant à lui, serait impliqué dans la maturation des 

neurones olfactifs lors de la régénération de l’épithélium olfactif139. Enfin, l’acide rétinoïque serait 

impliqué dans le maintien de la population de cellules souche basales et dans la régulation de la vitesse 

de la différenciation des progéniteurs neuronaux en neurones olfactifs matures140,149. L’apoptose des 

neutrophiles pourrait être liée à la forte production de TNF-α dans le tissu inflammé147,150 mais pourrait 

aussi être stimulée par des médiateurs lipidiques anti-inflammatoires comme les lipoxines ou les 

résolvines147,151,152. 

De plus, les macrophages participent aussi à la résolution de l’inflammation en limitant le recrutement 

de neutrophiles dans le tissu147. L’expression des chimiokines attirant les neutrophiles par les 

macrophages est fortement diminuée147. Par exemple, la synthèse de CXCL8 est fortement inhibée par 

les lipoxines147,153. De plus, des métalloprotéases sécrétées par les macrophages comme MMP12 clivent 

les chimiokines CXCL2 et CXCL8, responsables du recrutement des neutrophiles. Le clivage de ces 

chimiokines leur fait perdre leur activité chimiotactique147,154. Ces macrophages avec des propriétés anti-

inflammatoires et pro-régénératives sont désignés par le terme macrophage M2 dans la littérature et la 

suite de ce texte (cf. paragraphes 2.1.2. et 2.1.3.). 

  



 

38 
 

 

Figure 10 : Les macrophages jouent un rôle important dans la résolution de l’inflammation. Au cours de 

l’inflammation, les neutrophiles commencent à mourir par apoptose. Ces cellules apoptotiques sont phagocytées par 

les macrophages présents dans le tissu. Cette phagocytose entraîne la sécrétion par ces cellules de cytokines anti-

inflammatoires et de facteurs de croissance impliqués dans la régénération du tissu et dans le maintien de son intégrité. 

La synthèse de chimiokines permettant le recrutement des neutrophiles est inhibée dans ces cellules. Enfin, ils sécrètent 

des métalloprotéases qui clivent ces chimiokines, inhibant donc totalement le recrutement d’autres cellules 

immunitaires pro-inflammatoires. 

 En conclusion, les macrophages résidents jouent un rôle très important dans la détection de 

lésions ou de pathogènes dans un tissu grâce à leurs nombreux récepteurs permettant de détecter les 

PAMPs ou les DAMPs dans leur environnement. En présence de pathogènes, les macrophages 

produisent des cytokines pro-inflammatoires menant au recrutement d’autres cellules immunitaires 

effectrices et participent à la clairance de ces derniers en les phagocytant et à la mise en place d’une 

réponse immunitaire adaptative : ce sont des macrophages M1 considérés comme pro-inflammatoires. 

Après la clairance des pathogènes, les macrophages participent à la résolution de l’inflammation et à la 

régénération du tissu en sécrétant des facteurs de croissance et des molécules inflammatoires 

notamment : ce sont des macrophages M2 considérés comme anti-inflammatoires. Les macrophages 

sont des cellules extrêmement plastiques qui peuvent passer d’un phénotype M1 à un phénotype anti-

inflammatoire M2 sous certains stimuli comme la présence de neutrophiles apoptotiques dans le tissu. 
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2.1.2. Recrutement des cellules myéloïdes de l’immunité innée aux   

sites d’inflammation ou d’infection.  

Dans un contexte d’infection virale, en plus des macrophages résidents, des cellules de la lignée 

hématopoïétiques sont également recrutées au site d’infection et contribuent à l’inflammation, 

principalement les neutrophiles, les monocytes et les macrophages dérivés de monocytes pro-

inflammatoires M136. Nous nous limiterons à ces trois populations puisqu’elles font partie des premières 

cellules recrutées au site d’inflammation et contribuent significativement à l’inflammation et aux 

dommages tissulaires collatéraux souvent observés36,155. 

 

2.1.2.1. Principales caractéristiques des neutrophiles, des monocytes et des macrophages. 

Les neutrophiles sont des cellules de l’immunité innée très fortement impliquées dans la 

clairance des agents pathogènes et dans la genèse de l’inflammation. Ils sont caractérisés par un noyau 

plurilobé, ce qui explique leur dénomination comme cellules polynucléaires156. Les neutrophiles sont 

également caractérisés par la présence de nombreuses granules sécrétoires dans leur cytoplasme. Ces 

dernières contiennent des protéases et des peptides anti-microbiens156–158. Les granules azurophiles ou 

granules primaires sont composées principalement de protéases nommées serprocidines (cathepsine G, 

élastase neutrophilaire et protéinase 3), de la myélopéroxydase (une enzyme redox qui convertit H2O2 

en acide hypochloreux ou en acide hypoiodeux) et de défensines (peptides anti-microbiens156–158). Les 

granules secondaires contiennent des composés antimicrobiens comme les lactoferrines ou les 

lysozymes et des métalloprotéases (MMP8, MMP9 et MMP25 principalement)156–158.  

La production et la différenciation des neutrophiles a lieu dans la moelle osseuse des os. Leur 

production est estimée à environ 5.1010 de ces cellules par jour (soit environ 0.5% du nombre moyen de 

cellules de l’organisme et 0.1% du nombre d’hématies circulantes)159–161. Dès le début des années 1980s, 

la durée de vie estimée des neutrophiles est considérée comme très courte. En effet, de nombreuses 

études estiment que leur durée de vie moyenne dans le sang est de moins de 20 heures, que ce soit 

chez l’Homme ou dans le modèle murin156,161–165. Pourtant, une étude plus récente rallonge 

considérablement la durée de vie de ces cellules en estimant cette dernière à environ 5 jours166. En effet, 

les neutrophiles ont des fonctions de régulation de l’immunité qui seraient incompatibles avec une durée 

de vie de quelques heures166,167. Par exemple, les neutrophiles auraient un rôle dans l’induction des 

réponses anticorps T-indépendantes notamment en participant à l’induction des commutations de 

classe des immunoglobulines dans la zone marginale de la rate168. 
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Les macrophages et leurs progéniteurs monocytes sont également recrutés précocement dans 

les tissus inflammés et participent à la défense contre les microorganismes pathogènes36. En effet, dans 

un contexte infectieux, les monocytes/macrophages interviennent dans la genèse, l’entretien, la 

résolution de l’inflammation et dans la clairance des pathogènes155,169,170. De plus, les 

monocytes/macrophages sont des cellules présentatrices de l’antigène et, aux côtés des cellules 

dendritiques, peuvent activer et orienter les réponses immunitaires adaptatives171,172. Les 

monocytes/macrophages sont des cellules mononucléaires qui forment des populations hétérogènes et 

polyvalentes173–175. Malgré la très forte hétérogénéité de ces populations cellulaires, elles conservent 

toutes une activité de phagocytose36,174,175.  Chez l’Homme, les monocytes représentent environ 10 % 

des leucocytes circulants173,174. Chez la souris, par contre, ils ne représentent que 2 à 4 % de ces 

derniers173,174. 

Actuellement, les macrophages sont subdivisés en deux populations principales : les 

macrophages M1 et les macrophages M2173–176. D’une part, les macrophages M1 interviennent dans la 

clairance des pathogènes invasifs dans les tissus. Ils produisent notamment des molécules toxiques 

comme des ROS (Reactive Oxygen Species) et du NO et sécrètent des cytokines pro-inflammatoires 

comme le TNF-α, l’IL-1β, l’IL-6, l’IL-12 ou l’IL-18155,173,174,177,178. De plus, ces cellules expriment les 

marqueurs de surface comme CD68, et des molécules de costimulation comme CD80, CD86 et 

CD40155,175,177. D’autre part, les macrophages M2 sont impliqués soit dans une inflammation alternative 

(intervenant notamment dans les infections parasitaires) soit dans la régénération des 

tissus170,173,174,177,178. Ces cellules produisent notamment des polyamines et des enzymes de dégradation 

de la matrice extracellulaire qui favorisent la régénération et le remodelage des tissus170,173,174 et 

sécrètent des chimiokines comme l’IL-13, CCL17 et CCL18175. De plus, ils expriment également des 

marqueurs de surface comme CD163, CD206, CD200R, MGL1 et MGL2170,175,177. 

Les monocytes sont également des cellules du sang relativement hétérogènes173,174,179,180. Chez 

l’Homme, les monocytes sont subdivisés en 3 populations sur la base de l’expression de 2 marqueurs : 

CD14 et CD16. Tout d’abord, les monocytes classiques sont CD14+CD16- ; les monocytes intermédiaires 

sont CD14+CD16+ et les monocytes non classiques sont CD14-CD16+173,174,179–181. Les monocytes non 

classiques adhèrent aux parois des vaisseaux sanguins et ont un rôle de surveillance. Ils sont recrutés 

extrêmement rapidement dans les tissus inflammés ou infectés173,174,179,181,182. De plus, les monocytes 

classiques sont accumulés fortement dans les tissus inflammés ou infectés où ils se différencient en 

macrophages et en cellules dendritiques pro-inflammatoires173,180,183. Ils peuvent également être recrutés 

dans les ganglions lymphatiques où ils participent à la présentation de l’antigène et à l’initiation des 

réponses immunitaires adaptatives173,180. Chez les rongeurs, c’est l’expression du marqueur Ly6C qui 

permet de diviser les monocytes en deux populations173,180,183. Les monocytes Ly6C+ correspondraient 
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aux monocytes classiques chez l’Homme et les monocytes Ly6C- correspondraient aux monocytes non 

classiques chez l’Homme173,180,183.  

 

2.1.2.2. Recrutement de ces cellules de la lignée hématopoïétique dans les tissus 

inflammés. 

Les neutrophiles et monocytes de la lignée hématopoïétique sont produits dans la moelle 

osseuse et se retrouvent principalement dans la circulation sanguine. Ils sont recrutés localement dans 

les tissus inflammés en traversant l’endothélium vasculaire, c’est le processus de diapédèse.  

 

2.1.2.2.1. Le mécanisme de recrutement des cellules immunitaires : la diapédèse.  

 La diapédèse est un processus ayant lieu en cinq étapes. Les deux premières sont le tethering et 

le rolling (Figure 11). L’interaction entre les L-sélectines ou les glycosylations de la protéine PSGL-1 (P-

selectin glycoprotein ligand 1) présents à la surface des leucocytes et les E-, les P-sélectines exprimées 

par les cellules endothéliales sont à l’origine de ce premier attachement156,181,184–188. L’expression des E-

sélectines et des P-sélectines à la surface de l’endothélium est induite en conditions d’inflammation par 

divers facteurs comme l’histamine, les cystéinyl-leucotriènes, les thrombines, des cytokines (IL-4, IL-13, 

TNF-α et IL-1β), les oxydants ou par la reconnaissance de PAMP (Pathogen-associated molecular 

patterns) par les PRR (Pattern Recognition receptors) présents à la surface de l’endothélium156,181,184,185,189–

191. 

 La troisième étape est une adhésion ferme et un arrêt du rolling. Cette dernière est initiée par 

deux interactions entre les L-sélectines et les P- ou E-sélectine mais aussi entre les chimiokines 

« décorant » l’endothélium et les récepteurs aux chimiokines présents sur les cellules 

immunitaires156,161,184,185. En effet, les chimiokines sécrétées dans un tissu inflammé, chargées 

globalement positivement, sont séquestrées à la surface de l’endothélium grâce à des interactions avec 

les composants du glycocalix (glycosylations des protéines membranaires et des glycosaminoglycannes) 

qui sont chargés négativement156,161,185,192. Ces chimiokines forment des gradients de concentration à la 

surface de l’endothélium vers le site d’inflammation156,161,185,192. Par exemple, les neutrophiles sont 

particulièrement sensibles aux gradients de chimiokines de type ELR-CXC (des cytokines qui présentent 

un acide aminé entre les deux premières cystéines et qui contiennent un motif glutamate – leucine – 

arginine immédiatement avant le motif CXC)156,161,185. Ces chimiokines regroupent CXCL8, exprimée chez 

l’Homme mais pas chez les rongeurs, ainsi que ses homologues CXCL1, CXCL2 et CXCL5156,161,185,193,194. 

Elles sont reconnues par le récepteur CXCR2 présent à la membrane des neutrophiles156,161,185,194. Les 
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monocytes classiques et intermédiaires, quant à eux, sont recrutés grâce aux chimiokines CCL2 et CCL7 

reconnues par le récepteur CCR236,173,179,180,195.  

En réponse à ces deux interactions, des intégrines présentes à la surface des cellules 

immunitaires comme LFA-1 (Leukocyte function-associated antigen 1) (αLβ2) ou MAC-1 (Macrophage-1 

antigen) (αMβ2) sont activées et interagissent avec des ligands présents à la surface de l’endothélium 

comme ICAM-1 (Intercellular Adhesion Molecule-1), ICAM-2 ou VCAM-1 (Vascular cell adhesion 

molecule-1)156,161,184,185,196–198. Dans le cas particulier des monocytes, l’interaction entre l’intégrine VLA-4 

(Very late antigen 4) (α4β1) exprimée par le monocyte et VCAM-1 présente à la surface de l’endothélium 

joue un rôle dans le processus d’adhésion ferme également181,187,199. 

Dans un quatrième temps, les cellules immunitaires ayant adhéré migrent à la surface de 

l’endothélium156,161,184,199,200. Cette étape est nommée crawling. Ces cellules se déplacent généralement 

de manière perpendiculaire au flux sanguin, jusqu’à un site d’extravasation préférentiel, qui se trouvent 

au niveau des jonctions entre cellules endothéliales156,161,184,199. Les principales molécules impliquées 

dans cette étape de crawling sont les β2 intégrines comme LFA-1 ou MAC-1 présentes à la surface des 

cellules immunitaires et leurs ligands endothéliaux ICAM-1 et ICAM-2181,184,199,200. 

 La dernière étape du processus de diapédèse est la migration des cellules immunitaires à travers 

la paroi de l’endothélium et la lame basale sous-jacente pour atteindre les tissus inflammés. Elle est 

nommée diapédèse au sens strict. Deux voies de diapédèse principales sont possibles : une voie 

transcellulaire et une voie paracellulaire. La voie paracellulaire permet le passage des cellules 

immunitaires par les jonctions intercellulaires présentes entre les cellules endothéliales156,161,184. En 

revanche, la voie transcellulaire permet le passage des cellules immunitaires dans des vésicules à travers 

les cellules endothéliales156,161,184. Dans le cas des neutrophiles et des monocytes, la voie paracellulaire 

est très largement privilégiée par rapport à la voie transcellulaire156,161,181,184,201,202. Les principales 

molécules impliquées dans cette dernière étape sont PECAM-1 (Platelet/endothelial cell adhesion 

molecule-1), les membres de la famille JAM (Junctional Adhesion Molecules), CD155, CD99 et les 

molécules d’adhésion déjà abordées précédemment comme ICAM-1, ICAM-2, VCAM-1, LFA-1, MAC-1 

et VLA-4156,161,181,203,204. 
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Figure 11 : le recrutement des neutrophiles de la circulation sanguine vers les tissus se fait selon un processus 

stéréotypé, la diapédèse. En rentrant dans la microcirculation d’un organe inflammé, les cellules immunitaires 

rencontrent un endothélium activé surexprimant des molécules d’adhésion comme les E- et les P-sélectines ou les 

ligands endothéliaux ICAM-1, ICAM-2 et VCAM-1. Dans un premier temps, les L-sélectines et les polysaccharides 

présents à la membrane des cellules immunitaires interagissent avec les P- et les E-sélectines, ce qui permet leur 

attachement réversible à l’endothélium. L’endothélium activé est décoré par des chimiokines. La reconnaissance des 

chimiokines par des GPCR présents à la surface des cellules immunitaires entraîne un changement de conformation 

des intégrines des leucocytes et leur permet d’interagir avec les ligands endothéliaux comme ICAM-1, ICAM-2 et VCAM-

1. Ces trois interactions sont à l’origine d’un arrêt du mouvement des leucocytes et d’une adhésion irréversible de ces 

derniers à l’endothélium vasculaire activé. Par la suite, les leucocytes migrent perpendiculairement au flux sanguin 

vers un site de diapédèse préférentiel généralement au niveau de jonctions entre cellules endothéliaux. Enfin, les 

monocytes traversent l’endothélium principalement par la voie paracellulaire en utilisant des molécules d’adhésion 

comme PECAM-1 et CD99.  Inspirée de Liew & Kubes, Physiological reviews, 2019 et de Gerhardt & Ley, Cardiovascular 

Results, 2015161,181. 
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2.1.2.2.2. Migration des neutrophiles dans le tissu et activation de leurs fonctions 

effectrices. 

Après leur sortie de la circulation sanguine, les neutrophiles migrent à travers le tissu vers le site 

de dommage ou d’infection. Leurs fonctions effectrices sont également activées de manière à ce que les 

neutrophiles remplissent leurs activités anti-microbiennes sans causer des dommages tissulaires dans 

des tissus non infectés ou endommagés.  

Après la diapédèse, les neutrophiles migrent de manière amiboïde à travers le tissu vers les sites 

d’inflammation (swarming) (Figure 12)205. Cette migration est déterminée par plusieurs gradients 

consécutifs et hiérarchisés188,205. Les gradients de N-formyl-méthionyl-peptides (fMLP) et de C5a sont 

les plus forts (nommés ‘end-target’ dans la littérature) puisqu’ils surpassent tous les autres gradients 

(Figure 12)156,188,205,206. Ces deux composés sont directement liés à la présence de dommages tissulaires 

ou de pathogènes. Les N-formyl-méthionyl-peptides (fMLP) sont directement issus de bactéries 

pathogènes invasives ou de la libération de peptides mitochondriaux lors de la mort cellulaire188,207. De 

plus, les composés du complément, dont C5, sont déjà présents dans le tissu sain et sont un des premiers 

mécanismes de défense activés en présence de pathogènes ou de tissus anormaux, constituant donc un 

excellent détecteur extracellulaire d’une infection208. Les gradients de leucotriènes-β4 et de chimiokines 

comme CXCL2 ou CXCL8 interviennent également dans ce guidage des neutrophiles à travers les tissus 

et sont considérés comme des gradients intermédiaires188,205. Ces gradients forment un relai des 

molécules ‘end-target’ et sont en partie sécrétés par les neutrophiles en migration eux-mêmes, comme 

c’est le cas pour les leucotriènes-β4 et CXCL2188,205,206,209. 

La migration des neutrophiles est hautement régulée par d’autres facteurs. Par exemple, les 

morts cellulaires inflammatoires des neutrophiles comme la pyroptose, la nécroptose ou la nécrose 

l’amplifient, certainement grâce à la libération de facteurs cellulaires205,206. Par contre, la détection de 

ROS (Reactive oxygen species) produits par les neutrophiles inhibe leur migration à travers ces gradients 

notamment en réduisant la production de leucotriènes β4 et leur sensibilité aux N-formyl-méthionyl-

peptides et aux leucotriènes β4205,210,211.   

Dans les tissus inflammés et au contact de l’endothélium activé, les fonctions effectrices des 

neutrophiles (décrites dans la paragraphe 2.1.3) sont activées (priming)156,160,212,213. Cette activation 

permet d’empêcher une inflammation et des dommages tissulaires non ciblés. Ce processus d’activation 

implique des cytokines comme le TNF-α, l’IL-1β, CXCL8 (IL8), les leucotriènes β4, le GM-CSF ou l’IFN-γ 

et/ou la reconnaissance de PAMP comme le LPS (Lipopolysacharide) ou de DAMPs (Damage-associated 

Molecular Patterns) comme l’ATP par les neutrophiles156,160,212–216. 
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Figure 12 : La migration intratissulaire des neutrophiles et l’activation de leurs fonctions effectrices sont des 

processus hautement régulés. La migration des neutrophiles dans les tissus est régulée par plusieurs types de 

gradients : les gradients ‘end-target’ de fMLP ou de C5a produits directement sur le site d’inflammation et les gradients 

intermédiaires de CXCL2 et de leucotriènes β4. Ces gradients intermédiaires sont synthétisés par les cellules 

immunitaires présentes sur le site d’inflammation et parfois par les neutrophiles suivant les gradients ‘end-target’, 

comme c’est le cas pour les leucotriènes β4. Les morts inflammatoires des neutrophiles favorisent cette migration vers 

les sites d’inflammation tandis que la production d’espèces réactives de l’oxygène (ROS) par les neutrophiles l’inhibe. 

Les fonctions effectrices des neutrophiles (production de ROS, dégranulation et formation de NET (Neutrophil 

extracellular traps)) sont activées par la reconnaissance de PAMPs issus de microorganismes pathogènes et par la 

présence de plusieurs marqueurs de l’inflammation comme les leucotriènes β4, le fMLP, C5a et les cytokines pro-

inflammatoires comme le TNF-α, l’IL-1β, l’IFN-γ et l’IL-8. Inspirée de Afonso et al., Developmental Cell, 2012209.  

  

2.1.2.2.3. Différenciation des monocytes en macrophage et polarisation en 

macrophages M1 ou M2. 

Dès leur arrivée dans les tissus inflammés, les monocytes se différencient en de nombreux types 

cellulaires, dont les macrophages inflammatoires183,217. Cette différenciation est dépendante de la 

protéine IRF5 (Interferon Regulating Factor 5), dont l’expression pourrait être induite par le GM-CSF 

(Granulocyte-macrophage colony stimulating Factor) ou par la reconnaissance de PAMPs par les TLRs 

(Toll Like Receptors)217–219.  

De plus, les macrophages sont des cellules fortement labiles dont le phénotype inflammatoire 

M1 ou anti-inflammatoire M2 est largement dépendant de leur environnement tissulaire174,176,178. La 

polarisation M1 est fortement favorisée par la présence de cytokines pro-inflammatoires (IFN-γ, TNF-α) 

ou de PAMP (LPS, protéines virales…) dans le milieu extracellulaire173–175,177. Au contraire, la polarisation 

M2 des macrophages est généralement favorisée par la présence de molécules anti-inflammatoires (IL-
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10, TGF-β, glucocorticoïdes) ou d’IL-4, d’IL-13 dans le milieu cellulaire173,174,177. La présence de protéines 

neutrophilaires dans le milieu extracellulaire comme les azurocidines et les lactoferrines induit la 

polarisation M1 tandis que la présence de neutrophiles apoptotiques favorise la polarisation M2 des 

macrophages155,178.  

 

La muqueuse olfactive, contrairement au système nerveux central, n’est pas protégée par une 

barrière hématoencéphalique, la rendant très accessible pour les cellules immunitaires. D’ailleurs, un 

grand nombre d’étude, dans un contexte infectieux, montrent la présence de neutrophiles et de 

macrophages dans ce tissu28,35,220,221.  

 

2.1.3. Maintien de l’inflammation, activité microbicide et initiation 

de la réponse immunitaire adaptative par les neutrophiles et les 

macrophages pro-inflammatoires. 

Dans ce paragraphe, nous développerons les principales fonctions des neutrophiles et des 

macrophages pro-inflammatoires en contexte infectieux. Nous commencerons par la sécrétion de 

cytokines, de chimiokines et de facteurs impliqués dans le recrutement des cellules immunitaires. Nous 

nous intéresserons ensuite aux activités microbicides de ces deux types cellulaires en détaillant les 

grands acteurs impliqués. Enfin, nous aborderons les relations de ces cellules avec le système 

immunitaire adaptatif.  

Une fois activés, les neutrophiles et les monocytes sécrètent des cytokines et chimiokines 

permettant le recrutement d’autres cellules immunitaires. Les neutrophiles produisent notamment les 

chimiokines CCL2, CCL7 et CXCL2, qui sont impliquées dans le recrutement des monocytes et des 

neutrophiles dans les tissus inflammés181,188. Lors des processus de dégranulation, ils libèrent également 

de l’azurocidine et de la cathepsine G qui favorisent également le recrutement des monocytes et des 

neutrophiles155,222. D’autres chimiokines permettent le recrutement d’autres cellules immunitaires. Par 

exemple, la sécrétion de CXCL12 par les neutrophiles participe au recrutement des lymphocytes T 

CD8+36,206,223. Les macrophages pro-inflammatoires recrutés sécrètent également une grande variété de 

chimiokines. En particulier, ils produisent MCP-1 (Monocyte Chemoattractant Protein 1) et CXCL8 qui 

amplifient le recrutement des monocytes et des neutrophiles au site d’inflammation224.  CXCL10, une 

chimiokine responsable du recrutement des lymphocytes T CD8+, est aussi sécrétée par les macrophages 

en contexte d’infection virale225. Les neutrophiles et les macrophages pro-inflammatoires produisent 

également des cytokines pro-inflammatoires comme l’IL-6, le TNF-α et les membres de la famille de l’IL-

1 qui participent à la mise en place d’un environnement inflammatoire et agissent sur les fonctions 
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effectrices des différentes cellules immunitaires36,226,227. Par exemple, le TNF-α amplifierait la production 

de cytokines par les neutrophiles et les macrophages226,228. Il est également impliqué dans la polarisation 

M1 et la survie des macrophages228. De plus,  le TNF-α et l’IL-1β sont impliqués dans l’activation de 

l’endothélium vasculaire et donc dans le recrutement d’autres cellules immunitaires, comme présenté 

dans le paragraphe 2.1.2156,191. L’IL-1β est aussi un facteur impliqué dans la survie à moyen et long terme 

des neutrophiles et des monocytes229. De plus, les macrophages pro-inflammatoires sécrètent 

également la cytokine MIP-1α qui permet le recrutement des cellules NK36,230. L’IL-15 sécrétée par ces 

cellules est aussi impliquée dans l’augmentation de la capacité des cellules NK à tuer les cellules infectées 

par un virus notamment en augmentant l’expression de perforines et du récepteur activateur NKG2D 

paré ces cellules36,231. 

Nous allons maintenant aborder les fonctions de ces cellules dans la clairance des pathogènes. 

Les neutrophiles et les macrophages pro-inflammatoires sont capables de phagocyter et de digérer des 

pathogènes161,227,232. Ces cellules sont également capables de phagocyter des cellules infectées par un 

virus, ce qui est nommé efférocytose36,233. Ce phénomène a notamment été observé dans le cadre de 

l’infection par le SARS-CoV-2 dans les poumons234. Lors de la phagocytose, les macrophages et  

neutrophiles produisent des espèces réactives de l’oxygène et de l’azote (ROS et RNS respectivement) 

grâce à des enzymes comme la NADPH oxydase, l’enzyme iNOS ou la myélopéroxydase qui participent 

à l’inactivation des pathogènes dans le phagosome161,235–237. Des protéases sont aussi utilisées pour cette 

digestion des pathogènes. Dans le cas des neutrophiles, les protéases des granules sont impliquées 

puisque le phagosome fusionne avec les granules primaires161,238. Dans le cas des macrophages pro-

inflammatoires, ce serait plutôt les protéases lysosomales qui seraient impliquées puisque le phagosome 

fusionne avec les lysosomes235.   

Les neutrophiles et les macrophages pro-inflammatoires sécrètent également dans le milieu 

extracellulaire de nombreuses molécules toxiques qui participent à l’élimination des pathogènes157,161,235. 

Certaines d’entre elles sont des radicaux libres de l’oxygène et de l’azote produites d’autres sont des 

protéases qui sont hautement microbicides157,161. Les neutrophiles et macrophages synthétisent 

également des peptides antimicrobiens comme les lactoferrines ou les défensines157,235.  

Lors d’une stimulation par des déterminants microbiens ou viraux, les neutrophiles subissent 

une dégranulation. Différents types de granules sont présents dans ces cellules : les granules primaires 

ou azurophiles contiennent principalement des protéases comme l’élastase neutrophilaire, la cathepsine 

G et la protéinase 3 et la protéine MPO (Myélopéroxydase)157,161,232. Cette dernière est impliquée dans la 

production de ROS puissants comme l’acide hypochloreux157,161,232,239.  Les granules primaires 

contiennent également des peptides anti-microbiens, les défensines157,161. Ces composés sont tous 

hautement microbicides157. Les granules secondaires contiennent des peptides anti-microbiens comme 
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les lactoferrines, les lipocalines, les lysozymes et LL37 qui agissent sur les pathogènes dans le milieu 

extracellulaire157,161. Enfin, les granules tertiaires contiennent des métalloprotéases comme MMP8, 

MMP9 et MMP25 qui déstabilisent les matrices extracellulaires des tissus et facilitent le recrutement de 

cellules immunitaires dans le tissu157,161. Certaines des molécules sécrétées lors de cette dégranulation 

peuvent également déstabiliser les tissus et entraîner des dommages tissulaires, ce qui sera discuté dans 

le paragraphe 2.2. 

Les macrophages pro-inflammatoires libèrent également de nombreuses protéases dans le 

milieu extracellulaire. Ils produisent notamment de nombreuses hydrolases comme des protéases, des 

lipases, des cathepsines, des ribonucléases, des phosphatases, des glycosidases et des lysozymes qui 

ont de nombreuses fonctions anti-microbiennes235.  

En conditions fortement oxydantes, les neutrophiles subissent une désorganisation de leur 

enveloppe nucléaire et libèrent leur chromatine dans le cytosol où elle est décondensée grâce à la 

présence de groupement citrulline sur les histones. La chromatine est ensuite libérée dans le milieu 

extracellulaire161,240–243. Ce processus de libération de l’ADN par les neutrophiles a été dénommé NETose 

dans la littérature scientifique. Les fibres de chromatine extracellulaires forment un réseau appelé NET 

(Neutrophil Extracellular Trap) et permettent une capture des pathogènes36,161,244,245. Les NET sont 

également recouverts par des protéases neutrophilaires dont l’élastase et des molécules 

antimicrobiennes comme les histone B ou MPO, les impliquant directement dans la neutralisation des 

pathogènes et des virus36,161,242,245.   

Enfin, les macrophages pro-inflammatoires et les neutrophiles sont impliqués dans l’initiation et 

la régulation des réponses immunitaires adaptatives. Les neutrophiles et les macrophages pro-

inflammatoires peuvent être considérées comme des cellules présentatrices de l’antigène car ils 

expriment tous deux les molécules de CMHII et des molécules de co-stimulation comme CD80/86. Les 

macrophages pro-inflammatoires comme les neutrophiles peuvent être recrutés dans les ganglions 

lymphatiques. Dans ces ganglions lymphatiques, ils peuvent présenter directement les antigènes aux 

lymphocytes T CD4+ ou les transférer aux cellules dendritiques36,161,227,246,247. Les neutrophiles auraient 

tendance à orienter la réponse immunitaire adaptative vers une réponse Th1, c’est-à dire vers des 

réponses cellulaires T CD8+ et l’initiation d’une réponse humorale avec des IgGs36,161,246. L’activation des 

lymphocytes T CD4+ est aussi facilitée par la présence de NET qui abaissent leurs seuils d’activation161,248. 

De plus, par la sécrétion des cytokines BAFF (B-cell Activation Factor) et APRIL (A Proliferation-Inducing 

Ligand), les neutrophiles sont également impliqués dans l’activation et la survie des lymphocytes B161,249. 

Dans le cadre de ma thèse, nous nous sommes intéressés aux réponses des neutrophiles et des 

macrophages dans l’épithélium olfactif infecté par le SARS-CoV-2. Dans ce paragraphe, nous avons 
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voulu comprendre les particularités de la réponse immunitaire associée à la COVID-19. En effet, les 

réponses interféron et inflammatoire sont inadaptées lors d’une infection par le SARS-CoV-2. Certaines 

protéines virales du SARS-CoV-2 inhibent les réponses interférons de type I et les études publiées 

montrent que les réponses interférons contre le virus sont retardées ou diminuées250,251. Cette inhibition 

de la réponse interféron par le virus sera abordée plus précisément dans le paragraphe 3.1.1. Dans le 

cadre d’une réponse antivirale, des inhibitions de la réponse interféron peuvent être à l’origine d’une 

hyperactivation des réponses inflammatoires. En effet, si les interférons de type I et de type III sont 

impliquées dans le recrutement de cellules immunitaires, ils limitent également la libération de particules 

virales par les cellules infectées et l’infection de nouvelles cellules grâce à l’induction de protéines 

antivirales nommées les ISG (Interferon stimulated genes). L’inhibition de cette réponse interféron par 

des protéines virales est à donc l’origine d’une présence importante des déterminants viraux dans le 

milieu extracellulaire252. Les fonctions des neutrophiles et des macrophages pro-inflammatoires 

(sécrétion de cytokines et de chimiokines, phagocytose, dégranulation et NETose) sont dépendantes de 

la rencontre d’antigènes viraux36,123,161. Dans le cadre d’une réponse interféron inhibée, la présence 

importante de déterminants viraux active très fortement cette activité inflammatoire des neutrophiles et 

des macrophages, menant donc à une hyperinflammation36,161,253. Celle-ci a notamment pour 

conséquence une production excessive de cytokines par ces cellules, nommée aussi tempête cytokinique 

qui est observée dans les cas de COVID-19 sévères10,36,253,254. Etant donné que l’hyperinflammation est 

au centre de la pathologie sévère de la COVID-19, elle a particulièrement été étudiée chez les humains 

et les modèles animaux. En particulier, de nombreuses études montrent la présence importante de 

neutrophiles et de NET dans les poumons infectés par le SARS-CoV-2 à la fois chez le modèle hamster 

et les humains254–256. Les macrophages pro-inflammatoires ont également été associés avec la tempête 

cytokinique observée dans les cas graves de COVID-19253. 

 

2.2. Inflammation, cellules immunitaires innées et dommages 

tissulaires.  

