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Le transfert embryonnaire chez la jument est une pratique existant depuis les débuts 

des années 70   le 1
er

 ayant été réalisé au Japon. S’etant développé plus tarnd que chez les 

animaux de production cette théchnique est toujours restée assez confidentielle dans le 

domaine equin  et n’a pas connu le developpement expenetiel qu’elle a connu chez les 

animaux de production en général et les bovins en particulier . ce retard de développement a 

été imputable a plusieurs paramétres : interet ecomonique limité, reticence des stud-books 

face à cette technique .(SAUVIER CHARLOTTE, 2016)  

 

Le transfert embryonnaire chez l’espèce équine a un rôle très important dans la 

conservation des races et l’amélioration génétiques de ces dernières, il permet l’entrée précoce 

des compétitrices en reproduction sans que celles-ci n’arrêtent les compétitions, et il permet 

d’avoir plusieurs produits issues des mêmes parents dans la même saison de monte, de plus il 

joue un rôle économique et commercial en effet il existe plusieurs sociétés dans les pays qui 

ont développé cette pratique qui se sont spécialisée dans la récolte et la conservation des 

embryons et leur commercialisation.  

 

Pour l’Algérie il est très important d’encourager le transfert embryonnaire chez la 

jument à fin de protéger son patrimoine génétique et conserver les races locales ( le barbe, 

l’arabe barbe et le pur- sang arabe) et développer d’autres races qui pourront être des races 

porteuses par excellence.  

 

Dans notre présent travail on s’est intéressé au transfert embryonnaire chez la jument 

et ses différentes techniques qu’elle soit chirurgicales ou non chirurgicales.  
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Anatomie de l’appareil génital de la jument : 

A. Anatomie de l’appareil génital de la jument (BARONE, 1978) :   

L’appareil génital de la femelle a pour rôle, d’une part l’élaboration des gamètes et 

des hormones sexuelles, et d’autre part d’être le siège de la fécondation, de la gestation et de 

la mise bas. L’appareil génital peut être divisé en trois grandes parties selon leur fonction 

(figure 1) 

 

Figure1 :Appareil génital d’une jument (BARONE 1978) Vue ventrale âpres étalement.  

- la section glandulaire, constituée par les ovaires qui produisent les ovocytes et 

différentes hormones. 

 - la section tubulaire, constituée par les voies génitales proprement dites, et qui 

présente trois étages : les trompes utérines captent les ovocytes et sont le siège de la 

fécondation ; l’utérus reçoit l’œuf fécondé, permet la mise en place du placenta puis le 

développement fœtal ; enfin le col de l’utérus et le vagin séparent le corps de l’utérus du sinus 

uro-génital, - le sinus uro-génital, est constitué du vestibule du vagin et de la vulve, qui 

permettent de recevoir le pénis de l’étalon lors de la saillie ainsi que le passage du nouveau-né 

lors de la mise bas. 
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2. Le sinus uro-génital : 

 La vulve est la partie la plus postérieure du tractus génital et occupe la partie 

ventrale du périnée. Les deux lèvres de la vulve délimitent la fente vulvaire médiane, et sont 

relativement minces. Leur peau est fine, très pigmentée et presque dépourvue de poils. 

 La commissure dorsale est étroite et aiguë tandis que la commissure ventrale, située 

5 à 6 cm ventralement à l’arcade ischiatique est plus large et plus arrondie (figure 2). 

 

 Figure 2 : Sinus urogénital de la jument (BARONE 1978). 

Le clitoris mesure 7 à 9 cm de long, et son gland est visible dans la fosse 

clitoridienne, profonde de 1 à 2 cm, à la commissure ventrale des lèvres de la vulve. 

 Le vestibule du vagin est un conduit long de 10 à 15 cm, et haut de 4 à 6 cm à l’état 

de repos, incliné ventro-caudalement. Il est tapissé d’une muqueuse formant des plis 

longitudinaux peu élevés.  

L’ostium externe de l’urètre s’abouche au plancher du vestibule à une douzaine de 

centimètres crânialement à la commissure ventrale de la vulve. Il a l’aspect d’une fente 

transversale et est très dilatable. Le vestibule du vagin possède à sa limite caudale un bulbe 

érectile pair, bien net et fort. Ce bulbe est haut de 5 à 6 cm, large de 3 cm, et épais d’un 

centimètre environ. Son extrémité dorsale est arrondie, relativement large. L’extrémité 

ventrale s’incurve en direction caudale pour rejoindre son homologue du côté opposé. 
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L’ensemble forme l’anneau vestibulaire, qui assure une fermeture assez efficace des voies 

génitales postérieures. 

2. Le vagin et l’utérus 

 Le vagin s’étend du col de l’utérus à l’anneau vestibulaire. C’est un organe tubulaire 

de 20 à 25 cm de long en moyenne. Ses parois sont relativement minces et distensibles. En 

effet, le diamètre extérieur du vagin à l’état vacuitaire est de 3 à 5 cm dorso-ventralement, 

pour 6 à 9 cm transversalement, mais ses possibilités de dilatation ne sont limitées que par le 

squelette de la ceinture pelvienne qui l’entoure. L’extrémité crâniale du vagin vient s’insérer 

autour du col utérin en ménageant autour de la portion vaginale de celui-ci un cul-de-sac 

circulaire : le fornix du vagin, régulièrement annulaire, et de profondeur à peu près égale 

partout. 

L’extrémité caudale, généralement plus étroite, est en relation avec le vestibule du 

vagin. Cette communication constitue l’ostium du vagin. Son pourtour est marqué par un 

vestige du tubercule sinual qui constitue l’hymen, cloison bien développée chez 80% des 

jeunes pouliches, et parfois même imperforée chez quelques-unes. 

La plus grande partie du vagin est logée dans le conjonctif du bassin. Sa face dorsale 

répond au rectum par l’intermédiaire du mince fascia recto-vaginal. Sa face ventrale est en 

contact avec la vessie et l’urètre. Les uretères le croisent de part et d’autre au voisinage de 

l’entrée du bassin. Le tiers crânial du vagin est tapissé par le péritoine, qui s’enfonce entre le 

vagin et le rectum pour former le cul-de-sac recto-génital, et entre d’une part le vagin et 

l’utérus et d’autre part la vessie, pour former le cul-de-sac vésico-génital. Ces deux culs-de-

sac sont complètement séparés l’un de l’autre par l’insertion du ligament large de part et 

d’autre du vagin. Le vagin est fixé crânialement par son insertion autour du col de l’utérus et 

par le péritoine. Caudalement il est relié par continuité à son vestibule, qui le solidarise à la 

vulve (figure 3). 
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Figure 3 : Organes pelviennes vue latérale gauche disséqués en place ( BARONE 

1978) 

 Dans sa fixation interviennent également les troncs vasculaires et nerveux qui 

proviennent des parois du bassin, ainsi que le conjonctif retropéritonéal. 

 Le col de l’utérus est constitué par un très fort épaississement de la paroi du tractus 

génital entre le corps de l’utérus et le vagin, qui atteint 30 à 35 mm d’épaisseur. Il délimite le 

canal cervical, rectiligne, long de 5 à 8 cm, tapissé d’une muqueuse plissée 

longitudinalement. L’ostium interne du canal cervical forme un court infundibulum 

représentant l’isthme. L’ostium externe est porté au sommet d’une portion vaginale saillante 

de 3 à 4 cm et circonscrite par un fornix du vagin formant un cul de sac annulaire et régulier. 

