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 ىلع )لدعملا نریبو لدعملا ينیك( دیمجتلا تاففخم نم نینثا ریثأت ةنراقم وھ لمعلا اذھ نم فدھلا 

 نم اطًسو انربتخا ،يربربلا – يبرعلا لحفلا يف ،دیمجتلا دعبو لبق ةیونملا تاناویحلا رمع لوطو ةكرح

ضیبلا رافصو نیرسلجلاو بیلحلا  

 تاملعملا عیمج ةیؤرب انل حمس امم رتویبمكلا ةدعاسمب يونملا لئاسلا لیلحت ةطساوب لیلحتلا ءارجإ مت

 تاناویحلا ةیویح نع لاضف ةیونملا تاناویحلا نم ةئف لكل ةیوئملا ةبسنلاو ةیونملا تاناویحلل ةیدرفلا

.نیزورجین – تانویلأا رابتخا قیرط نع اھرابتخا مت يتلا ةیونملا  

.دیمجت يتدام مادختساب دیربتلاب يربربلا - يبرعلا لحفلل يدرفلا فذقلا ظفح مت  

 قوفت ةكرحتملا ةیونملا تاناویحلا نأ دیمجتلا لبق نریبو ينیك طسو يف ةیونملا تاناویحلا مییقت رھظُی

.ةنكاسلا ةیونملا تاناویحلا ددع  

 داوملا اھیلإ فاضملا قورحلاو دیربتلاب ةظفاحلا داوملاب ةلمكملا ينیك يف ةیونملا تاناویحلا مییقت رھظُی 

 ىلع ایلعلا دیلا اھل ةكرحتملا ریغ ةیونملا تاناویحلل ةیوئملا ةبسنلا نأ نابوذلا دعب ةدوربلل ةظفاحلا

.نریب طسو يف ةفیفط ةیمھأ عم نكلو ةكرحتملا ةیونملا تاناویحلا  

 ٪10 و ٪90 ةمیقب ةتیملا ةیونملا تاناویحلا ةبسن نم ربكأ ةیحلا ةیونملا تاناویحلا ةبسن نأ اضًیأ ظحلان

.٪23 و ٪77 ةمیقب نریب طسول اضًیأو دمجتلا نم ةیقاو داوم ھیلإ فاضملا ينیك طسو يف يلاوتلا ىلع  

 نریب طسوب ةنراقم اًدیج اظًفح رھظأ دمجتلا نم ةیقاو داوم ھیلإ فاضملا ينیك طسو مادختسا نإف ،كلذل

 لقنتلاو ةدیجلا ةیویحلا تاذ لویخلل ةیونملا تاناویحلا ظفح لجأ نم دیلجلا نم ةیقاو داومب لمكملا

 ظفحلا تایلمع عیمج يف ةدسكلأل داضمو ،يئاقولا ،يئاذغلا هرود بعلی ينیك طسو نأ ينعی امم ،لوبقملا

.دیربتلاب  

 

 

 



 Abstract 

 IV 

The objective of the present work is to compare the effect of two freezing extender 

(the modified Kenny and modified Burn) on the motility and longevity of sperm before and 

after cryoconservation, in the Arabian stallion - beard. , we tested an extender containing  

milk, glycerol and egg yolk (Kenny supplemented with cryopreservatives and Burn 

supplemented by cryopreservatives). The analysis was carried out by a CASA (computer 

assisted semen analysis) which allowed us to see the set of individual sperm parameters and 

the percentage of each category of sperm (static and motile). As well as the vitality of the 

sperm tested by the ionise-nigrosine test. 

A single ejaculate from the Arab-beard stallion was subjected to cryopreservation with 

two freezing media (modified Kenny and modified Burn). 

Evaluation of the sperm in Kenney and Burn's medium before freezing shows that motile 

sperm are more numerous compared to static sperm. Evaluation of spermatozoa in Kenney's 

medium supplemented with cryopreservatives and Burn supplemented with cryopreservatives 

after thawing shows that the percentage of immobile spermatozoa gained the upper hand 

compared to motile spermatozoa. 

We also notice that the percentage of live spermatozoa is greater than that of dead 

spermatozoa with a value of 90% & 10% respectively in the Kenney medium and also for the 

Burn medium with a value of 77% & 23% respectively. 

Therefore, the use of Kenney medium supplemented with Cryoprotective substances 

showed good preservation compared to Burn supplemented with Cryoprotective substances of 

equine sperm with good vitality and acceptable mobility, which means that the medium has 

played its nutritive, protective, osmotic and antioxidant role in all of the cryopreservation 

processes. 

Key words: semen- standard- cryopreservation- modified Kenney, modified Burn  
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L’objectif de ce présent travail est de comparer l’effet de deux dilueurs de 

congélation (le Kenny modifié et le Burn modifié) sur la motilité et la longévité 

des spermatozoïdes avant et après congélation, chez l’étalon arabe- barbe. , nous 

avons testes un milieu de lait, glycérol et du jaune d’œuf (Kenny supplémenté par 

des cryoconservateurs et Burn supplémenté par des cryoconservateurs ).l’analyse 

a été effecteur par un CASA (computer assisted semen analysis) ce qui nous a 

permis de voir l’ensemble des paramètres spermatiques individuelles et le 

pourcentage de chaque catégorie des spermatozoïdes (statiques et mobiles). Ainsi 

que la vitalité des spermatozoïdes testés par le test de l’ionise-nigrosine. 

Un seul éjaculat de l’étalon arabe- barbe à été soumis à une cryoconservation 

avec deux milieux de congélation (le Kenny modifie et Burn modifie), 

L’évaluation des spermatozoïdes dans le milieu de Kenney et Burn avant la 

congélation, montre que les spermatozoïdes mobiles sont plus nombreux par 

rapport aux spermatozoïdes statiques. L’évaluation des spermatozoïdes dans le 

milieu Kenney supplémenté par les cryoconservateurs et Burn supplémenté par 

les cryoconservateurs après décongélation montre que le pourcentage des 

spermatozoïdes immobiles à pris le dessus par rapport aux spermatozoïdes 

mobiles mais avec une légère importance dans le milieu Burn. 

Nous remarquons aussi que le poucentage des spermatozoides vivants est plus 

important que celui des spermatozoides morts avec une valeurs de 90% & 10% 

repectivement dans le milieu Kenney supplémenté par des cryoprotecteurs et 

aussi pour le milieu Burn avec une valeur de 77% & 23%. 

Donc l’utilisation du milieu Kenney supplémenté par les substances 

Cryoprotectives a montré une bonne conservation par rapport au Burn 

supplémenté par les substances Cryoprotective du sperme équin avec une bonne 

vitalité et une mobilité acceptable, ce qui fait que le milieu Kenney a fait son rôle 

nutritif, protecteur, osmotique et antioxydant dans la totalité des processus de 

cryoconservation. 

Mots clés : semence- étalon- cryoconservation- Kenney modifie, Burn modifie 

 



 Table des matières 

Dédicaces .................................................................................................................................... I 

Remerciements ........................................................................................................................... II 

Résumé́ en arabe ....................................................................................................................... III 

Abstract .................................................................................................................................... IV 

Résumé́ en français .................................................................................................................... V 

liste des illustrations ................................................................................................................. VI 

Liste des tableaux .................................................................................................................... VII 

Introduction ............................................................................................................................... 01 

PARTIE BIBLIOGRAPHIQUE  

Chapitre I : Anatomie et physiologie de l’appareil reproducteur du 

cheval 

I-ANATOMIE ............................................................................................................................. 3   

La partie glandulaire (Testicules) ............................................................................................... 3 

Topographie des testicules .......................................................................................................... 5 

Principe de la descente testiculaire ............................................................................................. 6 

Les enveloppes des testicules ou bourses testiculaires ............................................................... 6 

Les enveloppes superficielles ..................................................................................................... 6 

Scrotum ....................................................................................................................................... 6 

Dartos .........................................................................................................................................  6 

 Fascia spermatique externe ........................................................................................................ 6 

 Muscle Crémaster ...................................................................................................................... 7 

 Fascia spermatique interne ......................................................................................................... 7 

Tunique vaginale ......................................................................................................................... 8 



 Table des matières 

Caractères généraux, conformation et moyens de fixité ............................................................. 9 

 Structure du testicule ................................................................................................................ 10 

2-La partie tubaire (excrétrice) ................................................................................................. 11 

L’épididyme .............................................................................................................................. 11 

Le canal déférent ......................................................................................................................  11 

Les glandes vésiculaires ............................................................................................................ 12 

3-La partie uro-génitale ............................................................................................................. 13 

L’urètre d’étalon ....................................................................................................................... 13 

Glandes annexées à l’urètre ...................................................................................................... 13 

La prostate ................................................................................................................................. 15 

GLANDES BULBO-URETRALES ou DE COWPER ............................................................ 15 

Formations érectiles annexées à l’urètre ................................................................................... 16 

CORPS CAVERNEUX DU PENIS ......................................................................................... 16 

CORPS SPONGIEUX DE L’URETRE .................................................................................... 17 

Corps spongieux du gland ......................................................................................................... 18 

Les muscles du pénis ................................................................................................................ 18 

Vascularisation et innervation ................................................................................................... 21 

Le fourreau ou prépuce ............................................................................................................. 22 

II-Physiologie de la reproduction chez l’étalon ........................................................................ 23 

La régulation endocrinienne de la fonction de reproduction chez l’étalon ............................... 23 

L’axe hypothalamo-hypophysaire ............................................................................................ 23 

L’hypophyse ou glande pituitaire ............................................................................................. 23 

Les hormones testiculaires ........................................................................................................ 24 

La régulation de la fonction de reproduction ............................................................................ 25 



 Table des matières 

La puberté chez l’étalon ............................................................................................................ 26 

Spermatogénèse ........................................................................................................................ 27 

Les cellules de Sertoli ............................................................................................................... 30 

Les cellules de Leydig .............................................................................................................. 31 

Spermatozoïde ........................................................................................................................... 32 

La tête ........................................................................................................................................ 33 

Le flagelle ................................................................................................................................. 34 

Maturation de spermatozoïde et capacitation ........................................................................... 35 

Capacitation .............................................................................................................................. 36 

Caractéristiques de la semence d’étalon ................................................................................... 37 

Volume ...................................................................................................................................... 37 

Couleur et consistance .............................................................................................................. 37 

Composition chimique .............................................................................................................. 38 

Plasma séminal .......................................................................................................................... 39 

Chapitre II : Chapitre II : Récolte et conservation de la semence chez 

l’étalon  

Collecte du sperme .................................................................................................................... 40 

Préparation du vagin artificiel ................................................................................................... 43 

Évaluation de la semence équine .............................................................................................. 43 

Eamens macroscopiques ........................................................................................................... 43 

Volume ...................................................................................................................................... 44 

Couleur et aspect ....................................................................................................................... 44 

PH ............................................................................................................................................. 44 



 Table des matières 

Examens microscopiques .......................................................................................................... 45 

Concentration ............................................................................................................................ 45 

Evaluation par utilisation d’une cellule hématimétrique .......................................................... 45 

Evaluation par utilisation du spectrophotomètre ...................................................................... 46 

La Motilité ................................................................................................................................ 47 

La morphologie ......................................................................................................................... 51 

Coloration ................................................................................................................................. 51 

Evaluation et classification ....................................................................................................... 52 

Conservation de la semence ...................................................................................................... 53 

Conservation à court terme ....................................................................................................... 54 

Conservation à long terme ........................................................................................................ 55 

La décongélation ....................................................................................................................... 63 

Evaluation de la qualité de la semence congelée ...................................................................... 64 

 

PARTIE EXPERIMENTALE 

Matériel et méthode .................................................................................................................. 66 

Lieu de l’expérimentation  ........................................................................................................ 66 

Effectif de l’expérimentation  ................................................................................................... 66 

Déroulement des récoltes  ......................................................................................................... 67 

La Préparation du vagin artificiel ............................................................................................. 67 

La préparation d’étalon ............................................................................................................. 68 

la récolte .................................................................................................................................... 70 



 Table des matières 

sélection des éjaculats pour la congélation  .............................................................................. 71 

Préparation du milieu de dilution  ............................................................................................. 71 

ingrédients ................................................................................................................................. 71 

Préparation du milieu de Cryo-congélation .............................................................................. 73 

Le Kenney modifié ................................................................................................................... 73 

Préparation de plasma du jaune d’œuf ...................................................................................... 74 

Evaluation des semences après la récolte  ................................................................................ 76 

Eamen macroscopique  ............................................................................................................. 76 

Volume  ..................................................................................................................................... 77 

Couleur et aspect ....................................................................................................................... 77 

Détermination de la concentration  ........................................................................................... 77 

Examen microscopique ............................................................................................................. 78 

Mobilité massale ....................................................................................................................... 78 

Mobilité individuelle ................................................................................................................. 79 

Traitement de la semence .......................................................................................................... 79 

Dilution primaire ....................................................................................................................... 79 

Centrifugation de la semence  ................................................................................................... 80 

Dilutuin secondaire  .................................................................................................................. 81 

Equilibration ............................................................................................................................. 81 

Conditionnement de la semence ............................................................................................... 81 

Congélation des paillettes ......................................................................................................... 82 

Evaluation des paillettes après décongélation  .......................................................................... 84 

Décongélation ........................................................................................................................... 84 



 Table des matières 

Evaluation ................................................................................................................................. 85 

Résultats  ................................................................................................................................... 86 

Evaluation de la semence après la récolte  ................................................................................ 86 

Evaluation des spermatozoïdes dans le milieu de Kenney avant la congélation ...................... 86 

Evaluation des spermatozoïdes dans le milieu de Kenney supplémenté par les 

cryoconservateur après congélation .......................................................................................... 89 

Evaluation des spermatozoïdes dans le milieu de BURN avant la congélation ....................... 91 

Evaluation des spermatozoïdes dans le milieu de BURN supplémenté par les 

cryoconservateur après congélation  ......................................................................................... 93 

Discussion ................................................................................................................................. 96 

Conclusion ................................................................................................................................ 98 

Perspectives et recommandations ............................................................................................. 99 

Références bibliographiques ................................................................................................... 100 

 

 

 

 

 

 

 

 



Liste des illustrations 

 

 
 VI 

 

Figure 01 : Dessin du tractus reproductif de l'étalon vue en coupe sagittale (MC. Kinnon 

A.1993). ...................................................................................................................................... 4 

Figure 02 : Le testicule et ses enveloppes, conformation externe (Barone, 2001) .............. 7 

Figure 03 : Conformation intérieure et structure du testicule de l’étalon (Picket B.W. 