De nombreux travaux de recherche ont établi l’implication des neutrophiles et des macrophages 

pro-inflammatoires dans les dommages tissulaires observés lors des infections virales des voies 

aériennes. En 2014, Kanaya et al. ont démontré que les neutrophiles étaient responsables d’une 

desquamation de la muqueuse olfactive lors d’un traitement polyI:C en intranasal35. Le poly I:C est un 

ARN double brin synthétique qui permet de mimer une infection virale car tous les virus à ARN 

produisent des intermédiaires double brin au cours de leur cycle de réplication257. De plus, le traitement 

poly I:C est capable de déclencher les réponses interférons de l’hôte observées lors d’une infection virale 

et des réponses inflammatoires avec notamment la sécrétion d’IL-6, d’IL-12 et de TNF-α257. D’autres 
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exemples d’infections virales dans les voies respiratoires lient les macrophages pro-inflammatoires et les 

neutrophiles à des dommages tissulaires. Dans le cadre d’infections de cultures d’épithélium respiratoire 

à l’interface air-liquide par le virus respiratoire syncythial (RSV) ou le SARS-CoV-2, le recrutement de 

neutrophiles est associé à des dommages à l’épithélium respiratoire36,258,259. Enfin, l’infiltration de 

macrophages pro-inflammatoires est également associée avec des dommages pulmonaires lors d’une 

infection par le virus Influenza36,37. Par exemple, lors d’une infection pulmonaire par Influenza, Herold et 

al. ont démontré que l’expression de ligands comme TRAIL (Tumor Necrosis Factor Related Apoptosis 

Inducing Ligand) par les macrophages pro-inflammatoires recrutés induit l’apoptose des cellules 

épithéliales alvéolaires et une perturbation de la barrière alvéolaire260.  

Les cellules immunitaires impliquées dans l’inflammation sont cruciales pour la clairance des 

infections, comme présenté dans le paragraphe 2.1.3. Pourtant, quand leur activité est dérégulée, elles 

peuvent engendrer des dommages cellulaires importants car elles sécrètent des composants 

potentiellement cytotoxiques comme les histones présentes dans les NET, des peroxydases comme la 

MPO ou encore des protéases (élastase neutrophilaires et des métalloprotéases impliquées dans la 

déstabilisation des tissus). Ces composantes pouvant causer des dommages tissulaires importants seront 

développées dans la suite de ce paragraphe.  

 

2.2.1. Une libération de substances toxiques pour les cellules.  

Les macrophages pro-inflammatoires et les neutrophiles produisent de grandes quantités 

d’éléments toxiques pour les cellules. Parmi ces substances toxiques, des espèces réactives de l’oxygène 

et de l’azote (ROS et RNS respectivement) sont émis lors des processus de phagocytose, de 

dégranulation et de NETose, comme abordé dans le paragraphe 2.1.3161,235,261. La production massive 

de ces oxydants induit un stress oxydatif dans le tissu et peut engendrer la mort de cellules et la 

destabilisation du tissu. Les principaux ROS et RNS impliqués dans les dommages tissulaires sont le 

radical HO• (hydroxyle d’oxygène), HOCl (acide hypochloreux) et le composé ONOO- 

(péroxynitrite)153,262. Les principales cibles de ces oxydants au niveau cellulaire sont les lipides, les 

protéines et l’ADN235,261,262. L’oxydation de ces molécules peut mener à un fonctionnement altéré de la 

cellule voire à la mort cellulaire par apoptose ou nécrose235,262. Par exemple, la présence de ROS et de 

RNS dans les cellules induit l’oxydation des cardiolipines de la membrane mitochondriale, ce qui diminue 

son affinité pour le cytochrome C. Ceci favoriserait la libération de ce dernier de la mitochondrie, ce qui 

induit l’apoptose261,263. De la même manière, le stress oxydatif créé par ces ROS et RNS activent l’activité 

péroxydase du cytochrome C, ce qui favorise l’apoptose induite par les ROS/RNS261,264. 
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De plus, certaines des protéines présentes dans les NET sont aussi capables d’induire une mort 

cellulaire. Par exemple, les  protéines histone B et MPO présentes dans les réseaux de NET sont très 

cytotoxiques161,242.  

Des cytokines sont également impliquées dans ces dommages tissulaires. Par exemple, le TNF-

α est capable d’induire directement l’apoptose des cellules du tissu235,261.  

Dans un contexte de régulation de l’inflammation, une expression trop importante de cytokines 

anti-inflammatoires et de médiateurs de la réparation tissulaire peut également mener à une fibrose qui 

ne permettrait pas la régénération d’un tissu sain après l’inflammation147. Par exemple, une production 

excessive  de TGF-β, de VEGF et d’EGF, d’IL-13 ou d’IL-10 et de CCL17 peuvent mener à une 

fibrose147,235,265,266. 

 

2.2.2. Une libération de protéases pouvant entraîner une 

désorganisation du tissu.  

Les neutrophiles et les macrophages pro-inflammatoires sécrètent également des 

métalloprotéases et des sérines protéases qui sont également fortement impliqués dans la genèse des 

dommages cellulaires liés à l’inflammation157,161,235.  

 

2.2.2.1. Libération de métalloprotéases de matrice par les neutrophiles et les macrophages 

dans le milieu extracellulaire.  

Les neutrophiles sécrètent des métalloprotéases de matrice dans les tissus comme MMP8, 

MMP9 et MMP25157,235. Ces protéases sont principalement contenues dans les granules tertiaires et sont 

synthétisées au cours du développement des neutrophiles dans la moelle osseuse267. Les macrophages 

produisent également une grande diversité de métalloprotéases dont MMP1, MMP2, MMP3 et MMP9268. 

Ces protéases actives peuvent être stockées dans des granules comme c’est le cas pour MMP8 et 

MMP9268. D’autres de ces protéases comme MMP1 et MMP2 sont synthétisées sous forme de 

proprotéines qui sont ensuite activées par d’autres protéases déjà présentes dans le tissu268. La 

stimulation des macrophages par des PAMPs et des DAMPs, la présence de chimiokines et de cytokines 

pro-inflammatoires dans l’environnement tissulaire et leur migration des vaisseaux sanguins vers les 

tissus induisent la production de métalloprotéases de matrice268. Ils sont capables de cliver les 

composants de la matrice extracellulaire comme l’élastine et le collagène, et peuvent donc être impliqués 

dans la déstabilisation des tissus161,235,268. 
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2.2.2.2. Libération des serprocidines neutrophilaires (élastase, cathepsine G et protéinase 

3) dans le milieu extracellulaire.  

Les neutrophiles produisent également des sérine protéases aussi nommées serprocidines dont 

les principales sont l’élastase, la cathepsine G et la protéinase 3. Dans les neutrophiles au repos, ces 

protéases sont localisées dans les granules primaires. Ces protéines sont synthétisées pendant le 

développement des neutrophiles et sont enfermées dans les granules avant même la sortie de la moelle 

osseuse267. Ces protéines sont synthétisées comme des zymogènes, avec un peptide leader inhibant leur 

activité. Lors de leur entrée dans les granules, la cathepsine C ce peptide leader, les rendant actives269. 

En cas de rencontre avec un pathogène, les sérine protéases sont libérées lors de la dégranulation et 

lors de la formation de NET157,161. Alors qu’elles permettent la désactivation, la mort et la digestion des 

microorganismes, elles sont également impliquées dans la destruction de la matrice extracellulaire et le 

remodelage des tissus270. En particulier, l’élastase neutrophilaire clive les composants de la matrice 

extracellulaire comme l’élastine, le collagène, la laminine et les protéoglycannes270. 

Les sérines protéases des neutrophiles permettent également l’activation de certaines 

métalloprotéases cellulaires présentes dans la matrice extracellulaire comme MMP2, MMP3 et MMP9 

qui elles aussi peuvent être impliquées dans une désorganisation des tissus, comme présenté dans le 

paragraphe 2.2.2.1270. 
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3. Cas particulier de l’anosmie associée à la COVID-19 : 

quels en sont les mécanismes.   

3.1. Le SARS-CoV-2, présentation du virus et des modèles utilisés 

pour son étude 

3.1.1. Présentation du SARS-CoV-2. 

Le SARS-CoV-2, agent éthiologique de la COVID-19, a émergé à la fin de l’année 2019 dans la 

province de Wuhan en Chine1,2,271. Il appartient à l’ordre des Nidovirales, à la famille des Coronaviridae, 

au genre des Betacoronavirus et à la même espèce que le SARS-CoV-1, virus avec lequel il présente 79.6 

% d’identité de séquence1,2,271.  

L’origine du SARS-CoV-2 est encore largement inconnue. Deux grandes hypothèses ont été 

suggérées pour expliquer son émergence : la fuite du virus d’un laboratoire de Wuhan et une zoonose, 

c’est-à-dire la transmission du virus d’un animal vers l’humain272. A ce jour, avec les données dont nous 

disposons, l’hypothèse de la fuite du virus d’un laboratoire est peu plausible272. Même si l’origine animale 

du SARS-CoV-2 est probable, nos connaissances sur l’origine du virus sont encore lacunaires272,273. En 

effet, de nombreux Coronavirus issus de chauve-souris et de pangolin présentent de fortes similarités 

avec le SARS-CoV-2272–275. Par exemple, le virus BatCoV-RATG13 isolé chez la chauve souris présente 

près de 96 % d’identité de séquence avec le SARS-CoV-21,275. De plus, il semblerait que des anticorps 

neutralisants ciblant certains de ces virus de chauve-souris neutraliseraient également le SARS-CoV-2274. 

Ces données vont dans le sens d’une émergence virale à partir d’un réservoir chauve-souris1,272,273. 

Toutefois, tous les virus qui ont été trouvés jusqu’à maintenant sont encore relativement distants du 

SARS-CoV-2273. Par exemple, il est estimé que le SARS-CoV-2 et les virus apparentés isolés chez la 

chauve-souris auraient divergé il y a entre 30 et 50 ans276. Il est aussi probable que les recombinaisons 

ait un rôle important dans l’émergence du SARS-CoV-2. Par exemple, le RBD (Receptor Binding Domain) 

d’un Coronavirus isolé chez le pangolin est plus proche de celui du SARS-CoV-2 que ceux identifiés chez 

la chauve-souris. Il est donc fortement possible que le SARS-CoV-2 soit au moins issu d’une 

recombinaison entre un Coronavirus apparenté à celui du pangolin et un des Coronavirus isolés chez la 

chauve-souris273,276,277. Enfin, la présence de 2 grands lignages A et B de SARS-CoV-2 dès le début de la 

pandémie suggère plusieurs événements de zoonose indépendants278. Donc, d’après les données dont 

nous disposons, l’émergence du SARS-CoV-2 pourrait être expliquée par un ou plusieurs événements 

de zoonose. L’évolution des souches de Coronavirus ayant mené à cette émergence est complexe et 

implique au moins un événement de recombinaison. Toutefois, il est fortement probable que le réservoir 

du virus soit la chauve-souris. Pour mieux comprendre l’évolution des souches de Coronavirus ayant 

mené à l’émergence du SARS-CoV-2, il serait nécessaire de continuer à collecter des données sur les 
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Coronavirus animaux en Asie de l’Est et du Sud-Est, ce qui permettrait éventuellement de trouver des 

Coronavirus plus proches du SARS-CoV-2. 

Le génome du SARS-CoV-2 est une longue molécule d’ARN simple brin de polarité positive 

d’environ 29.9 kilobases1,2,271 (Figure 13). Ce génome contient 14 ORF (Open Reading Frame) codant 27 

protéines2,271. La première ORF du génome (ORF1a/1ab) représente environ 2/3 de la longueur du 

génome et code 16 protéines non structurales (nsp1 à 16)2,271. Ces protéines sont responsables de la 

transcription et de la réplication virale mais aussi dans la formation des vésicules à double membrane 

abritant les acides nucléiques viraux279. Elles inhibent également l’expression des gènes de l’hôte en 

agissant surtout au niveau de la traduction et des modifications post-traductionnelles279. Le reste du 

génome code 4 protéines structurales et 9 protéines accessoires. En effet, le SARS-CoV-2 présente 3 

protéines d’enveloppe : S, E et M et une protéine de nucléocapside (N)2,271. Les protéines ORF3a, ORF3b, 

ORF6, ORF7a, ORF7b, ORF8, ORF9b, ORF9c et ORF10 sont les protéines accessoires du SARS-CoV-2280,281. 

La plupart de ces dernières inhibent les réponses interférons, empêchant ainsi la mise en place des 

premières réponses antivirales et la détection rapide et efficace de l’infection280–282. Par exemple, ORF6 

bloque la translocation nucléaire du facteur de transcription IRF3 phosphorylé, inhibant ainsi la 

production d’IFN-β282. ORF6 inhibe également la translocation du complexe STAT1-STAT2-IRF9 vers le 

noyau, ce qui inhibe les réponses aux interférons de type I282. De plus, ORF3a, ORF7a et ORF7b inhibent 

la phosphorylation des protéines STAT-1 et STAT-2, ce qui participe également à l’inhibition des 

réponses à l’interféron282. La présentation de l’antigène viral par les cellules infectées est également 

inhibée par la protéine accessoire ORF8 qui diminue l’expression des molécules de CMHI en surface, ce 

qui empêche leur lyse par les lymphocytes T cytotoxiques280,281,283. Par contre, certaines protéines 

accessoires activeraient les réponses inflammatoires de l’hôte280,281. Par exemple, ORF3a active 

l’inflammasome NLRP3 dans la cellule infectée, permettant la production d’IL-1β et causant 

potentiellement une hyperinflammation280,281,284. ORF7a se lie au récepteur CD14 à la surface des 

monocytes, ce qui entraîne une augmentation de la sécrétion de cytokines pro-inflammatoires par ces 

cellules et une diminution de leur capacité à présenter l’antigène280,281,285. Enfin, l’ORF8, en inactivant l’IL-

17RA, active la voie NF-κB et entraîne la sécrétion de cytokines pro-inflammatoires, ce qui entretient 

l’environnement inflammatoire induit par l’infection280,286.  

Le virus SARS-CoV-2 est un virus enveloppé de forme quasi-sphérique d’approximativement 100 

nm de diamètre1,271,287. Des spicules formés par des trimères de protéine Spike sont observés à la surface 

de la particule virale, lui donnant la forme de couronne caractéristique des Coronavirus271,287. Les 

protéines M et E sont aussi présentes à la surface de l’enveloppe du virus271. A l’intérieur de cette 

enveloppe, le génome viral est contenu dans une nucléocapside de forme hélicoïdale, formée par la 
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protéine N271,287.  Ces protéines de nucléocapsides seraient alignées en sphère sous la surface de 

l’enveloppe287. 

Le SARS-CoV-2, comme la plupart des virus respiratoires, est transmis principalement par les 

aérosols produits par les individus infectés288,289. Il peut également être transmis par contact avec des 

surfaces souillées par le virus même si ce mode de transmission est beaucoup moins efficace que la 

transmission aérosol288,290. La propagation du virus est généralement favorisée dans des milieux clos 

avec une forte densité d’individus.  

 

Figure 13 : Structure de la particule virale et du génome du SARS-CoV-2. Le SARS-CoV-2 est un virus enveloppé 

présentant 3 protéines membranaires à la surface de l’enveloppe virale : les protéines E, M et la protéine Spike (S). 

Cette dernière forme des spicules caractéristiques de la famille des Coronavirus. Cette enveloppe lipidique contient le 

génome viral d’environ 29.9 kilobases entouré par la protéine de nucléocapside N. Les 2 premiers tiers du génome 

codent 16 protéines non structurales en une ORF (ORF1a/1b) qui sont impliquées principalement dans la réplication 

et la transcription du génome viral et dans la formation des structures membranaires qui abritent cette réplication. Le 

dernier tiers du génome viral code les protéines structurales (S, E, M et N) et les protéines accessoires. Les protéines 

accessoires ont un rôle dans la modulation des réponses immunitaires et des fonctions cellulaires. Inspiré par Ortiz-

Prado et al., Diagnostic Microbiology and Infectious Disease, 2020 et par Redondo et al., Frontiers in Immunology, 

2021271,280.  
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Au cours de la pandémie, en raison de la circulation importante du virus, le génome du SARS-

CoV-2 a fortement varié menant à l’émergence séquentielle de variants291,292. Dans le cas de ce virus, 5 

variants préoccupants ont émergé au cours du temps et sont devenus dominants localement ou 

mondialement292. Dans un premier temps, en mars 2020, une mutation ponctuelle D614G a été observée 

sur la séquence de la protéine Spike du SARS-CoV-2. Celle-ci stabilise sa conformation ouverte et 

favorise le clivage du site furine, facilitant l’entrée dans la cellule hôte291,293. Ce variant est devenu 

dominant dès juin 2020 en Europe291,292. Cette souche montre une transmissibilité augmentée par 

rapport aux souches précédentes, ce qui explique son expansion291,292. 

D’autres variants plus fortement mutés sont ensuite apparus à partir de décembre 2020, comme 

les variants préoccupants α, β, γ, δ et enfin Omicron et ses dérivés plus récents291,292. Ces mutations sont 

impliquées dans des caractéristiques intrinsèques au SARS-CoV-2 comme l’augmentation de l’affinité 

de la protéine Spike pour le récepteur ACE2291,292,294. Elles sont également impliquées dans 

l’échappement aux réponses interférons et aux réponses anticorps291,292,295,296. Ces variants ayant un 

avantage sélectif sur les variants précédents se sont propagés rapidement régionalement ou 

mondialement291,292.  

Dans cette étude, nous nous concentrerons sur un unique variant apparu précocement pendant 

la pandémie de COVID-19 : le variant D614G. Ces études ont en effet commencé en décembre 2020, 

date à laquelle la plupart des variants préoccupants n’avaient pas encore émergé, ce qui justifie en 

grande partie ce choix de départ. Pour les points suivants, nous les décrirons principalement sur les 

variants précoces et nous ferons quelques remarques si des changements ont été observés chez les 

variants plus récents.   

 

3.1.2. Cycle viral du SARS-CoV-2. 

Ici, nous décrirons le cycle de réplication du SARS-CoV-2 de l’entrée du virus dans la cellule hôte 

à la production des particules virales et à leur sortie de la cellule. Ce cycle est un processus stéréotypé 

dépendant du métabolisme de la cellule hôte et de ses structures. Ce cycle se divise en plusieurs étapes 

essentielles : l’entrée du virus dans la cellule, la production des ARN viraux et des protéines virales, 

l’assemblage des virions néosynthétisés et enfin la sortie des particules virales de la cellule infectée.  

Dans le cas du SARS-CoV-2, l’entrée du virus dans la cellule hôte est conditionnée par 

l’interaction entre le RBD de la protéine Spike présente à la surface de l’enveloppe virale et son récepteur 

cellulaire ACE2 (Angiotensin-Converting Enzyme 2) (Figure 14 et Figure 16)1,271,287,297,298. D’autres 

récepteurs alternatifs ont été proposés comme CD147 ou TMEM106B (Transmembrane protein 

106B)271,299,300. D’autres facteurs cellulaires interagissant avec la protéine Spike favorisent l’entrée du virus 
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dans la cellule hôte. C’est le cas de la protéine NRP-1 (neuropilin-1)301,302 ou des polysaccharides présents 

dans le glycocalix (héparane sulfate et acides sialiques)303,304. De plus, pour une entrée efficace du virus 

dans la cellule, la protéine Spike doit être clivée en deux sites séparés : le site S1-S2, site furine 

polybasique situé entre le domaine S1 (liaison au récepteur cellulaire) et le domaine S2 (contenant le 

peptide de fusion) et le site S2’ dans le domaine S2292,305. Ces deux clivages permettent l’exposition du 

peptide de fusion indispensable pour la fusion de l’enveloppe virale avec la membrane cellulaire292,305. 

Le clivage du site S1-S2 se fait généralement par la furine297,306. Le clivage du site S2’ peut être effectuée 

par plusieurs enzymes lors de l’entrée dans la cellule : la protéase transmembranaire TMPRSS2 

(Transmembrane protease serine 2), la furine298,306 ou la cathepsine L297,307. En cas de clivage par TMPRSS2, 

il y a fusion entre l’enveloppe virale et la membrane plasmique tandis que pour la cathepsine L, la fusion 

se produit au niveau de la membrane endosomale297,306–308. La voie d’entrée des premières souches de 

SARS-CoV-2 était dépendante de l’expression de TMPRSS2 par la cellule cible. Donc, la voie d’entrée 

préférentielle des premières souches du SARS-CoV-2 passe par TMPRSS2308. Quand TMPRSS2 n’est pas 

exprimée, ces premières souches de SARS-CoV-2 peuvent aussi entrer par la voie endosomale308. A partir 

de l’émergence du variant Omicron BA.1, la voie d’entrée du SARS-CoV-2 passerait préférentiellement 

par un clivage par la cathepsine L309. 
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Figure 14 : L’entrée du SARS-CoV-2 dépend principalement de son récepteur ACE2 et de 3 protéases cellulaires 

(la furine, TMPRSS2 et/ou la cathepsine L). La protéine S du SARS-CoV-2, responsable de son entrée dans les 

cellules hôtes, est constituée de deux sous-unités principales : S1 qui permet l’attachement à la cellule hôte et S2 qui 

contient le peptide de fusion. Deux sites de clivage importants sont présents à la surface de cette protéine : un site entre 

les sous-unités S1 et S2 et un site situé dans la sous-unité S2. Le clivage de ces deux sites est nécessaire pour la fusion 

de l’enveloppe virale avec les membranes cellulaires. L’entrée du SARS-CoV-2 est dépendante de l’interaction entre la 

sous-unité S1 de la protéine S avec la protéine ACE2. La protéine S interagit également avec des polysaccharides 

présents dans les glycosylations des protéines comme l’héparane sulfate ou l’acide sialique , ce qui favorise l’entrée du 

virus. La protéine S subit également une maturation grâce au clivage des deux sites par des protéases cellulaires. En 

général, le site de clivage S1-S2 est clivé par la furine à la surface de la cellule ou dans la cellule productrice avant 

sortie du virion. Le site S2’ peut être aussi clivé par la furine mais deux autres protéases peuvent aussi être impliquées : 

TMPRSS2 à la membrane plasmique et la cathepsine L dans les endosomes. Deux voies d’entrée sont donc possibles : 

une dans laquelle l’entrée du virus a lieu à la membrane plasmique et implique les protéases furine et TMPRSS2 ; 

l’autre dans laquelle l’entrée du virus a lieu à la membrane de l’endosome et implique les protéases furine et cathepsine 

L. Inspirée de Chitsike et Duerksen-Hughes, Virology Journal, 2021310. 

Après l’entrée du virus, l’ARN viral est relâché dans le cytosol et décapsidé. Le cycle viral continue 

ensuite avec la traduction des polyprotéines pp1a/pp1ab à partir du locus ORF1a/ORF1ab, permettant  

l’expression des composants du complexe ARN polymérase ARN-dépendante et donc la transcription et 

la réplication virale271.  
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 Lors de la transcription et de la réplication des Coronavirus, des ARN de polarité négative sont 

synthétisés par l’ARN polymérase ARN dépendante. Ces ARN peuvent couvrir toute la longueur du 

génome mais peuvent également être de taille plus faible (ARN subgénomiques) (Figure 15 et Figure 

16)271,311,312. Ces ARN de polarité négative sont ensuite transcrits en ARN de polarité positive. Les ARN 

subgénomiques contiennent tous la séquence leader présente en 5’ du génome viral et les séquences 

allant de la séquence TRS-B (Transcription Regulating Sequence – Body) délimitant un des gènes 

structuraux ou accessoires jusqu’à l’extrémité 3’ du génome311,312. Les 9 ARN subgénomiques sont 

impliqués dans la production des protéines structurales et accessoires271,311,312. En revanche, les ARN 

couvrant toute la longueur du génome viral sont des intermédiaires de la réplication du génome 

viral271,311,312. Pendant ces étapes du cycle viral, les ARN viraux sont protégés des systèmes de détection 

de l’hôte dans des vésicules à double membrane dérivées du réticulum endoplasmique297,313,314.  

 

Figure 15 : Mécanismes de la transcription du génome du SARS-CoV-2. 9 ARN subgénomiques sont synthétisés 

lors de la transcription du génome viral qui débutent aux séquences TRS-B délimitant les gènes viraux S, 3a, E, M, 6, 

7a, 7b, 8, N et 10. A l’extrémité 5’ de chacun des ARN subgénomiques se trouve le leader présent à l’extrémité 5’ du 

génome. En fait, lors de la synthèse du brin d’ARN de polarité négative, l’ARN polymérase ARN-dépendante synthétise 

l’ARN jusqu’à une séquence TRS (Transcription Regulating Sequence) composée de 6 à 7 nucléotides communs entourés 

par des nucléotides plus variables. Après la transcription de cette TRS, l’ARN subgénomique synthétisé s’apparie avec 

la TRS-L présente en 3’ du leader, ce qui est nommé le ‘template switching’. Cela permet donc la transcription de la 

séquence leader en 5’ de la séquence du gène transcrit. Les ARN de polarité négative ainsi obtenus sont à nouveau 
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transcrits par la polymérase virale, synthétisant ainsi les ARN subgénomiques finaux. Inspirée par Kim et al., Cell, 

2020312. 

 

Après synthèse des ARN génomiques et subgénomiques, ceux-ci sortent des vésicules à double 

membrane par des pores297,315. Après leur sortie, les ARN subgénomiques sont traduits, ce qui permet 

l’expression des protéines structurales et accessoires297,311,312,316. La sortie des ARN génomiques est suivie 

par leur encapsidation par la protéine de nucléocapside N271,315,317. L’assemblage final des particules 

virales a lieu dans le compartiment ERGIC (Endoplasmic Reticulum-Golgi Intermediate Compartment). Il 

est initié par la protéine de membrane M271,297,317. De plus, le bourgeonnement des virions dépend de la 

protéine E297,318. Les virions sont ensuite transportés par la voie lysosomale et sont libérés des cellules 

par exocytose (Figure 16)271,297,313,317.  
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Figure 16 : Cycle viral du SARS-CoV-2. L’infection de la cellule hôte par le SARS-CoV-2 est dépendante de 

l’expression du récepteur ACE2 à la surface des cellules hôtes. Après entrée du virus dans la cellule, les ARN génomiques 

sont décapsidés. ORF1a et ORF1ab sont ensuite traduites en deux polyprotéines pp1a et pp1ab qui sont clivées par des 

protéases virales. Les protéines non structurales obtenues forment le complexe de réplication et permettent la formation 

de vésicules à double membrane abritant la réplication et la transcription virale. Les ARN génomiques et 

subgénomiques obtenus sortent de ces vésicules à double membrane par des pores. Les ARN subgénomiques sont 

traduits dans le cytosol ou à la surface du réticulum endoplasmique et permettent la synthèse des protéines structurales 

et accessoires du virus. A la sortie des vésicules à double membrane, les ARN génomiques sont immédiatement 

encapsidés. L’assemblage et le bourgeonnement du virus ont lieu dans le compartiment ERGIC. Les virus sont ensuite 

transportés par la voie lysosomale vers la membrane plasmique et sont libérés dans le milieu extracellulaire par 

exocytose. Inspirée de Malone et al., Nature Molecular Cell Biology, 2021319. 
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3.1.3. Modèles animaux utilisés pour l’étude de l’infection par le 

SARS-CoV-2. 

La forte conservation de la protéine ACE2 chez les Vertébrés indique que le spectre d’hôtes du 

SARS-CoV-2 serait très large320,321. En effet, les études de Damas et al. et de Liu et al. montrent que de 

nombreuses espèces de Mammifères seraient sensibles à l’infection par le SARS-CoV-2, en se basant sur 

les homologies de séquence observées dans les motifs de la protéine ACE2 interagissant avec la protéine 

S du SARS-CoV-2320,321. Ces espèces regroupent des animaux de compagnie comme le chat (Felis 

catus)322, des animaux de rente comme le mouton (Ovis aries), les bovins (Bos taurus), la chèvre (Capra 

hircus) ou le vison (Mustela lutreola)323 et des animaux sauvages comme les lions de mer (Eumetopias 

jubatus), les orques (Orcinus orca), les tigres (Panthera tigris), les lynx (Lynx canadensis) ou les primates 

de l’Ancien Monde320,321,324. De plus, des modèles animaux déjà utilisés en laboratoire pour l’étude des 

infections respiratoires sont sensibles à l’infection par le SARS-CoV-2 : le hamster doré syrien 

(Mesocricetus auratus), le furet (Mustela putorius furo) et les macaques rhesus et cynomolgus (Macaca 

mulatta et Macaca fascicularis)10,320–322,324,325. Toutefois, la souris (Mus musculus) n’est pas sensible à 

toutes les souches du virus10,320,321,325. En effet, les souches ancestrales du SARS-CoV-2 comme la souche 

D614G n’infectent pas les souris WT326. Pourtant, depuis l’émergence de variants portant la mutation 

N501Y dans la protéine Spike comme le variant Alpha, le tropisme du virus s’est étendu à la souris326. La 

souris peut aussi être infectée par le variant Omicron BA.1 cependant le niveau d’infection reste modéré 

au niveau de la cavité nasale comparé à des modèles comme le hamster Syrien327. Dans ce paragraphe, 

les effets d’une infection par la souche D614G du SARS-CoV-2 chez le furet, le hamster syrien et les 

modèles primates seront abordés. Les différents modèles murins utilisés pour étudier l’infection par 

cette souche seront également présentés. Nous résumerons les avantages, les désavantages et les 

utilisations de ces modèles dans la Table 2.  

 

Le furet est un excellent modèle pour la transmission et la pathogenèse des virus Influenza 

A328,329. Les furets sont aussi sensibles à l’infection par le SARS-CoV-2320–322,325. Chez ces animaux, la 

pathologie causée par le SARS-CoV-2 n’est généralement pas sévère étant donné que les voies 

respiratoires supérieures sont les principales cibles de l’infection325.  L’âge de l’animal semble tout de 

même augmenter la sévérité de la maladie avec des symptômes plus forts et des charges virales plus 

importantes notamment330. Aucune perte de l’odorat n’a été démontrée avec des tests 

comportementaux chez le furet. Pourtant, de nombreuses études suggèrent que l’épithélium olfactif  

serait atteint par l’infection325,331,332. Ces animaux peuvent également transmettre l’infection par le SARS-

CoV-2 à leurs congénères, que ce soit par contact direct ou par l’air10,328,330. Ces données en font un 
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excellent modèle de transmission de la maladie et un assez bon modèle pour la pathogenèse de 

l’infection par le SARS-CoV-2 dans les voies respiratoires supérieures. 

 Le hamster doré syrien est un modèle très utilisé dans l’étude de la pathogenèse de l’infection 

par le SARS-CoV-2. La protéine ACE2 du hamster doré est en effet capable d’interagir efficacement avec 

la protéine S du SARS-CoV-2 et permet donc l’entrée du virus10,320,321,325,333. Généralement, dès 2 jours 

post-infection, les hamsters montrent une léthargie, une fourrure hérissée, une perte de poids, des 

atteintes respiratoires et une anosmie10,31,325,333,334. Ces symptômes sont fortement similaires à ceux de 

la plupart des adultes humains atteints par la COVID-19333. L’âge, comme chez l’Homme, est un facteur 

de sévérité de l’infection dans cette espèce10,335. L’infection par le SARS-CoV-2 est principalement 

localisée dans le tractus respiratoire (fosses nasales, trachée et poumons)10,288,333. L’infection par le SARS-

CoV-2 est associée avec une forte inflammation (niveaux de cytokines et de chimiokines pro-

inflammatoires élevés et infiltration de cellules immunitaires dans les tissus infectés)10,27,220,336,337. Des 

dommages tissulaires massifs sont également observés au cours de l’infection des hamsters syriens par 

le SARS-CoV-2, notamment dans la muqueuse olfactive et dans les poumons10,27,220,333,336.  Des tissus en 

dehors des voies respiratoires comme les reins, le cœur, les vaisseaux sanguins et les ganglions 

lymphatiques sont également endommagés au cours de l’infection, ce qui pourrait permettre d’étudier 

certaines manifestations extra-pulmonaires de la COVID-19 observées chez l’Homme10,255,338. Enfin, le 

hamster syrien transmet efficacement la COVID-19 par contact direct ou par aérosol10,288. En conclusion, 

la pathologie de l’infection par le SARS-CoV-2 chez les hamsters syriens est similaire à la COVID-19 

humaine, ce qui en fait un très bon modèle pour l’étude de la pathogénicité du virus.  

 Deux modèles de primates non humains sont aussi utilisés dans l’étude de l’infection par le 

SARS-CoV-2 : les macaques rhésus et cynomolgus10,325. Leurs protéines ACE2 sont hautement 

homologues à celle de l’Homme, ce qui les rend sensibles à l’infection par le SARS-CoV-210,320,321,325. Ces 

deux espèces présentent généralement peu de symptômes mais ceux-ci sont plus prononcés chez les 

macaques rhésus que chez les macaques cynomolgus10,324,325,339,340. L’infection touche principalement les 

voies respiratoires et lors d’examens radiologiques de la poitrine, les opacités observables sur les 

poumons indiquent une pneumonie chez ces animaux10,324,339,340. Dans ce modèle aussi, l’âge augmente 

la sévérité de la maladie observée340,341. A ce jour, les études sur le modèle primate non humain se sont 

concentrées sur les poumons et le cerveau ; l’infection dans les fosses nasales et notamment dans 

l’épithélium olfactif n’a été que peu abordée325. Le développement d’une anosmie n’a donc pas pu être 

démontré chez le primate non humain325. Le modèle primate non humain est donc un bon modèle pour 

une COVID-19 peu sévère chez l’humain. L’étude de l’impact du SARS-CoV-2 sur les voies respiratoires 

supérieures de ces animaux sera pour autant difficile notamment à cause de considérations éthiques.  
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 Les modèles animaux abordés précédemment sont sensibles à l’infection par le SARS-CoV-2. Au 

contraire, la souris ne peut pas être infectée par les souches ancestrales de SARS-CoV-2 comme la 

souche D614G sur laquelle porte ce travail326. Pourtant, dès le début de la pandémie, des modèles murins 

de l’infection ont été développés grâce à l’établissement de lignées murines humanisées pour la protéine 

ACE2 ou à l’adaptation de souches virales à la souris10,325.  