Les plis épais, peu saillants et peu festonnés dans le canal cervical se réfléchissent sur le 

revers vaginal de cette saillie en se multipliant et se subdivisant tout en s’amincissant. Cet 

ensemble est couramment dénommé « fleur épanouie ». 

La portion vaginale est brève et à peine plissée avant la puberté où l’ostium externe 

de l’utérus a l’aspect d’une fente transversale. A la puberté, l’ostium devient circulaire en 

même temps que sa bordure s’épaissit beaucoup et se plisse. La morphologie du col varie de 

façon remarquable au cours des cycles sexuels. Dans les périodes de repos, cet organe est dur, 

complètement fermé, de teinte pâle. Il commence à ramollir dans le proœstrus. Au moment de 

l’oestrus, il est devenu moins saillant, relâché et mou, et comme affaissé sur le plancher 

vaginal. On peut aisément y introduire un puis deux doigts en même temps que ces plis 

deviennent bas, noyés dans un mucus épais et abondant. Il est alors très coloré, congestionné 

et rougeâtre. Vers le moment de l’ovulation, il est très sensible et présente une alternance de 

contraction et de relâchements. Ces phénomènes rétrocèdent rapidement dans le metœstrus : 

trois ou quatre jours après l’ovulation, le col, encore coloré et un peu épaissi, est déjà presque 

totalement fermé et beaucoup moins souple. Il a repris totalement ses caractères de repos au 

bout de 8 à 10 jours. Le col est en contact dorsalement avec le rectum et ventro-caudalement 

avec la vessie. Il n’est pas rare de retrouver des anses intestinales interposées, étant donnée la 

profondeur des culs-de-sac péritonéaux (figure 4). L’utérus est l’organe de gestation. C’est 

un viscère creux, pourvu d’une muqueuse riche en glandes et d’une musculature puissante. Il 

est appendu de chaque coté à la région lombaire par un fort méso, le ligament large. Chez la 

jument, l’utérus est de type bicornual: le corps est bien développé et a peu près aussi long 

que les cornes. La forme générale de l’utérus représente une sorte de T ou de Y. Il est long 

d’une quarantaine de centimètres, dont 5 à 8 pour le col, 14 à 24 pour le corps, et 12 à 20 pour 
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les cornes. Le corps est large de 6 à 8 cm et les cornes de 5 à 6 cm. L’organe isolé pèse en 

moyenne 800grammes.  

Les cornes utérines sont cylindroïdes, un peu convexes ventralement (bord libre ou 

grande courbure) et concaves par leur bord mésométrial (ou petite courbure, donnant 

insertion au ligament large) qui est dorsal. Leur sommet ou apex est voisin de l’ovaire et 

reçoit la trompe utérine. Il est à peu près hémisphérique et très nettement délimité, ce qui 

donne en son milieu une implantation nette à la trompe utérine. La base des cornes délimite 

avec celle de la corne opposée un étroit fundus qui forme une limite précise au corps de 

l’utérus. Le corps de l’utérus est cylindroïde, nettement aplati dans le sens dorso-ventral, ce 

qui permet de lui reconnaître deux faces, deux bords, ainsi que deux extrémités. La face 

dorsale et la face ventrale sont lisses et convexes d’un coté à l’autre. Les bords, à droite et à 

gauche, donnent attache à la partie caudale du ligament large et prolongent ainsi le bord 

mésométrial des cornes. L’insertion du ligament large est plus proche de la face dorsale que 

de la face ventrale. L’extrémité caudale du corps de l’utérus se prolonge par le col de l’utérus. 

Les rapports et la topographie de l’utérus sont surtout déterminés par la disposition 

de l’intestin et la situation haute des ovaires. Le col est placé entre le rectum et la partie 

crâniale de la vessie et seule la moitié caudale ou le tiers du corps utérin sont dans la cavité du 

bassin. Comme les culs de sac correspondants du péritoine sont profonds et atteignent le 

vagin, il n’est pas rare de trouver des anses jéjunales interposées entres ces parties de l’utérus 

et le rectum, ou la courbure pelvienne du gros côlon entre leur face ventrale et la vessie. Les 

cornes utérines flottent parmi les circonvolutions du jéjunum et du petit colon et entrent en 

contact avec la base du caecum. Souvent, les viscères intestinaux le plaquent contre la paroi 

lombaire ou la partie adjacente des flancs. L’apex de chacune des cornes utérines est situé au 

niveau de la quatrième ou cinquième vertèbre lombaire, 15 à 20 millimètres ventro-

caudalement à l’ovaire correspondant (figures  4). 
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Figure 4 :coupe transversale de l’abdomen d’une jument passant par la première 

vertèbre sacrale (sujet congelé debout vue crâniale de la coupe) (BARONE 1978). 

 

 Chaque ligament large est long, inséré au voisinage du rein, en regard de la 

troisième vertèbre lombaire, jusqu’au fond du bassin, en convergeant caudalement vers le 

mésorectum. Il est riche en faisceaux de fibres musculaires lisses. Son bord ventral est assez 

régulièrement convexe et son insertion s’étend caudalement jusque sur le vagin. Son extrémité 

crâniale est presque deux fois plus ample que l’extrémité caudale ; sa bordure est nettement 

renforcée par le ligament suspenseur de l’ovaire. Le ligament rond de l’utérus est bien 

visible à la face latérale du ligament large. Il commence un peu dorsalement à l’apex de la 

corne, où il détache un appendice arrondi, plus ou moins long et flottant. Son étroit méso 

s’efface rapidement en direction caudale. L’extrémité caudale du ligament lui-même se perd 

dans le conjonctif sous-péritonéal au voisinage de l’anneau inguinal profond ; elle se 

continue dans certains sujets jusque dans l’espace inguinal (figure 5). 

 

 

La trompe utérine ou salpinx est un conduit étroit qui reçoit les ovocytes libérés par 

l’ovaire, abrite la fécondation et assure le transfert du zygote et des embryons en cours de 

clivage puis de développement jusqu’à l’utérus (jusqu’au stade blestocyste). Chez la jument, 

ce conduit est long de 20 à 30 cm, mais étant pelotonné, ses flexuosités réduisent le trajet à 

une dizaine de cm. Les trompes utérines ont un diamètre de 5 à 9 mm au début de l’ampoule 
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et se réduit à 2 à 3 mm près de l’utérus. Le conduit ne s’avance pas au-delà de l’ovaire, mais 

décrit seulement un arc de cercle à sa face latérale. L’ampoule est large et son intérieur est 

encombré de plis tubaires nombreux, hauts et compliqués. Elle se rétrécit peu à peu et il n’y a 

pas de démarcation précise avec l’isthme, qui devient très étroit vers sa terminaison. 

L’ensemble est très flexueux, mais les sinuosités, amples au niveau de l’ampoule, où elles 

s’adossent à leurs voisines, deviennent de plus en plus lâches et faibles en approchant 

del’utérus (figure 5).  

 

Figure 5 : Ovaire et trompes utérines vue gauche. 

 

La partie utérine (qui s’ouvre dans la cavité utérine par l’ostium utérin) décrit une ou 

deux flexuosités serrées dans l’épaisseur de la paroi utérine et l’ostium utérin est porté au 

sommet d’un petit tubercule rigide. L’ouverture de la trompe utérine au niveau de la corne 



CCHHAAPPIITTRREE  0011..                                                                                                                                                              AANNAATTOOMMIIEE  DDEE  LL’’AAPPPPAARREEIILL  GGEENNIITTAALL  FFEEMMEELLLLEE  

 

9 

 

utérine est appelée papille utérotubaire. Cette partie de la trompe utérine est proche de 

l’utérus, souvent appelée jonction utérotubaire, joue le rôle de réservoir pour les 

spermatozoïdes. Elle contribue à la sélection de quelques milliers de spermatozoïdes. C’est 

également à cet endroit qu’a lieu la capacitation des spermatozoïdes. 