1993) ........................................................................................................................................... 8 

Figure 04 : Testicule et épididyme gauches du cheval. Conformation et moyen de fixité. 

(BARONE, 1956) ...................................................................................................................... 9 

Figure 05 : Schéma de la conformation interne du testicule et de l’épididyme (BARONE 

1956) ........................................................................................................................................... 5 

Figure 06 : Schéma de l’aspect médial du canal déférent droit de l’étalon. (BARONE, 

2001) ......................................................................................................................................... 12 

Figure 07 : Schéma de l’aspect médial de l’urètre droit de l’étalon. (BARONE, 2001) .. 14 

Figure 08 : Glandes génitales accessoires de l’étalon, vue dorsale (P.L. Senger, Ph. D., 

2003) ......................................................................................................................................... 15 

Figure 09 : Structure de pénis et du prépuce de l’étalon (P.L. Senger, Ph. D., 2003) ...... 17 

Figure 10 : Coupe transversale du pénis du Cheval, au niveau de la partie moyenne du 

pénis. (BARONE, 2001) ......................................................................................................... 19 

Figure 11 : Coupe transversale du pénis du Cheval, en arrière de la couronne du gland 

(le gland isolé est vu par derrière) (BARONE, 2001)  ......................................................... 20 

Figure 12 : Vascularisation de la verge chez l’étalon. A. : artère, V. : veine (BARONE, 

2001) ......................................................................................................................................... 21 



Liste des illustrations 

 

 
 VI 

 

Figure 13 : Partie libre du pénis et prépuce du Cheval (CONSTANTINESCU, 2010) ... 22 

Figure 14 : Schéma de la régulation endocrinienne de la fonction de reproduction chez 

l’étalon. A : activine ; E : oestrogènes ; I : inhibine ; T : testostérone (d’après AMANN, 

2011) ......................................................................................................................................... 26 

Figure  15 : Etapes de la spermatogénèse (d’après AMANN, 2011) .................................. 29 

Figure 16 : La spermatogenèse (Marie Allimant, 2010) ..................................................... 30 

Figure 17 : Schéma illustrant l’organisation cellulaire des tubes séminifères (d’après 

AMANN, 2011) ....................................................................................................................... 32 

Figure 18 : Structure d’un spermatozoïde (Marie Allimant, 2010) ................................... 35 

Figure 19 : Aspect du sperme d’étalon après centrifugation (Marie Allimant, 2010) ..... 38 

Figure 20 : Mannequin de récolte pour étalons ( Letenre Jessica 29 avril 2016) ............. 41 

Figure 21 : Différents types de vagins artificiel (Letenre Jessica 29 avril 2016) .............. 42 

Figure 22 : Hématimètre : cellule de Thoma (https://slideplayer.fr/slide/3395368/) ....... 46 

Figure 23 : Photomètre Minitube avec cuvette remplie en sperme (John Dascanio. 2014)47 

Figure 24 : Microscope à contraste de phase muni d’une plaque chauffante (Marie 

Allimant, 2010)  ...................................................................................................................... 51 

Figure 25 : Représentation schématique de la morphologie normale d'un spermatozoïde 

et quelque anomalie pouvant être rencontrées (Steven P. et al, 2011) .............................. 53 

Figure 26 : Centrifugation de sperme dilué (A), puis aspiration de surnagent après 

centrifugation (B) (Steven P. et al. 2011) .............................................................................. 60 



Liste des illustrations 

 

 
 VI 

 

Figure 27 : Identification (A), remplissage (B) et bouchage (C) des paillètes (John 

Dascanio. 2014) ....................................................................................................................... 62 

 

Figure 28 : Paillettes déposées sur une grille (A) ensuite placées dans une boite de 

congélation en polystyrène au-dessus de l’azote liquide (B) puis stockées dans une cuve 

d’azote liquide(D) (John Dascanio. 2014 ; Steven P. et al. 2011) ....................................... 63 

Figure 29 : Le laboratoire de la reproduction équine de l’institut des sciences 

vétérinaires .............................................................................................................................. 66 

Figure 30 : Les étapes de préparation du vagin artificiel de type Missouri ...................... 68 

Figure 31 : Vagin artificiel de type Colorado ...................................................................... 68 

Figure 32 : L’excitation de l’étalon en présence de la jument « boute-en-train » (A 

ANBER, B REZKI). ............................................................................................................... 69 

Figure 33 : les étapes de la récolte de sperme chez le cheval «REZKI » ........................... 70 

Figure 34 : Les étapes de la récolte de sperme chez le cheval «ANBAR » ........................ 71 

Figure 35 : Les ingrédients de milieu Kenney mesurés ...................................................... 72 

Figure 36 : Les étapes de préparation du milieu Kenney ................................................... 73 

Figure 37 : La préparation de plasma du jaune d’œuf ....................................................... 75 

Figure 38 : Kenney modifié ................................................................................................... 75 

Figure 39 : Les étapes de filtration de la semence ............................................................... 76 

Figure 40 : Couleur et aspect de sperme après filtration ................................................... 77 



Liste des illustrations 

 

 
 VI 

 

Figure 41 : La détermination de la concentration à l’aide d’un photomètre Minitube ... 78 

Figure 42 : La dilution de sperme et le remplissage des tubes coniques à centrifuger .... 79 

Figure 43 : L’aspect du culot après l’aspiration de surnagent .......................................... 80 

Figure 44 : Le conditionnement des paillaittes .................................................................... 82 

Figure 45 : Les paillettes placées au dessus d’azote liquide en phase vapeur, prolongées 

en phase vapeur, puis stockées dans l’azote liquide  ........................................................... 83 

Figure 46 : Décongélation des paillaittes .............................................................................. 84 

Figure 47 : L’évaluation de la mobilité des spermatozoïdes sous le microscope optique 

après coloration par l’éosine ................................................................................................. 85 

Figure 48 : Spermatozoïdes morts et vivants après décongélation .................................... 90 

Figure 49 : Spermatozoïdes morts et vivants après décongélation .................................... 95 

 

 

 



Liste des tableaux 

 

 
 
 VII 

 

Tableau 01 : Note d'appréciation subjective de la mobilité massale des spermatozoïdes dans 

un échantillon (d’après : Fontbonne, 1992) .............................................................................. 49 

Tableau 02 : Note d'appréciation subjective de la mobilité progressive des spermatozoïdes 

dans un échantillon (d’après : Fontbonne, 1992) ..................................................................... 50 

Tableau 03 : Composition de kenney et de l’INRA96 (pour 1l) (Marc Stéphanie., 2015) ...... 59 

Tableau 04 : La composition du Kenney (pour 1l) .................................................................. 72 

Tableau 05 : Les caractéristiques séminales individuelles obtenues pendant le protocole ...... 86 

Tableau 06 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la première répétition .......... 86 

Tableau 07 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la première répétition ........... 87 

Tableau 08 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la deuxième répétition ......... 87 

Tableau 09 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la deuxième répétition ......... 88 

Tableau 10 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la troisième répétition .......... 88 

Tableau 11 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la troisième répétition .......... 88 

Tableau 12 : Variation des paramètres et des pourcentages des spermatozoïdes 

mobiles et immobiles après décongélation ............................................................................... 89 

Tableau 13 : Variation des paramètres et des pourcentages des 

spermatozoïdes mobiles et immobiles après décongélation ..................................................... 89 

Tableau 14 : Vitalité des spermatozoïdes après décongélation ................................................ 90 

Tableau 15 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la première répétition .......... 91 

Tableau 16 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la première répétition .......... 91 

Tableau 17 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la deuxième répétition ......... 91 

Tableau 18 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la deuxième répétition ......... 92 

Tableau 19 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la troisième répétition .......... 92 



Liste des tableaux 

 

 
 
 VII 

 

Tableau 20 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la troisième répétition .......... 92 

Tableau 21 : Variation des paramètres et des pourcentages des spermatozoïdes 

mobiles et immobiles après décongélation ............................................................................... 93 

Tableau 22 : Variation des paramètres et des pourcentages des spermatozoïdes mobiles et 

immobiles après décongélation ................................................................................................ 94 

Tableau 23 : Vitalité des spermatozoïdes après décongélation ................................................ 94 

 

 

 

 

 

 

 



 

Introduction 
 

 



Introduction 

 

 1 

 

Dans l'élevage de chevaux moderne, la semence congelée est populaire en 

raison de ses avantages par rapport à la semence expédiée refroidie. Cependant, le 

sperme d'une grande partie de la population d'étalons ne peut pas être utilisé pour la 

congélation du sperme en raison de la qualité des spermatozoïdes post-décongélation 

et des taux de fertilité insatisfaisants (Alvarenga et al., 2004; Vidament et al., 2002; 

Samper et Morris, 1998). ). De plus, de grandes variations de la qualité du sperme 

après le processus de congélation-décongélation et des taux de gestation variables 

après insémination se produisent entre les différents étalons et éjaculats (Oehninger 

et al., 2000; Samper et Morris, 1998). Par conséquent, l'agent cryoprotecteur doit 

être étudié pour chaque type de cellule. 

Un grand nombre de rapports ont été publiés concernant la congélation de 

spermatozoïdes éjaculés avec plusieurs CPA (Hoffmann et al., 2011; Nur et al., 

2010; Medeiros et al., 2002; Morrier et al., 2002; Molinia et al. , 1994). Cependant, 

des études antérieures ont fourni des résultats incohérents. Neves et coll. (1995) ont 

constaté que les taux de gestation étaient souhaitables avec du sperme congelé à 

l'aide d'EG. Tracey (1999) a évalué cinq cryopotecteurs, Gly, EG, diéthylène glycol, 

propylène glycol et DMSO à quatre molarités (0,5, 1,0, 1,5 et 2,0 mol / l) sur 

plusieurs éjaculats provenant de sept étalons reproducteurs fertiles. Dans l'ensemble, 

l'utilisation de DMSO a fourni les valeurs de motilité et de viabilité post-

décongélation les plus souhaitables et des résultats post-décongélation supérieurs 

pour les étalons qui avaient du sperme pour lequel l'utilisation de Gly a entraîné une 

faible capacité de congélation. 

D'autres études ont utilisé des amides comme cryoprotecteurs pour les 

étalons, avec des améliorations plus significatives pour le sperme d'étalons dont le 

sperme ne pouvait pas être congelé efficacement avec Gly (Alvarenga et al., 2005). 

Certaines études ont révélé une amélioration significative de la fertilité de la 

semence d'étalon congelé avec du DMF par rapport à Gly (Medeiros, 2003; Moffet 

et al., 2003). En revanche, Mantovani et al. (2002) rapportent que l'utilisation d'EG 

réduisait le pourcentage de motilité massale et progressive des spermatozoïdes après 

décongélation par rapport à l'utilisation de 3% de Gly. Les spermatozoïdes congelés 
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en utilisant Gly comme cryoprotecteur avaient des pourcentages plus élevés de 

spermatozoïdes mobiles et progressivement mobiles que les spermatozoïdes 

congelés avec du DMF (Moore et al., 2006). L'utilisation de MF et de DMF protège 

les spermatozoïdes des étalons contre les dommages causés par la cryogénie aussi 

efficacement que Gly (Squires et al., 2004). D'autres expériences n'ont montré 

aucune différence dans les taux de fertilité des juments inséminées avec du sperme 

congelé avec des dilueurs contenant du DMF ou du Gly. Par exemple, les 

inséminations quotidiennes des juments ont abouti à des taux de gestation de 46% et 

50% pour le sperme traité avec des dilueurs de congélation contenant 2% de Gly ou 

2% de DMF, respectivement (Vidament et al., 2002). 

L'objectif de la présente étude est d'explorer les effets de deux mileus de 

congélation contenant le glycérol et le plasma du jaune d’œuf comme 

cryoprotecteurs, par l’évaluation des paramètres spermatiques de motilité massale, 

individuelle et vitalité du sperme d'étalon arabe barbe congelé-décongelé. 
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L’appareil génital du mâle est formé par l’ensemble des organes chargés de 

l’élaboration du sperme et du dépôt de celui-ci dans les voies génitales femelles. Il 

se compose de trois grandes parties : les testicules, les voies spermatiques et de 

l’urètre.  