 Lors de l’apparition du SARS-CoV, des souris exprimant la protéine ACE2 humaine (hACE2) sous 

le contrôle du promoteur du gène K18 (kératine 18) ont été développées10,325,342. Ces souris devraient 

exprimer hACE2 dans les cellules épithéliales342. En fait, la protéine ACE2 humaine est exprimée dans les 

poumons, l’intestin, le foie, la rate, le cœur et le cerveau de ces animaux342. Ces souris sont sensibles aux 

infections par le SARS-CoV et le SARS-CoV-2342–346. Elles développent alors une pneumonie sévère 

accompagnée d’une neuroinvasion fatale10,325,344,346. Une anosmie est également observée chez ces 

animaux10,325,343,345. De plus, des lésions tissulaires ont été constatées dans l’épithélium olfactif de ces 

souris28,345.  Le couplage de l’anosmie à la présence de virus dans le système nerveux central suggérait 

également que le SARS-CoV-2 pourrait emprunter le ‘rail olfactif’ pour atteindre le système nerveux 

central344. Pourtant, les encéphalites virales observées chez ces souris, très rares chez les patients 

humains, pourraient aussi être liées à une expression ectopique de la protéine ACE2 humaine dans le 

cerveau de ces souris343. Plus récemment, des modèles de souris transgéniques exprimant hACE2 sous 

le contrôle du promoteur du gène ACE2 murin (mACE2) ont été développés, ce qui permettrait une 

expression plus physiologique de la protéine hACE210,347,348. Ces souris présentent en général une 

pathologie relativement modérée avec une perte de poids et une pneumonie10,347,348. A ce jour, les 

études utilisant ces modèles se sont limitées à la pathologie pulmonaire ; l’impact du virus sur 

l’épithélium olfactif reste inconnu. Pourtant, les profils d’expression de la protéine hACE2 dans ces 

modèles de souris s’avèrent différents de ceux observés chez les humains, notamment dans les tissus 

nerveux348. La pathologie observée chez ces modèles pourrait donc ne pas être totalement fidèle à celle 

observée chez l’Homme, ce qui en fait des d’assez mauvais modèles pour étudier la pathogenèse du 

SARS-CoV-2 notamment au niveau des tissus nerveux comme l’épithélium olfactif. Pourtant, ils peuvent 

constituer d’excellents modèles pour le test et le screening de molécules antivirales et de vaccins.   

 D’autres modèles murins de l’infection par le SARS-CoV-2 ont été obtenus en adaptant le virus 

à l’hôte murin. Ces virus adaptés seront nommés par la suite ‘virus murinisés’. Ils sont obtenus par 

génétique inverse en introduisant des mutations dans la séquence de la protéine S pour augmenter son 

affinité pour la protéine ACE2 murine et/ou par des passages successifs du virus dans des cellules ou 

des tissus murins10,325. Dans ce paragraphe, nous allons discuter particulièrement de la souche MA30 

utilisée par Verma et al. pour déterminer les effets de l’infection par le SARS-CoV-2 sur l’épithélium 

olfactif de souris349. Elle a été obtenue en introduisant 3 mutations dans la protéine S par génétique 
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inverse (Q498Y/P499T/N501Y) puis par 30 passages sur des poumons de souris349,350. L’infection de 

souris par MA30 est à l’origine d’une pneumonie sévère sans neuroinvasion349,350. Elles montrent 

également une perte de l’odorat349. L’épithélium olfactif est en effet atteint par l’infection et une 

infiltration de cellules immunitaires dominées par les lymphocytes et les macrophages y est observée349. 

Ces modèles murins pourraient donc permettre de mieux comprendre les pathologies pulmonaires 

relativement sévères chez l’Homme. Ils pourraient également apporter des données intéressantes sur 

les mécanismes des pertes de l’odorat chez l’Homme. Ces modèles murins pourraient par exemple être 

complémentaires au modèle hamster pour les mécanismes des pertes de l’odorat étant donné que les 

pathologies de l’infection dans ces 2 modèles sont très différentes. En effet, ces modèles murins ne 

présentent pas de desquamation importante de l’épithélium olfactif comme ce qui avait été observé 

dans le modèle hamster précédemment27,349. Ces différences de pathologie pourraient aussi être liées 

aux potentielles différences intrinsèques entre les virus ‘murinisés’ et le variant D614G10, à des différences 

de réponse immunologique suite à l’infection par le SARS-CoV-2 entre les deux espèces337,349 ou à des 

différences méthodologiques entre ces deux études. En effet, la réponse immunitaire observée chez le 

hamster syrien dans notre étude est marquée par le recrutement très important de neutrophiles dans 

l’épithélium olfactif337 alors que cela est apparemment beaucoup moins le cas chez les souris infectées 

par le virus MA30349. 
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Table 2 : Propriétés des modèles animaux utilisés pour l’étude de la pathogenèse du SARS-CoV-2. Les quatre 

modèles principaux utilisés pour l’étude de l’infection par le SARS-CoV-2 sont actuellement le hamster syrien, la souris, 

le macaque et le furet. Le hamster syrien reproduit plutôt bien une pneumonie modérée et l’anosmie observées chez 

l’Homme après infection par le SARS-CoV-2. Toutefois, peu d’outils sont à disposition pour l’étude de la 

physiopathologie du SARS-CoV-2 dans ce modèle (anticorps, connaissance du génome de Mesocricetus auratus 

approximative…), ce qui limite les approches mécanistiques. La souris n’est pas sensible aux souches ancestrales du 

SARS-CoV-2 comme la souche D614G mais des souris humanisées pour la protéine ACE2 ou des virus SARS-CoV-2 

adaptés à la souris ont été développés pour étudier la physiopathologie de l’infection par le SARS-CoV-2 dans un 

modèle murin. Les souris humanisées pour la protéine ACE2 peuvent exprimer cette protéine de manière ectopique, ce 

qui pourrait leur faire développer une maladie extrêmement sévère qui ne reproduit pas la physiopathologie 

généralement observée chez l’Homme notamment au niveau du système nerveux central. Toutefois, ces modèles 

peuvent être utilisés pour tester des antiviraux et des vaccins. Les virus SARS-CoV-2 adaptés à la souris pourraient être 

de bons modèles physiopathologiques pour des pneumonies relativement sévères et des pertes de l’odorat. Au niveau 

de la physiologie de l’odorat, ce modèle serait complémentaire à celui du hamster étant donné que les 2 modèles 

semblent présenter des physiopathologies de l’infection par le SARS-CoV-2 dans les fosses nasales. Ces modèles 

utilisant des virus murinisés pourraient aussi permettre des études mécanistiques en utilisant une des nombreuses 

lignées de souris transgéniques. Toutefois, ils sont plus ou moins modifiés par rapport aux souches ancestrales de SARS-

CoV-2, ce qui pourrait également causer des altérations de la physiopathologie du virus. Les macaques rhésus et les 

macaques cynomolgus présentent une pneumonie relativement peu sévère observée aussi chez l’humain atteint par la 

COVID-19. Très peu d’études ont été effectuées sur les effets de l’infection dans les voies respiratoires supérieures et 

plus particulièrement sur l’épithélium olfactif. Nous ne savons pas dans l’état actuel des connaissances si ces animaux 

développent une anosmie. Enfin, le furet est utilisé principalement comme un modèle d’une infection peu sévère par le 

SARS-CoV-2 touchant principalement les voies respiratoires supérieures. Le furet est également un excellent modèle 

de transmission inter-individuelle. 

 

 D’après les données présentées dans la littérature, les espèces modèles qui permettraient de 

reproduire et d’étudier la pathogenèse des variants ancestraux du SARS-CoV-2 comme le variant D614G 

seraient le hamster doré et les espèces de primates non humains. Dans notre étude sur les pertes de 

l’odorat induites par l’infection virale, nous utiliserons le modèle hamster. Dans notre collaboration avec 
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Catherine Chapon, du CEA de Fontenay-aux-Roses, nous avons reçu des biopsies de fosses nasales de 

macaque cynomolgus sacrifiés à 4 et 8 jours post-infection. Malheureusement, comme ces biopsies 

présentaient majoritairement de l’épithélium respiratoire, nous n’avons donc pas pu étudier les 

caractéristiques de l’infection de l’épithélium olfactif par le SARS-CoV-2 chez les primates non humains. 

Nous aimerions continuer cette collaboration pour étudier les causes d’une potentielle anosmie dans ce 

modèle. 

 

3.2. Infection par le SARS-CoV-2 dans l’épithélium olfactif et 

origine de l’anosmie ? 

3.2.1. Tropisme du SARS-CoV-2 dans le système olfactif. 

Les types cellulaires permissifs à l’infection par le SARS-CoV-2 sont fortement dépendants de 

l’expression par les cellules des interactants cellulaires indispensables pour compléter le cycle viral. Parmi 

ceux-ci, le récepteur ACE2 et les protéases indispensables à l’entrée du virus (furine et TMPRSS2 et/ou 

cathepsine B/L) sont des déterminants cruciaux du tropisme du virus (voir paragraphe 3.1.2). Jusqu’au 

variant Omicron BA.1, la voie d’entrée principale passait par la membrane plasmique avec l’utilisation 

des protéases furine et TMPRSS2298,351. En revanche, les nombreuses mutations présentes chez Omicron 

BA.1 entraînent une utilisation préférentielle de la voie endocytique avec utilisation des protéases furine 

et cathepsine B/L352. Dans cette étude, nous avons exclusivement utilisé la souche D614G, une des 

souches ancestrales du virus, dont ACE2 et TMPRSS2 sont des déterminants majeurs du tropisme. Dans 

ce paragraphe, nous décrirons le tropisme du virus, et plus particulièrement de la souche D614G, dans 

l’épithélium olfactif. 

Etant donné la forte prévalence de pertes de l’odorat chez les patients atteints par la COVID-19, 

de nombreuses équipes se sont rapidement intéressées au tropisme du SARS-CoV-2 dans la cavité 

nasale et notamment dans l’épithélium olfactif en se focalisant sur l’expression d’ACE2 et de TMPRSS2. 

Ces études ont permis de montrer que ces protéines sont exprimées principalement par les cellules 

sustentaculaires, les glandes de Bowman et les cellules basales de l’épithélium olfactif353,354. Au contraire, 

les neurones olfactifs et les neurones du bulbe olfactif expriment très peu les protéines ACE2 et 

TMPRSS2354. De ces observations, les auteurs ont conclu que les cellules sustentaculaires et les glandes 

de Bowman étaient les principaux types cellulaires permissifs à l’infection par le SARS-CoV-2 dans 

l’épithélium olfactif (Figure 17)353,354.  

De plus, des expériences de co-marquage des antigènes viraux avec des marqueurs de cellule 

sustentaculaire et de neurone olfactif dans le modèle hamster, dans les modèles murins et chez l’humain 

confirment que les cellules sustentaculaires sont les principales cellules infectées par le SARS-CoV2 
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tandis que les neurones olfactifs ne le seraient pas27–29,349,355. D’après Ye et al., les cellules sustentaculaires 

représentent plus de 50 % des cellules infectées par le SARS-CoV-2 dans l’épithélium olfactif, les glandes 

de Bowman environ 25 %28 (Figure 17). Au contraire, quelques études iraient dans le sens d’une infection 

des neurones olfactifs334,355,356. Les plus développées d’entre elles montrent pourtant que ces 

événements sont extrêmement rares355. Cette présence d’antigènes viraux dans les neurones olfactifs 

pourrait être expliquée par la capacité des neurones à phagocyter des particules dans la lumière de la 

cavité nasale plus qu’à une réelle infection349,357 ou par une autolyse des tissus lors des autopsies356. 

Enfin, certaines études observent la présence d’antigènes du SARS-CoV-2 au niveau des faisceaux 

d’axones. Cette présence a été interprétée de 2 manières différentes : 

- Une infection des neurones olfactifs par le SARS-CoV-2, 

- Un passage du SARS-CoV-2 par les canaux formés par les cellules engainantes 

laissés inoccupés par les pertes neuronales ayant lieu pendant l’infection220,355.  

En fait, ces observations pourraient être aussi expliquées par l’infection de fibroblastes entourant les 

faisceaux d’axones du nerf olfactif comme observé par Khan et al. chez l’Homme358. De plus, aucune 

infection n’est réellement observée dans les neurones du bulbe olfactif que ce soit chez l’Homme ou 

dans les modèles animaux220,355,358.  
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Figure 17 : Les cellules sustentaculaires et les cellules des glandes de Bowman sont les principales cibles de 

l’infection par le SARS-CoV-2 mais pas les neurones olfactifs. Les facteurs d’entrée principaux des souches 

ancestrales du SARS-CoV-2, comme la souche D614G, sont le récepteur principal ACE2 et la protéase permettant la 

maturation de la protéine S : TMPRSS2. L’expression de ces protéines par les cellules cibles est essentielle pour l’infection 

par le SARS-CoV-2. Dans l’épithélium olfactif, les cellules sustentaculaires et les cellules des glandes de Bowman 

présentent des niveaux d’expression élevés de ces 2 protéines. Par contre, les neurones olfactifs les expriment très peu. 

Des expériences en condition d’infection confirment l’infection par le SARS-CoV-2 des cellules sustentaculaires et 

confirme que les neurones olfactifs ne seraient pas infectés par le virus. Inspiré de Brann et al., Science Advances, 2020 

et Bryche et al., Brain, Behaviour and Immunity, 202027,354. 
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Les mutations présentes dans la protéine S du variant Omicron BA.1 changent la voie d’entrée 

préférentielle du virus352. Il semblerait que ces propriétés soient à l’origine d’un changement de tropisme. 

Le variant Omicron BA.1 infecterait moins l’épithélium olfactif et plus l’épithélium respiratoire nasal, ce 

qui pourrait expliquer que l’infection par ce variant cause moins de pertes de l’odorat que les variants 

précédents21,355. Toutefois, le variant Omicron BA.1 causerait des hyposmies, or ces hyposmies sont 

moins facilement détectables par les tests olfactifs359. Cette infection moins importante serait due à 

l’expression particulièrement importante de TMPRSS2 dans les cellules sustentaculaires360.  

En conclusion, les principales cellules infectées par le SARS-CoV-2 dans l’épithélium olfactif sont 

les cellules sustentaculaires et les cellules des glandes de Bowman. Au contraire, les neurones sensoriels 

olfactifs ne sont probablement pas infectés même si cette observation est encore contredite par 

quelques études. Il est également très peu probable que le virus SARS-CoV-2 parvienne au système 

nerveux central par le rail olfactif. Ainsi, il est peu probable que les pertes de l’odorat associées à la 

COVID-19 soient causées par une atteinte directe aux neurones olfactifs par le virus et/ou à un passage 

du virus dans les aires olfactives du système nerveux central par le rail olfactif.    

 

3.2.2. Dommages à l’épithélium olfactif et origine de l’anosmie 

associée à la COVID-19.  

D’après ce qui a été discuté précédemment, les pertes de l’odorat associées à la COVID-19 ne 

sont probablement pas dues à une infection des neurones olfactifs ou des altérations des structures 

centrales de l’olfaction par le virus. La perte de l’odorat observée lors de l’infection par le SARS-CoV-2 

est donc liée à l’infection des cellules sustentaculaires et des glandes de Bowman au niveau de 

l’épithélium.  

Des études sur des modèles animaux comme les hamsters syriens montrent des altérations 

importantes de la structure de l’épithélium olfactif suite à l’infection par le SARS-CoV-227. Une 

desquamation importante de ce tissu peut notamment être observée dans la cavité nasale des hamsters 

dès 2 jours post-infection27. Quelques études sur des biopsies obtenues chez des patients montrent un 

amincissement important de l’épithélium olfactif, ce qui est cohérent avec une desquamation de ce 

dernier32. De plus, des études réalisées dans le modèle hamster ont démontré que les fonctions olfactives 

des hamsters sont anti-corrélées avec les dommages à l’épithélium olfactif31. D’après ces données, la 

perte de l’odorat associée à la COVID-19 serait causée par une perte massive de neurones olfactifs lors 

de la desquamation de l’épithélium suite à son infection par le virus.  

En ce qui concerne les pertes d’odorat à long terme, l’analyse de biopsies de fosses nasales 

humaines suggèrent que les perturbations de l’odorat à long terme chez l’Homme seraient liées à une 
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régénération perturbée de l’épithélium olfactif et à une inflammation résiduelle importante dans le 

tissu33. Sur les modèles animaux, très peu de données ont jusqu’à présent pu être accumulées sur les 

pertes de l’odorat à long terme. Sur le modèle hamster, les données accumulées jusqu’à présent seraient 

plutôt en accord avec une bonne récupération globale du sens de l’odorat31. Toutefois, certaines zones 

de l’épithélium semblent régénérer moins bien que d’autres et cette régénération altérée serait liée à 

des niveaux plus élevés d’inflammation361.  

Pour mieux comprendre les pertes de l’odorat à court et long terme, il serait fondamental de 

comprendre les mécanismes de la desquamation de l’épithélium olfactif observée suite à l’infection par 

le SARS-CoV-2 et les cinétiques de régénération de l’épithélium. Il serait aussi important d’étudier les 

niveaux d’inflammation résiduelle dans l’épithélium olfactif, ce qui pourrait être à l’origine d’altérations 

de sa régénération.  

Dans une première partie, nous étudierons les mécanismes à l’origine de la desquamation de 

l’épithélium olfactif suite à l’infection par le SARS-CoV-2. Nos données nous ont permis de conclure que 

l’infiltration des macrophages résidents Iba1+, des macrophages pro-inflammatoires CD68+ et des 

neutrophiles est corrélée avec la genèse des dommages à l’épithélium olfactif. De plus, avec des 

inhibiteurs des fonctions des neutrophiles, nous avons pu montrer que les neutrophiles jouent un rôle 

principal dans l’établissement de ces dommages et donc dans la genèse des pertes de l’odorat associées 

à la COVID-19. Ces mécanismes diffèrent quelque peu des mécanismes suggérés par la littérature dans 

lesquels l’apoptose des cellules sustentaculaires infectées serait à l’origine de la déstabilisation du 

tissu28,34.  

Dans une deuxième partie de cette thèse, nous avons étudié les cinétiques de régénération de 

l’épithélium olfactif après infection par le SARS-CoV-2. Nous avons pu observer que la prolifération des 

cellules basales commence à environ 8 jours post-infection, indiquant que la régénération commence 

bien après la clairance de l’infection. De plus, nous avons pu observer des disparités régionales 

importantes dans la régénération de l’épithélium. Dans les zones ventrales de l’épithélium olfactif, la 

régénération se montre relativement efficace avec une apparition des premiers neurones matures à 

environ 17 jours post-infection. Dans les zones dorsales et dans les zones antérieures par contre, la 

régénération semble fortement perturbée. Ces disparités de régénération pourraient engendrer des 

dysfonctionnements de l’odorat à long terme comme des parosmies20,362. Nous nous sommes demandés 

si cette régénération avait lieu dans un contexte d’inflammation résiduelle, ce qui pourrait expliquer des 

perturbations de la régénération de l’épithélium olfactif38. En effet, à 17 jours post-infection, l’expression 

de certaines cytokines pro-inflammatoires est toujours supérieure au contrôle, indiquant qu’une 

inflammation résiduelle serait présente dans l’épithélium olfactif humain après son infection par le SARS-

CoV-2. 
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Pour aller plus loin, nous avons voulu étudier plus précisément l’effet de l’inflammation sur la 

régénération de l’épithélium olfactif. Pour cela, nous avons utilisé un traitement anti-inflammatoire, la 

dexaméthasone363 et avons étudié son effet sur les populations neuronales à 11 jours post-infection. 

Une légère récupération des populations de neurones olfactifs matures peut être observée surtout dans 

les zones ventrales de l’épithélium olfactif. Ces résultats semblent confirmer que l’inflammation pourrait 

jouer un rôle important dans les perturbations de la régénération observées dans notre modèle après 

l’infection par le SARS-CoV-2.    

  



 

74 
 

 

 

 

 

  



 

75 
 

Résultats 

1. Article 1 : la destruction de l’épithélium olfactif suite à 

l’infection par le SARS-CoV-2 est principalement causée 

par l’action des protéases neutrophilaires. 

Jusqu’à l’émergence du variant Omicron, près de 50 % des patients atteints par la COVID-19 se 

plaignaient d’une anosmie, c’est-à-dire d’une perte complète du sens de l’odorat17,21,22. Cette forte 

proportion de pertes d’odorat en fait un important problème de santé publique étant donné qu’elles 

ont un fort impact sur la qualité de vie des patients26. Comprendre les mécanismes de cette anosmie est 

donc crucial. Reyna et co-auteurs ont montré que les pertes de l’odorat sont corrélées avec la 

desquamation et les dommages de l’épithélium olfactif31. Comprendre les causes de ces dommages 

cellulaires est donc crucial pour expliquer les anosmies associées à la COVID-19. Le premier article que 

nous présentons visera à répondre à ces questions.  

Deux hypothèses ont déjà été exposées dans la littérature. La première suggère que les cellules 

infectées par le SARS-CoV-2 meurent par apoptose et sont la cause de la déstabilisation du tissu28,34. La 

deuxième suggère que l’infiltration de cellules immunitaires comme les macrophages pro-

inflammatoires et les neutrophiles serait à l’origine de la désorganisation du tissu27. En effet, ces cellules 

sont associées à des dommages tissulaires importants dans des contextes inflammatoires35–37. Dans la 

muqueuse olfactive, les neutrophiles ont déjà été impliqués dans des dommages à l’épithélium olfactif35. 

Dans un premier temps, nous avons donc voulu savoir si les dommages tissulaires corrèlent avec une 

forte augmentation de l’apoptose ou avec l’infiltration de cellules immunitaires. Pour cela, des hamsters 

syriens dorés ont été infectés avec 5.103 TCID50 de la souche D614G du SARS-CoV-2. En étudiant des 

coupes de cavité nasale, nous n’avons pas pu trouver d’augmentation des niveaux d’apoptose dans les 

zones infectées endommagées par rapport aux zones infectées non endommagées et aux zones non 

infectées. Par contre, l’infiltration massive de macrophages résidents, de neutrophiles et de macrophages 

pro-inflammatoires est fortement corrélée avec les dommages observés dans l’épithélium olfactif.  

Dans la suite de ce travail, nous avons étudié plus précisément le rôle des neutrophiles dans 

l’établissement de ces dommages tissulaires à l’épithélium olfactif étant donné que ces cellules ont déjà 

été impliquées dans de tels dommages dans des conditions similaires35. Pour cela, nous avons utilisé 

deux inhibiteurs des neutrophiles. Le premier, le cyclophosphamide, inhibe les divisions cellulaires des 

progéniteurs de neutrophiles dans la moelle osseuse et donc leur formation364. La seconde approche est 

basée sur l’utilisation d’inhibiteurs de la cathepsine C (collaboration avec Brice Korkmaz de l’Université 

de Tours). Ces inhibiteurs de cathepsine C permettent d’inhiber les fonctions des principales sérine 
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protéases neutrophilaires : l’élastase, la protéinase 3 et la cathepsine G365. Ces expériences nous ont 

permis de montrer que les neutrophiles et plus précisément les sérine protéase neutrophilaires sont 

fortement impliquées dans l’établissement de ces dommages.  

De manière surprenante, en absence d’activité neutrophilaire, l’infection semblait moins 

importante que dans les animaux infectés non traités. Pourtant, les neutrophiles sont censés être 

impliqués dans la clairance virale (paragraphe 2.1.3 de l’introduction). Cette augmentation de la charge 

virale chez les animaux non traités pourrait être liée à la libération de cellules infectées dans la lumière 

de la cavité nasale qui pourraient propager l’infection dans le reste de la cavité nasale.  

Cette étude a été réalisée en collaboration avec Sophie Le Poder à Maisons-Alfort, qui nous a 

accueillis dans l’animalerie de niveau 3 de Maisons-Alfort. 
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Abstract
The loss of smell (anosmia) related to SARS-CoV-2 infection is one of the most common symptoms of COVID-19. Olfaction 
starts in the olfactory epithelium mainly composed of olfactory sensory neurons surrounded by supporting cells called sus-
tentacular cells. It is now clear that the loss of smell is related to the massive infection by SARS-CoV-2 of the sustentacular 
cells in the olfactory epithelium leading to its desquamation. However, the molecular mechanism behind the destabilization 
of the olfactory epithelium is less clear. Using golden Syrian hamsters infected with an early circulating SARS-CoV-2 strain 
harboring the D614G mutation in the spike protein; we show here that rather than being related to a first wave of apoptosis 
as proposed in previous studies, the innate immune cells play a major role in the destruction of the olfactory epithelium. 
We observed that while apoptosis remains at a low level in the damaged area of the infected epithelium, the latter is invaded 
by Iba1+ cells, neutrophils and macrophages. By depleting the neutrophil population or blocking the activity of neutrophil 
elastase-like proteinases, we could reduce the damage induced by the SARS-CoV-2 infection. Surprisingly, the impairment 
of neutrophil activity led to a decrease in SARS-CoV-2 infection levels in the olfactory epithelium. Our results indicate a 
counterproductive role of neutrophils leading to the release of infected cells in the lumen of the nasal cavity and thereby 
enhanced spreading of the virus in the early phase of the SARS-CoV-2 infection.

Keywords  Post-viral olfactory disorder (PVOD) · Pathophysiology · Innate immunity

Abbreviations
OE	� Olfactory epithelium
OSN	� Olfactory sensory neuron
MPO	� Myeloperoxidase

Introduction

Loss of smell (anosmia) is a major symptom of COVID-19 
pandemic. With omicron’s increased transmission, hundreds 
of thousands of people per day still get infected worldwide. 

Despite omicron’s reduced anosmia prevalence [1], loss of 
smell will likely affect millions more [2, 3] and 10% of anos-
mic patients might not recover their sense of smell 6 months 
after the disease onset [4, 5]. The full olfactory recovery 
could even take up to 1 year and some patients may never 
recover their sense of smell [6]. A recent study estimates 
that in the USA about 720,000 people actually suffer from 
chronic olfactory disorder related to COVID-19 [7]. The 
loss of smell negatively impacts life quality by disrupting 
feeding behavior potentially leading to malnutrition; and 
by exposing to food poisoning and to inhalation of danger-
ous chemicals [8]. In severe and persistent cases, anosmic 
patients could possibly suffer from chronic depression [9]. 
It is thus crucial to understand the cellular basis of anosmia.

Olfaction starts in the olfactory epithelium (OE) which 
contains olfactory sensory neurons (OSNs) surrounded by 
supporting cells called sustentacular cells. Both cell types 
are regenerated regularly due to multipotent basal cells 
[10]. Among these cells, only sustentacular cells express 
significantly angiotensin-converting enzyme 2 (ACE2) and 
transmembrane serine protease 2 (TMPRSS2) required for 
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SARS-CoV-2 cellular entrance [11–13]. We and others 
observed in the golden Syrian hamster model that SARS-
CoV-2 infects massively the sustentacular cells in the OE 
leading to its desquamation as well as olfactory neurons dec-
iliation and death [14–16]. Although very rarely OSNs may 
be infected by SARS-CoV-2 [17], a recent study in humans 
confirms that anosmia arises primarily from infection of sus-
tentacular cells of the OE followed by the disruption of OE 
integrity without OSN infection [18].

In this study, we focused on the early events following 
SARS-CoV-2 infection of the nasal cavity to explore the 
mechanism of the unusually extensive OE damage following 
SARS-CoV-2 infection. Several studies reported that most 
cells of the infected OE including OSNs undergo apopto-
sis [19–22]. A similar phenomenon has been reported dur-
ing influenza infection [23] and has been considered for 
SARS-CoV-2 as a defense mechanism to limit a potential 
invasion of the central nervous system by pathogens using 
the olfactory route [24]. Alternatively, innate immune cells 
could trigger directly the desquamation of the OE through 
inflammation as observed in the lung [25]. Indeed, innate 
immune cells invade massively the SARS-CoV-2-infected 
OE [14]. Iba1 (ionized calcium-binding adapter molecule 
1) is a marker of microglia/macrophages [26] which are the 
most studied innate immune cells in the nasal cavity [23]. 
In the central nervous system, Iba1+ microglial cells ensure 
viral clearance by phagocytizing viral particles and infected 
cells [27, 28] and can induce cell death as observed in the 
hippocampus using the Theiler’s virus model of encepha-
litis [29]. As the OE is not protected by the blood–brain 
barrier, neutrophils and monocytes/macrophages classi-
cally recruited during the early event of inflammation could 
also be involved in the OE damage following SARS-CoV-2 
infection [30, 31]. Neutrophils are well known for their abil-
ity to induce tissue damage, notably through the release of 
elastase-like proteinases [32, 33] as well as the production 
of reactive oxygen species (ROS) by the myeloperoxidase 
(MPO) and formation of toxic neutrophil extracellular 
traps [34, 35]. Macrophages are known for their ability to 
phagocyte pathogens, produce cytokines and activate other 
immune cells [36]. Although they are involved in the regen-
eration of the OE [37, 38], they can also lead to tissue dam-
age during viral infections notably through NLRP3 (NOD-, 
LRR- and pyrin domain-containing protein 3) inflammasome 
activation and metalloproteinases activity [31].

In the current work, we observed that apoptosis remains 
at a low level in the infected areas of the OE while innate 
immune cells were systematically present in the damaged 
area of the OE. By manipulating neutrophil activity by two 
different complementary approaches, we show that they play 
a major role in the early events of OE destabilization follow-
ing SARS-CoV-2 infection.

Material and methods

Study design

The study was performed to understand the cellular mecha-
nisms leading to the SARS-CoV-2-induced damage in the 
OE using hamsters as an animal model. Hamsters experi-
ments were planned in accordance with the principles of the 
3Rs (replacement, reduction and refinement). Body weight 
and animal behavior were monitored before and during the 
experiments. Different parameters in the nasal cavity were 
measured by quantitative polymerase chain reaction (qPCR) 
and by immunohistochemistry. SARS-CoV-2 replication was 
measured in vitro to evaluate a potential inhibition by the 
drugs used to modulate neutrophils activity. Sample size for 
each experiment is indicated in figure legends. During analy-
sis, all data points were included except because of techni-
cal failure to process the sample. Animals were randomized 
to the experimental groups. All analyses were performed 
blindly of the treatment.

SARS‑CoV‑2 isolates

In vivo experiments were carried out with SARS-CoV-2 
strain BetaCoV/France/IDF/200107/2020, which was iso-
lated by Dr. Paccoud from the La Pitié-Salpétrière Hospital 
in France. This strain was kindly provided by the Urgent 
Response to Biological Threats (CIBU) hosted by Institut 
Pasteur (Paris, France), headed by Dr. Jean-Claude Manu-
guerra. Cell culture experiments were performed with the 
SARS-CoV-2 strain France/IDF0372/2020 kindly provided 
by Sylvie van der Werf. Both strains have been isolated in 
the beginning of the pandemic in Europe in March 2020.

Animals

Fifty-six 8-week-old male hamsters were purchased 
from Janvier’s breeding Center (Le Genest, St Isle, 
France). Animal experiments were carried out in the 
animal biosafety level 3 facility of the UMR Virolo-
gie (ENVA, Maisons-Alfort); approved by the ANSES/
EnvA/UPEC Ethics Committee (CE2A16) and author-
ized by the French ministry of Research under the number 
APAFIS#25384-2020041515287655.

Infection was achieved by nasal instillation (40 µL in each 
nostril with 5.103 TCID50 of SARS-CoV2 strain BetaCoV/
France/IDF/200107/2020) on anesthetized animals under 
isoflurane. Such viral infection dose gives robust infection 
level in the nasal cavity [14, 39]. Seven mock-infected ani-
mals received only Dulbecco’s minimal essential medium.

For neutrophil depletion experiments, hamsters were 
injected intraperitoneally with either PBS or 150 mg/kg 
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and 100 mg/kg of cyclophosphamide (CAS: 6055-19-2; 
PHR1404; Sigma-Aldrich), respectively, at 3 and 1 days 
before SARS-CoV-2 infection. Animals were sacrificed at 
1 dpi (days post-infection) and at 2 dpi (n = 4 in each group).

To inhibit neutrophil elastase-like proteases, we used a 
specific synthetic cathepsin C inhibitor (IcatCXPZ-01; [40] 
diluted in 10% (2-Hydroxypropyl)-β-cyclodextrin (CAS: 
128446-35-5; C0926; Sigma-Aldrich) suspended in citrate 
buffer 50 mM at pH 5 (vehicle) as described previously [41]. 
Hamsters were injected intraperitoneally twice a day with 
either vehicle (n = 4) or IcatCXPZ-01 at 4.5 mg/kg for 10 days 
before infection by SARS-CoV-2 (n = 4). Animals were sac-
rificed at 1 dpi.

For all experiments except IcatCXPZ-01 treatment, the head 
was divided sagittally into two halves, of which one was 
used for immunohistochemistry experiments. Nasal turbi-
nates were extracted from the other half for qPCR analysis. 
Only histological analysis was performed on tissues from 
IcatCXPZ-01 treatment experiments.

Histology, immunohistochemistry 
and quantifications

The immunohistochemistry analysis of the olfactory mucosa 
tissue sections was performed as described previously in 
mice [43]. Briefly, the animal hemi-heads were fixed for 
3 days at room temperature in 4% paraformaldehyde (PFA) 
and decalcified in Osteosoft (101728; Merck Millipore; 
Saint-Quentin Fallavier; France) for 3 weeks. Blocks were 
cryo-protected in 30% sucrose. Cryo-sectioning (12 µm) was 
performed in coronal sections of the nasal cavity, perpendic-
ular to the hard palate in order to examine the vomeronasal 
organ (VNO), olfactory epithelium (OE), Steno’s gland and 
olfactory bulb. Sections were stored at − 80 °C until use.