Placé latéralement à l’ovaire, la trompe utérine en partage les moyens de fixité et les 

rapports. Il est solidarisé à cette glande, à l’utérus et au ligament large. L’infundibulum de la 

trompe utérine est uni à l’ovaire par la fimbria ovarica. Celle-ci forme la bordure du 

mésosalpinx entre les deux organes. Elle est revêtue sur sa face ovarique par la muqueuse 

tubaire, et sur sa face opposée par le péritoine, renforcé de travées de fibres de collagène et 

musculaires lisses. Dans tout son parcours, la trompe utérine est portée par le mésosalpinx, 

qui constitue la paroi latérale de la bourse ovarique (figure 6). 

 

Figure 6 : uvaires et trompes utérines gauche de la jument ( BARONE1978). 
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3.Les ovaires : 

Les ovaires représentent les glandes génitales de la femelle. Ils ont pour fonctions 

l’ovogénèse et la sécrétion endocrine par leur production d’hormones régulant l’activité 

génitale. Les ovaires ont une forme de haricot, mais leur taille et leur forme varient avec la 

race, l’âge des sujets, la saison et la période du cycle. Ils mesurent environ 7 cm sur 4 et 

pèsent en moyenne 60 grammes avec des variations de 20 à 170 grammes. La conformation 

de l’ovaire est caractéristique chez la jument : schématiquement, sur une coupe frontale, 

l’ovaire de la jument a une disposition particulière, inverse de celle des autres espèces. En 

effet, la medulla est externe et le cortex est interne et ne communique avec l’extérieur qu’au 

niveau de l’épithélium germinatif dans la fosse d’ovulation (figure 7). 

 

 

Figure 7 :Coupe interne  de l’ovaire d’une jument( BARONE 1978). 

 La fosse d’ovulation forme une encoche profonde au niveau du bord libre, qui est 
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ventro-crânial. Elle est bordée par une ligne limitante nette et son bord crânial donne attache à 

une fimbria ovarica large et courte. A l’exception de cette fosse, toute la glande est couverte 

par le péritoine, qui la rend lisse et blanchâtre. Les extrémités sont arrondies et épaisses, 

incurvées de part et d’autre de la fosse. L’extrémité tubaire est crâniale, située nettement plus 

dorsalement et un peu plus latéralement que l’extrémité utérine. Le bord mésovarique, dorso-

caudal, est régulièrement convexe, dépourvu de hile. 

Les ovaires sont en général situés en regard de la quatrième ou cinquième vertèbre 

lombaire, à distance variable du pôle caudal des reins (5-15 cm) et à 1,5-2 cm de l’extrémité 

correspondante des cornes utérines. La pression des viscères digestifs les maintient en général 

contre la paroi lombaire ou à son voisinage, bien que le mésovarium soit haut d’une quinzaine 

de centimètres. Sur un animal de taille moyenne, la distance entre le périnée et les ovaires est 

de 50 à 60 cm, ce dont il convient de tenir compte lors de l’exploration rectale. L’ovaire droit 

est en rapport avec la base du caecum, parfois avec le duodénum, voire le jéjunum. Le gauche 

est mêlé aux circonvolutions de ce dernier et du petit colon, parfois en contact avec le colon 

dorsal gauche. Chacun présente en outre les rapports habituels avec la trompe utérine et les 

constituants de la bourse ovarique. Cette dernière est d’étendue variable, en fonction du 

développement du mésosalpinx. Chez certains sujets, elle peut être peu profonde et très 

largement ouverte. Plus souvent, le mésosalpinx tend à envelopper l’ovaire et cache la fosse 

d’ovulation, voire s’accole aux extrémités de la glande. 

L’ovaire est fixé par différentes structures. Le mésovarium suspend l’ovaire. Il 

constitue la partie la plus crâniale du ligament large, qui porte l’ensemble du tractus génital. Il 

est attaché au bord mésovarique de la glande, mais se prolonge jusqu’à la partie adjacente de 

l’utérus, de façon à présenter entre les deux organes un court bord libre occupé par le ligament 

propre de l’ovaire. Sa face médiale se continue sans démarcation avec le reste du ligament 

large. Sa face latérale donne insertion au mésosalpinx (figure 8). 
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Figure 8 : Vue crâniale des organes pelviens de la jument, en place, âpres ablation 

des viscères abdominaux (BARONE 1978). 

 

Le ligament suspenseur de l’ovaire occupe le bord crânial du mésovarium et se 

porte de la paroi lombaire, où il s’attache au voisinage du rein, à l’extrémité tubaire de 

l’ovaire. 

Le ligament propre de l’ovaire (ligament utéro-ovarique), s’étend de l’extrémité 

utérine de l’ovaire à l’extrémité correspondante de la corne utérine. C’est la partie libre du 

bord distal du mésovarium, épaissie par un axe conjonctif dense, mêlé de fibres élastiques et 

musculaires lisses. Il est particulièrement épais et fort chez la jument. 

La fimbria ovarica (ligament tubo-ovarique) est une des franges de l’infundibulum 

de la trompe utérine, que double le bord correspondant du mésosalpinx et qui s’attache à 

l’extrémité tubaire de l’ovaire. 

La bourse ovarique est délimitée par le mésovarium et le mésosalpinx. Elle résulte 

en quelque sorte d’un dédoublement du ligament large en regard de l’ovaire. 

La structure ovarienne est d’un type particulier. Un stroma dense soutient 

uniformément tous les autres éléments. Il est fortement fibreux sous le péritoine, c’est-à-dire 

sur toute la périphérie de l’organe sauf la fosse d’ovulation et l’épaisseur de cette albuginée 
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s’oppose à la déhiscence des follicules ailleurs que dans la fosse. La partie profonde de cette 

enveloppe loge les principaux vaisseaux. L’albuginée reste au contraire très mince et peu 

fibreuse au niveau de la fosse d’ovulation, où font défaut les gros vaisseaux. 

La zone vasculaire, ou medulla est périphérique et très mince, à l’inverse des autres 

espèces. 

Les follicules ovariques ont un devenir variable. Certains s’accroissent régulièrement 

jusqu’à maturation et déhiscence. Après libération de l’ovocyte, chacun d’eux donne 

naissance à un corps jaune, glande endocrine temporaire dont la sécrétion prépare le tractus 

génital à la gestation et seprolonge éventuellement pendant celle-ci. D’autres, beaucoup plus 

nombreux, interrompent plus ou moins tôt leur évolution et régressent.  

Les follicules sont organisés comme dans les autres espèces, mais peuvent se 

rencontrer en tous les points de l’organe. Les follicules primordiaux et primaires, très 

nombreux la première année, évoluent et deviennent si rares et petits après la puberté qu’il est 

plus difficile de les observer. Les follicules secondaires qui ont l’aspect d’une vésicule 

sphérique emplie de liquide sont peu nombreux sur un même ovaire. Encore appelés follicules 

vésiculeux, ils sont composés d’un antrum folliculaire empli de liquide folliculaire, d’une 

granulosa, d’un ovocyte primaire qui achève sa croissance, d’une thèque interne et d’une 

thèque externe.  