Une des caractéristiques de l’organe qu’est le testicule est qu’il subit une 

migration, encore appelée descente testiculaire, au cours du développement de 

l’individu.  

Ce phénomène est commun à l’ensemble des mammifères et permet au 

testicule de se trouver à une température inférieure à la température corporelle. Il 

s’agit là d’une obligation fonctionnelle, nécessaire à une spermatogénèse efficace 

(ROGER, 2009)  

I-ANATOMIE 

L’appareil reproducteur mâle a pour rôle la production de sperme et son 

dépôt dans les voies génitales femelles où se réalise la fécondation, il peut se 

décomposer en trois grandes parties qui possèdent des fonctions différentes : 

(Baronne R. 2001 ; Florence Batellier ; 2005)  

- une partie glandulaire : à savoir les deux testicules dont le rôle est la 

formation des spermatozoïdes et l’élaboration des hormones sexuelles mâles.  

- une partie tubulaire : à savoir les voies spermatiques qui acheminent les 

spermatozoïdes à l’intérieur des testicules puis à l’extérieur par l’épididyme et le 

conduit déférent jusqu’à l’urètre.  

- une partie uro-génitale : commune aux voies urinaire et génitale, composée 

elle-même de deux parties : l’urètre pelvien, situé dans le bassin, où de nombreuses 

glandes annexes sécrétrices se terminent, assurant l’élaboration d’un liquide 

spermatique qui dilue et nourrit les spermatozoïdes afin de faciliter leur maturation 

leur survie et leur transport, et l’urètre pénien qui aboutit au méat urinaire et auquel 

s’ajoutent des formations érectiles annexes volumineuses.  
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Figure 01 : Dessin du tractus reproductif de l'étalon vue en coupe sagittale (MC. Kinnon 

A.1993). 
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1-La partie glandulaire (Testicules)  

Topographie des testicules 

      Les testicules, glandes génitales du mâle, sont logés dans les bourses 

en région inguinale et ont une double fonction : une fonction gamétogène 

(production des spermatozoïdes) et une fonction endocrine (production des 

hormones sexuelles).  

    Les testicules sont des organes pairs dont la taille et le poids sont 

proportionnels au poids de l’animal, ils se différencient près des reins, mais ils 

subissent plus ou moins tôt par rapport à la naissance, une migration qui les amène à 

la périphérie du corps à fin que la température soit inférieure à celle du corps pour la 

production de spermatozoïdes fécondants (Florence Batellier ; 2005). 

Les testicules sont des organes parenchymateux constitués de tissu conjonctif 

lâche, formant l’albuginée, et de nombreux lobules divisés eux même en tubes 

séminifères contournés et en tissu interstitiel. Ils sont alors de forme ovoïde, 

suspendus en position horizontale par le scrotum en regard de la région pelvienne de 

l’étalon.  

Ils sont responsables de la production des spermatozoïdes et de la sécrétion 

de testostérone (Tibary et al, 2005).                

Le testicule gauche est en général situé un peu plus bas et un peu plus 

caudalement que le droit, l’albuginée est relativement épaisse et la pulpe brune 

jaunâtre ou grisâtre, le mediastinum testis est peu développé, beaucoup plus 

rapproché du bord épididymaire que le bord libre. Il est parcouru par une forte veine 

longitudinale (Barone 2001). 

Les ongulés (comme les équidés) sont dits exorchides permanents, car la 

migration des testicules est irréversible et ils se situent près de l’aine chez le cheval 

(Florence Batellier ; 2005).  
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Principe de la descente testiculaire 
La migration ou descente testiculaire est le phénomène par lequel la glande 

génitale mâle subit un déplacement qui la conduit de la région sous-lombaire à la 

région sous-inguinale dans un diverticule de la cavité péritonéale où elle vient faire 

saillie sous des enveloppes, apparentées à la paroi abdominale (BARONE, 1956).  
Les enveloppes des testicules ou bourses testiculaires 

De la surface vers la profondeur, ces bourses sont constituées de cinq 

tuniques superposées, elles-mêmes pouvant être subdivisées en plusieurs plans. Il 

s’agit du scrotum, du dartos, du fascia spermatique externe, du crémaster et de la 

fibro-séreuse, divisée en fascia spermatique interne et tunique vaginale (BARONE, 

2001).  

Les enveloppes superficielles  

Scrotum 

Il s’agit de l’enveloppe testiculaire la plus superficielle, simplement 

constituée par la peau et le dartos. La peau du scrotum présente des caractères 

particuliers : elle est mince, élastique et recouverte par un duvet fin. Contrairement 

aux autres enveloppes testiculaires, le scrotum constitue un sac commun aux du 

testicules (BARONE, 2001).  

Dartos 
Il s’agit d’une couche de tissu musculaire composée de fibres conjonctives et 

de fibres élastiques qui tapisse la face interne de la peau scrotale. Il s’agit d’un 

véritable muscle peaucier qui joue un rôle important dans la suspension des 

testicules (BARONE, 2001).  

Fascia spermatique externe 
Cette enveloppe constitue un premier plan de clivage entre les différentes 

structures des bourses testiculaires. Elle est constituée de deux couches d’aspect 

lamellaire séparées par du tissus conjonctif lâche. Il s’agit d’une zone de 

désolidarisation entre enveloppes superficielles (scrotum et dartos) et testicules, ce 

qui assure une protection mécanique par exemple contre les chocs (ROGER, 2009). 
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Figure 02 : Le testicule et ses enveloppes, conformation externe (Barone, 2001). 

 

Muscle Crémaster  
Il s’agit d’un muscle rouge vif issu du muscle oblique interne de l’abdomen. 

Il prend origine au niveau de l’anneau inguinal profond, traverse le canal inguinal et 

couvre les faces latérale et caudale du fascia spermatique interne (BARONE, 1956).  

Fascia spermatique interne  
Le fascia spermatique interne forme un sac piriforme débutant à l’anneau 

inguinal profond. Il est fortement solidarisé à la lame pariétale de la tunique vaginale 

; ils constituent à eux deux la tunique fibro-séreuse (BARONE, 1956 ; ROGER, 

2009). 
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Figure 03 : Conformation intérieure et structure du testicule de l’étalon (Picket B.W. 1993). 

 

Tunique vaginale  
La tunique vaginale constitue la séreuse du testicule et de son cordon. Elle 

est constituée de deux lames, une lame pariétale et une lame viscérale, unies par le 

mésorchium et qui délimitent une cavité : la cavité vaginale, diverticule de la cavité 

péritonéale, avec laquelle elle communique au niveau de l’anneau vaginal 

(BARONE, 2001). 
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La cavité vaginale contient une faible quantité de liquide séreux qui facilite 

les mouvements du testicule au sein de ses enveloppes (LITTLE et HOLYOAK, 

1992).  

Les testicules, glandes génitales du mâle, sont logés dans les bourses en 

région inguinale et ont une double fonction : une fonction gamétogène (production 

des spermatozoïdes) et une fonction endocrine (production des hormones sexuelles).  

 

Caractères généraux, conformation et moyens de fixité  
Les testicules ne prennent leurs caractères définitifs qu’à l’époque de la 

puberté, qui a lieu entre 19 et 21 mois chez l’étalon (AMANN, 2011).  

A la naissance, ces glandes sont de petite taille et ne s’accroissent que fort 

peu durant la première année de vie. Au moment où s’établit la sécrétion 

spermatique, elles subissent un développement rapide pour atteindre leur dimension 

et leurs caractères définitifs.  

Chez un étalon de taille moyenne, chaque testicule mesure environ 9-11 

centimètres de long, 6-7 cm de haut et 5-6 cm d’un côté à l’autre ; mais les 

variations raciales et individuelles sont importantes (BARONE, 1956).  

 

 
 

Figure 04 :  Testicule et épididyme gauches du cheval. Conformation et moyen de fixité 

(BARONE, 1956). 
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Structure du testicule 
 

La structure histologique de la glande testiculaire comprend : 

-Un revêtement séreux,  

-Une charpente fibreuse (tunique albuginée)  

-Un parenchyme.  

 
 

 

 

Figure 05 :  Schéma de la conformation interne du testicule et de l’épididyme (BARONE 

1956). 
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2-La partie tubaire (excrétrice) 

Les voies d’excrétion du sperme ou voies spermatiques s’étendent des 

testicules jusqu’au sinus uro-génital.  

Les premiers segments de ces voies sont constitués par les tubes droits, le 

rete testis et les canalicules efférents, Puis ces voies spermatiques se poursuivent par 

un long conduit qui présente deux segments nettement différenciés : la partie 

proximale, l’épididyme, et la partie distale, le canal déférent. 

Ce dernier va jusqu’à l’urètre, qui représente le sinus uro-génital. Dans sa 

partie terminale, le canal déférent présente des dépendances glandulaires, dont la 

principale est la glande vésiculaire ou glande séminale. BARONE (2001).  

L’épididyme  

L’épididyme est un organe allongé, qui suit le bord supérieur du testicule. Il 

reçoit de l’extrémité capitée de la glande testiculaire les canalicules efférents et se 

continue caudalement par le canal déférent. Il joue un rôle important dans le 

stockage des spermatozoïdes, qui subissent une maturation lors de sa traversée. La 

longueur de l’organe en place est de 12 à 13 centimètres mais en réalité, l’épididyme 

est formé par un tube très flexueux logé à l’intérieur d’une gaine contentive : une 

fois totalement déplié, ce tube atteint chez le cheval une longueur moyenne de 70 à 

80 mètres (BARONE, 1956).  

 

Le canal déférent  
Le canal déférent fait suite au conduit épididymaire et s’étend jusqu’à la 

portion pelvienne de l’urètre, au niveau de laquelle il s’abouche par le conduit 

éjaculateur, en même temps que la vésicule séminale correspondante. (BARONE, 

2001 ; ROGER, 2009).   
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L’organisation structurale du canal déférent permet l’acheminement du 

liquide élaboré par la glande génitale tout le long du conduit jusqu’au canal uro-

génital (BARONE, 1956).  

 

Les glandes vésiculaires 
Les glandes vésiculaires sont deux formations glandulaires allongées situées 

dorsalement à la vessie et annexées à la terminaison du canal déférent. Chacune de 

ces glandes débouche dans l’urètre par l’orifice éjaculateur, qu’elle constitue avec la 

terminaison du canal déférent correspondant.  

Ces glandes produisent notamment du fructose, source énergétique pour les 

spermatozoïdes (BARONE, 2001).  

 
 

Figure 06 : Schéma de l’aspect médial du canal déférent droit de l’étalon. (BARONE, 2001). 
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3-La partie uro-génitale  

L’urètre d’étalon  

L’urètre mâle est un long conduit impair ayant pour fonction l’excrétion de 

l’urine et aussi celle du sperme. Il fait suite au col de la vessie ; près de son origine, 

il reçoit le débouché des voies spermatiques. Il longe le plancher pelvien, puis sort 

du bassin et se poursuit dans le pénis, à l’extrémité duquel il se termine par le méat 

urinaire ; BARONE (2001).  

 

Le conduit urétral est constitué d’une muqueuse doublée en certains endroits 

par un tissu érectile et enveloppée par une couche musculaire. Le tissu érectile de la 

paroi urétrale, dans sa portion pénienne (corps spongieux de l’urètre) présente des 

éléments vasculaires sont très développés et peuvent accumuler une grande quantité 

de sang. La couche musculaire est constituée de fibres musculaires striées 

circulaires, dont la contraction joue un rôle dans la miction et l’éjaculation (ROGER, 

2009).  

  

 Glandes annexées à l’urètre  
 

A l’urètre sont annexées des glandes dont les sécrétions sont déversées au 

moment de l’éjaculation et diluent le sperme, lui donnant ainsi sa composition 

finale. L’une de ces glandes est impaire et volumineuse : il s’agit de la prostate. Les 

autres, plus petites et paires, constituent les glandes bulbo-urétrales, BARONE 

(2001).  
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Figure 07 : Schéma de l’aspect médial de l’urètre droit de l’étalon. (BARONE, 2001). 
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La prostate 
La prostate est une glande impaire volumineuse située à cheval sur le col 

vésical. Elle résulte en fait de l’agglomération de glandules multiples, unies par un 

stroma commun, mais débouchant par des conduits distincts (10 à 20 de chaque côté, 

chez le Cheval) dans la partie initiale de l’urètre. De teinte grisâtre et d’aspect 

rugueux, la prostate est aplatie dorso-ventralement, étirée transversalement et élargie 

à ses extrémités. On peut lui distinguer une partie moyenne et deux lobes latéraux 

(BARONE, 2001).  

 

GLANDES BULBO-URETRALES ou DE COWPER 
Les glandes bulbo urétrales sont au nombre de deux, elles se situent 

crânialement et dorsalement à l’arcade ischiatique, de consistance ferme et de 

texture plus dense que la prostate. Leur taille est d’environ 4 à 5 cm de diamètre. 

Elles sont constituées de lobules responsables de la sécrétion dans l’urètre pelvien 

d’une partie minoritaire du plasma séminal, nécessaire à la formation du bouchon 

muqueux ans les voies génitales femelle (Chirent Mylène ; 2015).  