Non-specific staining was blocked by incubation with 
2% bovine serum albumin (BSA) and 0.05% Tween. The 
sections were then incubated overnight with primary anti-
bodies directed against SARS nucleocapsid protein (1/500; 
mouse monoclonal; clone 1C7C7; Sigma-Aldrich), ionized 
calcium-binding adapter molecule 1 (Iba1) (1/500; rabbit 
monoclonal; clone EPR16588; Abcam), myeloperoxidase 
protein (MPO) (1/500; rabbit monoclonal; clone EPR20257; 
Abcam), CD68 (1/200; rabbit polyclonal; PA1518; Boster), 
cleaved caspase 3 (C3C) (1/200; rabbit polyclonal; #9661; 
Cell signaling), Golf (1/300; rabbit polyclonal; C-18; Santa 
Cruz), Olfactory Marker Protein (OMP) (1/500; goat poly-
clonal; 544-10001; Wako) and CK18 (1:50; mouse poly-
clonal; MAB3234—RGE53, Sigma-Aldrich). Fluorescence 
staining was performed using goat anti-mouse-A555; 
goat anti-rabbit-A488 and donkey anti-goat-A546 (1/800; 
Molecular Probes A21422; A11056; A11008, respectively; 
Invitrogen).

Images were taken using a 1X71 Olympus microscope 
equipped with an Orca ER Hamamatsu cooled CCD camera 
(Hamamatsu Photonics France; Massy; France) or with a 
Zeiss LSM 700 confocal 187 microscope for cleaved cas-
pase 3 co-staining with either OMP or CK18 experiment and 
MPO co-staining with Hoechst stained multi-lobal nuclei 
(MIMA2 Platform, INRAe). Whole section images were 
reconstructed from 3 images taken at × 50 magnification 
using a Leica MZ10F Fluorescent binocular microscope. We 
used these images to display the level of infection revealed 
by TRITC fluorescence. As this binocular did not possess 
any UV filter to display Hoechst fluorescence, we used the 
FITC channel green autofluorescence to display the turbi-
nates structures.

To assess olfactory epithelium damage, we scored the 
integrity of the OE from 1 to 9 based on Hoechst stain-
ing according to missing nuclei area, irregularity of the OE 
structure and increased distance between nuclei indicating 
loosening of the epithelium leading to desquamation (Supp. 
Fig. 1). To evaluate the correlation of apoptosis and innate 
immune cell presence with damage, OE areas were divided 
in two groups: undamaged areas (damage score equal to 1 
or 2) and damaged areas (damage score between 5 and 9). 
Apoptosis level, infiltration of immune cells in the OE and 
its underlying lamina propria were quantified as the percent-
age of the area positive for C3C (cleaved caspase 3); Iba1 
(macrophages/microglia), CD68 (activated bone-marrow-
derived macrophages) and MPO (neutrophils). For each 
animal, the percentage of stained OE was averaged over 4 
distinct areas in the beginning of olfactory turbinates at 1 dpi 
and in the medial part of the nasal cavity containing Steno’s 
gland and NALT at 2 dpi.

In cyclophosphamide and in IcatCXPZ-01 experiments, we 
performed both IHC and classical hematoxylin and eosin 
(HE) staining as described previously [42]. We examined 
two independent sections of nasal turbinates (separated by 
500 µm) in the middle of the nasal cavity containing NALT 
and Steno’s gland. For each section, we measured the total 
infected area of the OE, the area of desquamated cells in the 
lumen (based on Hoechst nuclear staining) and the percent-
age of infected desquamated cells in the lumen (based on N 
protein immunostaining). These experiments were designed 
to measure the global damage of the OE following SARS-
CoV-2 infection when neutrophil action was impaired. At 
2 dpi, the level of neutrophil infiltration was so high that 
complete quantification could not be achieved. Instead, we 
set a global score from 1 to 9 of 1/OE damage based on the 
integrity of the OE and 2/neutrophil infiltration based on the 
overall presence of MPO signal in nasal mucosa and in nasal 
cavity lumen. We verified that our scoring system and total 
quantification gave similar results for MPO+ cells presence 
at 1 dpi where infection is restricted to the most ventro ros-
tral part of the nasal turbinates.
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All quantifications were made with ImageJ (Rasband, 
W.S., ImageJ, US National Institutes of Health, Bethesda, 
Maryland, USA, http://​imagej.​nih.​gov/​ij/, 1997–2012) to 
threshold specific staining and performed blindly of the 
treatment.

RNA extraction and RT‑qPCR analysis

Total RNA was extracted from frozen nasal turbinates using 
the Trizol-chloroforme method as described previously [43]. 
Oligo-dT first strand cDNA synthesis was performed from 
5 µg total RNA with iScript Advance cDNA Synthesis Kit 
for RT-qPCR (BioRad; #1725038) following manufacturer’s 
recommendations. qPCR was carried out using 125 ng of 
cDNA added to a 15 µL reaction mix. This reaction mix 
contained 10 µL iTaq Universal Sybr Green SuperMix (Bio-
Rad; #1725124), and primers at 500 nM (sequences in Supp 
Table 1). The reaction was performed with a thermocycler 
(Mastercycler ep Realplex, Eppendorf). Fluorescence during 
qPCR reaction was monitored and measured by Realplex 
Eppendorf software. A dissociation curve was plotted at the 
end of the forty amplification cycles of the qPCR to check 
the ability of theses primers to amplify a single and specific 
PCR product.

Quantification of initial specific RNA concentration was 
done using the ΔΔCt method. Standard controls of specific-
ity and efficiency of the qPCR were performed. The mRNA 
expression of each gene was normalized with the expression 
level of G3PDH. A correction factor was applied to each 
primer pair according to their efficiency [44].

Measure of antiviral activity of cyclophosphamide 
and cathepsin C inhibitor against SARS‑CoV‑2 in cell 
culture

Vero E6 cells (CRL-1586, ATCC maintained at 37 °C; 5% 
CO2) were seeded at 2.104 cells per well in a 96-well plate 
in Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium, 5% fetal bovine 
serum (FBS-12A, Capricorn Scientific, Clinisciences). For 
cyclophosphamide antiviral activity evaluation, cells were 
treated with 0.15 mg/mL (corresponding to the maximum 
dose potentially present in hamsters) or 0.45 mg/mL cyclo-
phosphamide diluted in sterile PBS. For IcatCXPZ-01 anti-
viral activity evaluation, cells were treated with 4.5 µg/mL 
(corresponding to the maximum dose potentially present in 
hamsters) or 13.5 µg/mL IcatCXPZ-01 diluted in 10% dextrin, 
citrate buffer 50 mM, pH = 5. Cells were treated with PBS 
as control (n = 6 for each condition) and molecule cytotoxic-
ity was tested as well without infection at the highest used 
concentration. All treatments were started one hour prior 
to infection with SARS-CoV-2 strain France/IDF0372/2020 
at 5 × 103 pfu per well diluted in DMEM, 10% fetal bovine 
serum. Loss of cell viability reflecting the efficiency of viral 

infection was measured 3 days after infection by adding 100 
µL Cell Titer-Glo reagent to each well (CellTiterGlo Lumi-
nescent Cell Viability Assay, Promega #G7571), according 
to the manufacturer’s protocol. Cell luminescence of each 
well was then quantified using an Infinite M200Pro TECAN 
and normalized to the control condition.

Statistical analysis

All comparisons were made using Prism 5.0 (GraphPad). 
Statistical significance between groups was assessed using 
nonparametric Mann–Whitney tests. For correlation analy-
ses, we used Spearman nonparametric test. Error bars indi-
cate the SEM. Detailed information on statistical test used, 
sample size and P value are provided in the figure legends.

Results

Apoptosis occurs after cell desquamation 
following SARS‑CoV‑2 infection of the olfactory 
epithelium

We previously observed that as soon as two days following 
nasal instillation of SARS-CoV-2 in Syrian gold hamsters, 
the sustentacular cells of the OE were massively infected 
along with strong cellular loss and cellular debris filling the 
lumen of the nasal cavity [14]. In order to understand the 
events leading to this desquamation, we chose to focus on 
the early stages of infection at 1 and 2 dpi. To evaluate the 
importance of apoptosis in the damage of the OE following 
SARS-CoV-2 infection, we measured the level of cleaved 
caspase 3 signal in uninfected animals, and in infected zones 
of the OE that were either intact or damaged (Fig. 1). Basal 
level of apoptosis occurring in the OE was not increased in 
either zone at 1 or 2 dpi (Fig. 1D). However, we observed 
a strong cleaved caspase 3 signal co-localizing partly with 
desquamated cell in the lumen of the nasal cavity. The 
cleaved caspase 3 signal in the lumen of the nasal cavity 
was increased 5- and 14-fold compared to the OE at 1 and 2 
dpi, respectively, which was statistically significant at 2 dpi 
(Mann–Whitney, p = 0.0286) and nearly significant at 1 dpi 
(p = 0.0525). In order to examine the potential OE origin of 
the C3C positive cells, we performed double staining with 
cleaved caspase 3 and CK18 or OMP (specific markers of 
sustentacular cells and OSN, respectively). We observed 
that most apoptotic cells co-stained with OMP but not 
with CK18, indicating that OSN but not sustentacular cells 
undergo Caspase 3 apoptosis once released in the lumen of 
the nasal cavity (Supp. Fig. 2).

http://imagej.nih.gov/ij/
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Damage of the infected olfactory epithelium 
is correlated with infiltration of innate immune cells

Since apoptosis does not significantly occur in the OE dur-
ing the initial phase of infection, the desquamation of the 
infected OE may be related to immune cell infiltration [14, 
15]. So far, the immune cells in the nasal cavity have been 
poorly characterized. Neutrophils and macrophages are 
known for their importance in clearing infected tissue [45], 
but only Iba1+ cells presence is well characterized in the OE 
[23]. Iba1+ cells are described as microglia/macrophages, 
but CD68 is more classically used as a marker of monocytes 
and macrophages [46]. Concerning neutrophils, the presence 
of neutrophil cytosol factor 2 (Ncf2; [47]) and myeloper-
oxidase (MPO) have been used successfully to character-
ize these cells in hamsters [48]. As MPO is only expressed 

during neutrophil maturation in the bone marrow [49], we 
used Ncf2 as a marker of neutrophil presence by qPCR and 
MPO by immunohistochemistry.

We first evaluated at 1 dpi and 2 dpi by qPCR the expres-
sion of Iba1, CD68 and Ncf2 along with classical inflam-
matory markers (TNFα and IL6) and the presence of the 
virus (Supp. Fig. 3). At 1 dpi, SARS Nucleocapsid protein 
(SARS N) was already abundantly expressed in the OE at 
a similar level as at 2 dpi, and TNFα and IL6 transcripts 
increased gradually (Mann–Whitney, p < 0.05). Iba1 and 
CD68 expression related to macrophage presence in the 
OE did not rise significantly at 1 dpi compared to control 
(Mann–Whitney, p = 0.164 and 0.128, respectively) but did 
at 2 dpi (Mann–Whitney, p < 0.05). Concerning neutrophils, 
Ncf2 expression was strongly enhanced at 1 dpi and was 
still increasing at 2 dpi (Mann–Whitney, p < 0.05). These 

Fig. 1   Apoptosis occurs in desquamated cells in the lumen of the 
nasal cavity following SARS-CoV-2 infection but not in the olfactory 
epithelium. Representative images of an infected intact (A), infected 
damaged (B) area of the olfactory epithelium at 2 days post-infection 
(dpi) and in a control animal (C). Apoptotic cells in the olfactory epi-
thelium are indicated by a white arrow (OE; olfactory epithelium/LP 

lamina propria). The lumen of the nasal cavity is indicated by a white 
asterisk and is filled with cells, some of which colocalize in their 
nucleus cleaved caspase 3 signal (orange arrow). (D) Cleaved caspase 
3 signal in the olfactory epithelium normalized to control (log 10, 
Mean ± SEM, n = 4, *p < 0.01 (Mann–Whitney test))
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results suggest that neutrophils are already recruited at 1 dpi 
and that their recruitment continues at 2 dpi along with the 
arrival of Iba1+ and CD68+ cells.

We next focused on immunostaining to characterize the 
presence of Iba1+, CD68+ and MPO+ cells. In the OE of an 
uninfected hamster, Iba1+ cells were already present and 
mainly localized in the lamina propria while CD68 signal 
was absent (Fig. 2A), indicating that Iba1+ cells do not 

express the classical CD68 marker of macrophages. This 
was confirmed in the infected areas of the OE where we 
observed a very different presence of Iba1+ and CD68+ 
cells. Iba1+ cells were massively present as soon as 1 dpi 
in the damaged parts of the infected OE as well as in the 
desquamated cells in the lumen of the nasal cavity. CD68+ 
cells were less abundant in the damaged part of the OE and 
mainly present in the desquamated cells filling the lumen of 

Fig. 2   Iba1+ (microglia/monocyte lineage), CD68+ (macrophages) 
and MPO+ (neutrophils) cells presence in the olfactory epithelium 
before and during SARS-CoV-2 infection. Immunostaining on suc-
cessive slides of the olfactory epithelium from a non-infected (A) or 1 
dpi hamster (B). Only Iba1+ cells are present in the uninfected olfac-

tory epithelium (OE) and in the lamina propria (LP). In the infected 
epithelium, Iba1+ cells are massively present in the OE while CD68+ 
and MPO cells are mostly present in the desquamated cells (red aster-
isk) in the lumen of the nasal cavity (white asterisk)
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the nasal cavity (Fig. 2B). A double staining against Iba1 
and CD68 of the desquamated cells in the lumen of the nasal 
cavity did not reveal any overlap of the two markers (Supp. 
Fig. 4), showing that Iba1+ cells do not express CD68 once 
they are located among the desquamated cells. Similar to 
CD68, MPO signal was absent in uninfected OE and appears 
during infection partly in the damaged OE and mainly in the 
lumen of the nasal cavity along with desquamated cells. The 
MPO+ cells possess typical multi-lobal nuclei characteristic 
of neutrophils (Supp. Fig. 5). Overall, these results show 
that Iba1+ cells are much more abundant in the infected OE 
than CD68+ macrophages and MPO+ neutrophils cells, both 
being mainly present in the desquamated cells filling the 
lumen of the SARS-CoV-2-infected nasal cavity.

If these innate immunity cells are involved in the desqua-
mation of the OE, we should always observe their presence 
in the damaged infected area of the OE. To investigate their 
infiltration in the OE and its correlation with damage, we 
focused on three zones similarly as for apoptosis quantifi-
cation: 1/uninfected, infected 2/without or 3/with damage at 
1 and 2 dpi. The infiltration level of Iba1+ cells in the OE 
was increased in the damaged infected zone but not in the 
undamaged one (Fig. 3). This difference was statistically 
significant at 2 dpi (Mann–Whitney, p = 0.0286) and nearly 
significant at 1 dpi (p = 0.0525). The infiltration of these 
cells was similarly increased in the lamina propria under-
neath the previous OE zones with a significant difference 
at 2 dpi (p = 0.0286). We observed a significant correlation 
between the damage of the OE and their presence in both 
the OE and the underlying lamina propria (Spearman test, 
p = 0.0098 and 0.0006, respectively).

We similarly examined whether the presence of CD68+ 
macrophages and MPO+ neutrophils in the OE was asso-
ciated with the damage of the OE after SARS-CoV-2 
infection. Both CD68 and MPO signals were increased in 
the damaged infected zone but not in the undamaged one 
(Fig. 4). This difference was statistically significant in the 
infected damaged zones at 1 and 2 dpi for both markers com-
pared to control and infected undamaged zones of the OE 
and lamina propria (Mann–Whitney, p < 0.05). We observed 
a significant correlation between the damage of the OE and 
the presence of both CD68+ and MPO+ cells in the OE and 
the lamina propria (Spearman test, p < 0.001).

Neutropenia reduces damage of the OE related 
to SARS‑CoV‑2 infection as well as OE infected area

Neutrophils are the main actors of damage to the olfactory 
epithelium during Poly(I:C)-induced inflammation [50]. We 
therefore evaluated whether a neutropenic treatment based 
on cyclophosphamide would reduce the damage induced by 
SARS-CoV-2 infection in the OE. Such treatment causes 
apoptosis of bone-marrow-derived cells and has previously 

been used successfully on hamsters to induce neutropenia 
[48]. We first monitored in control animals how the treatment 
impacts circulating immune cells. Neutrophils population 
was decreased by ~ tenfold, lymphocytes were also decreased 
by ~ threefold, and monocytes by ~ fivefold (Supp. Fig. 6A). 
Since cyclophosphamide can impact basal cell proliferation 
and thus OE structure, we examined its effect in uninfected 
animals and did not observe any evident damage on the OE 
structure (Supp Fig. 6B). We next examined the impact of 
this treatment on the expression of genes related to the innate 
immune system in the nasal turbinates during SARS-CoV-2 
infection. At 1 dpi, the expression of Iba1 and CD68 was not 
statistically different between vehicle and cyclophosphamide 
treated animals but a decrease of Ncf2 expression reflecting 
a reduced presence of neutrophils almost reached signifi-
cance (Mann–Whitney; p = 0.0571; Fig. 5A). We observed 
a tendency of TNFα and IL6 expression reduction which did 
not reach significance either (p = 0.1143). Despite the overall 
tendency of a decrease of innate immune system response 
at 1 dpi, the level of SARS-CoV-2 infection reflected by N 
protein expression was decreased and the difference almost 
reached significance (p = 0.0571). At 2 dpi, the expression 
of all genes related to innate immune cell presence as well as 
TNFα was decreased (p < 0.05). We examined histologically 
the neutrophil presence, damage, level of infection in the OE 
(Fig. 5B, C and Supp. Figs. 6C, 7). MPO signal was signifi-
cantly decreased at 1 dpi in the OE of cyclophosphamide 
treated animals compared to control (p < 0.05) (Fig. 5D1). 
The damage in the OE was significantly decreased at 1 and 2 
dpi (p < 0.01 and p < 0.05, respectively) (Fig. 5D2 and Supp. 
Figs. 8, 9). The reduction tendency of the virus presence 
measured by the N protein expression was confirmed by 
immunostaining in the OE at 1 dpi only (p < 0.05; Fig. 5D3) 
and seems specific to the OE as the infection of the Steno’s 
gland epithelium lining the maxillary sinus was similar in 
both conditions (Supp. Fig. 8). We hypothesize that this 
reduction could be linked to less infected desquamated cells 
released into the lumen of the nasal cavity following the OE 
damage induced by the neutrophils. We thus quantified the 
area of desquamated cells in the lumen which was signifi-
cantly decreased at 1 dpi and almost reached significance 
at 2 dpi (Fig. 5D4; p < 0.001 and p = 0.0905, respectively). 
In the desquamated cells of the lumen, the percentage of 
infected cells was significantly diminished at 1 dpi (Fig. 5D5; 
p < 0.001) but not at 2 dpi when infected desquamated cells 
were in the lumen of the nasal cavity in some treated animals 
(Supp Fig. 6C). Since the reduction of OE infected area of 
immunocompromised animal was unexpected, we verified 
that a dose three times higher than the maximum dose of 
cyclophosphamide potentially present in the hamsters during 
infection did not limit the virus replication in vitro (Supp. 
Fig. 10A, C).
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Fig. 3   Iba1+ cell infiltration increases with the damage in the OE. 
Representative images of the olfactory epithelium from an uninfected 
animal (A), infected but undamaged (B) and infected and damaged 
(C) area of the olfactory epithelium (OE) at 2  days post-infection 
(dpi). The lumen of the nasal cavity is indicated by a white asterisk. 
(D)  Iba1+ signal in the olfactory epithelium (OE, left) and lamina 

propria (LP, right) in control animals (CTL) or at 1 or 2 dpi (Mean 
normalized to control ± SEM, n = 4, *p < 0.01 (Mann–Whitney test)). 
(E) Correlation between score damage of the olfactory epithelium 
and the percentage of Iba1+ signal in the olfactory epithelium (left 
panel) and the lamina propria (right panel). Spearman test p value
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Inhibition of neutrophil proteinases reduces 
damage of the OE related to SARS‑CoV‑2 infection 
as well as infected OE area

In order to confirm our results on cyclophosphamide treat-
ment which affects immune cells other than neutrophils, we 
treated animals with an inhibitor of cathepsin C (IcatCXPZ-01) 
which is essential for the maturation of elastase-like protein-
ases of neutrophils. This inhibitor has been used successfully 
to almost completely eliminate the elastase-like activity of 
neutrophils in vivo [41]. We chose to focus on the histologi-
cal impact of IcatCXPZ-01 treatment at 1 dpi as it gave the 
most significant results during cyclophosphamide treatment. 

The inhibition of elastase-like proteinases of neutrophils 
gave similar results as cyclophosphamide with the excep-
tion of some limited neutrophil infiltration in the infected 
OE (Fig. 6A, B). Globally, the MPO+ neutrophil presence 
in the nasal turbinates and the damage in the infected area 
of the OE were significantly reduced compared to vehi-
cle treated animals (Fig. 6C1 and Supp. Figs. 11 and 12; 
Mann–Whitney; p < 0.01). We also observed significantly 
less desquamated cells in the lumen of the nasal cavity 
which were also less infected (Fig. 6C2; Mann–Whitney; 
p < 0.01). Since we observed again that the inhibition of 
neutrophil action limited SARS-CoV-2 presence in the OE, 
we verified that a dose three times higher than the maximum 

Fig. 4   CD68+ macrophage and MPO+ neutrophil cells are associ-
ated with damage of the olfactory epithelium during SARS-CoV-2 
infection. CD68+ (A1) and MPO+ (B2) signal in the olfactory epithe-
lium (OE, left) and lamina propria (LP, right) in either control ani-
mals (CTL) or at 1 or 2 days post-infection (dpi) (Mean normalized 

to control ± SEM, n = 4, *p < 0.05 (Mann–Whitney test)). Correlation 
between score damage and percentage of CD68+ (A1) and MPO+ (B2) 
signal in the olfactory epithelium (left panel) and the lamina propria 
(right panel). Spearman test p value
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dose of IcatCXPZ-01 potentially present in the hamsters during 
infection did not impair the virus replication in vitro (Supp. 
Fig. 10B, C). We also observed that the reduction of SARS-
CoV-2 infection by IcatCXPZ-01 was specific to the OE as 
the infection of Steno’s gland epithelium was not affected in 
presence of cathepsin C inhibitor (Supp. Fig. 11).

Discussion

The anosmia induced by SARS-CoV-2 infection is now 
clearly linked to the infection of the olfactory epithelium 
with a main tropism for sustentacular cells [18, 51]. We and 
others have observed that following this infection, the OE 
undergoes massive damage leading to cell desquamation and 
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cellular debris filling the lumen of the nasal cavity [14, 21, 
22], but the mechanism of this destruction is less clear.

Several studies reported an increase in apoptosis espe-
cially in olfactory sensory neurons [20–22] and assumed 
that it led to the destruction of the OE. Here, we first exam-
ined the apoptosis level based on cleaved caspase 3 level in 
the OE of uninfected animals and infected areas of the OE, 
either intact or damaged. If apoptosis initiates the desquama-
tion process then it should increase in the damaged areas of 
the OE. However, we observed a similar level of apoptosis 
level in all these areas (Fig. 1D), which was consistent with 
the basal level of apoptosis that we previously measured in 
adult mice and rats OE [42, 52]. While the apoptosis in the 
infected damaged OE was low, we observed an increased 
level of apoptosis in cells present in the lumen of the nasal 
cavity. The discrepancy with previous studies may be due to 
different models as some were performed using transgenic 
mice expressing hACE2, but it should be noted that these 
studies did not perform any quantification and observed as 
well apoptosis staining in the lumen of the nasal cavity [22]. 
We observed that most apoptotic cells co-stained with OMP 
specifically expressed by mature OSNs but not CK18 spe-
cific of sustentacular cells (Supp Fig. 2B), indicating that the 
OSNs undergo C3C-linked apoptosis once released in the 
lumen of the nasal cavity. The induction of apoptosis by loss 
of cell contact is well described [53], a phenomenon known 
as anoikis [54] and observed in human airway epithelial cells 
during SARS-CoV-2 infection [55]. Desquamated cells in 
the OE may thus be sufficiently preserved to be able to enter 
apoptosis after the desquamation process is initiated follow-
ing OE SARS-CoV-2 infection. The C3C-linked apoptosis 
may also be related to inflammation as well described for 
SARS-CoV-2 infection [56]. The remaining cells ongoing 

apoptosis in the lumen may be immune cells as described 
during SARS-CoV-2 infection [57] and further experiments 
are required to identify them.

Since we previously observed that the infected area of 
the OE is infiltrated by immune cells [14], we next explored 
whether innate immune cells are involved in this process, 
especially macrophages and neutrophils known to be 
involved in damage of epithelial cells during acute inflam-
mation [30, 31, 58]. If so, we should systematically observe 
their presence in the damaged area of the OE. We first 
characterized the presence of these cells in the infected OE 
(Fig. 2). We observed that CD68, a classical marker of mac-
rophages [46], was expressed in a different population than 
Iba1+ cells previously described as a microglia/macrophages 
cellular population [26]. We observed a continuum of Iba1+ 
cells staining in the OE and in the olfactory bulb similarly 
as others [59], indicating that they may be more related to 
microglia than activated macrophages but they require fur-
ther phenotyping. In the following, we will thus distinguish 
Iba1+ cells and macrophages as CD68+ cells to avoid confu-
sion between these two cells types. Immunostaining revealed 
that at 1 dpi, some parts of the OE in the most rostral part 
of the nasal cavity were already significantly damaged. We 
observed that in the infected and damaged area of the OE, 
Iba1+ cells were mainly recruited while macrophages and 
neutrophils appeared in the zones desquamating toward the 
lumen of the nasal cavity. While our qPCR results indicate 
that neutrophils are recruited more abundantly at 1 dpi than 
Iba1+ cells and macrophages (Supp. Fig. 3), we observed 
that contrary to macrophages and neutrophils, Iba1+ cells are 
already present in the lamina propria of uninfected zones and 
are rapidly gathering in the infected part of the OE (Fig. 3). 
The basal presence of Iba1+ cells in the lamina propria 
could explain the apparent discrepancy between qPCR and 
immunohistochemistry results. Indeed, at the beginning 
of infection, the increase of Iba1+ cells could simply arise 
from infiltration of adjacent cells in the nasal turbinates, 
while macrophages and neutrophils may migrate from the 
blood following chemotaxis. We can thus hypothesize that 
Iba1+ cells are first infiltrating the SARS-CoV-2-infected 
OE. Similarly, Iba1+ microglia are recruited around infected 
cells of the central nervous system within hours [27], which 
is consistent with our observation in the OE. Further stud-
ies are required to decipher the origin and specific role of 
these three cells population during the early events of SARS-
CoV-2 infection in the infected nasal turbinates.

Neutrophils are known to induce epithelial damage and an 
elegant study demonstrated their major role during Poly(I:C) 
(an artificial double-stranded RNA agonist of TLR3 recep-
tor) nasal instillation leading to damage of the OE [50]. In 
order to evaluate the importance of the neutrophils in the 
damage induced by SARS-CoV-2, we first induced neutrope-
nia based on cyclophosphamide treatment successfully used 

Fig. 5   Immunosuppression induced by cyclophosphamide reduces 
damage of the olfactory epithelium as well as OE infection area. (A) 
Expression of innate immune genes in the nasal turbinates with or 
without cyclophosphamide treatment at 1 and 2  days post-infection 
(dpi). Iba1, CD68 and Ncf2 are related to the presence of microglia/
macrophages, monocytes/macrophages and neutrophils, respectively; 
TNFα and IL6 are two cytokines expressed during inflammation; 
SARS-CoV-2 N expression is related to the SARS-CoV-2 infection. 
Results represent the Mean ± SEM relative to vehicle-treated ham-
sters (n = 4, *p < 0.05; Mann–Whitney test). Representative images 
of the infected olfactory epithelium immunostained for MPO (neu-
trophil marker) and SARS-CoV-2 N protein in (B) vehicle and (C) 
cyclophosphamide treated animal (olfactory epithelium (OE), lamina 
propria (LP)). In the vehicle condition, the lumen (white asterisk) is 
filled with desquamated cells (red asterisk) containing MPO signal. 
In the cyclophosphamide condition, MPO signal is absent and the 
lumen is mostly free of cellular debris. Quantification in the OE of 
(D1) MPO+ neutrophil presence (D2) damage score (D3) SARS-CoV-
2-infected area and in the lumen of the nasal cavity of (D4) desqua-
mated cells area and (D5) percentage of SARS-CoV-2-infected area 
in the desquamated cells (Mean ± SEM, n = 8 areas of the nasal cavity 
from 4 different animals, *p < 0.05, **p < 0.01, ***p < 0.001 (Mann–
Whitney))

◂
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in hamsters [48]. We confirmed that such treatment mainly 
affects neutrophils but also reduced to a lesser degree other 
leucocyte populations (Fig. 5A). As expected such treatment 
reduced neutrophil infiltration in infected areas of the OE 
and we observed that damage of the infected OE was signifi-
cantly reduced as well (Fig. 5D1, D2). In order to confirm the 
role of neutrophils in the damage of the OE following SARS-
CoV-2 infection, we treated hamsters with an inhibitor of 
cathepsin C (IcatCXPZ-01) specifically reducing the neutro-
phil elastase-like proteinases activity [60]. We observed that 
similar to cyclophosphamide treatment, the damage of the 
OE was greatly reduced in this context (Fig. 6C1). Surpris-
ingly, the global infiltration of neutrophils was reduced as 
well, even though we observed that some neutrophils were 
still present in the most infected area of the OE. Since neu-
trophils are mainly present among the desquamated cells 
present in the lumen of the nasal cavity, the reduction in 

neutrophil infiltration during IcatCXPZ-01 treatment may be 
linked to a decrease in the OE damage as elastase-like pro-
teinase action increases inflammation [61]. It suggests that 
the damage of the OE initiated by neutrophils may partici-
pate in the increase in infiltration of neutrophils leading in 
fine to massive damage of the infected OE areas. Addition-
ally, part of the damage of the OE could simply reflect the 
destruction of sustentacular cells by SARS-CoV-2 as the 
treatments on neutrophils that we used were not sufficient to 
completely eliminate neutrophils or their proteases activity. 
Overall, these results show that neutrophils have a major 
causative role in the destruction of the OE following SARS-
CoV-2 infection by releasing elastase-like proteinases. Iba1+ 
cells and macrophages seem clearly to be involved as well as 
they are recruited during the event leading to the damage of 
the infected OE. Our results with histochemistry show that 
Iba1+ cells arrive earlier than neutrophils and macrophages. 

Fig. 6   Inhibition of neutrophil proteinases reduces damage of the 
olfactory epithelium as well as infected area. Representative images 
of the infected olfactory epithelium immunostained for MPO (neu-
trophil marker) and SARS-CoV-2  N protein in (A) vehicle and (B) 
cathepsin C inhibitor (IcatCXPZ-01) treated animal (olfactory epithe-
lium (OE), lamina propria (LP)). In the vehicle condition, the lumen 
(white asterisk) is filled with desquamated cells (red asterisk) con-
taining MPO signal. Under cathepsin C inhibition, MPO signal is less 

abundant and the lumen is mostly free of cellular debris. Quantifi-
cation (C1) in the OE of MPO+ neutrophil presence; damage score; 
SARS-CoV-2-infected area and (C2) in the lumen of the nasal cav-
ity of desquamated cell area and percentage of SARS-CoV-2-infected 
area in the desquamated cells (Mean ± SEM, n = 8 areas of the nasal 
cavity from 4 different animals, *p < 0.05, **p < 0.01, ***p < 0.001 
(Mann–Whitney test))
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Iba1+ cells could be involved in the initial events leading to 
the damage of the OE as well as phagocytosis. However, 
their importance in the OE damage should be much lower 
than neutrophils. Indeed, in the CP treatment which did 
not impact Iba1+ cell presence in the OE at 1 dpi, we still 
observed a ~ threefold OE damage reduction with only par-
tial inhibition of neutrophils. In the central nervous system, 
Iba1+ cells are essential to trigger innate immunity response 
[28]. We can thus hypothesize that Iba1+ cells may play a 
chemo-attractive role for macrophages and neutrophils in the 
infected area of the OE. Further experiments are required to 
decipher their precise importance in the event leading to OE 
damage following SARS-CoV-2 infection.

We observed that at 1 dpi, the level of SARS-
CoV-2 infection was reduced in cyclophosphamide and 
IcatCXPZ-01-treated hamsters (Figs. 5D3 and 6C1). Such a 
result was unexpected as neutrophils should effectively 
destroy infected cells and thus their action should reduce 
infection progression. We observed that these treatments 
did not impair SARS-CoV-2 replication in the Steno’s gland 
epithelium and in vitro at a dose three times higher than the 
maximum dose potentially circulating in hamsters during 
infection (Supp. Fig. 10). As both treatments act on neutro-
phils, we thus hypothesize that neutrophils damage of the 
infected OE may have a counterproductive effect by releas-
ing infected cells into the lumen of the nasal cavity. These 
infected cells could allow the virus to spread more easily in 
the OE as it was recently observed in human airway epithe-
lial cells during SARS-CoV-2 infection [55]. This process 

may also be enhanced by the recently demonstrated impair-
ment of mucociliary clearance during SARS-CoV-2 infec-
tion [62]. Such a hypothesis is consistent with our results, 
showing that cyclophosphamide and IcatCXPZ-01 treatment 
significantly reduced the amount of infected desquamated 
cells filling the lumen of the nasal cavity (Figs. 5D4, D5 and 
6C2). The shedding of SARS-CoV-2 by release of damaged 
infected cells has been observed recently in vitro in respira-
tory epithelial cell culture where infection is enhanced in 
the presence of neutrophils [63]. In this preliminary study, 
SARS-CoV-2 alone did not significantly increase cytokine 
production but the neutrophil presence did, showing a major 
role of the neutrophils in the epithelial response to SARS-
CoV-2 infection. In our study, at 2 dpi, the cyclophospha-
mide treatment inducing neutropenia was less effective 
than at 1 dpi to prevent OE damage related to SARS-CoV-2 
infection (Fig. 5D2). As the neutropenia was only partial, 
the remaining neutrophils may be more effectively recruited 
when infection progresses (Fig. 5D1) showing the strong 
ability of SARS-CoV-2 infection in the OE to recruit innate 
immune cells.