A maturité, on parle de follicule mûr. Leur diamètre atteint 3 à 5 cm, leur taille 

moyenne étant de 45 mm au moment de l’ovulation [GINTHER, 1979], de sorte qu’ils 

s’appliquent d’une part contre l’albuginée des faces ou d’une extrémité, qu’ils déforment et 

soulèvent, et d’autre part contre la fosse d’ovulation de l’ovaire. 
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B. Rappels de physiologie de la reproduction de la jument  

 

1. Saisonnalité  

 

La jument est un animal polyoestrien saisonnier : dans l’hémisphère nord, l’activité 

sexuelle physiologique de la jument s’étend en moyenne de fin avril à octobre et diffère en 

cela de la saison administrative qui débute en février et s’arrête en juillet. Il existe une forte 

corrélation entre l’augmentation de la durée du jour et l’apparition des ovulations. La jument 

n’ovule pas toute l’année. Il existe une saison ovulatoire qui débute le jour de la première 

ovulation et se termine le jour de la dernière ovulation. Cette période varie d’un individu à 

l’autre et pour un même individu d’une année à l’autre. Dans de bonnes conditions 

d’entretien, on estime que 15-20% des juments conservent une activité cyclique toute l’année 

(BLANCHARD et al., 2003). L’espace de temps pendant lequel il n’y a pas d’ovulation 

constitue la saison anovulatoire ou anoestrus saisonnier.  

 

a. La saison anovulatoire  

 

La saison anovulatoire s’étend de la dernière ovulation de l’année précédente jusqu’à 

la première ovulation de l’année suivante. Elle est caractérisée par l’absence d’ovulation, et 

précède la saison ovulatoire.  

C’est une saison évolutive qui comprend trois périodes :  

- une période d’inactivité ovarienne : anoestrus profond,  

- une période de réveil ovarien : anoestrus superficiel,  

- une période de transition vers la cyclicité : oestrus prolongé ou hyperoestrus.  

Pendant l’anoestrus profond :  

- Les ovaires sont petits avec des follicules inférieurs à 5 mm de diamètre.  

- Le col est dur, ferme, facile à individualiser par palpation transrectale.  

- L’utérus est atone, flasque, difficile à individualiser.  

- Les niveaux de FSH et LH sont bas.  
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Pendant l’anoestrus superficiel 

- Les ovaires sont plus actifs, avec des follicules de 5 à 30 mm.  

- Le col est pale, dur, ferme, facile à individualiser par palpation transretale. 28 - 

L’utérus est peu tonique, mais plus facile à individualiser.  

- Les niveaux des FSH sont plus élevés, proches de ceux de la saison ovulatoire. Le 

niveau de LH est bas.  

Pendant la phase de transition :  

- La jument est en chaleur, de façon plus ou moins marquée. Cette chaleur peut durer 

28 à 63 jours avant de se terminer par la première ovulation.  

- Les ovaires sont actifs avec des follicules de 5 à 30 mm.  

- Le col est plus ou moins rose, plus ou moins relâché, plus souple à la palpation.  

- Le niveau de FSH est élevé. Le niveau de LH reste bas jusqu’au moment où son 

élévation va conduire à la première ovulation. 

 

b. La saison ovulatoire  

 

La saison ovulatoire va de la première à la dernière ovulation de l’année. Elle est 

rythmique et se caractérise par le cycle oestral. 

La durée de l’oestrus est de 6 à 8 jours en moyenne. Elle peut varier selon les 

animaux de 3 à 12 jours. 

L’interoestrus s’étend sur une période plus constante de 12 à 18 jours, avec une 

moyenne de 15 jours. 

La somme des deux, correspondant au cycle sexuel, dure en moyenne de 21,5 jours, 

avec des variations de 18 à 25 (voire à 36) jours. 

La durée de l’oestrus étant très variable, elle est peu fiable pour surveiller le retour 

des juments en chaleur. Ainsi, pour une même jument, l’oestrus ovulatoire est assez long en 

début de saison (avril-mai) ; il diminue progressivement et finit par se stabiliser en été et ré-

augmente en automne. Il est donc préférable de prendre en compte la durée de l’interoestrus 

(beaucoup moins variable) plutôt que la durée totale du cycle. On cherchera donc les 

manifestations de l’oestrus 15 jours après la fin de l’oestrus précédent. 

 

Pendant l’oestrus, à l’examen transrectal, l’utérus a une consistance flasque, le 

col de l’utérus est relâché et flasque.  
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Pendant l’interoestrus, l’utérus est tonique, et le col long, étroit et ferme 

(BLANCHARD et al., 2003). 

La jument revient en chaleur très rapidement après la mise-bas : entre 7 à 12 jours, ce 

qui constitue une particularité spécifique. Ces chaleurs durent environ 4 jours et leur fertilité 

est normale. 

La programmation de cette chaleur provient de la levée de l’inhibition hypophysaire 

due à l’arrêt de la sécrétion de stéroïdes (oestrogènes, progestagènes) par l’unité 

foetoplacentaire. Il y a élévation des niveaux plasmatiques de FSH puis de LH dès le 

poulinage. 

Après cette première chaleur, deux cas peuvent se présenter si la jument n’est pas 

gravide : il y a soit reprise de la cyclicité ; soit il y a absence de cyclicité, due à la présence 

d’un corps jaune persistant (dans le cas d’un poulinage tardif) ou due à l’inactivité ovarienne 

(anoestrus de lactation). 

2. Evolution des évènements hormonaux du cycle ovarien 

Pendant le cycle oestral, les évènements se déroulent schématiquement à deux 

niveaux : au niveau hypophysaire par la sécrétion des gonadotrophines FSH et LH, et au 

niveau ovarien par l’alternance d’organites sécrétants temporaires que sont le follicule 

(sécrétant des oestrogènes) et le corps jaune (sécrétant la progestérone). 

a. Evolution au niveau hypophysaire 

Le jour de l’ovulation est noté J0. Le taux circulant de LH s’élève dès le début de 

l’oestrus pour atteindre son sommet 24 à 36 heures après l’ovulation et revient à son 

minimum à J5. 

En début de saison, la sécrétion de FSH prend une allure bimodale au cours du cycle 

oestral. Seul le deuxième pic subsiste en fin de saison. Le taux sanguin de FSH s’élève à partir 

du J0 jusqu’au J3-J4, passe par un minimum à J8 pour atteindre à nouveau un deuxième pic à 

J13. 

b. Evolution au niveau ovarien 

Au niveau ovarien, la croissance folliculaire s’accompagne d’une augmentation de 

production oestrogénique, tandis que la mise en place du corps jaune est associée à une 

prépondérance de la progestérone. 

  

de J0 (jour de l’ovulation) à J5, on assiste à la mise en place du corps jaune, structure 

qui sécrète la progestérone, 

 



Chapitre 02.                                                                              Physiologies de la reproduction 

 

17 

 

de J5 à J13, le corps jaune est actif, et la sécrétion de progestérone atteint un 

plateau,30 de J13 à J17, en l’absence de signal embryonnaire, l’utérus sécrète une 

prostaglandine : PGF2α qui entraîne la lyse du corps jaune et la sécrétion de progestérone 

devient minimale en 48h. 

 

à J17, c’est le début de l’oestrus ; le plus gros des follicules préovulatoires (qui se 

sont développés de J10 à J17 sous l’effet de la FSH) continue seul sa croissance et la sécrétion 

des oestrogènes, dont le niveau est maximum juste avant l’ovulation. Les autres follicules 

préovulatoires (recrutés entre J10 et J17 sous l’effet de la FSH) s’atrésient. 

 

L’ovulation aura lieu grâce à l’élévation du taux de sécrétion de LH. 