 

Figure 08 : Glandes génitales accessoires de l’étalon, vue dorsale (P.L. Senger, Ph. D., 2003). 
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Formations érectiles annexées à l’urètre  
Ces formations érectiles correspondent à des lacunes sanguines entourées par 

une enveloppe conjonctive. Lors d’un afflux sanguin au niveau de ces lacunes, 

l’augmentation de pression cavitaire déforme l’organe, le pénis, et le rigidifie 

(ROGER, 2009). 

 

La portion pénienne de l’urètre est associée à quatre formations érectiles qui 

déterminent la conformation et le fonctionnement du pénis : les deux corps 

caverneux du pénis, le corps spongieux de l’urètre et le corps spongieux du gland ; 

(BARONE ;2001).  

 

CORPS CAVERNEUX DU PENIS  
Le corps caverneux est la formation érectile la plus développée ; elle forme 

avec son homologue la partie principale du pénis et supporte les autres constituants 

de l’organe. Il est formé à l’origine par deux parties latérales, qui restent distinctes 

chez de nombreux Mammifères, mais qui fusionnent précocement chez le cheval, 

chez lequel les traces de sa nature double ne sont perceptibles qu’au niveau de la 

racine du pénis (BARONE, 1956). Les corps caverneux sont donc généralement 

décrits ensemble, comme une formation unique, impaire et symétrique.  

Le corps caverneux prend son origine sur le bord caudal de l’os ischium 

correspondant et son extrémité libre plonge dans le corps spongieux du gland, dont 

elle reste toujours parfaitement délimitée (BARONE, 2001).  

L’érection est commandée par le système nerveux autonome mais son 

mécanisme repose essentiellement sur l’existence de ce réseau vasculaire.  
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Figure 09 : Structure de pénis et du prépuce de l’étalon (P.L. Senger, Ph. D., 2003). 

 

CORPS SPONGIEUX DE L’URETRE  
Ce tissu érectile peut être considéré comme une différenciation de la sous-

muqueuse de l’urètre.Il existe sous une forme rudimentaire dans la portion pelvienne 

de l’urètre et prend toute son importance dans la portion.  

Sa structure est tout à fait semblable à celle du corps caverneux (BARONE, 

2001). 
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Corps spongieux du gland 
 Cette formation érectile occupe l’extrémité libre du pénis, où elle entoure 

l’extrémité du corps caverneux. Elle est très développée chez les équidés et se 

prolonge à la face dorsale du corps caverneux sur une dizaine de centimètres au-

dessus du gland, formant ainsi le processus dorsal du gland. Le tissu érectile du 

corps spongieux du gland est comparable à celui du corps spongieux de l’urètre ; ses 

cavernes sont seulement plus vastes et dilatables, sauf à la jonction des deux 

formations (BARONE, 2001).  

Les muscles du pénis  
Sont au nombre de trois. Le muscle bulbo-spongieux est un muscle impair, 

strié et appartient au corps spongieux de l’urètre. Le muscle ischio-caverneux est 

aussi un muscle strié mais pair et il couvre la racine du pénis correspondante. Il joue 

un rôle important lors de l’érection en comprimant les vaisseaux et la racine du 

pénis. Enfin, le muscle rétracteur du pénis est un muscle pair, formé de fibres 

musculaires lisses et de fibres élastiques. Ce muscle permet de ramener le pénis dans 

sa position de repos, après l’érection (BARONE, 2001).  

La partie libre de la verge est entièrement revêtue par un tégument mince et 

généralement pigmenté. 
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Figure 10 : Coupe transversale du pénis du Cheval, au niveau de la partie moyenne du pénis 

(BARONE, 2001). 
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Figure 11 : Coupe transversale du pénis du Cheval, en arrière de la couronne du gland (le 

gland isolé est vu par derrière) (BARONE, 2001). 
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Vascularisation et innervation  
La constitution complexe du pénis, sa physiologie et ses importantes 

variations de volume, liées au mécanisme de l’érection, imposent aux vaisseaux et 

aux nerfs une topographie complexe ; BARONE (2001). Le pénis est vascularisé par 

plusieurs artères dont l’artère profonde du pénis et l’artère dorsale du pénis ; qui 

longe la face dorsale de l’organe. Ces artères font suite à l’artère honteuse interne 

après sa sortie de la cavité pelvienne et assurent l’irrigation des corps caverneux. Les 

terminaisons de l’artère honteuse externe, dont l’artère crâniale du pénis, assurent 

quant à elle, l’irrigation du gland.  

Les veines du pénis sont volumineuses ; elles constituent un important plexus 

le long du bord dorsal de l’organe. Ce plexus dorsal s’étend jusqu’aux racines du 

pénis sous la forme de deux gros troncs flexueux, largement anastomosés entre eux. 

Ce plexus est drainé par deux systèmes, l’un antérieur, qui se jette dans la veine 

fémorale, et l’autre postérieur, qui aboutit à la veine honteuse BARONE (2001).  

 

 
Figure 12 : Vascularisation de la verge chez l’étalon. A. : artère, V. : veine (BARONE, 2001). 
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Le pénis est innervé par le nerf honteux et par le plexus pelvien ou 

hypogastrique. Sur la face dorsale du pénis, le nerf honteux se continue par le nerf 

dorsal du pénis. Ce nerf comporte, entres autres, des fibres sympathiques qui vont au 

corps caverneux et au corps spongieux du pénis de même qu’au tissu érectile du 

gland (BARONE, 1956).  

Le fourreau ou prépuce  
Le fourreau est constitué de deux lames tégumentaires, une externe et une 

interne, raccordées l’une à l’autre au niveau de l’anneau préputial. Entre ces deux 

lames, se trouve un plan conjonctivo-élastique très lâche. La lame externe se 

compose de la peau, peu différente de celle des régions voisines, notamment le 

scrotum. Sur sa face ventrale, on peut observer le raphé du fourreau. 

La lame interne correspond à une peau modifiée, plus mince et pourvue de 

poils très fins et courts chez les équidés. Cette lame interne présente des glandes 

sébacées particulières, les glandes préputiales, qui sécrètent un produit appelé le 

smegma préputial (BARONE, 1956).  

 

 
Figure 13 : Partie libre du pénis et prépuce du Cheval (CONSTANTINESCU, 2010). 
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II-Physiologie de la reproduction chez l’étalon 

Les rappels de physiologie de la reproduction chez l’étalon pour comprendre 

le rôle des différents éléments composant l’appareil génital et les mécanismes qui les 

relies.  

Nous allons aborder la spermatogénèse et ses spécificités chez l’espèce 

équine, la régulation endocrine de la reproduction et enfin la puberté chez l’étalon.  

La régulation endocrinienne de la fonction de reproduction chez 

l’étalon 
La fonction des organes de l’appareil génital est contrôlée par le système 

neuroendocrinien. Ce système comprend notamment l’hypothalamus et l’hypophyse.  

Les testicules ne sont pas des glandes neuroendocrines mais contiennent des 

cellules neuroendocrines dispersées. Ces cellules sécrètent des hormones en réponse 

à des signaux chimiques : les cellules de Leydig par exemple assurent la production 

puis la libération de testostérone en réponse à la sécrétion de LH (luteinizing 

hormone) par l’adénohypophyse.  

L’axe hypothalamo-hypophysaire 
Sous l’effet de certains stimuli neuronaux, l’hypothalamus synthétise et sécrète 

des hormones dites releasing hormones, c’est-à-dire qui vont entraîner à leur tour la 

sécrétion d’hormones par leurs organes/cellules cibles. La GnRH (Gonadotropin-

Releasing Hormone) est l’hormone sécrétée par l’hypothalamus qui est impliquée 

dans le contrôle de l’activité de reproduction. Elle va agir sur l’adénohypophyse via 

des récepteurs spécifiques (AMANN, 2011).  
 

L’hypophyse ou glande pituitaire 
Localisée à la base du crâne, est en relation avec l’hypothalamus via des 

vaisseaux portes. Cette glande est formée de deux parties : le lobe antérieur 

correspond à l’adénohypophyse et le lobe postérieur correspond à la neurohypohyse.  

Sous l’action de la GnRH, l’adénohypophyse produit deux hormones impliquées  
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dans la fonction de reproduction : la Luteinizing Hormone (LH) et la Follicule-

Stimulating Hormone (FSH). Ces hormones sont dites gonadotropes car elles ont  

 

une action directe sur les ovaires et les testicules. Chez le mâle par exemple, 

elles vont stimuler la production d’hormones stéroïdiennes et de spermatozoïdes au 

niveau des testicules (AMANN, 2011).  

La neurohypophyse synthétise différents neuropeptides dont l’ocytocine. 

L’ocytocine agit notamment sur les muscles lisses en stimulant leurs contractions. 

Chez le mâle, l’ocytocine stimule la contractilité des voies vectrices des 

spermatozoïdes : au moment de l’éjaculation, la libération d’ocytocine par la 

neurohypophyse stimule la contraction des muscles lisses au niveau de la queue de 

l’épididyme, permettant ainsi leur progression dans les voies génitales mâles 

(FILIPPI et al., 2002). 

 

Les hormones testiculaires 
Les principales hormones testiculaires sont les hormones stéroïdiennes 

sexuelles. Elles sont synthétisées et sécrétées chez l’étalon par les cellules de 

Leydig, localisées dans le tissu interstitiel. Elles se divisent en trois familles : les 

androgènes, les oestrogènes et les progestagènes. Des hormones glycoprotéiques 

sont également synthétisées au sein du testicule, par les cellules de Sertoli, situées au 

niveau de l’épithélium séminifère. Il s’agit notamment de l’inhibine et l’activine.  
Les androgènes (testostérone, androstènedione, androstènediol, 

dihydrotestostérone, …) ont de multiples rôles, aussi bien au niveau du parenchyme 

testiculaire qu’au niveau d’organes périphériques (AMANN, 1993).  

Le testicule sécrète également des oestrogènes : l’oestrone, l’oestradiol et 

l’estriol. L’étalon produit une quantité d’oestrogènes plus importante par rapport aux 

autres espèces de mammifères. Les oestrogènes agissent par rétrocontrôle sur l’axe 

hypothalamo-hypophysaire (ROSER, 2011).  

L’inhibine et l’activine appartiennent toutes les deux à la superfamille des 

Transforming Growth Factors- beta. Ces deux protéines ont à la fois des fonctions 

endocrines, paracrines et autocrines (ROSER, 2011).  
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L’inhibine est une hormone glycoprotéique sécrétée par les cellules de 

Sertoli, au niveau des testicules, chez le mâle. Elle agit sur l’adénohypophyse et 

inhibe la synthèse et la sécrétion de la FSH par un mécanisme de rétrocontrôle 

négatif (ROSER, 2011).  

L’activine est également une hormone glycoprotéique sécrétée par les 

cellules de Sertoli. Le rôle de l’activine n’a pas encore été totalement élucidé chez 

l’étalon. Ces différentes hormones (androgènes, oestrogènes, inhibine et activine) 

interviennent dans le contrôle hormonal de la fonction de reproduction, de part leurs 

actions sur l’axe hypothalamo-hypophysaire. 

La régulation de la fonction de reproduction 
Des stimuli environnementaux tels que la photopériode régulent la sécrétion 

de GnRH par l’hypothalamus ; le taux plasmatique de GnRH contrôle la synthèse et 

la sécrétion de LH et FSH par l’adénohypophyse et les hormones gonadotropes (LH 

et FSH) régulent la production des androgènes, estrogènes, protéines et autres 

facteurs locaux sécrétés par les testicules. 

Finalement, les androgènes, oestrogènes et hormones glycoprotéiques 

(inhibine, activine) testiculaires exercent des rétrocontrôles négatifs sur 

l’hypothalamus et l’hypophyse (ROSER, 2011). 

 La figure 13 représente de manière schématique et synthétique les contrôles 

hormonaux impliqués dans la fonction de reproduction chez l’étalon. 
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Figure 14 : Schéma de la régulation endocrinienne de la fonction de reproduction chez 

l’étalon. A : activine ; E : oestrogènes ; I : inhibine ; T : testostérone (d’après AMANN, 

2011). 

 

 

La puberté chez l’étalon  
Chez l’étalon, la puberté se définit comme le moment à partir duquel 

l’individu est capable de pendre part avec succès dans l’acte de reproduction. Elle a 

lieu entre 19 et 21 mois dans l’espèce équine (AMANN, 2011).  

Pour AMANN (2011), la puberté se définit comme le moment où le premier éjaculat 

de l’étalon contient 50 millions de spermatozoïdes dont plus de 10% est motile.  

Dans une étude portant sur 15 jeunes étalons, la puberté s’est produite à 

environ 83 semaines mais 11 étalons sur 15 ont atteint la puberté à l’âge de 90 

semaines.  

A la naissance, les testicules de l’étalon contient des cellules indifférenciées, 

des gonocytes (cellules précurseurs des spermatogonies et des cellules de Sertoli) 

ainsi que très peu de cellules de Leydig fonctionnelles. La période qui suit, dite  
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période infantile, est caractérisée par une absence de sécrétion d’hormones 

gonadotropes par l’adénohypophyse, par une faible production d’hormones 

stéroïdiennes par les cellules de Leydig et par une diminution du nombre de  

 

gonocytes. Il n’y a pas non plus de spermatogénèse. Cette période dure plus 

de 6 mois chez l’étalon ; puis se mettent en place des changements qui préparent 

l’individu pour la puberté : on parle de période prépubère. Le moment où ces 

changements interviennent est variable selon les individus et semblent être 

influencés par la race et la saison de naissance de l’individu (AMANN, 2011).  