Overall, our results show that the SARS-CoV-2 infection 
does not directly induce the massive damage of the OE but 
that neutrophils play a major role by releasing elastase-like 
proteinase in the infected OE. This probably leads to the 
destabilization of the OE structures and shedding of infected 
cells. In the early phase of the infection, the shedding of 
infected cells could enhance the virus spread in the OE 
(Fig. 7). We observed damaged areas of the OE as soon as 1 

Fig. 7   Model of innate immune cell signaling leading to olfactory 
epithelium desquamation. The olfactory epithelium is mainly com-
posed of olfactory sensory neurons (OSN) surrounded by supporting 
cells (sustentacular cells) and basal cells able to regenerate all cell 
types of the epithelium. During the infection of sustentacular cells 
(turning red), Iba1+ cells become activated and infiltrate the olfactory 

epithelium followed by neutrophils and macrophages. Neutrophils 
release elastase-like proteinase leading to destabilization of the epi-
thelium structures and the expulsion of cells including non-infected 
neurons into the lumen of the nasal cavity. The release of infected 
cells may contribute to an increased spreading of the virus in the OE
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dpi, indicating that the innate immune system is extremely 
efficient in detecting SARS-CoV-2-infected cells to destroy 
them. The signal triggering this very fast action remains to 
be explored. The host’s immune defense system that may 
be present to prevent pathogen invasion from the nose to 
the brain seems beneficial for SARS-CoV-2 to achieve a 
much more extensive infection of the OE than any previous 
virus, resulting in unprecedented olfactory dysfunction in 
the COVID-19 pandemic.

Supplementary Information  The online version contains supplemen-
tary material available at https://​doi.​org/​10.​1007/​s00018-​022-​04643-1.
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Supplementary Table 1: Sequences of primers  

  

Gene  Primer 5’>3’ Primer 3’>5’ 

G3PDH GACATCAAGAAGGTGGTGAAGCA CATCAAAGGTGGAAGAGTGGGA 

SARS 2 

N  

GGGGAACTTCTCCTGCTAGAAT CAGACATTTTGCTCTCAAGCTG 

Iba1 TGGATGAGATCAACAAGCAATTC AAGGCTTCCAGTTTGGAGGG 

CD68 CACTTGGGGCCATGTTTCTC CTCGGGTAATGCAGAAGGCA 

Ncf2 ATGTTCAATGGACAGAAGGGGC TGGGATCTTTCTGGGGCACT 

TNF-α AACTCCAGCCGGTGCCTAT GTTCAGCAGGCAGAAGAGGATT 

IL-6 AGACAAAGCCAGAGTCATT TCGGTATGCTAAGGCACAG 
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Supplementary Figure 1: Representative images of the olfactory epithelium scored from 1 to 9 

according to the damage level.  
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Supplementary Figure 2: Double staining against cleaved caspase 3 (red) and (A) CK18 

staining sustentacular cells or (B) OMP staining mature olfactory sensory neurons (green) in 

the olfactory epithelium of a hamster 2 days post infection (dpi) with SARS-CoV-2. 
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Supplementary Figure 3: Expression of innate immune genes in the nasal turbinates during 

SARS-CoV-2 infection. SARS N expression is related to the SARS-CoV-2 infection; TNFα 

and IL6 are two genes expressed during inflammation; Iba1, CD68 and Ncf2 are related to 

the presence of microglia/macrophages, monocytes/macrophages and neutrophils 

respectively. Results represent the mean ± SEM relative to uninfected hamsters (n=7, 

*p<0.05, **p<0.01, ***p<0.001 (Mann-Whitney test), nd non-detectable). 
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Supplementary Figure 4: Double staining against Iba1 and CD68 markers in the 

desquamated cells (red asterisk) filling the lumen of the nasal cavity (white asterisk) of a 

SARS-CoV-2 infected hamster at 2 dpi. Part of the desquamated cells are Iba1+ and CD68+ 

with no co-staining. 
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Supplementary Figure 5: Confocal imaging of MPO localization and Hoechst staining showing typical 

multi-lobal nuclei of neutrophils in the lumen of the nasal cavity from a hamster 2 days post infection 

(dpi) with SARS-CoV-2. 
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Supplementary Figure 6: (A) Blood numeration of neutrophils, lymphocytes and 

monocytes (B) Representatives images of the olfactory epithelium immunostained 

against OMP (Olfactory Marker Protein staining mature olfactory neurons) and olfactory 

specific G protein (Golf; G protein involved in olfactory transduction and present in cilia 

of olfactory neurons) in control (CTL) or cyclophosphamide treated uninfected animals. 

(C) Global view of the nasal cavity at 2 dpi showing infection level in the OE 
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immunostained against SARS-CoV-2 N protein (red), in cyclophosphamide treated 

animals, the level of infection is reduced as well as the area of desquamated infected cells 

(yellow asterisk) present in the lumen of the nasal cavity (white asterisk). 
 

 

 

Supplementary Figure 7: Global view of the nasal cavity at 2 dpi stained with HE in 

similar zone and same animal as Supp Fig 6. 
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Supplementary Figure 8: Global view of the nasal cavity at 1 dpi showing infection level in 

the OE immunostained against SARS-CoV-2 N protein (red) and neutrophils revealed by 

MPO presence (green). The green signal has been overexposed to reveal the anatomy of the 

nasal cavity by autofluorescence. In cyclophosphamide treated animals, the level of infection 

is reduced in the OE and desquamated infected cells (yellow asterisk) are almost absent in 

the lumen of the nasal cavity (white asterisk) compared to the vehicle treated animal. In both 

animals, the epithelium limiting the Steno’s gland lumen (green asterisk) is heavily infected. 
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Supplementary Figure 9: Global view of the nasal cavity at 1 dpi stained with HE in 

similar zone and same animal as Supp Fig 7. 
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Supplementary Figure 10: Impact of (A) cyclophosphamide and (B) Cathepsin C inhibitor 

(ICatC) on Vero E6 cell death following SARS-CoV-2 infection (C) Impact of the same 

molecules without infection (Mean± SEM normalized to the PBS condition used as a 

control; n=6). 
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Supplementary Figure 11: Global view of the nasal cavity at 1 dpi showing infection level 

in the OE immunostained against SARS-CoV-2 N protein (red) and neutrophils revealed by 

MPO presence (green). The green signal has been overexposed to reveal the anatomy of the 

nasal cavity by autofluorescence. In animals treated with cathepsin C inhibitor (ICatC), the 

level of infection is reduced in the OE and desquamated infected cells (yellow asterisk) are 

almost absent in the lumen of the nasal cavity (white asterisk) compared to the vehicle treated 

animal. In both animals, the epithelium limiting the Steno’s gland lumen (green asterisk) is 

heavily infected. 
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Supplementary Figure 12: Global view of the nasal cavity at 1 dpi stained with HE in 

similar zone and same animal as Supp Fig 11. 
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2. Article 2 : La régénération de l’épithélium olfactif suite 

à l’infection par le SARS-CoV-2 est retardée et 

perturbée. 

Un peu moins de 10 % des patients atteints par la COVID-19 développent des pertes de l’odorat 

à long terme18,23. Etant donné le nombre important de patients infectés depuis le début de la pandémie 

de COVID-19, ces pertes de l’odorat à long terme devraient concerner plus de 60 millions de personnes 

dans le monde. Ces pertes de l’odorat à long terme sont donc un problème de santé publique car les 

pertes de l’odorat ont un impact sur le comportement alimentaire, sur l’évitement de composés toxiques 

et de situations dangereuses (feu,…), et sur l’état moral des patients26. Pourtant, les mécanismes de cette 

anosmie à long terme sont encore peu connus.  

Comme une desquamation massive de l’épithélium olfactif est observée suite à l’infection par le 

SARS-CoV-227,31,32, les dysfonctionnements de l’olfaction à long terme pourraient être associées à des 

perturbations de sa régénération. Des travaux déjà publiés vont dans ce sens étant donné que Finlay et 

al. montrent que la population de neurones olfactifs est moins importante chez les patients souffrant 

d’une anosmie à long terme que chez les patients ayant retrouvé leur sens de l’odorat après une COVID-

1933. Pour comprendre les mécanismes des pertes olfactives à long terme, il est important de connaître 

les cinétiques de la régénération de l’épithélium olfactif après infection par le SARS-CoV-2 et les facteurs 

potentiels qui pourraient perturber la régénération de ce dernier. Quelques travaux ont déjà été réalisés 

à ce sujet dans le modèle hamster à moyen terme, par exemple à 21 et 42 jours post-infection361. Peu 

de travaux ont été effectués à court terme après l’infection par le SARS-CoV-2.  

L’étude que nous proposons dans ce paragraphe vise à remplir cette méconnaissance du début 

de la régénération en étudiant l’état de l’épithélium olfactif à 8 jours, 11 jours et 17 jours post-infection. 

Dans cet article, nous avons suivi la prolifération des cellules basales de l’épithélium olfactif, qui est un 

préalable à toute régénération de l’épithélium. De plus, pour aller plus loin, nous avons également étudié 

la présence et l’organisation de 2 populations neuronales de la muqueuse olfactive : les neurones 

olfactifs matures et immatures. Dans cette étude, nous nous sommes concentrés sur 3 régions de la 

muqueuse olfactive. La première est située dans les parties antérieures des fosses olfactives, la première 

zone atteinte par le virus après une instillation intranasale. Les deux autres zones étudiées sont situées 

dans une zone centrale des fosses olfactives : une en dorsomédian et une en ventrolatéral. Ces zones 

ont été choisies car la présence de cellules immunitaires résidentes Iba1+ et donc l’inflammation était 

plus importante dans les zones dorsomédianes que dans les zones ventrolatérales à 21 et 42 jours post-

infection361.  Il est déjà connu qu’une inflammation chronique est à l’origine de défauts de la 

régénération38. Il serait important de savoir si ces zones montrent des temps de récupération différents, 
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ce qui pourrait expliquer des distorsions de la perception des odorants comme les parosmies, étant 

donné que l’expression des récepteurs aux odorants est régionalisée sur l’axe dorso-ventral54. Une étude 

réalisée chez l’homme irait dans le même sens, suggérant que les parosmies observées après la COVID-

19 seraient causées par la détection de certains odorants présents en faible concentration dans 

l’environnement. Elle serait donc dépendante des neurones olfactifs et des récepteurs olfactifs présents 

dans l’épithélium olfactif362. Les parosmies touchent en effet près de 25 % des patients atteints par la 

COVID-1919,20. 

Par la suite, par RT-qPCR, nous avons étudié les niveaux d’inflammation dans les fosses nasales 

pour savoir s’il y a une inflammation résiduelle dans l’épithélium olfactif. En effet, l’étude de Chen et al. 

a montré que l’inflammation persistante inhibe la prolifération des cellules basales dans l’épithélium 

olfactif38. De plus, des études comme celle de Finlay et co-auteurs suggèrent une présence plus 

importante de cellules immunitaires chez les patients subissant une perte de l’odorat à long terme. 

L’activité de ces cellules pourrait donc être impliquée dans ces dysfonctionnements de l’olfaction33. 

Nous avons à nouveau utilisé le modèle hamster pour répondre à ces questions. Nous avons 

infecté des hamsters avec 5.103 pfu de la souche D614G du SARS-CoV-2 et avons étudié l’évolution des 

différents paramètres présentés précédemment pendant l’infection aigüe à 1, 2 et 4 jours post-infection 

et peu de temps après la clairance virale à 8, 11 et 17 jours post-infection.  

Cette étude nous a permis de montrer que la régénération de l’épithélium olfactif commençait 

à environ 8 jours post-infection dans toutes les aires de l’épithélium olfactif, bien après la clairance virale. 

Pourtant, dans les aires antérieures et dorsomédianes, la régénération de l’épithélium est fortement 

perturbée. En effet, si les cellules basales prolifèrent dans ces zones à partir de 8 jours post-infection, 

peu de neurones olfactifs immatures sont produits dans la partie antérieure de l’épithélium olfactif avant 

17 jours post-infection, montrant un retard important dans la régénération de cette zone. Dans la zone 

dorsomédiane, des neurones olfactifs immatures sont produits dès 11 jours post-infection mais au lieu 

de se présenter en une monocouche cellulaire comme dans un épithélium non affecté, ils forment 

plusieurs couches désorganisées au moins jusqu’à 17 jours post-infection. Il n’est pas certain que la 

désorganisation observée dans ces régions puisse permettre une régénération complète de l’épithélium 

olfactif. Cette désorganisation est beaucoup moins importante dans les parties ventrolatérales de 

l’épithélium olfactif. Dans les parties antérieures et dorsomédianes, aucune récupération des populations 

de neurones olfactifs matures n’a pu être observée. Par contre, dans les régions ventrolatérales, la 

récupération des populations de neurones olfactifs matures commence à 17 jours post-infection. Donc, 

les cinétiques de régénération sont bien différentes dans plusieurs régions de la muqueuse olfactive. De 

plus, les niveaux d’expression de plusieurs cytokines (TNF-α, IL-1β et CXCL10) et cellules immunitaires 
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de l’inflammation (macrophages résidents Iba1+ par exemple) restent significativement plus élevées 

dans les fosses olfactives à 17 jours post-infection que dans les animaux contrôle.  

En conclusion, pendant l’infection aigüe, entre jour 2 et jour 4 post-infection, la combinaison 

d’une obstruction des fosses nasales par des débris cellulaires et des pertes neuronales liées à la 

desquamation serait à l’origine d’une anosmie très profonde chez le hamster syrien doré. A partir de 8 

jours post-infection, l’obstruction de la cavité nasale est levée, ce qui est associé avec une amélioration 

des performances olfactives. Par contre, la population de neurones olfactifs matures n’est que peu 

régénérée jusqu’à 17 jours post-infection, ce qui explique le fait que les performances olfactives des 

hamsters syriens sont encore fortement affectées jusqu’à 17 jours post-infection. 
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Abstract 

The specific mechanisms causing the loss of smell due to SARS-CoV-2 infection are still not fully 

understood. Research has shown that the initial infection of sustentacular cells in the olfactory epithelium 

is followed by the infiltration of innate immune cells and desquamation of the olfactory epithelium but 

the extent of the following loss of mature olfactory neuron remains to be clarified. Infected hamsters 

experience a temporary loss of smell as early as 2 dpi, with a gradual recovery at 17 days post infection 

(dpi). We explored here extensively the spatiotemporal evolution of olfactory neuron population 

following SARS-CoV-2 infection until 17 dpi. We observed a continuous decrease of mature olfactory 

neuron population even after infection resolved at 8 dpi. Mature olfactory neurons almost completely 

disappeared in the nasal cavity at 11 dpi. Furthermore, we observed a delayed regeneration of the 

olfactory epithelium starting only at 8 dpi and leading to a high level of immature olfactory neurons. 

This delayed regeneration and persistent olfactory neuron population alteration was correlated with a 

prolonged expression of inflammatory cytokine and a rapid decrease of the level of anti-inflammatory 

marker linked to regeneration. Overall, our results suggests that the regeneration process may be altered 

in some areas of the olfactory epithelium leading to impaired regeneration of the mature olfactory 

neuron population. The later may explain the prolonged smell loss linked to SARS-CoV-2 infection. 
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Introduction 

The infection by the first SARS-CoV-2 variants has been characterized by up to 50% of anosmia 

i.e. total smell loss (von Bartheld CS et al., 2020; Vaira et al., 2021;). About 10% of anosmic patients do 

not recover their sense of smell 6 months after the disease onset (Tan et al., 2022). Since the Omicron 

era, the anosmia prevalence has decreased to ~10% (Butowt et al., 2022; von Bartheld and Wang, 2023) 

but it stills represent a considerable number of patients as SARS-CoV-2 is circulating actively. Smelling 

is essential for life quality. Odours plays a major role in feeding behavior and their detection allows also 

to avoid exposition to food poisoning and dangerous chemicals (Meunier et al., 2021). It is thus crucial 

to understand the cellular basis of smell loss related to viral infection. 

Olfaction starts in the olfactory epithelium (OE) containing olfactory sensory neurons (OSNs) 

surrounded by supporting cells called sustentacular cells. Both cell types are regenerated regularly 

thanks to multipotent basal cells (Schwob et al., 2017). Among these cells, only sustentacular cells express 

significantly ACE2 and TRPMSS2 required for SARS-CoV-2 cellular entrance (Bilinska et al., 2020; Brann 

et al., 2020; Fodoulian et al., 2020). Studies using the Syrian golden hamsters have shown that SARS-

CoV-2 infects massively the sustentacular cells in the OE (Bryche et al., 2020; Urata et al., 2021) consistent 

with humans studies focused on patients deceased during the acute phase of SARS-CoV-2 infection 

(Khan et al., 2022, 2021). The events following this infection in link with loss of smell are less clear. 

Experimental human infection have shown that loss of smell duration can greatly vary from several days 

to several weeks / months with an average of 28 days (Killingley et al., 2022) consistent with 

epidemiology (Tan et al., 2022). Using rodents model, it has been shown that following infection of 

sustentacular cells, olfactory neurons are losing their cilia impairing olfactory transduction (Bryche et al., 

2020; Verma et al., 2022). Additionally, the infection of the OE leads to fast recruitment of innate immune 

cells including neutrophils initiating massive damage of the epithelium (Bourgon et al., 2022). Following 

the damage of the epithelium, the lumen of the nasal cavity is filled with cellular debris (Chen et al., 2022; 

Yu et al., 2022; Zhang et al., 2020); potentially limiting the airflow reaching the olfactory turbinates. Both 

phenomena could explain the transient loss of smell observed in some patients but not the long-lasting 

anosmia which require further studies (Chen and Wang, 2023; Tsukahara et al., 2023). In hamsters, the 

recovery of smell follows the regeneration of the olfactory epithelium thickness indicating that the 

damage of the epithelium may be the main factor of prolonged smell loss (Reyna et al., 2022). The 

prolonged loss of smell may thus be linked to a long lasting loss of neuronal population observed in 

rodents (Bourgon et al., 2022; Chen et al., 2022; Finlay et al., 2022; Verma et al., 2022) and in humans as 

a study observed olfactory neuronal loss in hyposmic post COVID-19 patients (Finlay et al., 2022). SARS-

CoV-2 infection related long term olfactory loss may also be linked to an alteration of neuronal olfactory 
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receptor expression in the OE (Zazhytska et al., 2022) or to central alteration of olfactory processing 

linked to inflammation (Kishimoto-Urata et al., 2022).  

In order to improve our understanding of the cellular events behind the COVID-19 related smell 

loss, we focused on the evolution of the olfactory neuron population and regeneration of the olfactory 

epithelium in the beginning of the infection and during the recovery of smell capacity in hamsters.  

Material and methods 

SARS-CoV-2 isolates 

In vivo experiments were carried out with SARS-CoV-2 strain BetaCoV/France/IDF/200107/ 2020, 

which was isolated in the beginning of the pandemic in Europe in March 2020 by Dr. Paccoud from the 

La Pitié-Salpétrière Hospital in France. This strain was kindly provided by the Urgent Response to 

Biological Threats (CIBU) hosted by Institut Pasteur (Paris, France), headed by Dr. Jean-Claude 

Manuguerra. 

Animals 

Forty-three 8 weeks-old male hamsters were purchased from Janvier’s breeding Center (Le 

Genest, St Isle, France). Animal experiments were carried out in the animal biosafety level 3 facility of the 

UMR Virologie (ENVA, Maisons-Alfort) ; approved by the ANSES/EnvA/UPEC Ethics Committee (CE2A16) 

and authorized by the French ministry of Research under the number APAFIS#25384-

2020041515287655. Weight and welfare of animals were respectively measured and evaluated daily. Six 

animals were not infected and used as control. Thirty-seven were infected by nasal instillation (5.103 

TCID50 of SARS-CoV2 strain BetaCoV/France/IDF/200107/2020 in 80 µL distributed among each nostril) 

on anesthetised animals under isofluorane as previously described(Bourgon et al., 2022). Six of them has 

been euthanised at 1-day post-infection (dpi), six at 2 dpi, six at 4 dpi, six at 8 dpi, six at 11 dpi and seven 

at 17 dpi. Animal olfactory performances were measured 2 days prior to infection, then before each 

enthanasia time. An extra food pellet colored in red was proposed daily to measure extra food 

consumption as a reflect of food intake. Heads were sagitally divided in two halves. One was used for 

immunohistochemistry experiments and olfactory turbinates have been extracted from the other to 

perform RNA extraction and RT-qPCR experiments.  

Behaviour experiments 

 In order to assess the olfactory performances of hamsters, we slightly adapted the buried food 

test (Yang and Crawley, 2009). We found Emmental cheese to be much more attractive than the sweet 

food conventionally used with mice and used it as food stimulus. Hamsters get used to Emmental after 

leaving one small piece (10 x 4 x 2 mm) in their home cage overnight. They start actively digging for it 
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after a single 5-min habituation session in a test cage filled with 5 cm of bedding with a piece of cheese 

accessible directly on the surface. This test cage was then used for two different conditions named “easy 

task” or “hard task”, which consist in burying the cheese at 1 or 5 cm depth respectively. Animal activity 

was recorded for 200 seconds, and the time taken to find the cheese was afterwards measured by 

analyzing the video blind to animal condition. 

Histology, immunohistochemistry and quantifications 

 The immunohistochemistry analysis of the olfactory mucosa tissue sections was performed as 

described previously (Bourgon et al., 2022). Briefly, the animal hemi-heads were fixed for 3 days at room 

temperature in 4% paraformaldehyde (PFA) and decalcified in Osteosoft (101728; Merck Millipore ; Saint-

Quentin Fallavier ; France) for 3 weeks. Blocks were cryo-protected in 30% sucrose. Cryo-sectioning (12 

µm) was performed in coronal sections of the nasal cavity. Sections were then stored at -80 °C until use. 

For immunohistochemistry, non-specific staining was blocked by incubation with 2% bovine 

serum albumin (BSA) and 0.1% Triton. The sections were then incubated overnight with primary 

antibodies directed against SARS Nucleocapsid protein (1/1000; mouse monoclonal; clone 1C7C7 ; 

Sigma-Aldrich), Olfactory Marker Protein (OMP) (1/1000; goat polyclonal; 544-10001; Wako), GAP43 

(1/500; rabbit polyclonal; NB300 143 ; Novus) and Ki67 (1/500 ; Rabbit polyclonal ; MA139550 ; 

ThermoFisher). Fluorescence staining was performed using donkey anti-mouse-A555; goat anti-rabbit-

A488, donkey anti-rabbit-A555 and donkey anti-goat-A488 (1/800; Molecular Probes A-31570, A-11008, 

A-32794 and A-32814 respectively; Invitrogen). 

To assess the evolution of olfactory epithelium at different time points during SARS-CoV-2 

infection, we focused our measures on two sections of the nasal cavity. One was located in the anterior 

part of nasal cavity that contains vomeronasal organ, respiratory epithelium and a dorsal part with 

olfactory epithelium (Fig. 3). The other section was located in the central part of the nasal cavity that 

mainly contains olfactory epithelium but also Steno’s gland and NALT (Fig. 3). This olfactory epithelium 

can be divided in two regions: dorsomedian and ventrolateral. This study will mostly focus on the 

dorsomedian and the ventrolateral parts of the central section of nasal cavity and the olfactory part of 

the anterior part of the nasal cavity. We wanted to compare the impact and the recovery of olfactory 

epithelium after SARS-CoV-2 infection. It has already been shown that dorsomedian and ventrolateral 

region show different characteristics in their biology and their regeneration(Gaun et al., 2022; Glezer and 

Malnic, 2019; Liberia et al., 2019). Moreover, studies using animals euthanized at 21 dpi and 42 dpi 

showed a different behaviour after SARS-CoV-2 infection, notably concerning inflammation and 

recovery(Kishimoto-Urata et al., 2022). We also chose the olfactory part of the anterior section of nasal 

cavity to see if this region also showed differences of time scale of SARS-CoV-2 infection and if the 
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recovery of this region shows any difference with dorsomedian and ventrolateral parts of the central 

section.  

We studied SARS-CoV-2 staining, Ki67 staining, GAP43 staining and OMP staining in the 

olfactory epithelium in order to study the extent of infection, the regeneration of olfactory epithelium 

through the activity of basal cells and the presence of immature olfactory neurons and mature olfactory 

neurons in olfactory epithelium. For SARS-CoV-2 staining, Ki67 staining and OMP staining, we scored 

the three presented regions from 0 (absence of staining) to 10 corresponding to massive infection, 

ubiquitous proliferative activity of basal cells and homogeneous presence of mature olfactory neurons 

in the whole olfactory epithelium. For GAP43 staining, we also scored disorganization of these cells from 

1 to 9 based on the presence of staining in the middle part (~50%) of the OE layer where mature neurons 

are usually present and immature olfactory neurons absent(Moon et al., 2002). 

  

Images for all fluorescent IHC were taken using a 1X71 Olympus microscope equipped with an 

Orca ER Hamamatsu cooled CCD camera (Hamamatsu Photonics France; Massy; France). Whole sections 

of nasal cavity HE staining were reconstructed from 2 images taken at x30 magnification using a Leica 

MZ10F binocular microscope. 

RNA extraction and RT-qPCR analysis 

Total RNA was extracted from frozen nasal turbinates using the Trizol-chloroforme method as 

described previously(Bryche et al., 2019). Oligo-dT first strand mixed with random hexamers cDNA 

synthesis was performed from 1 µg total RNA with iScript Advance cDNA Synthesis Kit for RT-qPCR (Bio-

Rad; #1725038) following manufacturer’s recommendations. qPCR was carried out using 25 ng of cDNA 

added to a 15 µL reaction mix. This reaction mix contained 10 µL iTaq Universal Sybr Green SuperMix 

(BioRad ; #1725124), and primers at 500 nM (sequences in Supplementary Table 1). The reaction was 

performed with a thermocycler (Mastercycler ep Realplex, Eppendorf). Fluorescence during qPCR 

reaction was monitored and measured by Realplex Eppendorf software. A dissociation curve was plotted 

at the end of the forty amplification cycles of the qPCR to check the ability of theses primers to amplify 

a single and specific PCR product. 

Quantification of initial specific RNA concentration was done using the ΔΔCt method. Standard 

controls of specificity and efficiency of the qPCR were performed. The mRNA expression of each gene 

was normalized with the expression level of Dicer. A correction factor was applied to each primer pair 

according to their efficiency(Muller et al., 2002). 

 



 

117 
 

Statistical analysis 

All comparisons were made using Prism 8.0 (GraphPad). Mann-Whitney statistic tests were 

performed to assess the significativity of the difference between groups. In graphs, error bars indicate 

the SEM. 

 

Results 

Olfactory performance evolution following SARS-CoV-2 infection 

We had previously observed that hamsters behave much more effectively during the food buried 

test than mice and used two different level of hidden food to improve the characterisation of hamster 

performances (Fig. 1A; Merle-Nguyen et al., in revision BBI). Following SARS-CoV-2 infection, we 

observed that hamsters lose their olfactory performances but were never anosmic as all were able to 

find the shallow buried food. The loss of olfactory performances was very strong as early as 2 days post 

infection (dpi) for both “easy” and “hard” task (Fig. 1B). Hamsters recovered part of their performances 

at 8 dpi for the “easy” task and 17 dpi for the “hard” task. In both cases, the recovery was only partial as 

hamsters at 17 dpi were still performing significantly worse than prior infection. 

 

Figure 1: Evolution of olfactory abilities of SARS-CoV-2 infected hamsters (A) Representative images of a 

hamster scanning the surface for food (left) and digging for a deeply buried piece of cheese (right) (B) Amount of 

time taken to find a shallow or deeply buried piece of cheese (left and right respectively) at 6 different time points: 

Before infection, at 2, 4, 8, 11 and 17 dpi (Mean ± SEM, n=6, Mann Whitney; ns: P> 0.05; * P< 0.05; ** P< 0.01). 

The animal has 200 seconds to find the food before the test ends. 
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Evolution of cellular population dynamics in the infected olfactory turbinates 

In order to globally evaluate the impact of SARS-CoV-2 infection on the olfactory epithelium, 

we first measured the level of SARS E subgenomic RNA in olfactory turbinates. Its expression peaked at 

1 and 2 dpi (days post infection) then decreased at 4 dpi and was detected at very low level from 8 dpi 

onward (Fig. 2A). We then studied the evolution of cell populations in the OE during the course of SARS-

CoV-2 infection by measuring the relative expression of their hallmark genes. According to OMP 

expression in olfactory turbinates, mature olfactory neuron loss started at 4 dpi (Fig. 2B). This loss 

continued until 11 dpi then mature olfactory neuron population recovered without returning to the level 

of control animals. GAP43 expression related to immature olfactory neuron population strongly 

decreased equally at 4 dpi but started recovering between 8 dpi and 11 dpi, consistent with the delayed 

OMP increased. Last, we monitored sustentacular cell populations thanks to CK18 relative expression. 

Unlike other markers, the expression of CK18 was strongly enhanced at 4 dpi (p<0.01) and gradually 

diminished to reach a level lower than prior infection at 17 dpi. In order to follow the regeneration of 

the OE, we measured the expression of the cell division marker Ki67. It decreased at 1 dpi compared to 

uninfected animals to gradually increase from 4 dpi to 11 dpi. Its expression started decreasing at 17 dpi 

but stayed higher than prior to infection.  
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Figure 2: Olfactory neuron populations related transcript are highly impaired following SARS-CoV-2 

infection. Relative evolution of different transcript prior infection to 17 dpi (days post infection): SARS-CoV-2 E 

subgenomic RNA (A). Markers of the principal cell types of olfactory epithelium (OMP for mature olfactory neurons, 

GAP43 for immature olfactory neurons and CK18 for sustentacular cells) and relative expression of Ki67 as a cell 

division marker (B) Two olfactory receptors (Olfr4E1 and Olfr13G1-like) and of two components of olfactory 

transduction (Golf and CNGA2) (C). Relative expression means ± SEM, n=6, Mann Whitney; (* p<0.05; ** p<0.01). 

nd: non detectable. 
 

In order to better characterize the impact of the infection on the olfactory neuron population, 

we also measured the relative expression of two olfactory receptors (Olfr4E1 et Olfr13G1-like) and of 

two proteins involved in olfactory signal transduction (Golf and CNGA2). The expressions of Olfr4E1, Golf 

and CNGA2 markedly drops at 4 dpi during early infection (Fig. 2C). The expression level of Olfr4E1 is 

already recovered at 8 dpi. Golf and CNGA2 expression level recover more slowly without reaching at 17 

dpi the levels of control animals. Surprisingly, unlike the other genes expressed by olfactory neurons, 

the decrease of Olfr13G1-like starts only at 17 dpi. 
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Spatiotemporal evolution of SARS-CoV-2 infection in the hamster olfactory turbinates and 

impact on cellular integrity and regeneration of the OE 

We had previously observed that infection starts in the most anterior part of the olfactory 

turbinates then progress to the posterior part (Bourgon et al., 2022). Moreover, it has been shown in the 

posterior parts of the nasal cavity that the dorsomedian area remains infiltrated by innate immune cells 

as long as 42 dpi with a delay in olfactory neurons population recovery (Kishimoto-Urata et al., 2022). In 

order to examine representative areas of the nasal cavity following SARS-CoV-2 infection, we choose to 

characterize the evolution of infection and cellular dynamics in one anterior section of the nasal cavity 

and one posterior section separated in two areas (Fig. 3) prior and up to 17 dpi. 

 

Figure 3: Focus on three areas of the hamster nasal cavity. Section 1 localized in an anterior part of olfactory 

turbinates. This section contains mainly respiratory epithelium and the vomeronasal organ but also olfactory 

epithelium in the dorsal part. The second section is localized in a central part of the olfactory turbinates. We studied 

separately the dorsomedian and ventrolateral parts showing different cellular dynamics in uninfected animals.  

 

We studied the extent and the evolution of SARS-CoV-2 infection in the nasal cavity to define 

the time scale and spatial evolution of the acute infection. It began at 1 dpi in the anterior part and in 

the ventrolateral part of the central zone of the olfactory turbinates. In the dorsomedian part of the 

central section, infection started with a delay (Fig. 4). In the anterior section of the nasal cavity, the 

infection was nearly finished after 2 dpi. We observed differences in this zone between the olfactory and 

respiratory parts. The infection peaked at 1 dpi in the respiratory part and started decreasing at 2 dpi. In 

the olfactory epithelium, infection began at 1 dpi and was maximal at 2 dpi before decreasing 

significantly at 4 dpi. Conversely, in the central section of the nasal cavity, the infection finished after 4 

dpi, infection staining being inexistant at 8 dpi in all animals. In dorsomedian and ventrolateral parts, the 

infection by SARS-CoV-2 peaked at 2 dpi. Thus, infection by SARS-CoV-2 in hamster nasal cavity starts 

in the anterior and ventral part of the olfactory turbinates and progresses to the dorsal and posterior 

part to be resolved after 4 dpi.  
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 We previously published that the infected epithelium was rapidly damaged following innate 

immune cells infiltration leading to presence of cellular debris in the lumen of nasal cavity (Bourgon et 

al., 2022). In order to better characterize the impact of SARS-CoV-2 infection, we thus measured the 

presence of cellular debris in the lumen of the nasal cavity. In the anterior section of nasal cavity, the 

filling of nasal cavity with debris was maximal at 1 dpi and started decreasing after 2 dpi. Consistent with 

the observed delay in infection progression, the presence of debris was maximal at 4 dpi in the central 

part of the nasal cavity. These cellular debris were nearly cleared from 8 dpi onward (Fig. 4E, 4F).  