 

3. La croissance folliculaire  

 

Chez la jument, la croissance folliculaire normale est linéaire. Le diamètre du 

follicule croit à la vitesse de 3 à 3,5 mm par jour. Ce diamètre reste à une valeur plateau 

pendant quelques jours puis décroît 2 fois moins vite, c’est à dire 1,5 mm par jour. On perçoit 

ainsi un follicule dégénératif deux fois plus longtemps que pendant sa croissance. Il faut 

savoir que la population folliculaire évolue par vagues où il y a simultanément croissance de 

follicules et décroissance de follicules atrétiques.  

La palpation transrectale et l’échographie mettent en évidence, sur un ovaire d’une 

jument cyclée, un certain nombre de follicules de taille et de consistance variables, suivant le 

cycle, associés ou non à un corps jaune. Afin de déterminer le stade du cycle d’une jument, il 

est important de recenser le nombre et la taille des follicules, ainsi que leur évolution, lorsque 

l’on procède à l’examen de la jument en reproduction.  

 

4. L’ovulation  

 

C’est le moment de l’ovulation que, par déhiscence folliculaire, l’ovocyte va quitter 

le follicule pour être récupéré par le pavillon qui va le conduire vers la trompe utérine où aura 

lieu la fécondation.  

Le follicule mesure en moyenne 40 à 45 mm au moment de l’ovulation (30-70 mm). 

Il est d’une importance capitale de bien diagnostiquer le moment de l’ovulation si on veut 

améliorer les chances de fécondation. En effet, l’ovocyte a une survie très brève, de 6 à 12 
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heures, et les spermatozoïdes survivent en moyenne 24 à 48 heures. Pour améliorer la fertilité 

par chaleur, le vétérinaire se doit d’essayer de prédire l’ovulation de façon à programmer 

l’insémination artificielle avant et le plus près possible de l’ovulation. 

En conséquence, il est nécessaire de pratiquer des examens fréquents pendant 

l’oestrus, l’idéal étant des examens quotidiens, voire biquotidiens, comme cela est pratiqué 

lors d’utilisation de sperme congelé pour l’insémination artificielle.  

Il est important de bien apprécier la taille et la consistance du follicule préovulatoire, 

ainsi que sa forme qui devient ovoïde pour 85% des follicules avant l’ovulation. Dans ce 

cadre, un examen échographique se révèle intéressant. 
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1) Définition  

 

La transplantation embryonnaire est une méthode artificielle de reproduction 

consistant à prélever (récolter, collecter) un embryon issu d’une fécondation « in vivo » (après 

saillie ou insémination artificielle) sur une femelle appelée donneuse et à transplanter (ou 

transférer) cet embryon dans l’utérus d’une femelle appelée receveuse (ou porteuse). Il y 

poursuivra sa croissance et son développement jusqu’à la mise-bas. Cette même receveuse 

assurera également la lactation.  

 

2) Historique  

 

La transplantation embryonnaire a été utilisée la première fois chez la lapine en 1890 

par l’anglais W. HEAPE. Les premiers travaux chez les équins ont été publiés en 1972 par 

OGURI et TSUTSUMI mais c.est seulement huit ans plus tard que ces mêmes auteurs 

annoncent le premier succès de transfert d’embryon chez la jument (80).  

Parce qu’elle donnait de meilleurs résultats, la première méthode utilisée fut la 

technique chirurgicale. Les transferts s’effectuaient sous anesthésie générale par la ligne 

blanche puis par le flanc sous anesthésie locale et sur des juments debout. Parallèlement s.est 

développée une méthode non-chirurgicale ; l’embryon était alors déposé dans l’utérus par 

voie cervicale.  

En France, les premiers essais de transfert par voie cervicale ont débuté en 1982 (70). 

Du matériel de transfert conçu pour les bovins a d’abord été utilisé puis un matériel plus 

spécifique à l.espèce équine a progressivement été mis au point pour permettre en 1985 de 

réaliser la première transplantation embryonnaire commerciale à l’INRA de Tours sur la 

jument Blandice de Monsieur ROCHEFORT. Depuis, plus de 500 poulains sont nés en 

France grâce à la transplantation embryonnaire (66). 

 

B. ASPECTS TECHNIQUES  

1) Préparation des juments donneuses  

a) Sélection et traitement des donneuses  

 

Il est préférable de connaître le passé reproducteur des juments donneuses et de 

réaliser au préalable un examen gynécologique complet (examen transrectal et échographique, 

prélèvement utérin en vue d’effectuer un examen cytologique et bactériologique, biopsie 
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utérine) (24) afin de pouvoir établir un pronostic et évaluer les chances de succès. Les juments 

considérées comme subfertiles (66) ou âgées (105) ont en effet un taux de récolte faible et des 

embryons de moins bonne qualité. 

Il serait également intéressant de pouvoir obtenir comme chez les ruminants 

plusieurs embryons par collecte et d’augmenter alors la probabilité d’avoir au moins une 

gestation après transfert. Cependant les meilleurs résultats actuels ne permettent d’obtenir au 

moyen d’extrait pituitaire équin (EPE) que deux embryons en moyenne par jument à la suite 

de 3 ou 4 ovulations par cycle (105). Ces résultats sont en outre peu homogènes entre 

animaux et peu reproductibles d.une expérience à l’autre (11). Enfin, il n’existe pas d.EPE 

commercialisé et les autres substances testées sont encore moins actives (48).  

Devant l’impossibilité de mettre en .œuvre un traitement efficace de superovulation 

chez la jument, la seule solution est donc d’exploiter un maximum de cycles dans l.année. Un 

traitement photopériodique aboutissant à un éclairement de 15 à 16 heures par jour et appliqué 

à partir du 1
er 

décembre permet d’obtenir des juments prématurément cyclées en tout début de 

saison officielle de reproduction (15 février). Par la suite, une injection lutéolytique de 

prostaglandines F2α le jour de la récolte permet de réduire l’interoeustrus, augmentant encore 

le nombre de cycles exploitables. Ainsi, une jument en bonne condition peut donner 

potentiellement 6 à 8 embryons par an (25).  

 

b) Synchronisation  

 

Par ailleurs, le transfert d’embryon ne peut se faire que chez une receveuse dont le 

cycle est synchrone avec celui de la donneuse. Aussi, la préparation de cette dernière doit 

comprendre un traitement de synchronisation. Deux types de protocoles sont actuellement 

utilisés (Figure 9). Le premier consiste en deux injections de prostaglandine ou d’un analogue 

de synthèse à 14-18 jours d’intervalle. Le second qui semble être le plus performant (15) 

consiste en un traitement mixte de progestatifs (allyltrenbolone) à raison de 40 mg par jour 

per os pendant 7 à 10 jours suivi d.une injection de prostaglandine ou d’un analogue le dernier 

jour du traitement. L’ovulation a lieu autour du 9
ème 

jour après la dernière injection avec une 

variabilité assez importante (Figure 2). On peut améliorer la précision du moment de 

l’ovulation par injection de 2500 UI d’hCG (human Chorionic Gonadotropin) par voie 

intraveineuse. Ceci permet d’induire l’ovulation dans les 24 à 48 heures si l’injection est faite 

en présence d’un follicule souple de diamètre supérieur ou égal à 35 mm. 
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c) Suivi gynécologique  

 

Dès le début de l’œstrus, un suivi échographique quotidien est impératif afin de 

suivre la croissance du ou des follicules, de déterminer le moment de l.insémination ou de la 

saillie et de diagnostiquer le plus précisément possible la date d’ovulation pour programmer le 

jour de la récolte de l’embryon. Les meilleurs résultats sont obtenus après saillie naturelle ou 

insémination en sperme frais ou réfrigéré, la qualité de la semence étant réputée meilleure que 

celle du sperme congelé. En pratique, cette différence tend actuellement à disparaître (73). 