La période prépubère est caractérisée par des modifications au niveau de 

l’axe hypothalamo-hypophysaire. Vers 9 mois d’âge, les concentrations 

plasmatiques en FSH et en LH augmentent. Vers 12 mois, les testicules augmentent 

de taille et se développent rapidement.  

Quelques mois plus tard, ils commencent à produire des spermatozoïdes. La 

production de testostérone par les cellules de Leydig augmente également pendant 

cette période et peut être facilement mise en évidence grâce à une prise de sang à 

partir de 19 mois d’âge (AMANN, 2011).  

Ces changements culminent au moment de la puberté, quand l’étalon produit 

des spermatozoïdes fertiles.  

Suite à la puberté, une période de maturité sexuelle permet à l’étalon 

d’acquérir sa capacité reproductrice maximale via une augmentation de la taille des 

testicules, une augmentation de la production journalière de spermatozoïdes et un 

développement des réserves spermatiques (AMANN, 2011). 

Spermatogénèse  

La spermatogénèse est un phénomène physiologique permettant de produire 

les spermatozoïdes à partir de cellules souches appelées spermatogonies. La 

spermatogénèse se déroule dans les tubes séminifères eux-mêmes situés dans le 

parenchyme testiculaires (Johnson et Al.1997).  
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La spermatogénèse débute entre 18 et 24 mois d’âge selon les étalons et la 

saison et se poursuit tout au long de la vie de l’animal. Le temps nécessaire à la 

transformation du stade de spermatogonie au stade de spermatozoïde est d’environ 

57 jours (Tibary et al. 2005).  

La durée de la spermatogénèse est d’environ 57 jours chez l’étalon 

(AMANN, 2011).  

Ainsi, lors de dommages testiculaires (causés par une augmentation de la 

température ou l’administration d’hormones stéroïdiennes par exemple), un délai de 

2 mois minimum est requis pour retrouver une spermatogénèse normale. 

La production de spermatozoïdes quotidienne augmente significativement 

lors de la saison de reproduction de Mars à Aout et Avoisine les 19 millions de 

spermatozoïdes par jour par gramme de parenchyme testiculaire contre 15 millions 

en dehors de la période de reproduction (Mckinnon et al. 1993).  

La spermatogénèse se déroule au sein des tubules séminifères des testicules. 

Trois grandes étapes sont nécessaires pour passer d’une spermatogonie à un 

spermatozoïde : la spermatocytogénèse, la méiose et la spermiogénèse (AMANN, 

1993).  

La spermatocytogénèse dure 19,4 jours chez l’étalon. Elle est caractérisée par 

une phase de multiplication (par mitoses) et de différenciation des spermatogonies, 

ce qui aboutit à la formation des spermatocytes. La phase de multiplication cellulaire 

assure également le renouvellement des spermatogonies, nécessaire au maintien 

d’un nombre suffisant de cellules souches (LITTLE et HOLYOAK, 1992).  

La deuxième étape, qui fait intervenir le phénomène de méiose, dure 

également 19,4 jours chez l’étalon. Dans un premier temps, cette étape se caractérise 

par l’échange de matériel génétique entre les chromosomes homologues des 

spermatocytes primaires. Ensuite, les deux divisions successives de la méiose 

produisent les spermatides haploïdes (AMANN, 1993).  

La spermiogénèse dure 18,6 jours chez l’étalon. Elle se caractérise par 

l’acquisition de fonctions : à la fin de cette étape, les spermatides sont complètement  
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différenciées. Elles sont alors nommées spermatozoïdes quand elles quittent 

l’épithélium spermatogène (AMANN, 1993).  

 

 

 

Figure 15 :  Etapes de la spermatogénèse (d’après AMANN, 2011). 
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Figure 16 : La spermatogenèse (Marie Allimant, 2010). 

 

Les cellules de Sertoli 

Les cellules de Sertoli sont des cellules de soutien qui reposent sur la lame 

basale des tubules séminifères.. L’activité des cellules de Sertoli est sous la 

dépendance de la FSH (Follicle-Stimulating Hormone), hormone hypophysaire et la 

testostérone, sécrétée par les cellules de Leydig (AMANN, 2011). 

Le nombre de cellules de Sertoli présentes dans un testicule conditionne le 

nombre de spermatozoïdes que peut produire ce testicule. Les cellules de Sertoli se 

multiplient seulement au cours de la vie foetale et de la première année de vie de 

l’individu et leur nombre est caractéristique de l’espèce (AMANN, 2011).  

Chaque cellule de Sertoli est reliée aux cellules adjacentes via des jonctions 

intercellulaires particulières (des jonctions serrées notamment), ce qui 

délimitent deux compartiments au sein du tubule séminifère :  
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* le compartiment basal est le siège de la spermatocytogénèse ; il 

contient les spermatogonies et les spermatocytes primaires ;  

* le compartiment adluminal contient les spermatocytes secondaires, 

les spermatides et les spermatozoïdes. 

 

La barrière ainsi constituée, appelée barrière hémato-testiculaire, sépare les 

spermatides et les spermatozoïdes de la circulation générale sanguine et 

lymphatique, et donc des cellules de l’immunité. Ceci est essentiel, car les 

spermatides et spermatozoïdes, cellules haploïdes, présentent des caractéristiques 

antigéniques reconnues comme étrangères par le système immunitaire de l’étalon.  

Lorsque cette barrière ne remplit pas son rôle, des anticorps antispermatiques 

peuvent se développer et être responsables d’une orchite auto-immune et donc d’une 

stérilité (LITTLE et HOLYOAK, 1992 ; AMANN, 1993). 

 

Les cellules de Leydig 
Les cellules de Leydig sont localisées dans le tissu interstitiel, en dehors des 

tubes séminifères, et à proximité des vaisseaux sanguins et lymphatiques. Leur rôle 

principal est la synthèse et la sécrétion d’hormones stéroïdiennes.  

Ces hormones vont participer à la régulation de l’activité de l’épithélium 

spermatogène, de l’axe hypothalamo-hypophysaire et des glandes sexuelles 

accessoires (AMANN, 1993).  

Les hormones stéroïdiennes sécrétées par les cellules de Leydig sont : la testostérone, 

l’androstènedione, l’androstènediol, la dihydrotestostérone, la 3 alpha-androstanédiol et la 3 

béta-androstanédiol, l’oestrone, l’oestradiol et la progestérone ;(AMANN, 2011).  

Les cellules de Leydig sécrètent de manière continue un taux basal d’hormones 

stéroïdiennes. Mais de manière périodique, la sécrétion de testostérone peut être stimulée : la 

concentration sanguine de testostérone est alors 2 à 4 fois plus élevée par rapport à la 

concentration basale. Notamment, la LH (luteinizing hormone), sécrétée par 

l’adénohypophyse, stimule la sécrétion de testostérone par les cellules de Leydig (AMANN, 

2011).  
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La figure ci-après illustre la relation spatiale entre les différents éléments 

constituants les tubes séminifères (cellules de la lignée germinale, cellules de Sertoli, 

cellules de Leydig, …). 

 

Figure 17 : Schéma illustrant l’organisation cellulaire des tubes séminifères (d’après 

AMANN, 2011). 

Spermatozoïde 

Le spermatozoïde transporte l’infor- mation génétique dans le tractus génital 

femelle et la délivre à l’inté- rieur de l’ovocyte. Afin d’accomplir cette mission, le 

spermatozoïde est hautement différencié. La taille et la forme du spermatozoïde 

varient entre espèces (Senger, 2005). Chez l’étalon, il mesure 60 μm de long sur 2,7 

μm de large (Amann et Graham, 2011). Mor- phologiquement, le spermatozoïde des 

mammifères est divisé en deux parties : la tête, comprend l’acrosome, le chapeau nu- 

cléaire et le noyau cellulaire et la queue ou flagelle, comprend la pièce intermédiaire, 

la pièce principale et la pièce terminale.  
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La membrane cytoplasmique consti- tue la barrière avec le milieu exté-rieur, 

elle n’est pas homogène mais est divisée en de nombreux micro-do- maines 

(mosaïque) où des protéines spécifiques sont fixées (Senger, 2005 ; Lopez et al., 

2007 ; Boerke et al., 2008 ; Gadella, 2008b). De nature lipi- dique, la membrane 

peut être modifiée par le milieu où se trouve le sperma- tozoïde avec lequel des 

échanges sont possibles, comme par exemple avec le cholestérol (Moore et al., 

2005a ; Oliveira et al., 2010). Chez le cheval, le bovin et l’homme, la membrane est 

sensible aux dommages causés par la congélation (Barthelemy et al., 1990 ; Blottner 

et al., 2001 ; Bollwein et al., 2008). Les FAO semblent in- duire des lésions de la 

membrane lipi- dique lors du processus de congélation chez l’homme (Wang et al., 

1997c), le bovin (Köss et al., 2007) et le cheval (Neild et al., 2005 ; Ortega Ferrusola 

et al., 2009a), même si des modèles de production in vitro de FAO n’ont pas 

augmenté la peroxydation des membranes du spermatozoïde équin (Baumber et al., 

2000).  

 La tête 

Le cytoplasme est très peu présent et l’essentiel de l’espace est occupé par le 

noyau et l’acrosome. Le noyau présente exclusivement de l’hétérochromatine, qui 

est particulièrement condensée grâce à des protéines particulières : les protamines. Il 

s’agit de protéines riches en arginine et cystéine capables d’établir entre elles des 

ponts disulfures. Sous cette forme la chromatine est également protégée contre les 

altérations possibles lors du stockage ou lors du transfert dans les voies génitales 

femelles. L’acrosome est une poche limitée par une membrane. A l’avant, la 

membrane est accolée contre la membrane plasmique et à l’arrière, la membrane 

épouse la forme du noyau. Son contenu est riche en enzymes protéolytiques (Knobil. 

E ; 1999).  
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Le flagelle 

Le flagelle est la formation locomotrice qui permet d’amener le contenu 

chromosomique mâle jusqu’au gamète femelle. La pièce principale est constituée de 

neuf faisceaux de fibres denses ainsi que d’une gaine protéique fibreuse 

périphérique. La pièce terminale n’est constituée que de l’axonème enfermé dans la 

membrane plasmique.  

Le cou ou pièce intermédiaire, comporte deux centrioles : le centriole 

proximal, bien individualisé et situé derrière le noyau et le centriole distal, incorporé 

à la base de l’axonème. La pièce intermédiaire comporte l’axonème dans sa partie 

centrale entourée d’un faisceau de fibres et d’un manchon de mitochondries. Ces 

dernières sont le reflet d’un métabolisme aérobie et assurent une production 

importante d’ATP (Adénosine Tri Phosphate) utilisée dans le fonctionnement de 

l’axonème. Chez les mammifères l’approvisionnement énergétique, en l’absence de 

toute réserve intracellulaire, est assuré par le liquide séminal (sous forme de 

fructose) (Knobil. E ; 1999).  
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Figure 18 : Structure d’un spermatozoïde (Marie Allimant, 2010). 

Maturation de spermatozoïde et capacitation 

Le spermatozoïde équin séjourne au minimum 4,1 jours dans l’épididyme 

(Senger, 2005 ; Amann, 2011), où des modifications physiologiques et 

morphologiques vont avoir lieu.Durant ce transit, Le liquide présent à l’entrée de  
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l’épididyme va presqu’entièrement être réabsorbé et il sera ensuite remplacé 

par une sécrétion de la partie distale de l’épididyme (Senger, 2005 ; Amann, 2011). 

Dans la tête de l’épididyme, les spermatozoïdes ne sont ni mobiles, ni fertiles 

et une gouttelette cytoplasmique proximale est présente (Senger, 2005 ; Amann, 

2011). 

Dans le corps de l’épididyme, les spermatozoïdes acquièrent leur mobilité. 

L’apparition de la mobilité fait suite à l’absorption de carnitine au niveau de la tête 

de l’épididyme (Senger, 2005 ; Amann, 2011). 

À ce stade, la gouttelette cytoplasmique se trouve sur l’extrémité distale de la 

pièce intermédiaire (Braun et al, 1994) et les spermatozoïdes peuvent se lier à 

l’ovocyte et sont capables de féconder un ovocyte (Sostaricet al, 2008). 

Dans le plasma séminal, la membrane cytoplasmique de la tête va être 

recouverte par des protéines et des glucides du plasma séminal (Lopez et al, 2007 ; 

Gadella, 2008 ; Gadella et al, 2008). 

La dilution du milieu épididymaire par le plasma séminal va aussi lever 

l’inhibition de la mobilité des spermatozoïdes (Senger, 2005).  

Seuls les spermatozoïdes présents dans la partie distale de l’épididyme sont 

éjaculés. Les préliminaires sexuels provoquant une libération d’ocytocine, les 

contractions des muscles lisses vont amener les spermatozoïdes jusqu’à l’urètre 

pelvien où ils seront stockés avant l’éjaculation.  