We finally monitored the evolution of damages in the olfactory epithelium. In the anterior 

section of the nasal cavity, it followed the same trend than infection levels, peaking at 1 dpi and rapidly 

decreasing after 2 dpi. Similarly, in the central section of the nasal cavity, damage score peaked at 4 dpi 

and started decreasing significantly at 11 dpi. Globally, damage scores in these zones were still 

significantly higher at 17 dpi than prior infection (Fig. 4F).  

We finally monitored the proliferation of basal cells through the study of Ki67+ cells. We did not 

observe any significant increase until 8 dpi (Fig. 5). We even measured a decrease of basal cell 

proliferation at 4 dpi in the ventrolateral zone of the central section. Basal cell activity was higher at 11 

dpi than prior to infection in all observed zones of the OE. Some discrepancies could be observed 

between the different parts of the nasal cavity; proliferation level was maximum at 11 dpi in the 

ventrolateral area of the central section while it was at 8 dpi in the other zones. At 17 dpi, regeneration 

level was higher than prior to infection except in the anterior part of the OE where it returned to basal 

level.  
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Figure 4: Spatiotemporal evolution of SARS-CoV-2 infection in the nasal cavity. Representative images of 

SARS-CoV-2 infection in the olfactory turbinates: Anterior with olfactory (A) or respiratory (B) epithelium and 

posterior in the dorsomedian (D) and ventrolateral (E) olfactory epithelium. Scores of SARS-CoV-2 infected cells; 

damage and presence of debris in the nasal cavity (E-F). Means ± SEM, n=6, Mann Whitney; (ns p> 0.05; * p<0.05; 

** p<0.01). 
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Figure 5: Spatiotemporal evolution of OE regeneration following SARS-CoV-2 infection. Representative 

images of Ki67 staining in the olfactory turbinates: Anterior (A); posterior in the dorsomedian (B) and ventrolateral 

(C) areas. Scores of Ki67+ cell level (D-E). Means ± SEM, n=6, Mann Whitney; (ns p> 0.05; * p<0.05; ** p<0.01). 

 

Evolution of olfactory neuron population following SARS-CoV-2 infection  

We next studied the evolution of GAP43+ immature olfactory neurons population. In control 

animals, immature olfactory neurons form a monolayer of cells located near the basal region of the 

olfactory epithelium (Fig. 6A). During the acute phase of SARS-CoV-2 infection between 1 dpi and 4 dpi, 

immature olfactory neurons were extruded in the lumen of nasal cavity during desquamation occurring 

between 1 and 4 dpi. During the late phase of SARS-CoV-2 infection, the number of immature 
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neurons in the olfactory neurons strongly increased and form a multilayer, with immature cells present 

in areas where only mature olfactory neurons should be. This holds particularly true in the dorsomedian 

central part of the nasal cavity where we observed CK18+ sustentacular cells present in the apical side of 

the OE (Supplementary Figure 2 in construction). Immature olfactory neuron population began to 

recover gradually until 17 dpi as their level of disorganization decreased without returning to control 

levels. This recovery was faster in the ventrolateral central part of olfactory turbinates (Fig. 6D, E). 

We then investigated the overall state of mature olfactory neurons population. In control 

animals, mature olfactory neurons cellular bodies are organized as multilayers in the middle of the OE. 

They present a small round cell body with a dendrite reaching the surface of olfactory epithelium and 

presenting olfactory cilia containing high OMP level (Fig. 7). From 1 to 4 dpi corresponding to the acute 

SARS-CoV-2 infection phase, we observed a strong disorganization and a strong decrease of mature 

olfactory neurons (Fig. 7D, E). A large part of this population was extruded in the lumen of nasal cavity 

as observed previously (Bourgon et al., 2022). However, we observed strong spatiotemporal differences 

in the impact of SARS-CoV-2 infection on the mature olfactory neuron population. The OMP staining 

was impacted in the anterior part of the olfactory turbinates as early as 1 dpi and disappeared at 2 dpi 

with no recovery at 17 dpi. In the posterior part, the OMP signal in the dorsomedian area was reduced 

to a very low level as soon as 2 dpi (~20% compared to prior infection) without significant recovery at 

17 dpi. Surprisingly, the OMP signal in the ventrolateral part of the central section started only to 

decrease at 4 dpi (~30% compared to prior infection) to reach its lower level at 11 dpi (~10% compared 

to prior infection). At 17 dpi, the mature olfactory neuron population in the ventrolateral OE started to 

recover but with high variability (p = 0.0771) (Fig. 7E). Several layers of cells stained with OMP could be 

observed in various regions of the ventrolateral olfactory epithelium at 17 dpi. However, the shape of 

their cell bodies appeared less ovoid and larger than in control animals (Fig. 7C).  
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Figure 6: Spatiotemporal evolution of immature olfactory neuron population following SARS-CoV-2 

infection. Representative images of GAP43 staining in the olfactory turbinates: Anterior (A); posterior in the 

dorsomedian (B) and ventrolateral (C) areas. Scores of GAP43 disorganization (D-E). Means ± SEM, n=6, Mann 

Whitney; (ns p> 0.05; * p<0.05; ** p<0.01). 
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Figure 7: Spatiotemporal evolution of mature olfactory neuron population following SARS-CoV-2 

infection. Representative images of OMP staining in the olfactory turbinates: Anterior (A); posterior in the 

dorsomedian (B) and ventrolateral (C) areas. Scores of OMP staining (D-E). Means ± SEM, n=6, Mann Whitney; (ns 

p> 0.05; * p<0.05; ** p<0.01; *** p<0.001). 
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Evolution of innate immune cell population and cytokines level following SARS-CoV-2 
infection  

In order to explore the factors involved in the temporal variation of OE regeneration neuronal 

population, we measured the evolution of genes expression related to immune system. First, we studied 

components of interferon response that play a leading role in antiviral response (Bergeron et al., 2023). 

We measured the expression of type I interferon IFN-α produced by epithelial and innate immune cells 

as well as the type III interferons IFN-λ3 known to be secreted by infected epithelial cells. We also 

measured the expression level of interferon-stimulated genes (ISG15 and Mx2). All were highly induced 

between 1 dpi and 4 dpi (Fig. 8A). Their expression level decreased from 8 dpi onward but remained 

more elevated than that of control animals except for IFN-λ3 which became undetectable from 11 dpi 

onward. 

In addition, we monitored the recruitment of innate immune cells during the course of infection 

that we had previously characterized (Bourgon et al., 2022); Iba1+ resident macrophages, Ncf2+ 

neutrophiles, CD68+ M1 macrophages and CD163+ M2 macrophages. Iba1 and Ncf2 expression level 

became higher than control level as early as 1 dpi while CD68 and CD 163 level increased at 2 and 4 dpi 

respectively. They all reached their maximum expression level at 4 dpi then decreased gradually. Ncf2, 

CD68 and CD163 went back to similar level than prior infection at 8, 17, and 17 dpi respectively while 

Iba1 expression was still higher at 17 dpi than prior infection (Fig. 8B).  

Finally, we monitored the expression of four inflammatory cytokines and chemokines (TNF-α, IL-

6, IL-1β and CXCL10) as well as anti-inflammatory and pro-resolving mediators (TGF-β, IL-10 and LIF -

Leukemia Inhibitory Factor-). The expression of all inflammatory mediators strongly raised from 1 dpi 

and stayed high until 4 dpi. Their expression remained higher than in control animals at 17 dpi except 

for IL-6 expression coming back to prior infection level at 11 dpi (Fig. 8C). Surprisingly, expression of 

anti-inflammatory and pro-resolving mediators also raised as early as 1 dpi and reached their maximum 

at 2 dpi for LIF and 4 dpi for TGF-β and IL-10. It then decreased to reach prior infection level for IL-10 at 

17 dpi contrary to TGF-β and LIF expression levels that remained higher (Fig. 8D). 
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Figure 8: Temporal evolution of anti-inflammatory and pro-resolving mediators following SARS-CoV-2 

infection of infection. Relative genes expression in olfactory turbinates of: type I and type III interferons (IFN-α and 

IFN-λ3) and of two interferon-stimulated genes (ISG15 and Mx2) in olfactory turbinates (A); Iba1, Ncf2, CD68 and 

CD163; specific markers of resident macrophages, neutrophils, M1 pro-inflammatory macrophages and M2 anti-

inflammatory macrophages respectively (B); inflammatory cytokines (TNF-α, IL-6 and IL-1β) and the inflammatory 

chemokine CXCL10 (C); anti-inflammatory mediators (TGF-β, IL-10 and LIF -Leukemia inhibitory Factor-) (D). Relative 

expression means ± SEM, n=6, Mann Whitney; (* p<0.05; ** p<0.01). nd: non detectable. 

 

Discussion 

The COVID-19 pandemic has shed light on the post viral olfactory disorders but after 3 years of 

increased research in this domain, the mechanisms leading to SARS-CoV-2 infection related loss of smell 

remains to be decipher (Chen and Wang, 2023; Tsukahara et al., 2023). While the initial infection of OE 

sustentacular cells followed by innate immune cells infiltration is now well established in both rodent 

model and humans (Bryche et al., 2020; Urata et al., 2021; Khan et al., 2022, 2021), the following events 

are less clear. Using the rodent models, several groups observed a massive desquamation of the OE with 

mature olfactory neuron loss (Chen et al., 2022; Yu et al., 2022; Zhang et al., 2020) and this loss seems to 

persist in some areas of the OE even after 42 dpi (Kishimoto-Urata et al., 2022). However one study using 

scRNAseq observed only an altered olfactory neuron genes expression without olfactory neuron 

population alteration even at 10 dpi (Zazhytska et al., 2022). In contrast, we recently confirmed by 

histology an important impact on the olfactory neuron population at 11 dpi with a strong decrease of 
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mature olfactory neuron population and disturbance of the immature olfactory neuron organization 

(Merle-Nguyen et al. 2023, in revision BBI). In order to improve our understanding on the early cellular 

and molecular events following SARS-CoV-2 infection in the OE, we explored extensively the 

spatiotemporal evolution of olfactory neuron population as well as OE regeneration and kinetic of 

various cytokines level evolution.  

To improve the characterisation of olfactory performances in hamsters following SARS-CoV-2 

infection, we used two different food buried test difficulties. It has been previously observed that some 

hamsters become anosmic at 2 dpi and recovers gradually from 8 dpi onward without reaching prior 

infection level before 35 dpi (Reyna et al., 2022). Our results confirmed that the smell loss was maximum 

as early as 2 dpi with a strong recovery at 8 dpi and 17 dpi for easy and hard task respectively without 

reaching prior infection level. Noteworthily, we observed that hamsters were in fact not anosmic but 

rather highly hyposmic as they always managed to find the food in the “easy” task (Fig. 1B). 

In order to correlate the change in olfactory performances with molecular and cellular events in 

the OE, we measured the evolution of neuronal population and various genes expression. In pilot studies, 

we observed that infection begins as early as 1 dpi in the anterior part of the olfactory turbinates then 

progress to the posterior parts with a similar pattern between 2 and 4 dpi. Strong differences of SARS-

CoV-2 impact have also been observed previously between dorsomedian and ventrolateral parts of the 

posterior olfactory turbinates (Kishimoto-Urata et al., 2022). We thus choose to focus in two sections 

representing 3 differently behaving zones of the olfactory turbinates during SARS-CoV-2 infection. 

Figure 9 (to be included in the final version) summarizes the principal results. We first confirmed the 

strong spatial differences in the infection progress in the nasal cavity. The infection starts in the anterior 

part at 1 dpi and is already resolved at 4 dpi in this region (Fig. 4E). In contrast, the posterior part of the 

OE is only highly infected at 2 dpi and 4 dpi. These results are consistent with the early rise of pro-

inflammatory cytokines (Fig. 8C). It may also explain the surprising early rise of anti-inflammatory 

cytokines (Fig. 8D) including IL-10 involved in the suppression of immune response and inflammation 

(Chang et al., 2009; de Waal Malefyt et al., 1991) and LIF secreted by resident macrophages and olfactory 

neurons to enhance the proliferation of basal cells (Bauer et al., 2003; Getchell et al., 2002). Indeed, our 

results show that the infection in the anterior part of the OE leads to complete olfactory loss at 2 dpi 

and a very strong impact at 1 dpi (Fig. 7A). As genes expression measures are performed on whole 

olfactory turbinates, it will not reflect that anti-inflammatory cytokine may only be expressed early in the 

anterior part of OE.  

Our results clearly demonstrate an extended impact on mature olfactory neuron population but 

with a delay as the ventrolateral part of the OE was only affected from 4 dpi onward. It contrasts with 

the very early loss of smell observed at 2 dpi (Fig. 1B). Thus, the smell loss at 2 dpi cannot be linked 
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solely to the reduction of mature olfactory neurons population nor to an extended loss of olfactory cilia 

that we did not observe in the ventrolateral region of the OE at 2 dpi (Supplementary figure 3; data in 

progress for final version). Similarly, genes expression related to mature olfactory transduction was not 

impacted before 4 dpi (Fig. 2C). We however confirmed the massive presence of cellular debris in the 

lumen of the nasal cavity potentially preventing odorants to reach remaining functional olfactory 

neurons which seems the only explanation for the early and sudden smell loss at dpi when large parts 

of the OE still harbour seemingly functional mature olfactory neurons.  

The infection was completely resolved at 8 dpi and this resolution occured probably even earlier 

as we previously observed viral shedding at the limit of detection from 5 dpi nasal swabs (Merle-Nguyen 

et al. 2023, in revision BBI). Surprisingly, mature olfactory neuron population continued to regularly 

decrease especially in the ventrolateral part of the OE between 8 and 11 dpi (Fig. 7) when SARS-CoV-2 

infection was completely absent (Fig. 4F). At 11 dpi, we observed an almost complete absence of OMP 

staining in all examined areas of the nasal cavity (Fig. 7); clearly showing a major impact of SARS-CoV-

2 infection on the mature olfactory neuron population. We had previously observed that neutrophils 

played a major role in the early olfactory neuron loss (Bourgon et al., 2022) but they were absent from 

8 dpi onward in the OE (Fig. 8B). The origin of this continuous diminution of mature olfactory neurons 

population may be related to the persistent high level of pro-inflammatory cytokine (Fig. 8A) but 

remained to be characterized.  

The OMP staining started to appear again only in the ventrolateral part of the OE at 17 dpi. The 

delayed recovery of mature olfactory neuron population was consistent with the observed delayed 

regeneration of the OE. Indeed, Ki67 staining only increased from 8 dpi onward (Fig. 5). The strong basal 

cell proliferation starting around 8 dpi was consistent with the strong increase of immature neuron 

population at this stage (Fig. 6) as immature neurons are known to express GAP43 as early as 1 day post 

differentiation (Liberia et al., 2019). Interestingly, the lumen of the nasal cavity starts to be cleared from 

cellular debris in the lumen only from 8 dpi onward especially in the ventrolateral part of the OE which 

is consistent with the improved olfactory performances of hamsters for the “easy” task (Fig. 1). However, 

their performances did not improve for the “hard” task before 17 dpi consistent with the late rise of 

mature olfactory neuron population (Fig. 7). This result is also consistent with our recent work showing 

an improvement of olfactory performances following early corticoid treatment leading to improved 

regeneration of mature olfactory neuron population (Merle-Nguyen et al. 2023, in revision BBI). Overall, 

our results favour the origin of late smell loss related to mature olfactory neuron loss as observed in 

human biopsies from long lasting hyposmic post COVID-19 patients (Finlay et al., 2022). 

Our results contrast with the scRNAseq study showing a disorganization of olfactory receptor 

expression in olfactory neurons without change in olfactory neuron population (Zazhytska et al., 2022). 
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However, this study did not present any histological data, was based on a relatively small numbers of 

cells (<100.000 cells from the olfactory mucosa) compared to an estimated number of 20 million for only 

the mature olfactory neuron population in hamsters (Schoenfeld and Knott, 2004). Furthermore, in this 

study the authors did not differentiate between immature and mature olfactory neurons and immature 

neurons are known to express multiple olfactory receptors (Tan et al., 2015).  

The improved olfactory performances in the “easy task” were however not consistent at 11 dpi 

when OMP staining is at its lowest. A recent study had shown that immature neurons are able to convey 

pertinent olfactory information as early as 5 days post differentiation (Huang et al., 2022). At 11 dpi, we 

observed an important recovery of the immature neuron population in the ventrolateral part of the OE 

which could thus explain that hamsters could be successful to perform basic olfactory task with a very 

low level of mature olfactory neuron population but a raising population of immature olfactory neurons. 

Finally, our results show that the anterior part of the olfactory turbinates as well as the 

dorsomedian part of the OE show little sign of recovery (Fig. 6 and 7) consistent with a previous study 

showing an impact on mature olfactory neuron population lasting at least to 42 dpi (Kishimoto-Urata et 

al., 2022). Strikingly, the presence of anti-inflammatory cytokines and M2 macrophages known to be 

involved in regeneration were almost at their level prior to infection at 17 dpi (Fig. 8). The regeneration 

process initiated by the destruction of the OE following SARS-CoV-2 infection seems thus to terminate 

too early. This is consistent with a study in mice showing that persistent inflammation switches the basal 

cells phenotype to immune defence rather than regeneration (Chen et al., 2019). Further studies are 

required to understand the precise cellular event leading to this phenomenon only in restricted area of 

the OE. 
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Gene Forward primer Reverse primer 

Dicer GGCTTTTACACATGCCTCCTACC GTCCAAAATCGCATCTCCCAG 
SARS E sgRNA CGATCTCTTGTAGATCTGTTCTC ATATTGCAGCAGTACGCACACA 
OMP TCACCAACCTCATGACACGC GCATCGGCCTCATTCCAATC 
GAP43 TGCCAAGGAGGAGCCTAAAC TTTGGCTTCATCTACAGCTTCTTTC 
CK18 ACCCAGTCTGCTGAAATCCG TGTTCTCCAAGCCGATTTTCTGA 
Ki67 TGCCTGTTCGGAAGGAGTATT AGCCCCATTTACTTGCGTTG 
Olfr4E1 AGGACAATGGCCATCATACTCAA TAGCCATCTGCACCTTTGGA 
Olfr13G1-like TCTGCCGGCCATTGCATTAT ACACCAGACAAGTGAGCACC 
Golf TGCTTCTGGGGGCTGGT TTTCAGGATTGGCCAGTGGG 
CNGA2 GAGATGGAAAGGGCTCTAAGAAGA GAAGTAGTCCAGCACCAGCC 
IFN-α AGACTGGGAGTTGCCTGTGA GAGGAATCCAGGGCTTTCCAG 
IFN-λ3 TCACATAGCCCGGTTCAAGTC TTCTTGAGCAGCCACTCTTCTATG 
ISG15 TCTATGAGGTCCGGCTGACA GCACTGGGGCTTTAGGTCAT 
Mx2 AGGCAGTGGTATTGTCACCAG ATCACTGATCCCCAGGGATCTG 
Iba1 TGGATGAGATCAACAAGCAATTC AAGGCTTCCAGTTTGGAGGG 
Ncf2 ATGTTCAATGGACAGAAGGGGC TGGGATCTTTCTGGGGCACT 
CD68 CACTTGGGGCCATGTTTCTC CTCGGGTAATGCAGAAGGCA 
CD163 CAGATACAGTGGCTTACAGTTTCC CCATCAGCATTAAAATCATTGGCAT 
TNF-α AACTCCAGCCGGTGCCTAT GTTCAGCAGGCAGAAGAGGATT 
IL-6 CCACGGAGAAAGACCTCATCTG TCGGTATGCTAAGGCACAG 
IL-1β ATCTTCTGTGACTCCTGG GGTTTATGTTCTGTCCGT 
CXCL10 CTCTACTAAGAGCTGGTCC CTAACACACTTTAAGGTGGG 
TGF-β GCGGCAGCTGTACATCGA GGCTCGTGAATCCACTTCCA 
IL-10 GGTTGCCAAACCTTATCAGAAATG TTCACCTGTTCCACAGCCTTG 
LIF AATGAAGGTCTTGGCCGCA CCCCTTGAGCTGTGTAATAGGAA 

 

Supplementary table 1 : Sequences of primers used in this study. 
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3. Article 3 : Lien entre inflammation et régénération des 

population neuronales. 

Dans cette étude, j’ai surtout participé au choix des marqueurs analysés par RT-qPCR et à 

l’analyse des résultats de ces expériences. Les immunohistochimies et leurs analyses ont été effectuées 

par Laëtitia Merle, actuellement à l’Université de Dijon et Ophélie Ando-Grard.  

Pour mieux comprendre le rôle de l’inflammation dans les défauts de régénération observés 

dans l’épithélium olfactif après l’infection par le SARS-CoV-2, nous avons mis en place une troisième 

étude étudiant les effets sur l’épithélium d’un traitement par des anti-inflammatoires comme la 

dexaméthasone, un glucocorticoïde de synthèse363. Ces corticoïdes inhibent la vasodilatation et 

l’augmentation de la perméabilité vasculaire qui favorise le passage des cellules immunitaires vers le site 

d’inflammation363. De plus, les corticoïdes diminuent également l’expression de cytokines pro-

inflammatoires et de molécules d’adhésion par les cellules immunitaires363. Les glucocorticoïdes 

bloquent les macrophages en polarisation anti-inflammatoire363. Donc la dexaméthasone diminue le 

recrutement des cellules immunitaires et inhibe les fonctions inflammatoires des macrophages. 

Dans ces expériences, les traitements dexaméthasome ont été administrés aux hamsters syriens 

dorés tous les jours à partir de 2 jours post-infection, quand les pertes de l’odorat et les dommages à 

l’épithélium olfactif deviennent significatifs. Ces expériences nous permettront de mieux comprendre le 

rôle de l’inflammation sur l’état du tissu pendant les phases de résolution de l’infection et de 

régénération du tissu. 

Nous montrons que les performances olfactives des animaux traités avec la dexaméthasone sont 

améliorées par rapport aux animaux contrôles. Cette amélioration est associée à une augmentation des 

marqueurs de macrophage M2 comme CD163 dans chez les animaux traités dexaméthasone par rapport 

aux animaux contrôle. Au contraire, les marqueurs de macrophage M1 comme CD68 et la cytokine pro-

inflammatoire IL-6 diminuent chez les animaux traités dexaméthasone par rapport aux animaux contrôle. 

De plus, les neurones olfactifs matures présents en ventrolatéral semblent soit être moins affectés par 

l’infection soit récupérer plus rapidement. Cette étude confirme les résultats de l’article 2 qui associent 

les pertes d’odorats à un impact sur les populations de neurones matures. 
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Abstract 

Among the numerous long COVID symptoms, olfactory dysfunction persists in ~10% of patients 

suffering from SARS-CoV-2 induced anosmia. Among the few potential therapies, corticoid treatment 

has been used for its anti-inflammatory effect with mixed success in patients. In this study, we explored 

its impact using hamster as an animal model. SARS-CoV-2 infected hamsters lose their smell abilities 

and this loss is correlated with damage of the olfactory epithelium and persistent presence of innate 

immunity cells. We started a dexamethasone treatment 2 days post infection, when olfaction was already 

impacted, until 11 days post infection when it started to recover. We observed an improvement of 

olfactory capacities in the animals treated with corticoid compared to those treated with vehicle. This 

recovery was not related to differences in the remaining damage to the olfactory epithelium, which was 

similar in both groups. This improvement was however correlated with a reduced inflammation in the 

olfactory epithelium with a local increase of the mature olfactory neuron. Surprisingly, at 11 days post 

infection, we observed an increased and disorganized presence of immature olfactory neurons, 

especially in persistent inflammatory zones of the epithelium. This unusual population of immature 

olfactory neurons coincided with a strong increase of olfactory epithelium proliferation in both groups. 

Our results indicate that persistent inflammation of the olfactory epithelium following SARS-CoV-2 

infection may alter the extent and speed of regeneration of the olfactory neuron population, and that 

corticoid treatment is effective to limit inflammation and improve olfaction recovery following SARS-

CoV-2 infection.  
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Introduction 

The COVID-19 pandemic is characterized by an unprecedented number of olfactory disorders 

cases. The first variants are responsible for up to 50% of these symptoms (von Bartheld et al., 2021) and, 

while it is less frequent with the Omicron variant, ~10% of infected patients still report olfactory disorder 

(von Bartheld and Wang, 2023). The disturbance of odorant perception can have a profound impact on 

quality of life, as this sense is essential not only for feeding behavior but also for detection of imminent 

danger such as gas or smoke (Meunier et al., 2021) and loss of smell is linked to an increased risk of 

depression and death (Van Regemorter et al., 2020). Most patients recover their olfactory capacities in a 

few months, but at least ~5% still suffer from persistent olfactory disorders, including anosmia, i.e. a 

total loss of smell (Tan et al., 2022).  

Loss of smell was already widespread in ~5% of the population prior to the pandemic (Whitcroft 

et al., 2023), mainly related to chronic rhinosinusitis, but for about 25% of cases to viral infection 

(Okumura et al., 2022). While many therapeutic options to recover from post-viral infection disorders 

(PVOD) have been explored since the surge in COVID-19 cases, two main treatments have emerged: 

olfactory training and corticoid treatment (Huart et al., 2021; Nag et al., 2023; Rashid et al., 2021; 

Tragoonrungsea et al., 2023; Vaira et al., 2021). Olfactory training helps to recover (Pieniak et al., 2022), 

but the effectiveness of corticoid treatment appears variable according to the protocol used (Hintschich 

et al., 2022; Hosseinpoor et al., 2022). In addition to variations in the timing of treatment after the onset 

of the olfactory disorder, corticoids can be used locally or systematically, which could explain their 

inconsistency (Pendolino et al., 2022). Most studies showing positive results conclude that larger cohorts 

are required to demonstrate effectiveness (Le Bon et al., 2021).  

Olfaction starts in the olfactory epithelium (OE), which contains olfactory sensory neurons 

(OSNs) surrounded by supporting cells called sustentacular cells. The epithelium continuously renews 

itself as both cell types undergoes regular apoptosis and are regenerated through multipotent basal 

cells (Schwob et al., 2017). We and others observed in the golden Syrian hamster model that SARS-CoV-

2 massively infects the sustentacular cells in the OE, leading to its desquamation (Bryche et al., 2020; 

Kishimoto-Urata et al., 2022). This desquamation occurs coincident with olfactory neuron deciliation and 

release of these cells into the lumen of the nasal cavity, where they undergo apoptosis (Bourgon et al., 

2022). It has been confirmed in humans that anosmia arises primarily from infection of the sustentacular 

cells of the OE followed by disruption of OE integrity without OSN infection (Khan et al., 2021). We have 

previously observed that innate immune cells play a major role in the destruction of the infected OE 

(Bourgon et al., 2022) and it has been shown that the number of resident macrophage increases as long 

as 42 days post infection (dpi) (Kishimoto-Urata et al., 2022). As SARS-CoV-2 infection resolves in the 

nasal cavity after 4 dpi (Bryche et al., 2020), the increased presence of innate immune cells in the OE 
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persists long after the resolution of infection and may explain the delay in resolution of the olfactory 

disorder. These data from animal studies have been confirmed in human, since a comparative study 

showed a lower level of olfactory neurons and an increased presence of immune cells in OE biopsies 

from patients who did not recover from COVID-19-associated olfactory disorders (Finlay et al., 2022). 

Overall, these results indicate that persistent inflammation may be an important factor that contributes 

to long-lasting olfactory disorders, and that corticoid treatment should be beneficial.  

As in-depth study of their effectiveness to improve COVID-19 associated olfactory disorders is 

difficult to achieve in humans, we used Syrian golden hamsters which display the pathophysiology of 

mild COVID-19, including loss of smell (Reyna et al., 2022). We treated hamsters by subcutaneous 

injection of dexamethasone with an anti-inflammatory dose (1.5 mg/kg) starting at 2 dpi when the 

animals already display smell loss (Reyna et al., 2022) and examined them at 11 dpi when olfaction starts 

to recover in non-treated animals.  

Material and methods 

SARS-CoV-2 isolates 

In vivo experiments were carried out with SARS-CoV-2 strain BetaCoV/France/IDF/200107/2020, 

which was isolated by Dr. Paccoud from the La Pitié-Salpétrière Hospital in France. This strain was kindly 

provided by the Urgent Response to Biological Threats (CIBU) hosted by Institut Pasteur (Paris, France), 

headed by Dr. Jean-Claude Manuguerra. 

Animals 

Twenty-four 8 weeks-old male hamsters were purchased from Janvier’s breeding Center (Le 

Genest, St Isle, France). Animal experiments were carried out in the animal biosafety level 3 facility of the 

UMR Virologie (ENVA, Maisons-Alfort); approved by the ANSES/EnvA/UPEC Ethics Committee (CE2A16) 

and authorized by the French ministry of Research under the number APAFIS#25384-

2020041515287655. Weight and welfare of animals were measured and evaluated daily. Six animals were 

not infected and used as a control. Eighteen hamsters were infected by nasal instillation (40 µL in each 

nostril with 5.103 TCID50 of SARS-CoV2 strain BetaCoV/France/IDF/200107/2020) under isofluorane 

anesthesia as previously described (Bourgon et al., 2022). At 2 dpi, 6 animals were euthanized to 

document pathophysiology prior to dexamethasone treatment. The remaining twelve animals received 

daily dexamethasone subcutaneously (1.5 mg/kg; Rapidexon) or the vehicle (300 µL PBS with 3.75 

mg/mL benzylic alcohol). This dose was successfully used to reduce inflammation during SARS-CoV-2 

infection in the hamster model (Wyler et al., 2022; Yuan et al., 2022). Nasal swabs were performed daily 

to measure the viral load secreted by brushing the nostrils of the animal from 1 to 5 dpi. Olfactory 

performance was measured 2 days prior to infection, then at 2 and 11 dpi. An extra food pellet colored 
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in red was offered daily to measure supplementary food consumption as a sign of food intake. At 11 

dpi, animals were euthanized. Heads were divided sagittally into two halves, one of which was used for 

immunohistochemistry experiments. The nasal turbinates and olfactory bulb were extracted from the 

other half for qPCR analysis.  

Viral titration of nasal swabs 

Nasal swabs were diluted in 400 μL of DMEM medium supplemented with 1% sodium pyruvate 

and antibiotics and stored at -80˚C until titration by tissue culture infectious dose 50% (TCID50) as 

described previously (Thébault et al., 2022). Briefly, each nasal swab was serially diluted within DMEM 

containing 1% Sodium Pyruvate and 1% antibiotics (Penicillin/Streptomycin) by 10-1 to 10-6 for 1 to 3 dpi 

and ½ and 10-1 for 4 and 5 dpi. After 1h30 incubation at 37˚C with Vero E6 cells, the medium was 

supplemented with 5% FCS and graded 4 days later according to an all-or-nothing scoring method for 

the presence of a viral cytopathic effect. Infectious titers were expressed as TCID50 per mL according to 

the Spearman Karber method (Ramakrishnan, 2016). 

Behavior experiments 

To assess the olfactory ability of hamsters, we used the buried food test (Yang and Crawley, 

2009). We found Emmental cheese to be much more attractive than the sweet food conventionally used 

with mice and used it as food stimulus. Hamsters get used to Emmental after leaving one small piece 

(10 x 4 x 2 mm) in their home cage overnight. They start actively digging for it after a single 5-min 

habituation session in a test cage filled with 5 cm of bedding with a piece of cheese accessible directly 

on the surface. This test cage was then used for two different conditions named “easy task” or “hard 

task”, which consisted in burying the cheese at 1 or 5 cm depth respectively. Animal activity was recorded 

for 200 seconds, and the time taken to find the cheese was afterwards measured by analyzing the video 

blind to the treatment.  

Histology, immunohistochemistry and quantifications  

The immunohistochemistry analysis of the olfactory mucosa tissue sections was performed as 

described previously in mice (Bryche et al., 2019). Briefly, animal hemi-heads were fixed for 3 days at 

room temperature in 4% paraformaldehyde (PFA) and decalcified in Osteosoft (101728; Merck Millipore; 

Saint-Quentin Fallavier; France) for 3 weeks. Blocks were cryoprotected in 30% sucrose. Cryo-sectioning 

(12 µm) was performed to generate coronal sections of the nasal cavity. Sections were stored at -80 °C 

until use. 

For immunohistochemistry, non-specific staining was blocked by incubation with 2% bovine 

serum albumin (BSA) and 0.1% Triton. Sections were then incubated overnight with primary antibodies 

directed against SARS Nucleocapsid protein (1/1000; mouse monoclonal; clone 1C7C7; Sigma-Aldrich), 
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ionized calcium-binding adapter molecule 1 (Iba1) (1/500; rabbit monoclonal; clone EPR16588; Abcam), 

Olfactory Marker Protein (OMP) (1/1000; goat polyclonal; 544-10001; Wako); GAP43 (1/500; rabbit 

polyclonal; NB300 143; Novus); Ki67 (1/100 ; Rabbit polyclonal; MA139550; ThermoFisher) and cleaved 

caspase 3 (1: 400; rabbit polyclonal, Cell Signaling; Ozyme). Fluorescence staining was performed using 

donkey anti-mouse-A555; donkey anti-rabbit-A488 and donkey anti-goat-A546 (1/800; Molecular 

Probes A-31570; A32790; A-11056 respectively; Invitrogen).  

To assess the impact of corticoid treatment on the OE after SARS-CoV-2 infection, we focused 

our measures on coronal sections of nasal turbinates in the middle of the nasal cavity, containing the 

NALT and the end of Steno’s gland (Supp Fig. 1). We choose this area as it presents two zones behaving 

differentially for the recovery of OE damage following SARS-CoV-2 infection (Kishimoto-Urata et al., 

2022). 