 

Figure 9: Deux méthodes de synchronisation des chaleurs d’apres BRUYAS et Al 

(2013), PG : prostaglandine F2 alpha. 

 

2) Préparation des juments receveuses  

a) Sélection des receveuses  

 

Une attention toute particulière doit être apportée à la sélection des juments 

receveuses. En effet, avant d’exprimer leurs qualités maternelles, elles devront assurer le 

développement de l’embryon puis du f.tus dans de bonnes conditions. Peu d’études se sont 

intéressées au gabarit idéal d.une receveuse ; il semble que son poids doive se situer entre 400 

et 800 kg. De plus, la taille de l’utérus aurait une incidence sur la taille du poulain à la 

naissance. D.après LAGNEAUX (66), TISCHNER (1998) mentionne que l’effet de la 

receveuse sur le poulain est davantage dû à des facteurs gestationnels (irrigation sanguine, 

volume utérin) qu’à des effets postnataux (lactation par exemple). On évitera donc les races 

de type poney comme receveuses de juments de selle.  

La qualité de l’appareil reproducteur est également très importante dans le choix 

d.une receveuse. Tous les auteurs s’accordent à dire que les juments présentant un défaut 

externe (conformation) ou interne (kystes utérins, .dème de l’endomètre, tumeur ovarienne) 

de l’appareil reproducteur ne doivent pas être retenues comme receveuses (66, 105). En 
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pratique, on préférera donc utiliser de jeunes juments maidens (nullipares) ou des juments 

multipares ayant fait preuve de leurs qualités de reproductrices. Il est intéressant à ce titre de 

pratiquer de la même façon que pour les donneuses un examen gynécologique complet. Un 

bon tonus cervical et utérin, l.’ de cycles réguliers, l’installation systématique d’un corps 

jaune bien visible à la suite de chaque ovulation et une bonne imprégnation progestéronique 

sont autant de points positifs permettant d’obtenir un bon taux de gestation après transfert 

(75).  

b) Synchronisation  

 

Comme nous l’avons déjà mentionné, la synchronisation des ovulations de la 

donneuse et de la receveuse reste également un impératif à la réussite du transfert d’embryon. 

Il est classiquement admis que la receveuse doit ovuler entre 1 jour avant et jusqu’à 2 voire 3 

jours après la donneuse. Au-delà de cet intervalle, les taux de gestation après transfert 

diminuent significativement (15, 24, 66, 92, 105). Un suivi échographique quotidien permet 

de déterminer la date d’ovulation. Les mêmes protocoles de synchronisation des chaleurs que 

les juments donneuses sont utilisés, avec une préférence là encore pour le traitement à base de 

progestatif par voie orale associé à une injection d.une substance lutéolytique. 

 

3) Technique de récolte  

Les récoltes, s’effectuant pendant plusieurs cycles consécutifs et sur des juments de 

valeurs, ne peuvent être que non chirurgicales. Elles consistent en un lavage-siphonnage de la 

cavité utérine.  

 

a) Choix du jour de la récolte  

 

Le choix du jour de la récolte repose sur la physiologie du développement 

embryonnaire pré-implantatoire : l’embryon doit être descendu dans les cornes ou le corps de 

l’utérus et il ne doit pas être à un stade de développement trop avancé au moment de la 

récolte.  

Certaines expériences ont laissé supposer que l’embryon équin pouvait arriver dans 

l’utérus (après son transit intra tubaire) dès le cinquième jour après ovulation (52). Par contre, 

les taux de récolte sont assez faibles à cette date et des récoltes réalisées au septième, huitième 

et neuvième jour après l’ovulation donnent de meilleurs résultats qu.une récolte faite le 

sixième jour (104). Cependant, dans toutes ces études, le moment d’ovulation n’était 
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déterminé par échographie que de manière quotidienne, ce qui laissait une certaine 

imprécision quant à l’âge réel de l’embryon le jour de la collecte.  

Il semble en fait que la totalité des embryons parvienne dans l’utérus entre la 144
ème 

heure (6 jours) et la 156
ème 

heure (6,5 jours) après l’ovulation. En effet, avec un contrôle 

échographique plus précis de l’heure de d’ovulation, BATTUT et al. (7) ont montré que le 

taux de collecte n’était pas différent entre des récoltes réalisées à la 156
ème 

heure (6,5 jours) et 

168
ème 

heure (7 jours) post ovulation, alors qu.il était nul si la récolte était effectuée à la 

144
ème 

heure (6 jours).  

D’un point de vue pratique, il faudra donc laisser un temps suffisant à l’embryon 

pour qu.il parvienne dans l’utérus avant la récolte :  

• soit en déterminant plus précisément la date d’ovulation par suivi bi ou quadri 

quotidien ce qui permet, en réalisant la récolte à 6,5 jours après constat de l’ovulation, 

d’obtenir des embryons âgés de 6,75+/-0,25 jours (suivi biquotidien) ou de 6,625+/-0,125 

jours (suivi quadriquotidien) ce qui peut être nécessaire dans certaines conditions (congélation 

d’embryons, endométrite) (25).  

• soit en récoltant plus tardivement à partir du 7
ème 

jour après constat de l’ovulation si 

le suivi échographique n.est que quotidien (âge de l’embryon = 7,5+/- 0,5 jours).  

De plus, bien que la vésicule embryonnaire reste encore mobile dans l’utérus 

jusqu.au 16-17
ème 

jour de gestation, il ne semble pas souhaitable de transférer un embryon âgé 

de plus de 8 à 9 jours. Il existe malheureusement très peu d’études comparatives des taux de 

gestation après transfert en fonction de la taille et de l’âge des embryons. Dès 1982, 

SQUIRES et al. (103) avaient montré que le transfert d’embryons de 9 jours donnait 

significativement moins de gestations que celui d’embryons de 8 jours (4% contre 32%). Plus 

précisément, le taux de gestation après transfert est significativement plus faible lorsque la 

taille de l’embryon est plus importante (19, 62). Ceci peut s’expliquer par le fait qu’à partir du 

6
ème 

jour l’embryon présente une augmentation très rapide de sa taille et qu’à partir du 7
ème 

jour se développe au sein de la masse cellulaire embryonnaire une cavité : le blastocœle. Or 

ces embryons plus âgés et leur blastocœle pourraient être plus fragiles et de manipulation plus 

délicate. 

 



Chapitre 03.                                                                                            Transfert embryonnaire 

 

24 

 

b) Technique de récolte  

 

Après une désinfection soignée des aires prégénitales et génitales externes, une sonde 

de récolte souple de diamètre interne de 8 mm, munie d’un ballonnet à son extrémité, est 

introduite par voie vaginale et cervicale dans la cavité utérine (Figures 10 et 11). Cette 

manipulation s’effectue le plus aseptiquement possible, l’opérateur étant muni de gants 

stériles et protégeant la sonde dans le creux de la main au cours de son trajet vaginal. Une fois 

la sonde en place, le ballonnet destiné à assurer la fixité de son extrémité dans la portion 

distale du corps utérin et l’étanchéité du dispositif est gonflé à l’aide de 50 à 60 ml d.air ou de 

milieu de collecte. Le liquide de collecte à 37°C est introduit par gravité dans la cavité utérine 

; il est laissé en place pendant 3 à 5 minutes avant d’être siphonné par gravité et grâce aux 

contractions utérines.  