 

 Capacitation 

Les spermatozoïdes subissent la capacitation dans les voies génitales femelles : ils 

achèvent leur maturation et acquièrent leur pouvoir fécondant. Des enzymes protéolytiques  
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produites par les voies génitales femelles libèrent les sites de reconnaissance de 

l’ovocyte, jusque-là masqués lors du passage dans l’épididyme.  

Des remaniements membranaires interviennent, en particulier la diminution 

du ratio cholestérol/phospholipide qui rend la membrane plasmique très instable et 

rend possible l’exocytose de l’acrosome (Thibault. C, 2001 ; Heymon. Y ; 2005). 

 Caractéristiques de la semence d’étalon  

Volume 

L’éjaculat de l’étalon est composé de deux fractions majeures : une fraction 

liquide (contenant la majorité des spermatozoïdes) et une fraction gélatineuse. Si le 

tube collecteur dispose d’un filtre, le volume de la fraction liquide peut être lu 

directement sur ce tube collecteur. Par contre, le volume de la fraction gélatineuse 

doit être établi à partir de la portion retenue par le filtre. Certains étalons ont des 

éjaculats complètement dépourvus de gel (Tibary A ; 2005, Blanchard. TL ; 2003. 

Heymon Y ; 2005).  

Couleur et consistance 

La couleur normale de l’éjaculat équin est grisâtre à blanchâtre selon la 

concentration en spermatozoïdes. Cette couleur peut devenir rose, rougeâtre ou 

rouge vif lorsque le sperme contient du sang (hémospermie). Une couleur jaunâtre 

peut signaler la présence d’urine (urospermie) ou de pus (pyospermie). L’éjaculat est 

homogène et de consistance aqueuse sauf lorsqu’il contient une partie de la fraction 

gélatineuse. Il peut paraitre trouble (Tibary A ; 2005, Blanchard. TL ; 2003. Heymon 

Y ; 2005).  
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Figure 19 : Aspect du sperme d’étalon après centrifugation (Marie Allimant, 2010). 

 Composition chimique 

La composition chimique du sperme est la suivante : 

 - eau (80%) 

              - matière organique (6%) 

               - ions (calcium, phosphate...)  

               - lipides 

- glucides (fructose) 

             - albumines et globulines  
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Plasma séminal 

La semence est constituée de spermatozoïdes suspendus dans un fluide 

appelé plasma séminal. C’est un fluide complexe qui assure l’apport de substrats 

énergétiques aux spermatozoïdes qui en étaient largement dépourvus lors de leur 

stockage dans l’épididyme. De plus, il permet l’activation de la motilité progressive 

des gamètes qui y sont diluées, leur transfert dans le tractus génital femelle lors de 

l’éjaculation (Dacheux et al. 2001).  

Les sécrétions des glandes annexes constituent la majeure partie de la 

fraction liquide de l’éjaculat, de 50 à 95% du volume total du liquide séminal 

suivant les espèces. Certains éléments du liquide séminal proviennent de la filtration 

du plasma sanguin tandis que d’autres sont produits par les glandes sexuelles 

(Dacheux et al. 2001). Le plasma séminal joue également le rôle de substance 

tampon pour les spermatozoïdes.  

Son pH est légèrement alcalin, entre 7,2 et 7,8, et permet de neutraliser 

l’environnement acide du vagin (Prins 1998).  

 



 

CHAPITRE II : 

Récolte et conservation de la semence 

chez l’étalon 
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I-Collecte du sperme  

         La collecte de sperme avec un vagin artificiel est généralement effectuée en 

permettant à l’étalon de monter une jument ou un fantôme de reproduction. La 

jument présentant un œstrus comportemental, est couramment utilisée comme une 

source de montage, elle doit être bien préparée de manière à ce qu’elle tolère que 

l’étalon monte sans causer des dommages à elle, à l’étalon lui-même ou aux 

manipulateurs, et que les risques de transmission des maladies vénériennes sont 

minimes (John Dascanio. 2014 ; Steven P. et al. 2011).  

         La zone de montage doit permettre une bonne assise, être libre de toute 

obstruction et être de niveau. Un étalon peu tomber et être blessé s’il tente de monter 

Une jument sur une ponte. Les zones herbeuses, humides et glissantes doivent être 

évitées (John Dascanio. 2014 ; Steven P. et al. 2011). 

Une fois que l’étalon a été taquiné à la source, le pénis en érection est lavé à 

l’eau tiède et séché, ce qui lui stimule davantage avec une pression de la main sur le 

gland et le pénis, et en veillant particulièrement à retirer les débris et le smegma de 

la fosse glandulaire (John Dascanio. 2014 ; Steven P. et al. 2011).  

         L’étalon doit s’approcher de la source de montage, avec l’entraineur et le 

collecteur du même côté du cheval. Une fois qu’il est monté, le pénis est dévié dans 

le vagin artificiel qui est maintenue au niveau de la moitié de la hanche de la source 

de montage, selon un angle parallèle à l’abdomen de l’étalon (John Dascanio. 2014 ; 

Steven P. et al. 2011).   

        Afin que le sperme soit peu exposé à la température élevée de la chemise d’eau, 

le gland du pénis devrait être aussi loin que possible dans le vagin artificiel, qui doit 

être tenue fortement contre la source de montage d’une main, tandis que l’autre main 

est placée à la base du pénis. Une fois que l’éjaculation commence, le vagin est 

retiré du pénis tout en abaissant lentement son extrémité distale, et le filtre est retiré 

rapidement tout en évitant la contamination de sperme collecté par du gel (John 

Dascanio. 2014 ; Steven P. et al. 2011).  
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        Certains étalons sont habitués à monter sur un mannequin. En général il faut 

recourir à une jument en œstrus. L’aire péri-génitale de celle-ci est nettoyée, on lui 

met un tord-nez et on entrave ses membres postérieurs. Il vaut mieux que l’étalon 

soit manipulé par une personne qui le connaît, et dans un lieu qu’il connaît, sans 

stress. L’érection est plus ou moins rapide. L’éjaculation est relativement courte 

(VALON ET CHAFFAUX, 1983).  

        Le temps de réaction (entre le début des stimulations et la monte) est de 3,5 min 

(211 secondes) pour le 1er éjaculat et de 3,85 min (231 secondes) pour le 2eme, une 

heure plus tard en moyenne (NICOLICH, 1989).  

 

  
 

Figure 20 : Mannequin de récolte pour étalons ( Letenre Jessica 29 avril 2016). 

        

            Le prélèvement peut être effectué dans le vagin de la femelle (mais pas pour 

l’insémination artificielle), avec un condom en caoutchouc ou en plastique souple, 

ou mieux, avec un vagin artificiel. La température de l’eau du vagin artificiel au 

départ varie de 42°C à 50°C selon le temps estimé que l’étalon prendra pour 

éjaculer. (VALON ET CHAFFAUX, 1983). 
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La capote est lubrifiée avec de la vaseline et la pression doit être proche de 

celle exercée par le vagin de la jument (CHEVALIER, 1980). L’opérateur qui 

prélève est de côté par rapport à l’étalon. Il dévie le pénis au moment du saut et 

présente le vaginartificiel (CORDE,1985). 

Il faut en moyenne 30 minutes pour obtenir une éjaculation. La température 

de l’eau du vagin artificiel est comprise entre 42°C et 44°C au moment de la collecte 

(FAUQUENOT, 1987). 

La saillie elle-même sure 2 minutes environ. Le sperme doit être mis à l’abri 

de la lumière (FAUQUENOT, 1987). 

 

  

Figure 21 : Différents types de vagins artificiel (Letenre Jessica 29 avril 2016). 

 

           Le choix du vagin artificiel et sa préparation conditionnent l’efficacité de la 

collecte et la qualité de la semence récoltée. De nombreux modèles de vagins 

artificiels sont disponibles et présentent des particularités qui sont à privilégier selon 

les besoins spécifiques de l’animal, le mode de traitement de la semence et la 

préférence du manipulateur (Blanchard et al. 2003).  

          Tous les modèles du vagin artificiel utilisés pour la collecte du sperme 

d’étalon sont fondamentalement similaires, en ce sens qu’ils sont dotés d’un jet 

d’eau qui permet de faire varier la température et la pression du manchon intérieur. 

Tandis que les caractéristiques spécifiques des différents types varient en longueur 



Chapitre II : Récolte et conservation de la semence chez l’étalon 
 

                                                                                                
 43 

totale, en diamètre, facilité de manipulation, poids et lieu d’éjaculation avec les 

étalons (Juan C. 2009).  

 

II-Préparation du vagin artificiel  

          Just avant la collecte du sperme, la chemise d’eau est remplie d’eau à 45 - 

50°C pour fournir une température luminale de 44 à 48°C, supérieure à celle du 

corps afin de stimuler le pénis et faciliter l’éjaculation. Et la pression doit être 

ajustée et adéquate pour assure un bon contact uniforme autour du pénis et une 

érection complète. La température et la pression de l’eau devraient être maintenues 

constantes pondant la collecte, afin de favoriser une récolte maximale de semence 

(Steven P. et al. 2011). 

          La surface interne de vagin artificiel doit être lubrifiée avec un lubrifiant 

stérile non- péricide, un filtre approprié est placé dans le tube de collecte, qui va 

piéger le gel, tout en permettant le passage de la fraction sans gel dans le réceptacle 

séminal afin de maximiser le nombre de spermatozoïdes disponibles, et le tube doit 

être maintenu à une température du corps pondant la collecte et au cours de son 

transport au laboratoire, afin d’éviter tout choc du froid sur le sperme qui devrait à 

son tour être protéger de la lumière (Steven P. et al. 2011).  

           Le filtre contenant le gel doit être retiré immédiatement après la collecte afin 

d’éviter toute infiltration de gel dans la portion sans gel de l’échantillon de sperme 

récolté (Steven P. et al. 2011).  

III-Evaluation de la semence équine 

III-1-Examens macroscopiques  

           Le spermogramme est une étude stricte du sperme qui revêt le volume, 

l’aspect, l’odeur, le pH, la mobilité des spermatozoïdes, le nombre de 

spermatozoïdes ainsi que leur vitalité. Dans la section suivante il ne sera fait 

mention que des éléments les plus importants à savoir la mobilité et la numération 

(Marc Stéphanie. 2015). 
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III-1-1-Volume  

         Le volume de l’éjaculat est évalué par lecture directe sur le tube de collecte 

gradué juste après la récolte. Celui-ci est très variable en fonction des individus, de 

leur âge, de leur taille, la fréquence des récoltes et la méthode de récolte. Ainsi que 

la saison (plus faible en hiver qu’en été) et le temps de préparation de l’étalon (une 

stimulation sexuelle prolongée augmente le volume sans modifier le nombre de 

spermatozoïdes) (Marc Stéphanie. 2015). 

         La mesure du volume donne quelques indications, elle est importante pour 

calculer le nombre total de spermatozoïdes dans l’éjaculat mais elle n’est pas 

indicatrice de la qualité de la semence (Marc Stéphanie. 2015).  

III-1-2-Couleur et aspect  

        Normalement, la semence présente un aspect blanc laiteux, homogène mais 

trouble. Elle est également inodore. La présence d’une odeur anormale peut évoquer 

une contamination de l’éjaculat par de l’urine, du pus ou des bactéries (Johnston et 

al. 2001). 

        Certaines modifications de couleur peuvent orienter vers des affections 

spécifiques : la couleur jaune indique la présence d’urine ou la présence d’un 

exsudat inflammatoire ; la couleur verte met en évidence la présence de pus ; la 

couleur rouge ou brune indique la présence de sang respectivement en nature ou 

digéré (Johnston et al. 2001).  

 

III-1-3-PH  

        Le pH de la fraction sans gel du sperme peut être mesuré rapidement à l’aide 

d’un papier pH, mais il est préférable d’utiliser un pH-mètre précis. Le pH doit être 

mesuré dès que possible après la récolte pour éviter le biais dû aux produits issus du 

métabolisme des spermatozoïdes. Le pH normal du sperme d’étalon varie entre 7,2 

et 7,7. Il subit des variations physiologiques selon la saison, la fréquence des 

éjaculations et la concentration. (Tibary A, 2005. Blanchard TL, 2003).  
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III-2-Examen microscopique  

III-2-1-Concentration  

         C’est un critère important pour le jugement de la qualité de la semence, dont 

l'objectif est de redéterminer le nombre de spermatozoïdes par millilitre de semence 

pure. Elle peut être déterminée directement par comptage des spermatozoïdes au 

moyen d’une cellule hématimétrique, ou à l’aide d’un spectrophotomètre dans la 

plupart des laboratoires de reproduction équine (Meskini Zakaria. 2017 ; Angus O. 

et al, 2011). 

Comme elle peut être déterminée indirectement par comparaison visuelle du sperme 

à des solutions standard, ou plus récemment par des instruments d’analyses assistée 

par ordinateur du sperme (CASA), ou par moyen de Nucleocounter SP-100TM basé 

sur la technologie de la fluorescence (Meskini Zakaria. 2017 ; Angus O. et al, 2011).  

 

III-2-2-Evaluation par utilisation d’une cellule hématimétrique  

Il s’agit de la méthode la moins chère pour déterminer la concentration en 

spermatozoïdes de l’éjaculat et elle consiste en un comptage direct des 

spermatozoïdes observés individuellement (Johnston et al. 2001).   