To measure olfactory epithelium damage, we performed conventional hematoxylin and eosin 

(HE) staining as previously described (Bourgon et al., 2022) and scored slices from 1 to 9 according to 

OE thickness, irregularities, missing areas and presence of cellular debris in the lumen of the nasal cavity. 

We examined the presence of Iba1+ cell in both lamina propria and OE, as well as GAP43+ and 

OMP+ cells in the OE to assess immune cell infiltration, the presence of immature olfactory neurons and 

mature olfactory neurons, respectively. For Iba1 and OMP staining, we scored slices from 0 (no staining) 

to 9, corresponding respectively to massive immune cell infiltration and homogenous presence of 

mature olfactory neurons in the whole OE layer. For GAP43+ immature olfactory neurons, we scored a 

level of disorganization from 1 to 9 based on the presence of staining in the middle part (~50%) of the 

OE layer, where mature neurons are usually present and immature olfactory neurons absent (Moon et 

al., 2002). For Ki67 and C3C staining, we scored the presence of cells in the OE from 0 (absence) to 9 

(ubiquitous). 

Glomerular size in the olfactory bulb was measured based on OMP staining with ImageJ 

(Rasband, W.S., ImageJ, U.S. National Institutes of Health, Bethesda, Maryland, USA, 

http://imagej.nih.gov/ij/, 1997–2012). For each animal, two different slices approximatively separated by 

500 µm were analyzed. The size of the 4 largest glomeruli on both slices were averaged per animal and 

normalized to the average glomerular size of control animals. 

Images for all fluorescent IHC were taken using an Olympus 1X71 microscope equipped with an 

Orca ER Hamamatsu cooled CCD camera (Hamamatsu Photonics France; Massy; France). Whole sections 

of nasal cavity HE staining were reconstructed from 2 images taken at x30 magnification using a Leica 

MZ10F binocular microscope. 

http://imagej.nih.gov/ij/
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RNA extraction and RT-qPCR analysis 

Total RNA was extracted from frozen nasal turbinates using the Trizol-chloroforme method as 

described previously (Bryche et al., 2019). Oligo-dT first strand mixed with random hexamers cDNA 

synthesis was performed from 1 µg total RNA with the iScript Advance cDNA Synthesis Kit for RT-qPCR 

(Bio-Rad; #1725038) following the manufacturer’s recommendations. qPCR was carried out using 25 ng 

of cDNA added to a 15 µL reaction mix containing 10 µL iTaq Universal Sybr Green SuperMix (BioRad; 

#1725124), and primers at 500 nM (sequences in Supp Table 1). The reaction was performed with a 

thermocycler (Mastercycler ep Realplex, Eppendorf). Fluorescence during the qPCR reaction was 

monitored and measured by Realplex Eppendorf software. A dissociation curve was plotted at the end 

of the forty amplification cycles of the qPCR to confirm the ability of theses primers to amplify a unique 

and specific PCR product. 

Quantification of the initial concentration of specific RNA was achieved using the ΔΔCt method. 

Standard controls for qPCR specificity and efficiency were performed. The mRNA expression of each 

gene was normalized with the expression level of Dicer. A correction factor was applied to each primer 

pair according to their efficiency (Muller et al., 2002). Data are presented as relative expression level 

compared to uninfected animals in the olfactory turbinates and to vehicle in the olfactory bulb. 

Statistical analysis 

All comparisons were made using Prism 8.0 (GraphPad). Statistical significance between groups 

was assessed using non-parametric Mann Whitney tests. For correlation analyses, we used Spearman’s 

non-parametric test. Error bars indicate the SEM. Multivariate statistical analysis on RNA levels in nasal 

turbinates was achieved using Principal Component Analysis (PCoA) with R software. Detailed 

information on statistical test used, sample size and P value are provided in the figure captions. 

 

Results 

Pathophysiological impact of early corticoid treatment on SARS-CoV-2 infection 

In order to examine how an early treatment with corticoids could improve the recovery of loss 

of smell induced by SARS-CoV-2 infection, we treated hamsters from 2 dpi to 11 dpi with daily 

subcutaneous injection of 1.5 mg/kg of dexamethasone (Fig. 1A). We started the treatment at 2 dpi 

because most of the damage of the OE has already been initiated in the nasal cavity (Bourgon et al., 

2022) and a very strong loss of olfactory abilities is observed in hamsters at this early stage (Reyna et al., 

2022). We stopped the treatment at 11 dpi when about 50% of the OE should have regenerated (Bryche 

et al., 2020), making it a suitable time window to observe early improvements in OE repair due to 
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corticoid treatment. TCID50 from nasal swabs taken between 1 and 5 dpi were not statistically different 

in the dexamethasone and vehicle-treated groups, indicating that the treatment starting at 2 dpi did not 

impact the level of infection in the nasal cavity (Fig. 1B). Hamsters weight decreased following infection 

with a maximum loss of ~7% at 6 dpi and a recovery at 11 dpi regardless of dexamethasone treatment 

(Fig. 1C). We measured food intake also indirectly by introducing an extra colored food pellet left on 

the bedding surface of the animal home cage overnight. The decrease of extra food consumption was 

similar to the weight loss during the course of infection with a maximal decrease at 5 dpi (Fig. 1D). 

However, animals treated with dexamethasone statistically consumed more extra food than those 

treated with the vehicle as early as 2 days post corticoid treatment (Two-way ANOVA; F(1, 110) = 5.458; 

P=0.0213). We also measured their olfactory abilities using a slightly modified buried food test involving 

two different depths of hidden food (Fig. 2). At 2 dpi, we observed a significant decrease of olfactory 

performances with shallow or deeply buried food, consistent with a previous study (Reyna et al., 2022). 

Both the vehicle and Dexamethasone-treated animals showed a partial recovery of their ability to 

discover shallow buried food at 11 dpi. Indeed, at 11 dpi animals from both groups spent significantly 

more time to retrieve the hidden food than prior to infection (Mann Whitney, P=0.0022 and 0.0173 for 

vehicle and dexamethasone groups, respectively). When the food was deeply buried, both groups were 

significantly less efficient at 11 dpi than prior to infection and did not perform better than at 2 dpi. 

However, the dexamethasone-treated group performed significantly better than the vehicle group 

(Mann Whitney, P=0.0291), indicating that their olfactory function was improved by the corticoid 

treatment. 
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Figure 1: Pathophysiological impact of early corticoid treatment on SARS-CoV-2 infection. (A) Experimental 

design to evaluate the treatment of SARS-CoV-2 infected hamsters with sub-cutaneous (SC) corticoid treatment 

started at 2 dpi until 11 dpi (days post infection) (B) Viral load in nasal swab collected from 1 to 5 dpi (C) Weight 

monitoring (D) Extra food consumption as an indirect measure of food intake (Mean ± SEM, n=6, 2-way ANOVA 

followed by Bonferroni post-test; ns: P> 0.05; * P<0.05). 

 

 

Figure 2: Monitoring of olfactory abilities of SARS-CoV-2 infected hamsters treated early with corticoids 

(A) Representative images of a hamster scanning the surface for food (left) and digging for a deeply buried piece of 

cheese (right) (B) Amount of time taken to find a shallow or deeply buried piece of cheese (left and right respectively) 

at 3 different time points: Before infection, at 2 dpi just before corticoid treatment and at 11 dpi after daily corticoid 
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(Dex) or vehicle treatment (Mean ± SEM, n=6, Mann Whitney; ns: P> 0.05; * P< 0.05). The animal has 200 seconds 

to find the food before the test ends. 

 

 

Change in genes expression related to odor detection and immune response 

The expression of olfactory transduction-related genes in the OE has been shown to be markedly 

decreased following SARS-CoV-2 infection in mice (Verma et al., 2022). Most volatile odorants are 

transduced through the activation of an olfactory receptor (OR) coupled to a specific G protein Golf, 

which in turn activates the adenylate cyclase III. The increase in cAMP level in turn activates a CNG 

channel (Cnga2), and the concentration of cAMP is buffered by the olfactory marker protein present only 

in mature olfactory neurons (OMP; Nakashima et al., 2020). We observed that, contrary to mice, the 

expression level of all olfactory transduction-related genes was not significantly affected at 2 dpi 

compared with uninfected animals (Fig. 3A). However, their expression was strongly decreased at 11 dpi 

without any significant impact of the corticoid treatment. We then examined the population of immature 

neurons using the expression level of GAP43 (Verhaagen et al., 1989). Again, its level was unaffected at 

2 dpi, but increased statistically at 11 dpi without impact of the corticoid treatment (Fig. 3A). This 

increase could be linked to proliferation of basal cells, and we therefore measured the expression level 

of Ki67 related to cellular division (Ohta and Ichimura, 2000). The alteration of its level was consistent 

with GAP43. Several studies in animal models and humans have shown a long-term persistence of 

inflammation in the olfactory system and different brain parts following SARS-CoV-2 infection. This has 

been shown notably by an increased presence of Iba1+ cells; a marker of microglia in the brain including 

the olfactory bulb and activated macrophages in the olfactory turbinates (Finlay et al., 2022; Kishimoto-

Urata et al., 2022; Rutkai et al., 2022). Furthermore, we previously observed an increase in the innate 

immune cell population as early as 1 dpi (Bourgon et al., 2022). We thus measured the expression level 

of Iba1+ (related to resident macrophages), Ncf2 (related to neutrophils) and CD68 (related to circulating 

macrophages). While all these genes were overexpressed at 2 dpi, their levels were significantly reduced 

at 11 dpi, with only CD68 related to circulating macrophages being statistically decreased by the 

corticoid treatment (Fig. 3A). We also measured the expression level of CD163, a marker of anti-

inflammatory M2 macrophages (Etzerodt and Moestrup, 2013). It was significantly increased at 2 dpi 

and stable at 11 dpi in vehicle-treated animals. It was however statistically increased from 2 dpi to 11 

dpi after corticoid treatment. Consistent with the anti-inflammatory property of corticoid treatment, we 

observed a significant decrease of IL6 expression levels in the olfactory turbinates and olfactory bulb of 

the dexamethasone group (Fig. 3B, C). While many markers were not statistically affected by the 

corticoid treatment, such as CXCL10 and IL10, we observed a tendency of decreased inflammation 

markers and improved olfactory marker following the treatment. We thus performed a principal 
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component analysis showing that animals treated with corticoid clearly form a distinct group from those 

treated with vehicle alone (Fig. 3D).  

 

Figure 3: Molecular impact on the olfactory system of SARS-CoV-2 infected hamsters treated by early 

corticoids (A) Expression level of genes related to olfactory transduction and inflammation in the olfactory 

turbinates of animals; uninfected (CTL); at 2 dpi corresponding to the start of the corticoid treatment and at 11 dpi 

after treatment with vehicle or dexamethasone (Dex) (B) Schematic of an hamster hemi head anterior part showing 

the localization of the olfactory turbinates and olfactory bulb. (C) Expression level of genes related to inflammation 

in the olfactory bulb of animal at 11 dpi after treatment with vehicle or dexamethasone (Dex). Relative expression 

means ± SEM, n=6, Mann Whitney; ns: P> 0.05; *P< 0.05; **P< 0.01. (D) PCoA biplots of RNA levels in nasal 

turbinates. Each dot represents a separate animal, colored according to the treatment. Ellipses represent a 

confidence interval of 95%. Arrows are colored according to the contribution of the corresponding gene to the first 

two components of PCoA. The two groups differ significantly (permutational multivariate analysis of variance with 

adonis, P < 0.005). 
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Corticoid treatment reduces resident macrophages presence in the olfactory mucosa 

following SARS-CoV-2 infection 

Prolonged inflammation following SARS-CoV-2 infection has been well characterized in the 

nasal cavity (Bryche et al., 2020; Finlay et al., 2022; Kishimoto-Urata et al., 2022). Among the different 

immune cells present during early inflammation of the infected olfactory epithelium, we previously 

observed a massive presence of Iba1+ resident macrophages as well as CD68+ circulating macrophages 

and MPO+ neutrophils. CD68+ and MPO+ cells were mainly observed during the phases of the epithelial 

damage (Bourgon et al., 2022). Among these innate immune cells, we observed only the persistence of 

Iba1+ cells at 11 dpi and thus focus our attention on them. The persistent presence of these cells in the 

olfactory turbinates after SARS-CoV-2 infection has been shown to be spatially restricted (Kishimoto-

Urata et al., 2022). While their presence in the ventro lateral part of the OE returns to its basal state at 

21 dpi, the dorso median zone has been shown to stay inflammatory and damaged up to 42 dpi 

(Kishimoto-Urata et al., 2022). To assess the effectiveness of the corticoid treatment following SARS-

CoV-2 infection on the recovery of the OE in the nasal cavity, we focused on a coronal section in the 

middle of the nasal cavity where we found similarly a sustained presence of Iba1+ cells in both the dorso 

median part and the ventro lateral zone of the nasal cavity (Fig. 4). At 11 dpi, Iba1+ cells were mainly 

present in the lamina propria and at a higher level than prior to infection for both areas in vehicle-treated 

animals (Mann-Whitney, P<0.0001 for both zones). The dexamethasone treatment significantly 

decreased their presence in both zones compared to vehicle-treated animals. However, the level 

remained higher than before infection (Mann-Whitney, P<0.0001 and P=0.0082 for dorso median and 

ventro lateral zones, respectively).  
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Figure 4: Reduction of resident macrophage presence in the olfactory mucosa of SARS-CoV-2 infected 

hamsters treated with corticoids.  Representative images of olfactory turbinates in the dorso median (A) or 

ventro lateral (D) part of a coronal section in the middle of the nasal cavity (B). (C) Scores of resident macrophage 

presence revealed by Iba1+ marker.  Mean ± SEM, n=6, Mann Whitney; *P< 0.05; **P< 0.01 

 

Corticoid treatment impact on the olfactory neuron population after SARS-CoV-2 

infection  

Following SARS-CoV-2 infection of sustentacular cells in hamsters, massive damage occurs in 

the epithelium, resulting in the loss of olfactory neurons into the lumen of the nasal cavity (Bourgon et 

al., 2022; Bryche et al., 2020). We chose 11 dpi as we expect that approximatively 50% of the epithelium 

would have regenerated, based on previous study of the regeneration time course (Bryche et al., 2020; 

Reyna et al., 2022) and that corticoid treatment could improve such recovery. Indeed, prolonged 

inflammation has been shown to hamper the regeneration of the olfactory epithelium (Chen et al., 2019) 

and we observed that the treatment effectively limited inflammation in the olfactory mucosa (Fig. 3 and 

4). We first examined the recovery from damage in the olfactory epithelium based on histological 

staining. We did not observe statistical difference between vehicle and corticoid-treated animals (Supp. 

Fig. 1). We next examined the regeneration level of the olfactory epithelium based on Ki67 staining 
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(Ohta and Ichimura, 2000). While the level was much higher than in the control uninfected animal, it was 

again not affected by the corticoid treatment (Fig. Supp 2).  

We next focused on the olfactory neuron population, and first on immature neurons specifically 

expressing GAP43 (Verhaagen et al., 1989). In control animals, the cell bodies of immature neurons were 

mainly present in the basal part of the epithelium and formed only a few layers (Fig. 5). At 11 dpi, we 

observed unusual multi layers of staining with cell bodies also present in the apical part of the epithelium 

in vehicle and corticoid-treated animals. We thus scored the degree of disorganization of GAP 43 

staining to evaluate if the corticoid treatment could improve the organization level of immature neurons. 

While we observed that the disorganization was higher in the dorso medial part of the olfactory 

turbinates, we did not observe any statistically significant effect of the corticoid treatment. 

 

Figure 5: Disorganization of immature olfactory neuron population at 11 dpi in vehicle and 

corticoid treated animals.  Representative images of olfactory turbinates in the dorso median (A) or 

ventro lateral (D) part of a coronal section in the middle of the nasal cavity (B). (C) Scores of the degree 

of disorganization of immature olfactory neuron population based on GAP43 staining.  Mean ± SEM, 

n=6, Mann Whitney; *P< 0.05; **P< 0.01. 
 



 

153 
 

We then measured if the corticoid treatment could have locally impacted the mature olfactory 

neuron population based on OMP immunostaining specifically expressed in these cells (Nakashima et 

al., 2020). We observed in vehicle-treated animals, that at 11 dpi the mature olfactory neuron population 

was strongly reduced compared to control, especially in the dorso medial part of the olfactory turbinates 

where OMP signal was mostly absent (Fig. 4). While we observed a slightly better OMP signal in the 

dorso median part for some dexamethasone-treated animals, the group was not statistically different 

from vehicle-treated animals. We however observed a significant increase in OMP stained cells in the 

ventro lateral part of the olfactory turbinates compared to vehicle-treated animals (Fig. 6).  

 

 
Figure 6: Local improvement of the mature olfactory neuron population at 11 dpi in SARS-CoV-2 infected 

hamsters treated with corticoids.  Representative images of olfactory turbinates in the dorso median (A) or ventro 

lateral (D) part of a coronal section in the middle of the nasal cavity (B). (C) Scores of the mature olfactory neuron 

population based on OMP staining.  Mean ± SEM, n=6, Mann Whitney; *P< 0.05; **P< 0.01. 

To confirm this result, we took advantage of the OMP expression in the axons of olfactory 

neurons. As these axons converge in the olfactory bulb, the OMP staining can be seen in the glomeruli 

which collect axons from neurons expressing the same olfactory receptor. The size of the glomeruli 

reflects the olfactory neuron population in the olfactory epithelium (Bozza et al., 2002). We thus 
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measured the size of glomeruli based on OMP staining as a global measure of the olfactory neuron 

population. While the size was decreased for both groups compared to uninfected animals, it was higher 

in dexamethasone-treated animals (Fig. 7A, B). We also found a significant correlation between the 

glomerular size of animals and their time to find the buried food (Fig. 7C). 

 

Figure 7: Improvement of glomerular size at 11 dpi in SARS-CoV-2 infected hamsters treated 

with corticoids.  (A) Representative images of olfactory bulb periphery containing glomeruli (white 

asterisk) stained by OMP present in the converging axons of mature olfactory neurons. (B) Mean of 

normalized glomerular size ± SEM, n=6, Mann Whitney; *P< 0.05; **P< 0.01. (C) Correlation between 

the time taken by one animal to find buried food and the average size of its glomeruli in the olfactory 

bulb. Spearman test p value.   
 

We finally examined if this difference in olfactory mature neuron population could be related to 

a higher level of apoptosis in the olfactory epithelium by measuring the level of cleaved caspase 3 

staining (Porter and Janicke, 1999). We did not observe any statistical difference between uninfected 

animals and vehicle or corticoid-treated animals for both zones of the olfactory epithelium (Supp. Fig. 

2). 
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Discussion 

As the number of patients suffering from long term olfactory disorder increases, animal models 

are necessary to assess the effectiveness of therapeutic treatments such as corticoid which have variable 

effectiveness in humans. Using Syrian golden hamsters, our results show that early systemic corticoid 

treatment is effective in improving olfactory recovery following SARS-CoV-2 infection.  

We started the corticoid treatment at 2 dpi, when the infection is still going on. As corticoids 

have an anti-inflammatory effect, it may increase the level of viral infection. Such treatment started at 2 

dpi has already been tested in SARS-CoV-2 infected hamsters using similar dose of dexamethasone 

(Wyler et al., 2022). While the authors focused on lung physiopathology, they observed a beneficial anti-

inflammatory effect and a non-significant slight increase of viral burden in the lungs. Our results of viral 

titration from nasal swabs indicate that the dexamethasone treatment when started at 2 dpi did not 

impact the viral presence in the nasal cavity (Fig. 1B) and the similar weight loss observed in both groups 

indicates that it did not change strongly the pathophysiology of the infection (Fig. 1C). In order to 

characterize the olfactory performances of hamsters, we used a buried food test. This test is classically 

performed with only one level of buried food (Yang and Crawley, 2009) but we chose to do it with the 

food buried at two different levels. Interestingly, at 2 dpi, 75% of hamsters were still able to find a shallow 

buried piece of cheese (Fig. 2B), indicating that most were hyposmic. This result contrasts with a previous 

study where hamsters have been reported to be anosmic at 2 dpi (Reyna et al., 2022) but consistent 

when using only the deeply buried food. Indeed, in this condition, we observed that only 33% of 

hamsters could find the food, which could indicate that most are anosmic (Fig. 2C). It may thus be 

relevant to perform the food buried test at these two levels to better characterize the olfactory disorder 

in rodent models. Interestingly, we observed that food intake, which strongly decreases at 4 dpi in the 

vehicle group was much less impacted in the group treated with corticoid (Fig. 1D). This increase of food 

intake is consistent with the improved olfactory capacities observed at 11 dpi in this group, as olfaction 

is essential for food intake in rodents. It may also be related to the direct impact of corticoid on food 

intake (Dallman et al., 2004), but the consumption of extra food was similar in both groups at 11 dpi 

when olfaction is also recovered for an easy task in the vehicle-treated group. Such a result raises the 

question of the importance of olfaction in the weight loss following SARS-CoV-2 infection in hamsters. 

A recent study in mice shows that following infection with a mouse adapted SARS-CoV-2, there 

is an important impact on gene expression related to olfactory transduction (Verma et al., 2022). Similar 

results have been observed in hamsters using single-cell RNA seq as early as 1 dpi (Zazhytska et al., 

2022). Surprisingly, while we observed a decrease in hamster olfactory capacities at 2 dpi, we did not 

find any impact on the expression of genes related to olfactory transduction (Fig. 3A). Such result is 

consistent with histological data showing that at 2 dpi, most of the OE in the posterior nasal cavity is still 
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spared from damage (Bourgon et al., 2022). We can thus hypothesize that the loss of smell at 2 dpi may 

be rather related to either cellular debris in the lumen of the nasal cavity, which could impair air flow 

and thus odorant detection, massive loss of olfactory sensory neuron cilia (Bryche et al., 2020), or 

disruption of the sustentacular cells, which are essential for odorant detection (Butowt et al., 2023), but 

not yet to olfactory neuron loss. At 11 dpi, the expression of all genes related to olfactory transduction 

was strongly diminished, which could explain the persistence of hyposmia in both groups. The expression 

of genes related to inflammation and innate immunity cells presence in the OE was also strongly 

increased at 2 dpi. This expression globally decreased at 11 dpi but remained at a higher level than 

control for all genes, except ncf2, which is related to neutrophil presence. This higher level of gene 

expression related to inflammation and immune cell infiltration at 11 dpi is consistent with the 

persistence of inflammation reported previously in humans and hamsters (Finlay et al., 2022; Kishimoto-

Urata et al., 2022). The corticoid treatment was effective to reduce the expression of CD68, related to 

macrophages presence, as well as the inflammatory cytokine IL6 in the OE and olfactory bulb (Fig. 3C). 

We also measured an increase in CD163 expression; a marker of anti-inflammatory macrophages 

(Etzerodt and Moestrup, 2013), and known to be over expressed during corticoid treatment (Takenouchi 

et al., 2021). The lower presence of markers related to immune cells presence in the OE was confirmed 

by histology, showing a decreased presence of Iba1+ cells in the olfactory mucosa (Fig. 4). These changes 

are consistent with the anti-inflammatory action of corticoid and may explain the improved olfactory 

abilities in the dexamethasone-treated group for the buried food test.  

Prolonged inflammation has been shown to hamper the renewal of the olfactory epithelium 

(Chen et al., 2019), which could thus limit the regeneration of the OE following the massive 

desquamation caused by SARS-CoV-2 infection (Bryche et al., 2020). Despite the persistence of 

inflammation, we observed a strong increase in cellular proliferation consistent with an increased level 

of GAP43 expressed by immature olfactory neurons (Fig. 3A; 5 and Supp. Fig. 2). The presence of 

immature olfactory neurons was confirmed by histology, with a strong zonal difference. Their population 

had almost returned to the uninfected level in the ventro lateral zone of the nasal cavity but was strongly 

altered in the dorso median part. In control animals, the cell bodies of immature olfactory neurons are 

restricted to the basal part of the OE (Moon et al., 2002), and they project a typical dendrite extension 

toward the apical part of the OE with a dendritic knob. Such organization was lacking at 11 dpi in the 

dorso median part of the nasal cavity (Fig. 5). Interestingly, similar results have been observed 2 weeks 

after methimazole treatment inducing a complete desquamation of the OE (Bergman et al., 2002). The 

zone of the disorganization of immature olfactory neuron population correlates with the higher presence 

of iba1+ cells (Fig. 4). This differential presence of Iba1+ cells has already been reported, as late as 42 

dpi, in hamsters OE and was associated with a loss of olfactory mature neurons (Kishimoto-Urata et al., 

2022). We found a similar result with an absence of OMP staining in the OE of vehicle-treated animals 
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at 11 dpi in the dorso-median zone, which was partially restored by the corticoid treatment (Fig. 6). The 

increase of the mature olfactory neuron population by the dexamethasone treatment was consistent 

with the size of glomeruli in the olfactory bulb. Indeed, glomerular size reflects the amount of innervating 

OE olfactory neurons (Bozza et al., 2002). Furthermore, the glomerular size in the olfactory bulb was 

correlated with the hamster’s performance in the hard task of the buried food test (Fig. 6C). Interestingly, 

the size of olfactory bulb in patients suffering from long-lasting olfactory disorders following SARS-CoV-

2 infection is reduced (Frosolini et al., 2022). Such reduction is consistent with a reduced mature olfactory 

neuron population in the OE observed in human biopsies of patients suffering from non-recovering 

COVID-19 hyposmia (Finlay et al., 2022). How could the diminishing inflammation help the recovery of 

the mature olfactory neuron population? Inflammation may either impair the differentiation of immature 

neurons to mature neurons or increase the level of neuronal death related to tissue damage. While we 

did not observe different levels of apoptosis at 11 dpi in both groups (Supp. Fig. 2), we would need to 

examine earlier time points to decipher how corticoid treatment helps to restore the mature olfactory 

neuron population. 

While hamster basic olfaction has already recovered at 11 dpi as can be seen by the good 

performance of the vehicle-treated group in the easy food buried task, only the group treated with 

corticoid could partially recover their capacity to smell a deeply buried food. These results raise the 

question of the recovery evaluation of the smell capacities in humans. Indeed, UPSIT (University of 

Pennsylvania Smell Identification Test) is the most used olfactory test and consists at directly smelling 

different odors presented under the nose (Doty et al., 1984). As humans have a very good sense of smell 

(McGann, 2017), it may be that the olfactory disorder following SARS-CoV-2 infection lasts far longer 

than currently estimated, as it would require more sophisticated tests to measure the real olfactory 

capacities. 

Overall, our results indicate that persistent inflammation may disturb the recovery of the mature 

olfactory neuron population and that early corticoid treatment improves the recovery from SARS-CoV-

2 induced olfactory impairment. So far, most corticoid treatment has been performed in humans when 

the olfactory disorder does not recover spontaneously several weeks post-infection (Huart et al., 2021; 

Le Bon et al., 2021; Nag et al., 2023; Vaira et al., 2021). Only one has been performed within one week 

after the onset of COVID-19-related olfactory disorders. In this study, the authors did not observe any 

impact of the corticoid treatment which was performed by nasal irrigation (Tragoonrungsea et al., 2023). 

Our results indicate that early systemic treatment may be much more effective to restore the COVID-19-

related olfactory disorders. However, side effects of such treatment are not without consequences (Huart 

et al., 2021) and require further human studies considering that most patients will spontaneously recover 

part of their olfactory capacities (Whitcroft et al., 2023).  
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Gene  Forward primer Reverse primer 

Dicer GGCTTTTACACATGCCTCCTACC GTCCAAAATCGCATCTCCCAG 

OMP TCACCAACCTCATGACACGC GCATCGGCCTCATTCCAATC 

Golf TGCTTCTGGGGGCTGGT TTTCAGGATTGGCCAGTGGG 

Cnga2 GAGATGGAAAGGGCTCTAAGAAGA GAAGTAGTCCAGCACCAGCC 

GAP43 TGCCAAGGAGGAGCCTAAAC TTTGGCTTCATCTACAGCTTCTTTC 

Ki67 TGCCTGTTCGGAAGGAGTATT AGCCCCATTTACTTGCGTTG 

IL-6 AGACAAAGCCAGAGTCATT TCGGTATGCTAAGGCACAG 

CXCL10 CTCTACTAAGAGCTGGTCC CTAACACACTTTAAGGTGGG 

IL-10 GGTTGCCAAACCTTATCAGAAATG TTCACCTGTTCCACAGCCTTG 

Iba1 TGGATGAGATCAACAAGCAATTC AAGGCTTCCAGTTTGGAGGG 

Ncf2 ATGTTCAATGGACAGAAGGGGC TGGGATCTTTCTGGGGCACT 

CD68 CACTTGGGGCCATGTTTCTC CTCGGGTAATGCAGAAGGCA 

CD163 CAGATACAGTGGCTTACAGTTTCC CCATCAGCATTAAAATCATTGGCAT 

 

Supplementary Table 1: sequence of primers used in this study.  
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Supplementary figure 1: Similar recovery of olfactory damage at 11 dpi in vehicle- or corticoid-treated 

hamsters.  (A) Scores of the extent of damage.  Mean ± SEM, n=6, Mann Whitney; **P< 0.01 (B) Representative 

images of olfactory turbinates in a coronal section in the middle of the nasal cavity  
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Supplementary figure 2: Similar level of proliferation and apoptosis at 11 dpi in vehicle or dexamethasone 

treated groups.  (Top) Representative images of olfactory turbinates in a coronal section in the middle of the nasal 

cavity showing proliferation (left, Ki67 staining) and apoptosis (Right, Cleaved caspase 3 staining) (Bottom) Scores 

of Ki67 and cleaved caspase 3 staining.  Mean ± SEM, n=6, Mann Whitney; **P< 0.01; ns non significant.  
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Discussion et perspectives. 

1. L’activité des neutrophiles est cruciale dans la 

desquamation de l’épithélium olfactif  

Alors que l’origine des pertes de l’odorat lié à la COVID-19 reste controversée366,367, notre travail 

éclaire le rôle important joué par l’immunité innée dans leur genèse. Nous avons pu montrer que 

l’infiltration de neutrophiles et plus précisément l’activité des sérines protéases neutrophilaires joue un 

rôle prépondérant dans la destruction de l’épithélium olfactif suite à l’infection par le SARS-CoV-2 dans 

le modèle hamster.  

D’après nos résultats, en utilisant un marquage caspase 3 clivée, l’apoptose n’est pas un des 

facteurs principaux impliqués dans la désorganisation du tissu et donc dans les pertes olfactives 

observées suite à l’infection par le SARS-CoV-2. Ces résultats différencient fortement la pathogenèse du 

SARS-CoV-2 de celle du virus Influenza A dans la muqueuse olfactive. En effet, en 2002, une étude de 

Mori et al. montrait que l’infection des neurones olfactifs par le virus Influenza A est à l’origine de leur 

apoptose. Ils seraient ensuite éliminés par les macrophages résident Iba1+107. Il faut noter que cette 

hypothèse ne repose que sur une image montrant un co-marquage caspase 3 clivé d’un seul neurone 

infecté. D’autres études dans les poumons soulignent cette propension du virus Influenza à induire une 

apoptose260. De plus, le tropisme de ces deux virus dans la muqueuse olfactive diffère étant donné que 

le virus Influenza infecte les neurones olfactifs107 alors que le SARS-CoV-2 infecte principalement les 

cellules sustentaculaires27–29, ce qui pourrait expliquer en partie les différences entre les deux infections. 

Toutefois, d’autres types de mort cellulaires comme la nécrose, la pyroptose ou la nécroptose n’ont pas 

été étudiées et pourraient être impliqués dans les dommages tissulaires liés à l’infection368. Dans le cadre 

de l’infection par le SARS-CoV-2, l’ORF3a active la pyroptose, ce qui pourrait favoriser la libération du 

virus dans le milieu extracellulaire280,281,284. Des études supplémentaires seront nécessaires pour savoir si 

ces mécanismes de mort cellulaire jouent un rôle secondaire dans la déstabilisation des tissus. 

Dans la suite de l’étude, nous avons montré que l’infiltration des macrophages résidents, des 

neutrophiles et des macrophages pro-inflammatoires est fortement corrélée avec les dommages 

observés dans l’épithélium olfactif. Comme déjà abordé dans l’introduction, nous avons particulièrement 

étudié les rôles de ces cellules puisqu’elles avaient déjà été impliqués dans des dommages tissulaires au 

niveau de la muqueuse olfactive ou dans d’autres organes dans des cas d’infections virales35,37,258–260. Par 

la suite, nous nous sommes concentrés uniquement sur les neutrophiles. Nous avons alors montré que 

l’activité de ces cellules et la libération de sérines protéases neutrophilaires sont les principaux 

responsables de la desquamation de l’épithélium olfactif suivant l’infection par le SARS-CoV-2. Dans 
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notre étude, nous avons utilisé deux méthodes pour inhiber les fonctions des neutrophiles : l’injection 

de cyclophosphamide, qui inhibe les divisions cellulaires des progéniteurs hématopoïétiques364 et 

l’injection d’inhibiteurs de la cathepsine C qui inhibent la maturation des sérine protéases 

neutrophilaires365. D’après Péniche et co-auteurs, la déplétion neutrophilaire par le cyclophosphamide 

est plus efficace que lors d’un traitement par les anticorps anti-Gr-1369. Pourtant, de nombreuses études 

montrent que les lymphocytes sont également affectés par le traitement cyclophosphamide, suggérant 

qu’après l’initiation de la réponse immunitaire adaptative, les effets du cyclophosphamide ne 

proviennent plus uniquement d’une déplétion neutrophilaire370,371. Notre deuxième approche cible la 

cathepsine C qui est cruciale pour la maturation des sérine protéases neutrophilaires. Cette approche 

n’est pas non plus spécifique. En effet, la cathepsine C est également impliquée dans l’engagement des 

macrophages et des cellules de la microglie dans la voie pro-inflammatoire372,373. De plus, la cathepsine 

C permet également la maturation des sérine protéases granzymes dans les lymphocytes T cytotoxiques 

et les cellules NK374. Pourtant, même si les deux molécules utilisées dans notre première étude ne sont 

pas totalement spécifique des neutrophiles, elles inhibent très efficacement leur activité364,365. Les 

résultats de notre article basé sur ces deux approches différentes à des temps très précoces après 

l’infection sont concordants. Ils suggèrent donc que les neutrophiles jouent un rôle prépondérant dans 

la desquamation de l’épithélium olfactif après son infection par le SARS-CoV-2. 