Il est déconseillé de réaliser une tranquillisation de la femelle pour effectuer cette 

opération, car les sédatifs entraînent fréquemment un relâchement (ou une moindre 

contractilité) du myométre à l’origine à la fois de vidanges utérines incomplètes et de perte 

d’étanchéité du col utérin autour de la sonde de collecte. Un massage de l’utérus par voie 

transrectale de l’utérus peut être pratiqué pour améliorer la répartition dans l’utérus du liquide 

de collecte et favoriser son retour lors du siphonage. D’autres auteurs préfèrent éviter de 

pratiquer ce massage transrectal afin de diminuer le risque de contamination et stimulent les 

contractions utérines en maintenant une main dans le vagin pendant toute la durée de la 

collecte (50).  

Les liquides de collecte utilisés sont les mêmes que ceux employés pour la récolte 

des embryons de ruminants, à savoir du PBS (Phosphate Buffered Saline) modifié, enrichi de 

2 à 4g/l d’albumine sérique ou de sérum sanguin à 1 ou 2 pour cent. La quantité de liquide 

employé à chaque lavage est de l’ordre de 1 litre et l’opération est renouvelée pour chaque 

récolte 2 ou 3 fois. Enfin, si aucun embryon n’a été collecté lors d.une première collecte, un 

nouveau lavage peut être pratiqué car si la moitié des embryons est collectée lors du 1
er 

rinçage, il est possible d’en récupérer au 4
èmè 

voire au 5
ème 

rinçage utérin (Tableau I). 
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Cela confirme qu.il est toujours possible de laisser un embryon dans l’utérus de la 

donneuse : il faudra donc dans un premier temps déterminer le nombre de lavages-siphonages 

à effectuer en fonction de la valeur de la jument et dans un deuxième temps, après la dernière 

récolte, pratiquer une injection lutéolytique de prostaglandines pour éviter toute gestation 

éventuelle non désirée. Cette injection constitue en outre une excellente méthode de 

prévention des infections utérines pouvant faire suite aux collectes. 

 

Figure 10 :schéma de la sonde de récolte d’embryons et du ballonnet de récolte 

(bo)au flacon muni de sa prise d’air (p).(c)dispositif pour clamper la sonde (b)ballonnet 

gonflé grâce a la seringue (s) d’après BRUYAS et LAGNEAUX. 
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Figure 11: Sonde à ballonnet et prolongateur utilisés pour la récolte d’embryon équin, 

d’après SCIMDT et al. 

 

a) Recherche de l’embryon  

 

Deux méthodes sont utilisées pour rechercher l’embryon dans le milieu de récolte :  

- La première consiste à laisser décanter le liquide obtenu pendant 10 à 15 minutes à 

température ambiante (20 à 25°C). Ce temps de décantation permet à l’embryon plus dense de 

sédimenter au fond du flacon. Les 900 ml de liquide superficiel sont siphonnés pour ne garder 

que les derniers 100 ml.  

- La deuxième solution consiste à filtrer immédiatement après récolte le liquide de 

collecte en utilisant un filtre d.une maille de 75 μm. Après filtration, il ne reste plus qu.une 

vingtaine de millilitres dans le filtre.  

Le liquide de décantation ou restant après filtration ainsi que le liquide de rinçage du 

filtre (de même nature que le liquide de collecte) est versé dans une boite de Pétri quadrillée et 

l’embryon est recherché au moyen d.une loupe binoculaire (grossissement x 40 à 80) (figure 

5).  

Les embryons sont repérés sur le fond de la boite sous la forme d.une petite bille plus 

ou moins translucide avec une périphérie réfringente. Cette réfringence est due aux 

enveloppes acellulaires externes que sont la zone pellucide et la capsule (spécifique de 

l’embryon équin).  

 

A 6 jours post ovulation, les embryons récoltés sont à la fin du stade morula ou au 
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début du stade blastocyste. Ils apparaissent relativement sombres, le blastocœle étant très peu 

développé, la zone pellucide est épaisse. Ils sont à peine plus gros qu’un ovocyte (130 à 250 

μm de diamètre) mais la différenciation morphologique est aisée puisque l’ovocyte est très 

ellipsoïde, aplati sur l.une des faces et comporte un matériel cytoplasmique floconneux, 

hétérogène et sombre (Figure 12). Lors d’ovulation multiple, on ne retrouve d’ailleurs que très 

rarement un ovocyte accompagnant l’embryon dans le milieu de collecte. Au 7
ème 

jour, le 

blastocyste mesure 400 μm de diamètre en moyenne, la zone pellucide et la capsule sont fines, 

le blastocœle occupe la quasi totalité de la cavité embryonnaire (Figure 13). Ce dernier est 

entouré d.une assise monocellulaire, le trophoblaste (ébauche des annexes fœtales) ; le bouton 

embryonnaire (futur poulain) n.est qu’un amas de cellules indifférenciées refoulé par le 

blastocœle à un pôle de la vésicule (Figure 8). Au 8
ème 

et 9
ème 

jour, le blastocyste conserve la 

même morphologie générale mais son diamètre a augmenté (>1mm de diamètre) . Le large 

blastocœle le rend très translucide et la zone pellucide n.est plus visible (15).  

 

b) Evaluation de l’embryon  

 

Une fois identifié, une évaluation morphologique de l’embryon est établie selon une 

classification mise en place par McKINNON et SQUIRES (76). On attribue à chaque 

embryon une note de 1 à 5 en fonction de son aspect microscopique. Le stade 1 correspond à 

un embryon parfait alors que le stade 5 correspond à un embryon totalement dégénéré. Ceci 

permet d’éliminer les embryons de mauvaise qualité avec lesquels le taux de succès après 

transfert est fortement diminué (17% pour un embryon de stade 4) (25), et ainsi d’éviter de 

perdre un temps précieux dans la gestion de la donneuse en donnant une indication quant aux 

chances de succès du futur transfert. Ce système de notation est aussi utilisé pour évaluer une 

partie de la viabilité des embryons après congélation et décongélation. 

 

Figure 12 : Observation des embryons sous microscope . 
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Figure 13 : Ovocyte non fécondée et dégénéré. 

 

Figure 14 : Embryon au 7éme jour, blastocyste. 

 

c) Traitement de l’embryon  

 

L’embryon est ensuite lavé dans des bains successifs de milieu stérile identique dans 

sa composition au milieu de collecte. Il est transporté d’un bain à l’autre grâce à des 

micropipettes stériles ce qui assure son rinçage et par la même une dilution successive des 

éventuels germes contaminants. Il paraît alors judicieux de réaliser un bon nombre de bains, 

c’est-à-dire une dizaine comme cela est préconisé pour les embryons bovins. L’embryon est 

ensuite aspiré avec une petite quantité de milieu de collecte dans une paillette stérile.  
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L’idéal est de réaliser toutes ces manipulations sous hotte à flux laminaire qui assure 

un environnement quasi stérile au niveau de la platine de la loupe et la paillasse de 

manipulation. D’autre part, la viabilité de l’embryon étant fortement diminuée après deux ou 

trois heures à 20°C dans le milieu de récolte, il est impératif de réaliser toutes ces opérations 

le plus rapidement possible (25) .  

 

5) Technique de transfert  

 

Deux méthodes sont actuellement utilisées en fonction des conditions de transfert :  

- une méthode chirurgicale par le flanc.  

- une méthode non chirurgicale empruntant la voie vaginale et cervicale.  