Le sperme est tout d’abord dilué dans une solution hypertonique, comme du 

chlorure de sodium à 3%, destinée à tuer les spermatozoïdes afin d’en faciliter le 

dénombrement (Johnston et al. 2001). 

Cette dilution est effectuée dans des mélangeurs de Potain utilisés 

habituellement pour le comptage des cellules sanguines. 

Si le sperme semble concentré en spermatozoïdes à l’examen microscopique 

au faible grossissement, une dilution au centième voire au deux-centième est 

effectuée alors que si le sperme est peu concentré, une dilution au dixième voire au 

vingtième suffit (Johnston et al. 2001). 



Chapitre II : Récolte et conservation de la semence chez l’étalon 
 

                                                                                                
 46 

Une fois la dilution effectuée, une goutte de la préparation est déposée sur 

une cellule hématimétrique : cellule de Neubauer, de Malassez ou de Thoma 

(Johnston et al. 2001). 

Ce sont des lames spéciales composées d’un quadrillage très fin de 

compartiments d’un volume donné dans lesquels on compte simplement le nombre 

de spermatozoïdes présents. Le comptage est effectué à l’aide de l’objectif x400 du 

microscope (Johnston et al. 2001). 

Les spermatozoïdes sont dénombrés en fonction de la technique relative à 

chaque type de cellule. Par convention, les spermatozoïdes situés sur le bas ou sur le 

côté droit du carré sont pris en compte et on ignore ceux situés en haut et à gauche. 

On peut également ne prendre en compte que les spermatozoïdes dont la tête se 

trouve dans le carré en question (Johnston et al. 2001).  

 

Figure 22 : Hématimètre : cellule de Thoma (https://slideplayer.fr/slide/3395368/). 

 

III-2-3-Evaluation par utilisation du spectrophotomètre  

L’acquisition d’un spectrophotomètre est justifiée pour les praticiens 

spécialisés ou les grands haras dans l’espèce équine, surtout quand l’insémination 

artificielle est utilisée (Allimant 2010). 
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Cette technique mesure la densité optique d’un échantillon de sperme dilué et 

en détermine la concentration (Allimant 2010). 

L’estimation de la concentration en spermatozoïdes d’un éjaculat par mesure 

de la densité optique doit être considérée comme assez juste et utilisable en routine 

pour la préparation de doses d’insémination, mais pouvant être soumise à des biais 

de mesure (Allimant 2010).  

 
 

Figure 23 : Photomètre Minitube avec cuvette remplie en sperme (John Dascanio. 

2014). 

 

IV-La Motilité  

        La mobilité des spermatozoïdes, c’est-à-dire le pourcentage de spermatozoïdes 

mobiles, doit être évaluée le plus rapidement possible, dans les 10 à 15 minutes 

après la récolte. Elle peut être évaluée par observation au microscope ou de façon 

automatisée (Tibary A. 2005, Blanchard TL. 2003). 

A. Dilution :  

         La mobilité des spermatozoïdes est d’abord évaluée au niveau de la Semence  

« pure » (non diluée) afin de déterminer un éventuel effet délétère du Dilueur de 

semence (Angus O. et al, 2011).  
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Sur la semence, elle apporte une indication de la performance des spermatozoïdes 

dans leur milieu naturel. Elle peut cependant être difficile à évaluer lors de 

concentration spermatique élevée de par l’agglutination de spermatozoïdes sur la 

lame de verre. La mobilité des spermatozoïdes est ensuite évaluée après dilution de 

la semence dans un dilueur adapté (Tibary A. 2005, Blanchard TL. 2003).  

Un diluant à base de lait écrémé / glucose à une concentration de 25 à 50 ´ 106/ ml 

est préférable. Idéalement la motilité devrait être évaluée à 37°C pour éviter un 

ralentissement des spermatozoïdes dû à leur refroidissement. Ainsi en évitant toute 

source de contamination ou d’exposition excessive à la chaleur, au froid, au PH et à 

des conditions d’hyper ou d’hypo- osmolarité (Angus O. et al, 2011).  

Il est préférable d’effectuer une dilution à une concentration définie (par exemple 20 

millions de spermatozoïdes par millilitre) à l’aide d’un dilueur de semence identique 

afin de limiter les biais d’observation (Tibary A. 2005, Blanchard TL. 2003).  

- Evaluation visuelle : 

L’évaluation visuelle de la mobilité des spermatozoïdes est réalisée à l’aide d’un  

microscope à contraste de phase muni d’une plaque chauffante à 37°C (figure), dont 

une goutte de phase spermatique déposée entre lame et lamelle et comporte une 

estimation de :  

• La mobilité massale : Dans un premier temps, le sperme est regardé au 

faible grossissement (x10) afin d’apprécier de façon subjective la mobilité massale, 

c’est-à- dire les mouvements de réunion et de dispersion des spermatozoïdes. Une 

note variant de zéro à cinq est attribuée par l’observateur  

• La mobilité individuelle : Dans un second temps, le sperme est examiné au 

fort grossissement (x400) afin d’apprécier la mobilité individuelle. Le sperme doit 

être relativement peu concentré, afin que chaque spermatozoïde soit 

individualisable.  
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Tableau 01 : Note d'appréciation subjective de la mobilité massale des spermatozoïdes dans 

un échantillon (d’après : Fontbonne, 1992). 

Note Interprétation  

0  Pas de mouvement  

1  
Spermatozoïdes en mouvement mais pas de 

mouvement d’ensemble  

2  Ebauche de mouvements d’ensemble circulaires  

3  
Mouvements d’ensemble : cercles centrés sur eux-

mêmes  

4  
Mouvements d’ensemble : vagues rondes en 

mouvement  

5  Mouvements d’ensemble intensifiés  

 

On distingue deux aspects :  

• La mobilité simple : on considère tous les spermatozoïdes plus ou moins 

mobiles par opposition aux immobiles. Deux comptages sont réalisés par 

observation de quatre  

champs microscopiques à fort grossissement (X 400). Celle-ci s’exprime en 

pourcentage (note de 0 à 100%) et reflète partiellement la qualité du sperme (sperme 

de bonne qualité : plus de 70% de spermatozoïdes mobiles).  

• La mobilité progressive : elle permet d’affiner le déplacement réel des 

spermatozoïdes. La vitesse de progression est appréciée subjectivement par 

l’opérateur dans le champ de vision du microscope. Les spermatozoïdes peuvent 

avoir des mouvements oscillants (ils vibrent et n’ont pas de direction définie) et des 

mouvements fléchants (ils se déplacent de façon rapide et en ligne droite). Sur une 

Échelle de 1 à 5, on classe les spermatozoïdes en fonction de leur mouvement 

(Fontbonne et al. 1992 ; Olivier Salson 2008).  
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Tableau 02 : Note d'appréciation subjective de la mobilité progressive des spermatozoïdes 

dans un échantillon (d’après : Fontbonne, 1992). 

Note  Interprétation  

 

0  

 

Pas de mouvement  

1  Mouvements oscillants légers sans progression  

 

2  

Mouvements oscillants et progression faible et 

intermittente  

3  

 

Mouvements oscillants fléchant et progression lente 

régulière  

4  

 

Mouvements fléchant et progression régulière vers 

l’avant  

5  
Mouvements fléchant avec progression rapide vers 

l’avant  

 

Ainsi, un échantillon dont la mobilité serait notée 75/70(4) correspond à un éjaculat 

dont 75% des spermatozoïdes sont mobiles, 70% fléchants et avec une vitesse de 

déplacement rapide. Les pourcentages de spermatozoïdes fléchants et rapides sont 

souvent considérés comme étant les meilleurs critères d’analyse de la mobilité pour 

prédire la capacité fécondante du sperme (Tibary A. 2005, Blanchard TL. 2003).  
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Figure 24  : Microscope à contraste de phase muni d’une plaque chauffante (Marie Allimant, 

2010). 

V-4-La morphologie  

        L’étude de la morphologie des spermatozoïdes est réalisée à l’aide d’un 

microscope avec un objectif à immersion au grossissement x1000. Les microscopes 

à lumière directe peuvent être utilisés pour examiner les frottis de semence à 

condition que les colorants utilisés soient appropriés (Blanchard TL. 2003).  

A. Coloration: 

 

          A l’aide des colorants de fond :  

                  En pratique, l’examen morphologique des spermatozoïdes, consiste en 

l’observation au microscope optique d’un étalement de semence coloré à l’éosine-

nigrosine ou à l’encre de l’Inde (le plus souvent), des colorants de fond. Dont Une 

goutte de sperme et une goutte de colorant sont mélangées sur la lame avant d’être 

étalées pour obtenir un frottis qui est séché à l’air puis observé au microscope avec 

objectif à immersion. Pour La visualisation des détails de la structure du 

spermatozoïde, une fixation des cellules est faite dans une solution tamponnée de 

formol ou dans un fixatif similaire tel que le glutaraldéhyde (Wessel MT. 2006).  
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L’éosine est un colorant entrant dans les spermatozoïdes lorsque leur membrane est 

lésée (Leeb et Rennhofer, 1954 ; Bjorndahl et al, 2003), la coloration à l’éosine-

nigrosine permet donc une étude morphologique des spermatozoïdes ainsi qu’une 

détermination du taux de spermatozoïdes vivants et morts. Les spermatozoïdes 

vivants apparaissent blancs alors que ceux qui sont morts sont colorés en rouge ou 

rose suite à la perméabilité de leur membrane à l’éosine. La coloration à l’encre de 

chines est une préparation permettant d’avoir un meilleur contraste entre les 

spermatozoïdes (blanc) et la lame (fond noir), (Tibary A. 2005).  

            A l’aide des colorants cytologiques :  

                  Les colorants cytologiques classiques, comme le Wright’s, le Giemsa, 

l’hématoxyline- éosine, sont utilisés pour mettre en évidence les cellules germinales 

ou somatiques sur les frottis de sperme. Ils permettent une coloration différentielle 

des différentes parties du spermatozoïde et une identification d’autres éléments 

cellulaires telles que les bactéries ou les leucocytes (Tibary A. 2005).  

B. Evaluation et classification :  

              Les anomalies morphologiques des spermatozoïdes sont traditionnellement 

classées en Anomalies primaires, résultant d’une perturbation au cours de la 

spermatogenèse et donc ayant une origine testiculaire. Des anomalies secondaires 

qui sont due à des altérations au cours de leur passage dans les voies génitales 

excrétrices. Les anomalies tertiaires se produiraient in vitro, du fait d’une mauvaise 

récolte ou d’une mauvaise manipulation au laboratoire. Un minimum de 100 

spermatozoïdes doit être observé pour évaluer ces défauts de morphologie (Varner 

DD. 2008, Blanchard TL. 2003), et Selon (Amann et Graham, 2011), la proportion 

de spermatozoïdes anormaux doit être inférieure à 35 %.  

Actuellement, la classification consiste à répertorier les spermatozoïdes en fonction 

de la localisation de l’anomalie observée : têtes détachées sans queue, têtes 

anormales, acrosomes en bouton, gouttelettes cytoplasmiques proximales ou 

distales, pièces intermédiaires pliées ou irrégulières, queues coudées ou enroulées 

(Figure). Cela permet une observation plus explicite et plus représentative de 

l’ensemble des spermatozoïdes tout en évitant les hypothèses plus ou moins erronées 
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sur l’origine de tel ou tel défaut. (Tibary A. 2005. Varner DD. 2008, Blanchard TL. 

2003  

 

Figure 25  : Représentation schématique de la morphologie normale d'un spermatozoïde et 

quelque anomalie pouvant être rencontrées (Steven P. et al, 2011). 

VI-Conservation de la semence  

               La semence d’étalon peut être utilisée directement à l’état frais après la 

récolte dans le but d’une insémination immédiate, ou être conserver sous forme 

réfrigérée ou congelée pour une insémination ultérieure. La conservation 

particulièrement à l'état congelé, provoque des dommages aux spermatozoïdes qui 

concernent à la fois leurs structures (membranes, flagelles) et leur état fonctionnel. 

Ce qui influence leur motilité et leur viabilité. Malgré de nombreux travaux 

consacrés à ces problèmes, la fertilité de la semence congelée demeure généralement 

plus faible que celle de la semence conservée pendant quelques heures à température 

positive.  

 

 

 

 



Chapitre II : Récolte et conservation de la semence chez l’étalon 
 

                                                                                                
 54 

VI-1-Conservation à court terme  

A. Semence fraiche  

                 Pour les étalons ayant de bonne fertilité, le sperme collecté est utilisé 

immédiatement ou jusqu’à 6 heures après sa récolte et ce n’est pas nécessaire de le 

refroidi, et dans la plupart des cas il ’est dilué avec un agent de préchauffage à des 

rapports des 1 : 1 à 1 : 3 (sperme- dilueur) en fonction de la concentration en sperme 

brut et de volume éjaculé, sitôt après sa dilution le sperme doit être retirer de 

l’incubateur et peut-être refroidi à température ambiante (15-20 °C) (Angus O. et al, 

2011).  

L’utilisation de cette semence conservée à la température ambiante semble présenter 

un intérêt particulier dans le cas des étalons dont la qualité du sperme est médiocre 

après le refroidissement, tandis que, certains auteurs disent que la conservation de la 

semence fraîche entre 15–20 °C maintient le métabolisme des spermatozoïdes mais 

les rend plus sensibles aux éléments toxiques métabolisables (G. Decuadro-Hansen., 

2004).  