Dans notre étude, de manière surprenante, les inhibiteurs de neutrophile semblent inhiber la 

propagation de l’infection par le SARS-CoV-2 dans l’épithélium olfactif à court terme bien que ces 

cellules soient normalement impliquées dans la clairance virale161. D’autres études, comme celle de 

Calvert et al., montrent aussi une tendance des neutrophiles à faciliter la propagation du SARS-CoV-2 

dans un modèle d’épithélium respiratoire259. Pourtant, des hamsters traités avec le cyclophosphamide 

montrent une infection par le SARS-CoV-2 prolongée et des symptômes prolongés avec une perte de 

poids durant jusqu’à environ 1 mois post-infection371. Cet effet est certainement plus lié à l’effet du 

cyclophosphamide sur les lymphocytes et donc sur la réponse immunitaire adaptative à moyen et à long 

terme qu’à l’effet du cyclophosphamide sur les neutrophiles371. La manière dont les neutrophiles 

favorisent la propagation virale est encore inconnue. Pourtant, d’après nos résultats, nous avons supposé 

que la desquamation de l’épithélium olfactif libère des cellules infectées dans la lumière de la cavité 

nasale. Ces cellules, en mouvement grâce à la clairance mucociliaire, pourraient porter le virus dans 

d’autres aires plus éloignées de l’épithélium olfactif, participant ainsi à sa propagation.  

Le rôle des macrophages résidents Iba1+ et des macrophages pro-inflammatoires CD68+ n’ont 

pas été élucidé dans notre premier article. Ils pourraient pourtant avoir un rôle complémentaire à celui 

des neutrophiles et de leurs sérine protéases étant donné qu’ils sécrètent également des 

métalloprotéases de matrice qui pourraient avoir un rôle dans la désorganisation des tissus157,161. Des 
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études sur le rôle de ces métalloprotéases pourraient être mises en place en utilisant des inhibiteurs de 

l’activité des métalloprotéases de matrice comme le périostat375. 

En conclusion, notre étude nous a permis de suggérer un modèle mécanistique des pertes 

olfactives associées à la COVID-19 chez le hamster syrien. L’infection par le SARS-CoV-2 des cellules 

sustentaculaires est à l’origine d’une infiltration de cellules immunitaires comme les macrophages 

résidents, les neutrophiles et les macrophages pro-inflammatoires. Les neutrophiles libèrent des sérine 

protéases comme l’élastase neutrophilaire, la cathepsine G et la protéinase 3 qui déstabilisent la 

structure du tissu et entraînent sa desquamation. Cette dernière entraîne la libération de cellules 

infectées encore viables qui pourraient favoriser la propagation du SARS-CoV-2 dans la cavité nasale.  

Notre étude a été effectuée dans le modèle hamster doré syrien de l’infection par le SARS-CoV-

2. Celui-ci est infecté naturellement par le SARS-CoV-2 et récapitule assez fidèlement les symptômes 

observés chez l’humain10. Les hamsters syriens dorés développent notamment des pertes olfactives 

importantes qui en font un bon modèle pour l’étude de leurs mécanismes31,334. Pourtant, nous ne 

pouvons être totalement sûrs que les mécanismes des pertes olfactives sont les mêmes que chez 

l’Homme bien que certaines études suggèrent qu’il y aurait aussi une desquamation de l’épithélium 

olfactif32. Une étude sur les effets de l’infection par le SARS-CoV-2 dans l’épithélium olfactif des primates 

non humains pourrait confirmer ou apporter des mécanismes complémentaires de perte d’odorat. La 

collaboration avec l’équipe de Catherine Chapon du CEA de Fontenay-aux-Roses aurait pu nous aider 

dans cette étude mais les biopsies à des temps précoce sont très compliquées à obtenir.  

Pour confirmer les résultats de cette étude et aller plus loin dans les mécanismes moléculaires 

impliqués, nous pourrions utiliser un modèle de co-culture de neutrophiles et d’épithélium olfactif à 

l’interface air-liquide. Des modèles de culture d’épithélium olfactif à l’interface air-liquide ont déjà été 

développés par l’équipe de Schwob en 2018, bien qu’ils n’aient pas pu obtenir de neurones olfactif 

matures dans ce système376. Une collaboration avec Vinciane Saint-Criq de l’équipe Interaction des 

Bactéries Commensales et probiotiques de l’hôte dans l’Unité Micalis nous permettra d’initier ces 

cultures à l’interface air-liquide. Ces modèles pourraient nous permettre de vérifier le modèle que nous 

avons développé précédemment. Ils nous permettront également d’étudier plus précisément le 

comportement des neutrophiles lors de l’infection par le SARS-CoV-2 dans l’épithélium olfactif. Ces 

modèles nous permettraient également d’identifier les chimiokines et les cytokines responsables du 

recrutement précoce des neutrophiles. Nous pourrions également étudier l’implication des 

macrophages résidents Iba1+ dans ce recrutement, puisque l’un des rôles les plus importants de ces 

cellules est le recrutement d’autres cellules impliquées dans l’inflammation143. 
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Pour mieux comprendre les événements précoces de l’infection par le SARS-CoV-2 dans 

l’épithélium olfactif qui mènent au recrutement des neutrophiles, nous pourrions étudier l’effet de 

l’infection par le SARS-CoV-2 dans la muqueuse olfactive à des temps plus précoces, par exemple à 18 

heures après l’instillation intranasale. En effet, à 1 jour post-infection, les neutrophiles sont déjà 

fortement recrutés surtout dans les parties antérieures de la cavité nasale. Les populations de cellules 

immunitaires présentes aux sites d’infection seront suivies pour mieux comprendre la séquence de 

recrutement des cellules de l’inflammation qui mène à la destruction du tissu.  

 

2. A propos des causes des pertes de l’odorat pendant 

l’infection aigüe. 

Les données comportementales obtenues dans notre étude nous mènent à conclure qu’entre 

jour 2 et jour 4 post-infection, pendant l’infection aigüe, les hamsters dorés syriens présentent une très 

profonde hyposmie qui est récupérée en partie à 8 jours post-infection. Pourtant, au moins jusqu’à 17 

jours post-infection, ils continuent à montrer d’importants dysfonctionnements de l’odorat. Les origines 

des pertes de l’odorat sont encore très fortement controversées mais il a déjà été montré que celles-ci 

étaient fortement liées à la desquamation de la muqueuse olfactive31. D’après notre deuxième étude, 

cette desquamation mène au détachement des neurones olfactifs matures et immatures dans la lumière 

de la cavité nasale (Figure 18). Cette perte des populations neuronales de l’épithélium olfactif a déjà été 

confirmée dans plusieurs autres études220,361. Mais, étant donné le temps de régénération de plus de 8 

jours des neurones olfactifs matures, il est difficile de comprendre l’amélioration des perceptions 

olfactives dès 8 jours post-infection. D’autres mécanismes qu’une perte neuronale doivent intervenir 

pour expliquer cette amélioration précoce. La clairance mucociliaire est perturbée suite à l’infection par 

le SARS-CoV-2 car les cellules ciliées de l’épithélium respiratoire sont infectées377. Les cellules 

desquamées resteraient donc temporairement dans la cavité nasale, entraînant une obstruction au 

moins partielle des cornets olfactifs (Figure 18). Bryche et co-auteurs ont pu observer ce type 

d’obstruction à 2 jours post-infection27. Certaines études chez l’humain montrent que des obstructions 

des voies olfactives peuvent être associées aux pertes de l’odorat378. Pourtant, les obstructions complètes 

de la cavité nasale sont plutôt rares étant donné qu’elles ne concernent qu’environ 30 % des patients 

atteints par la COVID-19379. Chez l’Homme, l’épithélium olfactif est situé dans la partie dorsale des cavités 

nasales, dans des fosses olfactives très étroites. Ce n’est pas le cas chez les rongeurs pour lesquels 

l’épithélium olfactif occupe près de 50 % de la cavité nasale. Donc, chez l’Homme, une desquamation 

de l’épithélium olfactif peut mener à une obstruction de la fente olfactive, empêchant la perception des 

odeurs sans toutefois bloquer le flux respiratoire global.  
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Dans le modèle hamster, nous avons observé que les débris cellulaires étaient quasi absents de 

la cavité nasale dès 8 jours post infection, ce qui pourrait expliquer une récupération partielle de l’odorat 

(Figure 18). De plus, dans le modèle hamster, les premiers neurones olfactifs immatures sont régénérés 

dans la zone ventrolatérale de l’épithélium olfactif dès 8 jours post-infection (Figure 18). Une étude très 

récente a montré que les neurones olfactifs immatures sont capables de délivrer des informations 

olfactives pertinentes au bulbe olfactif88. L’apparition de nouveaux neurones olfactifs immatures pourrait 

donc également expliquer l’amélioration du comportement olfactif chez le hamster observé dès 8 jours 

post-infection. 

Pourtant, cette récupération du comportement olfactif des hamsters n’est que partielle étant 

donné qu’ils ne parviennent pas à retrouver un morceau de fromage caché très profondément dans leur 

litière. A quoi ces pertes olfactives de plus longue durée sont-elles liées ? A 8 jours post-infection, les 

populations de neurones olfactifs matures ne sont pas encore régénérées et continuent même à 

diminuer dans certaines zones de l’épithélium olfactif jusqu’à 11 jours post-infection. Les déficits olfactifs 

observés après 8 jours post-infection seraient donc liées uniquement à la perte massive de neurones 

olfactifs matures. 

Les mécanismes décrits dans notre étude supposeraient des pertes de l’odorat à moyen ou long 

terme dans le modèle hamster doré syrien, ce qui est en accord avec la durée moyenne des anosmies 

associées au SARS-CoV-2 estimée à 28 jours17.  

Pourtant, environ 30 % des patients atteints par la COVID-19 se plaignent de pertes d’odorat 

qui sont résolues en environ 1 semaine, ce qui est très court par rapport à la durée de la régénération 

de l’épithélium olfactif17. Ces pertes de l’odorat devraient donc répondre à d’autres mécanismes. Certains 

chercheurs ont proposé qu’elles pourraient être causées par des dysfonctionnements temporaires des 

cellules sustentaculaires380, sachant que ces cellules sont essentielles pour maintenir les fonctions des 

neurones olfactifs64.  Ces pertes de l’odorat de courte durée pourraient également être expliquées par 

un manque de sensibilité des tests olfactifs utilisés chez l’humain. En effet, la plupart des tests olfactifs 

actuels consistent à tester les patients avec des odorants concentrés. Le test est positif si l’odeur est 

reconnue. Malheureusement, ce type de test ne permet pas de repérer une baisse de sensibilité à un ou 

plusieurs odorants. Certains types de déficits olfactifs ne pourraient donc pas être détectés par ces 

tests381. Des tests olfactifs quantitatifs qui peuvent révéler des baisses de sensibilité aux odorants existent 

mais sont très contraignants, ce qui restreint fortement leur utilisation381. Donc ces patients qui semblent 

avoir récupéré le sens de l’odorat après 8 jours pourraient encore avoir des déficits olfactifs comme des 

hyposmies.  
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Figure 18 : Les pertes d’odorat précoces sont liées à une perte neuronale importante dans l’épithélium olfactif 

et à une obstruction des fosses olfactifs par les débris desquamés. Lors d’une infection par le SARS-CoV-2 dans 

l’épithélium olfactif, une destruction importante du tissu a lieu. Cette desquamation est à l’origine d’une perte 

neuronale importante. De plus, la clairance mucociliaire est fortement affectée à cause de l’infection des cellules ciliées 

de l’épithélium respiratoire ; les débris cellulaires libérés lors de la desquamation restent temporairement dans la 

lumière de la cavité nasale. La combinaison de l’obstruction de la cavité nasale et des pertes neuronales est à l’origine 

des hyposmies profondes observées chez le hamster doré syrien. A 8 jours post-infection, la levée de l’obstruction et 

l’apparition des premiers neurones olfactifs immatures dans les zones ventrolatérales de l’épithélium olfactif seraient 

à l’origine d’une récupération partielle de l’odorat chez le hamster syrien doré.  

 

3. Des perturbations de la régénération de l’épithélium 

olfactif après l’infection par le SARS-CoV-2 : un lien avec 

le COVID long ? 

D’après nos résultats, la régénération de l’épithélium olfactif commence à environ 8 jours post-

infection chez le hamster doré syrien avec des divisions intenses des cellules basales dans toutes les 

zones étudiées. Les divisions cellulaires continuent activement jusqu’à 17 jours post-infection. Ces 

résultats diffèrent quelque peu des résultats observés en RT-qPCR dans lesquels l’expression du 

marqueur de division cellulaire Ki67 commence environ à 4 jours post-infection. Dans les parties 

antérieures de la cavité nasale, une augmentation de l’activité des cellules basales est observée dès 4 

jours post-infection. Ces parties antérieures sont également extrêmement étendues chez le hamster 

syrien. Ces différences peuvent expliquer une telle différence entre une approche globale comme la RT-

qPCR et une approche régionale comme nos analyses immunohistochimiques. Une inflammation 
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importante pourrait expliquer le manque de prolifération des cellules basale avant 8 jours post-infection. 

Les cytokines pro-inflammatoires et les radicaux libres de l’oxygène et de l’azote produits par les cellules 

immunitaires pourraient en effet empêcher leur prolifération38,235.   

Même si la prolifération des cellules basales indique que la régénération commence dès 8 jours 

post-infection partout dans l’épithélium olfactif, les cinétiques de récupération des trois zones étudiées 

diffèrent fortement. Une de ces zones était située dans les régions antérieures des cornets olfactifs. Les 

deux autres régions étudiées sont situées dans la partie centrale. L’une est située en dorsomédian et 

l’autre est située en ventrolatéral. Les raisons pour lesquelles nous avons étudié ces différentes zones 

sont listées dans le paragraphe 2. des résultats. 

Dans la zone ventrolatérale de l’épithélium olfactif, les premiers neurones olfactifs immatures 

apparaissent vers 8 jours post-infection et les premiers neurones olfactifs matures vers 17 jours post-

infection (Figure 19). Pourtant, jusqu’à 11 jours post-infection, les populations de neurones olfactifs 

immatures continuent à diminuer dans ces zones, alors que l’infection y est résolue depuis longtemps. 

Les raisons de cette perte neuronale prolongée sont encore inconnues. Cette perte neuronale pourrait 

être liée à une forte inflammation résiduelle comme ce qui a été observé dans des biopsies humaine par 

Finlay et co-auteurs33 ou au remodelage tissulaire observé lors de la régénération tissulaire265,266. Pour 

départager ces deux hypothèses, il faudrait davantage étudier le contexte inflammatoire dans cette zone 

de la cavité nasale après infection par le SARS-CoV-2. Dans le troisième article, nous avons observé une 

infiltration de cellules Iba1+ dans ces zones, bien qu’elle soit beaucoup moins importante que dans les 

zones dorsomédianes de l’épithélium olfactif. Ces résultats sont confirmés par ceux obtenus à 21 et 42 

jours post-infection par une équipe japonaise361.  

Dans la zone dorsomédiane de l’épithélium olfactif, aucune récupération des populations de 

neurones olfactifs matures n’a été observée à 17 jours post-infection. Par contre, des neurones olfactifs 

immatures en nombre apparaissent dès 11 jours post-infection (Figure 19). Néanmoins, ces cellules sont 

présentes en multicouches fortement désorganisées. Le niveau de désorganisation de ces cellules 

demande des études plus approfondies pour savoir si ces cellules sont capables de développer des 

dendrites et des axones. En effet, le développement d’un axone et la formation de synapses dans le 

bulbe olfactif sont des prérequis pour la différenciation terminale en neurones olfactifs matures et/ou la 

perception d’un signal olfactif cohérent. Par exemple, la microscopie confocale ou la microscopie 

électronique à transmission pourraient être utilisées pour étudier l’organisation de l’épithélium olfactif 

dans ces zones. La progression des axones des neurones olfactifs de cette zone vers le bulbe olfactif 

pourrait aussi être étudiée par traçage (marquage des récepteurs olfactifs correspondants sur les 

axones). Les liens entre ces perturbations de la régénération et l’inflammation résiduelle dans le tissu 

doivent aussi être étudiées. Des résultats préliminaires obtenus à 11 jours post-infection dans notre 
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troisième article montrent une forte infiltration de macrophages Iba1+ dans ces zones dorsomédianes, 

y indiquant donc la présence d’une forte inflammation résiduelle. Ces résultats sont à priori confirmés 

par ceux obtenus à 21 et 42 jours post-infection par une équipe japonaise361. Ces études pourraient nous 

permettre de mieux comprendre les mécanismes des altérations de cette régénération de l’épithélium 

olfactif. 

Dans la zone antérieure des cornets olfactifs, les premiers neurones olfactifs immatures 

n’apparaissent que vers 17 jours post-infection malgré les divisions cellulaires très intenses des cellules 

basales entre 4 et 11 jours post-infection (Figure 19). Les dommages tissulaires dans cette zone de 

l’épithélium restent d’ailleurs très importants jusqu’à 17 jours post-infection. Les raisons d’un tel retard 

de régénération sont encore largement inconnues. A notre connaissance, aucune étude n’a étudié les 

effets d’infections sur cette région de l’épithélium olfactif. Comprendre les niveaux d’inflammation dans 

cette zone à partir de 4 jours post-infection, après la clairance virale, serait utile pour comprendre ces 

retards de régénération. 

Cette régénération asymétrique de l’épithélium olfactif pourrait expliquer certaines 

perturbations de l’odorat à moyen et long terme comme les parosmies. Les parosmies, c’est-à-dire 

l’association d’une odeur perçue avec une odeur différente généralement mauvaise, sont en effet 

présentes dans environ 25 % des cas de COVID-1919,20.  

En fait, une odeur est la perception d’une combinaison d’odorants52,53. Chacun d’entre eux est 

reconnu par une combinaison de récepteurs olfactifs exprimés53. Chacun de ces récepteurs olfactifs est 

exprimé par une population de neurones unique52,54,59. De plus, l’expression des récepteurs olfactifs est 

généralement régionalisée dans de grandes zones de l’épithélium olfactif situées sur l’axe dorso-

ventral54,60. Les odorants constitutifs d’une odeur sont donc reconnus par une combinaison de 

récepteurs olfactifs qui peuvent être exprimés à la fois dans les zones ventrolatérales et dorsomédianes 

de l’épithélium olfactif. Chez le hamster doré syrien, les neurones olfactifs situés dans les zones 

ventrolatérales sont régénérés plus rapidement que les autres après infection par le SARS-CoV-2. Ainsi, 

les neurones olfactifs présents dans les zones ventrolatérales seront capables de détecter les odorants 

mais pas ceux des zones dorsomédianes.  

L’analyse de l’expression des récepteurs olfactifs dans les fosses nasales pourrait nous permettre 

de mieux identifier des disparités de récupération entre les différentes populations neuronales. Les 

études menées par Verma et al. avec des souches virales ‘murinisées’ vont dans ce sens. En effet, 

plusieurs patterns d’expression des récepteurs olfactifs ont été observés après infection par le SARS-

CoV-2 : une récupération rapide ayant lieu en 12 jours ou une récupération longue en plus de 40 jours, 

notamment pour les récepteurs OR 1319 et OR 1013349. Chez le hamster syrien, nous avons étudié les 
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expressions de deux récepteurs olfactifs uniquement (OR4E1 et OR13G1-like). L’expression du récepteur 

OR4E1 chute fortement à 4 jours post-infection mais est rapidement récupérée dès 8 jours post-

infection. Aucune diminution significative de l’expression du récepteur OR13G1-like n’a pu être 

observée. Une étude plus étendue de l’expression des récepteurs olfactifs dans le modèle hamster serait 

nécessaire pour étudier ces disparités de régénération.  

 

Figure 19 : La régénération asymétrique de l’épithélium olfactif après infection par le SARS-CoV-2 peut être 

à l’origine de perturbations de l’odorat à long terme comme des parosmies. L’infection par le SARS-CoV-2 cause 

une destruction de l’épithélium olfactif entre 1 et 4 jours post-infection. Plus tard, à 17 jours post-infection, de fortes 

disparités régionales sont observés dans les dynamiques de régénération de l’épithélium olfactif. Dans les zones 

ventrolatérales, les premiers neurones olfactifs matures apparaissent dans l’épithélium olfactif, ce qui permet une 

récupération partielle de l’odorat également. Dans les zones antérieures et dorsomédianes des cornets olfactifs, la 

régénération de l’épithélium est fortement retardée ou perturbée. En effet, dans les parties antérieures, les premiers 

neurones olfactifs immatures apparaissent uniquement vers 17 jours post-infection. Dans les zones dorsomédianes par 

contre, les neurones olfactifs immatures apparaissent en nombre dès 11 jours post-infection. Toutefois, ces cellules se 

présentent en multicouches fortement désorganisées. Nous ne savons pas si ces neurones olfactifs immatures 

désorganisés sont capables de développer les dendrites et des axones qui sont essentielles à leur fonction et à leur 

différenciation en neurones olfactifs matures. Cette asymétrie dans la régénération de l’épithélium olfactif pourrait être 

la cause de dysfonctionnements de l’olfaction à moyen et long terme comme les parosmies. En effet, les odorants sont 

reconnus par une combinaison de récepteurs olfactifs exprimés chacun par une population de neurones olfactifs. Ces 

populations de neurones sont fortement régionalisées sur l’axe dorso-ventral. Dans notre cas, les récepteurs exprimés 

en ventrolatéral pourront lier des odorants et transmettre un message olfactif vers le système nerveux central. Ce n’est 

pas le cas pour les récepteurs exprimés dans les régions dorsomédianes et antérieures. Ce manque de perception par 

certains récepteurs olfactifs pourrait entraîner des distorsions de l’odorat comme les parosmies.  

Chez les hamsters traités avec la dexaméthazone (article 3), la zone ventrolatérale présente 

significativement plus de neurones olfactifs matures que chez les animaux non traités. Dans la région 

dorsomédiane de l’épithélium olfactif, au contraire, aucune amélioration n’a pu être observée chez les 

animaux traités par la dexaméthazone. Or, d’après nos données, les principaux dommages tissulaires 

ont lieu entre 2 et 4 jours post-infection dans la zone ventrolatérale de l’épithélium olfactif. Les 
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traitements glucocorticoïdes ont été débutés à 2 jours post-infection, c’est-à-dire lorsque les animaux 

commencent à présenter des pertes de l’odorat. L’amélioration observée au niveau des neurones 

olfactifs de la zone ventrolatérale pourrait être expliquée de deux manières. D’une part, le traitement 

glucocorticoïde pourrait inhiber l’entrée des neutrophiles et des macrophages dans la muqueuse 

olfactive et pourrait donc avoir empêché les dommages épithéliaux ayant lieu entre 2 et 4 jours post-

infection dans cette région de l’épithélium363.  D’autre part, la dexaméthasone force les macrophages en 

polarisation M2 et pourrait également permettre d’accélérer la régénération de l’épithélium olfactif dans 

ces régions de l’épithélium olfactif363. La première hypothèse semblerait plus probable étant donné que 

s’il y avait une amélioration de la régénération liée à la polarisation des macrophages, on devrait 

également observer une amélioration dans les aires dorsomédianes de l’épithélium olfactif. Pour vérifier 

cette hypothèse, nous pourrions faire une comparaison entre des animaux traités par la dexaméthazone 

dès 2 jours post-infection et des animaux traités à 4 jours post-infection, une fois que la plupart des 

dommages aient eu lieu dans la zone ventrolatérale de l’épithélium olfactif.   

Dans ces articles, comme la majorité des dommages cellulaires ont lieu dans l’épithélium olfactif, 

nous n’avons que peu abordé les effets de l’infection par le SARS-CoV-2 sur le bulbe olfactif. Même s’il 

est peu probable que le virus puisse infecter le bulbe olfactif28,29,68, des signes d’inflammation ont pu 

être observés dans les bulbes de hamsters infectés par le SARS-CoV-2 jusqu’à 42 jours post-infection361. 

En effet, Kishimoto-Urata et al. ont pu observer une activation des microglies et un gliose dans la zone 

glomérulaire du bulbe olfactif361. Cette gliose était plus prononcée dans les glomérules reliés aux 

neurones positionnés en dorsomédian que dans les glomérules reliés aux neurones positionnés en 

ventrolatéral361. De plus, les glomérules reliés aux neurones dorsomédians semblent de taille plus faible 

que les glomérules reliés aux neurones ventrolatéraux361.  

Or, dans notre étude et dans celle de l’équipe japonaise, l’inflammation après infection semble 

plus importante dans les zones dorsomédianes que dans les zones ventrolatérales361. Dans notre étude 

sur le traitement dexaaméthazone, les animaux traités semblent de taille plus importante que chez les 

animaux non traités. Donc, il semblerait que l’inflammation présente dans l’épithélium olfactif soit à 

l’origine d’une inflammation dans le bulbe olfactif et de perturbations de l’intégration du signal. Il a déjà 

été démontré qu’une inflammation chronique dans l’épithélium olfactif pouvait être à l’origine d’une 

inflammation dans le bulbe olfactif221. Cette inflammation au niveau du bulbe olfactif empêche-t-elle la 

formation de synapses entre les neurones olfactifs et les cellules mitrales du bulbe olfactif ? L’étude de 

l’inflammation au niveau du bulbe olfactif pourrait nous apporter des informations complémentaires sur 

les altérations de la régénération des neurones olfactifs et de l’odorat à long terme.  

Pour aller plus loin, nous pourrions étudier plus précisément la présence des neutrophiles et de 

macrophages M1 et M2 dans ces différentes régions pour mieux comprendre le contexte 
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immunologique de cette régénération perturbée. En effet, des défauts de clairance des neutrophiles par 

les macrophages après la phase inflammatoire pourraient être impliqués dans des défauts de 

régénération161,382. Il serait donc intéressant de savoir si la présence de neutrophiles dans l’épithélium 

olfactif après la clairance virale pourrait expliquer sa régénération perturbée dans les zones 

dorsomédianes et antérieures des cornets olfactifs.  

L’équilibre entre les 2 formes de macrophages M1 et M2 est particulièrement important pour 

une régénération correcte du tissu. En effet, la présence de macrophages M1 dans les tissus cause la 

libération d’espèces réactives de l’oxygène et de l’azote et de cytokines pro-inflammatoires qui 

empêchent la prolifération des cellules basales et donc la régénération38,235. A l’opposé, une trop 

importante sécrétion de cytokines anti-inflammatoires par les macrophages M2 comme l’IL-13, le TGF-

β, le VEGF et l’EGF pourrait être à l’origine d’une fibrose dans les tissus et donc à une régénération 

anormale de ce tissu235. L’étude de ces deux types de macrophages dans les différentes zones étudiées 

pourrait nous amener des informations complémentaires sur les mécanismes à l’origine des 

perturbations de la régénération observées.  

Enfin, pour comprendre l’environnement inflammatoire dans les différentes régions étudiées, 

nous pourrions faire des microdissections laser pour les isoler et en extraire les ARN ou les protéines. 

Les expressions relatives d’ARN ou des protéines impliqués dans l’inflammation et dans la régénération 

seront par la suite analysées par RT-qPCR383. Une collaboration avec l’équipe de Claudia Bevilacqua nous 

permettra de réaliser ces expériences à la suite de cette thèse. Elles nous permettront de mieux 

comprendre le microenvironnement cytokinique dans ces zones et nous permettront de compléter notre 

compréhension des perturbations de la régénération observées dans nos études.  
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Conclusion 

Un des symptômes les plus fréquents après l’infection par le SARS-CoV-2 est une perte de 

l’odorat. Cette perte de l’odorat a atteint presque 50 % des patients infectés21. De plus, près de 10 % des 

patients présentent des formes persistantes des pertes de l’odorat16,18,23. Comme les pertes de l’odorat 

altèrent le comportement alimentaire et favorisent les états dépressifs26, ces pertes de l’odorat 

deviennent un fort enjeu de santé publique. Il était donc important de mieux comprendre les 

mécanismes de ces dernières. C’est le but de ce travail de thèse, réalisé en collaboration avec Brice 

Korkmaz de l’Université de Tours et avec Sophie Le Poder de l’Ecole Nationale Vétérinaire de Maisons-

Alfort. 

Dans un premier temps, nous nous sommes intéressés aux mécanismes de l’établissement de 

l’anosmie pendant l’infection aigüe. Des études sur le modèle hamster doré syrien avaient déjà montré 

que les dommages épithéliaux associés à l’infection par le SARS-CoV-2 étaient fortement corrélées avec 

les pertes de l’odorat observées31. Nous nous sommes donc intéressés à l’origine de ces desquamations 

de l’épithélium olfactif. L’apoptose des cellules infectées par le SARS-CoV-2 ou des cellules avoisinantes 

ne semble pas être à l’origine de cette destruction du tissu d’après notre étude, contrairement à ce qui 

était suggeré par la littérature28,34. Au contraire, l’utilisation d’inhibiteurs des fonctions des neutrophiles, 

le cyclophosphamide et les inhibiteurs de cathepsine, nous a permis de montrer que les neutrophiles 

sont les principales cellules responsables de cette desquamation et donc de la perte de l’odorat.  

Pourtant, il est peu probable que ces deux drogues puissent être utilisées en clinique. En effet, 

les neutrophiles sont impliqués dans de nombreux aspect de l’immunité, dont la mise en place des 

réponses immunitaires adaptatives161. De plus, ces cellules sont importantes pour la clairance virale à 

cause de leurs nombreuses fonctions effectrices (dégranulation, formation de NET…)161. Il est donc 

possible que l’utilisation d’inhibiteurs ciblant directement les neutrophiles soit à l’origine d’une 

aggravation de la maladie à plus ou moins long terme. De plus, le cyclophosphamide cible également 

les lymphocytes370 et un traitement par le cyclophosphamide sur le long terme est à l’origine d’infections 

persistantes par le SARS-CoV-2371. De plus, l’arrivée des symptômes de la perte de l’odorat coïncide déjà 

avec la présence de dommages importants dans la muqueuse olfactive31. Si la prise médicamenteuse 

commence au premiers signes d’anosmie, il est sûr que la plupart des dommages cellulaires que ces 

traitements pourraient prévenir ont déjà été subi.  

Dans deux autres études, nous nous sommes intéressés aux cinétiques de régénération de 

l’épithélium olfactif et au rôle de l’inflammation dans les dynamiques de régénération. Nos études nous 

ont permis de suggérer que l’hyposmie profonde observée pendant l’infection aigüe par le SARS-CoV-

2 est liée à une obstruction des fosses nasales et à une perte neuronale. Suite à la disparition des débris 
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cellulaires de la cavité nasale et à l’apparition des premiers neurones olfactifs immatures à 8 jours post-

infection, les comportements olfactifs des animaux s’améliorent même si une hyposmie persiste jusqu’à 

jour 17 post-infection. Cette hyposmie persistante pourrait être liée à une régénération encore 

incomplète de la population de neurones olfactifs matures dans l’épithélium olfactif.   

De fait, une très grande disparité régionale des cinétiques de régénération de l’épithélium 

olfactif a pu être observée dans notre modèle hamster. A 17 jours post-infection, dans les parties 

ventrolatérales de l’épithélium olfactif, les premiers neurones olfactifs matures sont régénérés alors 

qu’aucune récupération de ces cellules n’est observée dans les parties dorsomédianes et antérieures. Le 

même type de différence a été observé dans une étude japonaise à 21 et 42 jours post-infection361. Ces 

dysfonctionnements de la régénération pourraient expliquer des parosmies de longue durée 

dépendantes des récepteurs olfactifs exprimés comme le suggère l’article de Parker et co-auteurs362.  

Dans notre troisième étude, nous avons pu montrer que l’inflammation est beaucoup plus 

importante dans les zones dorsomédianes (avec une régénération perturbée) que dans les zones 

ventrolatérales (avec une régénération relativement normale). Ces résultats ont été confirmés par ceux 

d’une équipe japonaise361. L’inflammation pourrait donc être impliquée dans les défauts de régénération 

observés. Notre troisième étude avec un traitement dexaméthasone soutient cette hypothèse étant 

donné qu’on observe une légère augmentation de la population de neurones olfactifs matures chez les 

animaux traités. Chez l’Homme, les patients subissant des pertes de l’odorat de longue durée présentent 

aussi des niveaux d’inflammation importants par rapport aux patients ayant retrouvé le sens de 

l’odorat33. 

Actuellement, un traitement est étudié pour le traitement des anosmies de longue durée. Ce 

traitement contiendrait des plaquettes dans le plus faible volume de plasma possible. Ce traitement 

contient également un grand nombre de facteurs de croissance qui peuvent induire la régénération de 

la muqueuse olfactive, dont le PDGF, le VEGF, le TGF-β ou l’EGF dont certains ont été abordés dans le 

paragraphe 2.1.1.2384. Ce médicament ne joue donc pas directement sur l’inflammation mais fournit 

directement les facteurs de croissance qui sécrétés normalement par les macrophages M2 lors de la 

résolution de l’inflammation139,140,147.  L’essai clinique réalisé sur 30 patients réalisé par Lechien et co-

auteurs montre une amélioration légère mais significative des fonctions olfactives des patients, 

notamment sur le seuil de détection, la discrimination et l’identification des odeurs385. 
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