 

a) Méthode chirurgicale  

 

Cette technique s’effectue sur jument debout, sous neuroleptoanalgésie. Une 

préparation chirurgicale du creux du flanc précède une anesthésie locale de la peau et des 

tissus plus profonds. Après incision cutanée, une dissection mousse des muscles abdominaux 

suivie d.une ponction du péritoine sont réalisées. La corne utérine est saisie et extériorisée 

dans sa partie proximale. Une incision ponctiforme de sa paroi permet le passage de la 

paillette montée au préalable sur une seringue de 1 ml. L’embryon est alors déposé dans la 

lumière utérine. La perforation utérine n’est refermée qu’avec une compression hémostatique 

de la paroi. Les plans musculaires, sous-cutanés et cutanés sont suturés. Des traitements anti-

inflammatoire et antibiotique sont administrés pendant trois à cinq jours (25).  

Cette méthode permet d’opérer dans des conditions strictement stériles et donc 

d’éviter toute contamination de la lumière utérine lors du dépôt de l’embryon. Elle semble 

donner de meilleurs résultats que la méthode non chirurgicale : IULANO et al. (62) ont 

obtenu un taux de gestation de 72% avec la méthode chirurgicale significativement différent 

des résultats obtenus avec la méthode cervicale (45%). Plus récemment, un récapitulatif de 

trois ans de transfert embryonnaire commercial à l’université du Colorado (19) permet de 

confirmer ces résultats (58% versus 39% au 50
ème 

jour de gestation). Elle nécessite cependant 

la mise en place d’une chirurgie techniquement plus lourde que la méthode cervicale. 
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Figure15 : structure histologique d’un embryon stade morula et blastocyste. 

 

b) Méthode non chirurgicale ou cervicale  

 

On utilise un pistolet de transfert d’embryon stérile gainé (Type IMV
1

,Figure 15). Il 

permet de limiter les contaminations apportées par le matériel de transfert en passant par le 

vagin et le cervix ; seule la partie recouverte stérile accède théoriquement au corps de l’utérus. 

Son ouverture latérale protège la paillette et l’embryon tout au long de leur progression 

vaginale et cervicale.  

Le rectum de la receveuse est tout d’abord vidangé, la queue recouverte d’un gant 

long stérile est attachée en hauteur. La zone périnéale et vaginale est savonnée plusieurs fois 

avec un antiseptique et rincée. L’opérateur utilise lui aussi des gants stériles (Figure 16). 

Malgré toutes ces précautions, cette technique donne encore des résultats inconstants : ils 

dépendent en fait de l’habitude et de l’habileté du technicien. Des infections par des germes 

non pathogènes ont notamment été décrites (71), ainsi qu’un relargage excessif de 

prostaglandine lors de la manipulation du col (64) pouvant entraîner l’expulsion de 

l’embryon. Cette technique est cependant facile à mettre en .œuvre et est le plus souvent 

adoptée sur le terrain par des praticiens aguerris à la méthode de transplantation embryonnaire 

(25) .  
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D. INDICATIONS ET CONTRAINTES  

1) Indications  

 

La transplantation embryonnaire présente, chez la jument, différents avantages et 

champs d’application spécifiques :  

• Elle peut permettre d’augmenter, par transferts répétés, le nombre de produits nés 

par an d.une femelle élite.  

• Un second aspect très attractif de ce procédé est la possibilité de gérer en parallèle 

la carrière sportive et la carrière reproductrice d.une jument. Il est envisageable en effet que, 

tout en poursuivant les compétitions, cette jument produise des embryons qui seront 

transplantés chez des receveuses.  

• La transplantation embryonnaire peut également permettre d’obtenir des 

descendants chez des juments âgées et chez des juments présentant des lésions utérines, 

cervicales ou vaginales rendant impossible une gestation à terme ou une mise bas mais ne 

perturbant ni l’ovulation ni la fécondation. De même, des juments jeunes de trois, voire deux 

ans, d’excellentes origines peuvent produire des poulains sans qu.une gestation ne vienne 

perturber la fin de leur croissance. Cela permet ainsi de réduire de près de dix ans l’intervalle 

entre générations.  

• Enfin certaines utilisations plus ponctuelles peuvent encore valoriser cette méthode 

: on peut obtenir un ou des produits de juments qui font l’objet de transactions commerciales. 

Ainsi un éleveur, avant de vendre une jument, pourra lui faire produire des embryons et ainsi 

avoir des poulains de cette jument alors qu’elle ne lui appartient plus. De même, une jument « 

en retard » dans sa saison de reproduction et donc poulinant tardivement pourra avoir un 

poulain l.année suivante par transfert et recommencer cette même année une saison de 

reproduction de façon plus précoce.  

On voit bien ici l.intérêt que peut susciter une telle technique mais bien que certains 

propriétaires tiennent à tout prix à obtenir une descendance de leur propre jument, cette 

technique s’adresse donc avant tout à des animaux de haute valeur génétique ou commerciale. 

Et ceci d’autant plus qu’elle reste une méthode relativement coûteuse. 
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2) Contraintes  

a) Technique  

 

Outre l’équipement nécessaire pour sa mise en .œuvre, la transplantation 

embryonnaire demande, comme nous l’avons vu, un suivi particulier des donneuses et des 

receveuses pour s’assurer d’un taux succès convenable. Devant l’absence de traitement de 

superovulation applicable, chaque embryon collecté devra faire également l’objet d.une 

attention toute particulière, ce qui demande là encore du temps et du personnel qualifié.  

 

b) Synchronisation donneuse-receveuse  

 

D’autre part, les techniques de synchronisation des chaleurs ont peu évolué depuis 15 

ans et donnent des résultats largement imparfaits. Comme nous l’avons vu, l’ovulation se 

produit en moyenne autour du 9
ème 

jour après la fin du traitement mais elle peut survenir en 

fait dès le lendemain et jusqu.au 18
ème 

jour après l’injection de prostaglandine. 

Statistiquement, il faudrait 14 receveuses pour avoir 95% de chance d’en avoir une dont le 

cycle serait synchrone à 24 heures près avec celui de la donneuse (15).  

En pratique, il convient cependant de synchroniser au minimum 2 receveuses 

potentielles par donneuse, afin d.espérer disposer d.au moins une jument synchrone dans la 

fourchette habituellement retenue (1 ovulation de la receveuse se produisant entre la veille et 

le 3
ème 

jour suivant celle de la donneuse). Cependant, comme le montre le tableau III, il faut 

souvent avoir recours à une induction d’ovulation (52%) et malgré cela, dans 22 pour cent des 

cas, il y a échec ou non réponse à la synchronisation (12). 

La gestion des receveuses représente pour l’instant la contrainte la plus lourde d.une 

opération de transplantation embryonnaire. Les solutions à apporter à ce problème doivent 

permettre de diminuer le nombre de receveuses par donneuse, d.alléger le suivi gynécologique 

indispensable à la synchronisation ou éventuellement de supprimer  

Complètement la nécessité de synchronisation. Ceci permettrait de diminuer le coût 

et d’augmenter l’efficacité de la transplantation embryonnaire équine. 
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Conclusion : 

 

Le transfert embryonnaire est l’une des techniques nouvelles qui représente un grand 

intérêt scientifique et  économique. 

Il est temps pour l’Algérie de s’ouvrir sur les biotechnologies de reproduction et plus 

spécialement le transfert embryonnaire, mais pour cela il est primordial de : 

Potentialiser les élevages en termes de méthodes d’élevages. 

Trouvez des solutions pour maitriser l’alimentation qui est l’une des causes majeures 

d’infertilité et d’infécondité en Algérie. 

Modernisation de la reproduction et des techniques de la reproduction assistées 

(insémination artificielle, congélation de la semence…). 

  Modernisation des différentes méthodes d’élevage et assurer un bon suivit de la 

reproduction au saint de celle-ci. 

Instaurer une banque génétique des lignées algériennes. 

Autoriser cette pratique sous des conditions juridiques. 
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