Le lait UHT ou les dilueurs à base de lait sont les plus utilisés pour la conservation 

de sperme d’étalon en vue de l’IA immédiate ou différée, alors que ces milieux de 

dilution doivent être ajoutés sitôt après la récolte de sperme (G. Decuadro-Hansen., 

2004).  

B. Semence refroidie  

                   Dans l’espèce équine, la réfrigération de la semence à peut constituer 

soit un processus à part entier, soit une des étapes du processus de cryoconservation 

qui correspond au refroidissement de la semence avant la congélation proprement 

dite, c’est-à-dire à l’étape d’équilibration.  

                  La réfrigération peut être indiquée dans le cas d’une insémination à 

distance lorsque les animaux sont éloignés géographiquement, lorsque la semence 

est de qualité médiocre ou encore lorsqu’il faut différer une insémination 

initialement prévue avec de la semence fraîche (Marc Stéphanie., 2015).  



Chapitre II : Récolte et conservation de la semence chez l’étalon 
 

                                                                                                
 55 

                  En pratique, en accord avec la littérature, la semence équine réfrigérée est 

le plus souvent conservée à 4°C, en anaérobiose, pendant 24 heures (aux USA), bien 

que la majorité des doses soient utilisées dans les 12 heures en France. Cependant, la 

semence peut parfois être conservée plus longtemps : un taux de gestation de 75% 

après conservation avec des dilueurs à base de lait pendant 40-48 heures, de 77% au 

bout de 70 heures et de 57% au bout de 80 heures (Heiskanen et al., 1994a et b). 

Batellier et al. (2001) obtiennent une fertilité de 48% au bout de 72H, dans de 

l’INRA 96.  

                  La conservation de la semence fraîche à 4°C réduit le métabolisme des 

spermatozoïdes ce qui permet une économie de leur réserve énergétique et une 

bonne conservation de leur mobilité qui est restaurée après réchauffement (G. 

Decuadro-Hansen., 2004).  

                  Dans l’espèce équine, les dilueurs de réfrigération adaptée à la 

réfrigération de la semence sont, en règle générale, à base de lait, comme par 

exemple le milieu INRA96. Avant utilisation, il convient d’ajouter au dilueur du 

jaune d’œuf frais dans la proportion de 20 % de jaune d’œuf pour 80 % de dilueur.  

VI-2-Conservation à long terme (La Cryoconservation)  

A. Définition  

                La cryoconservation correspond à la préparation de cellules ou de tissus en 

vue de leur stockage à une température inférieure à -80°C. Cette procédure permet la 

conservation de ces cellules ou tissus pendant de nombreuses années et leur 

utilisation après réchauffement à la température ambiante. Les spermatozoïdes de 

mammifères furent les premières cellules à être congelées avec succès dans les 

années cinquante par Polge, Smith et Parkes et, depuis, la cryoconservation de la 

semence n’a cessé de se développer, notamment en ce qui concerne la reproduction 

dans les filières d’élevage (Day et Stacey, 2007).  

                Il s’agit d’une biotechnologie importante permettant la conservation des 

espèces menacées ou, incapable de se reproduire. D’éviter la propagation de 

certaines maladies sexuellement transmissibles, d’éliminer les barrières 
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géographiques et de préserver le matériel génétique d’un animal pendant une période 

de temps théoriquement illimitée (Neto et al. 2014 ; Day et Stacey 2007).  

B. Principe  

               La cryoconservation du sperme implique le stockage du sperme à des 

températures inférieures à zéro (c'est-à-dire congelées), ton qu’il n’est pas possible 

de garder les spermatozoïdes à la température du corps vue de la mortalité cellulaire 

importante qui s’ensuit à cause d’une activité métabolique intense (Varner et al. 

1988).  

               Le cryogène généralement utilisé pour cette tâche est l'azote liquide (- 196 

° C). Si les spermatozoïdes résistent aux processus de congélation et de 

décongélation, leur intégrité peut être maintenue presque indéfiniment dans l'azote 

liquide, car l'activité métabolique des spermatozoïdes est considérée comme 

négligeable à cette température. Si les spermatozoïdes d'un étalon donné réagissent 

favorablement au cycle gel-dégel, ils peuvent éventuellement conserver leur 

fonction pendant des siècles lorsqu'ils sont maintenus à - 196 ° C.  

                 En l'absence d'agents cryoprotécteurs, la glace extracellulaire formée 

pendant la congélation entraînera une augmentation de la pression osmotique dans le 

milieu non gelé, ce qui extraira davantage d’eau de la cellule. La concentration de 

sels va donc augmenter à la fois au niveau intra et extracellulaire lorsque l'eau gèle, 

et la température doit diminuer pour protéger les protéines du relargage. Ainsi, des 

taux de congélation trop rapides entraînent des dommages structurels dus à la 

formation de glace intracellulaire, et des taux de congélation trop lents entraînent des 

dommages dus au sel des protéines.  

                   À des températures inférieures à 260 ° C, les cellules sont déshydratées 

et peuvent être conservées indemnes pendant plus de 1 000 ans. La décongélation du 

sperme doit généralement être effectuée à une vitesse très rapide afin de réduire les 

risques de dommages dus à la croissance de cristaux de glace extracellulaire (Bo G. 

Crabo., 2001).  
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                   Il devient, donc, indispensable de maîtriser les modifications 

biologiques, physiologiques et physiques s’exerçant sur les cellules et leur 

environnement au moment de la cryoconservation afin d’apporter aux 

spermatozoïdes des composants pouvant leurs permettre de résister à ces 

modifications délétères (Mazur, 1968).  

C. Dilution du sperme  

                  Les chercheurs s’intéressant à la conservation de la semence ont très vite 

remarqué la nécessité de diluer la semence dès sa récolte, sans quoi sa durée de vie 

ne dépasse pas une heure ou deux (Katila, 1997) et son pouvoir fécondant est en 

grande diminution. Ceci est dû à deux phénomènes d’importance égale :  

• -  La compétition entre spermatozoïdes pour les éléments nutritifs ou une 

accumulation de métabolites nocifs lorsque la concentration en gamètes est 

trop élevée.  

• -  Les effets délétères du plasma séminal.  

                  La dilution permet d’obtenir une concentration en spermatozoïdes 

optimale pour la congélation. La concentration finale en spermatozoïdes dans 

l’échantillon dépend du choix du taux de dilution. Un nombre de spermatozoïdes 

d’au moins 200 millions par dose d’insémination artificielle doit être obtenue, avec 

un volume maximum de 1/3 de sperme pur pour 2/3 de dilueur (Isabelle Barrier-

Battut, 2013).  

                 Plusieurs méthodes peuvent être utilisées pour la dilution de la semence à 

savoir, l’utilisation d’un vagin ouvert pour ne récolter que la fraction riche de 

l’éjaculat ou encore la centrifugation de la semence. Alors que la méthode la plus 

couramment usitée, consiste à diluer de façon importante l’éjaculat entier (5 à 20% 

selon Katila., 1997). Certains étalons – à concentration faible en spermatozoïdes ou 

ne possédant pas assez de spermatozoïdes ayant une mobilité progressive (= PMS 

pour Progressive Motile Sperme) – ne peuvent néanmoins pas profiter de ces 

solutions, car elles engendreraient des doses d’insémination de trop grand volume 

avec une concentration en spermatozoïdes trop faible.  
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- Les dilueurs :  

           Un dilueur est nécessaire pour assurer une protection aux spermatozoïdes, 

entre autres par un effet de volume. Il existe un grand nombre de dilueurs, à base de 

lait ou de solution saline, ayant tous pour objectif une meilleure survie des 

spermatozoïdes.  

• Composition : 

           En règle générale, les dilueurs contiennent des agents cryoprotecteurs 

pénétrants ou non pénétrants dont le rôle est d’augmenter la survie des 

spermatozoïdes. On retrouve également d’autres composés dans les dilueurs comme 

par exemple des antibiotiques, des substances nutritives telles que des sucres, des 

sels ou encore des détergents (Barbas et Mascarenhas 2009 ; Ponthier et al. 2014 ; et 

al. 2011).  

            Le dilueur doit posséder plusieurs propriétés afin d’améliorer la survie des 

spermatozoïdes. Il doit être isotonique à la semence afin d’éviter les chocs 

osmotiques, avoir un pH compatible à la survie des spermatozoïdes, posséder un 

pouvoir tampon, une osmolarité appropriée (c’est-à-dire 300 mOsm/L avec un pH de 

7,4 à 7,6), pour la plupart des dilueurs, l’osmolarité se situe entre 280 et 450 

mOsm/L avec un pH de 6,6 à 7,0 (Katila, 1997). Il doit aussi avoir une action 

stabilisatrice et protectrice des membranes, un pouvoir antioxydant et antibactérien. 

Il doit également être facile à préparer, à conserver et à utiliser (Barbas et 

Mascarenhas 2009 ; Hanzen 2014).  

             Les fractions les plus protectrices isolées partir du lait, telle que, le 

phosphocaséinate natif (PPCN) et la ß-lactoglobuline se sont révélés être les plus 

performants pour la conservation de la semence équine réfrigérée (Batellier et al, 

1998 ; Batellier et al, 2001), d’où la création de l’INRA96. Dont la formulation de 

ce dilueur a été établie non seulement sur la base des résultats de mobilité, mais 

aussi sur ceux de fertilité de la semence conservée.  
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   Les principaux dilueurs à l’heure actuelle sont (tableaux) :  

Le lait UHT, le Kenney aussi appelé EZ-Mixin (CST Colorado) ou Non-Fat Dried 

Milk SolidsGlucose (NFDMSG) ou encore Skim Milk Glucose extender (SKMG), 

le KMT, surtout utilisé pour remettre en suspension le sperme centrifugé car une 

interaction néfaste avec le plasma séminal a été mise en évidence (Rigby et al, 

2001), l’INRA96.  

 

 

Tableau 03 : Composition de kenney et de l’INRA96 (pour 1l) (Marc Stéphanie., 2015). 

Dilueur  Composition  

Le Kenney  
Glucose (49g), Lait en poudre (24g), Eau distillée stérile (q.s.p. 1 l), 

Streptomycine (1,5g), Pénicilline (1,5 millions UI)  

L’INRA96 

(IMV, L'Aigle, 

France)  

CaCl (20,14g), KCl (0,4g), KH2PO (40,06g), MgSO47H2O (0,2g),  

NaCl (1,25g), Na2HPO412H2O (0,118g), NaHCO3 (0,35g), HEPES (4,76g), 

Glucose (13,21g), Lactose (45,39g), Pénicilline (50 000 UI), Eau distillée 

stérile (q.s.p. 1 l), Gentamycine (50 mg) Puis, Phosphocaséinate (27g/l)  

 

 

D. TECHNIQUE  

                Après la récolte, le sperme équin est filtré pour extraire la fraction gel du 

sperme, une sécrétion filamenteuse des glandes annexes. Le sperme est ensuite 

analysé pour déterminer ses caractéristiques (concentration en spermatozoïdes, 

mobilité). Le sperme est dilué une première fois avec le premier milieu à base de lait 

ou de composants de lait et ne contenant pas d’agent cryoprotecteur. Différentes for- 

mulations commerciales existent et servent à conserver le sperme frais dans une 

gamme de température allant de 5 à 20°C.  
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                Chez le cheval, le sperme est relativement peu concentré, contrairement à 

ce qui est observé dans d’autres espèces comme le bovin (Baracaldo, 2007) : le plas- 

ma séminal doit donc être éliminé par centrifugation  

                Les tubes sont centrifugés à température ambiante (Vidament et al., 2000) 

et le surna- geant est enlevé. Certaines équipes (Salazar et al., 2008 ; Ponthier et al., 

2013) proposent de conserver une petite fraction de plasma séminal, de l’ordre de 5 

% du volume final, pour la congélation, mais d’autres recom- mandent de le retirer 

entièrement (Vidament et al., 2000 ; 2001), car le plasma séminal ne semble pas 

béné- fique pour le congélation du sperme équin (Moore et al., 2005b).  

  
 

Figure 26 : Centrifugation de sperme dilué (A), puis aspiration de surnagent après 

centrifugation (B) (Steven P. et al. 2011). 

 

                De nouveaux protocoles utilisant des milieux coussin ont permis d’aug- 

menter jusqu’à plus de 90 % le pour- centage de récupération des sperma- tozoïdes 

après centrifugation. L’ajout de ces milieux, qui sont composés d’une solution 

d’iodixanol, au fond des tubes permet d’augmenter l’accé- lération de la 

centrifugeuse (1000 g pendant 20 minutes au lieu de 600 g pendant 10 minutes, sans 

milieu cous- sin) et le temps de centrifugation sans provoquer de lésions du 

spermato- zoïde (Waite et al., 2008 ; Hoogewijs et al., 2010). Le nombre de 

paillettes produites par éjaculat est donc plus grand car le nombre total de sperma- 

tozoïdes après centrifugation est plus élevé (90 % des spermatozoïdes récu- pérés au 
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lieu de 60 % avec le proto- cole de centrifugation n’utilisant pas les milieux 

coussins). Une alterna- tive à la centrifugation est de séparer les fractions 

d’éjaculation lors de la récolte pour ne conserver que la frac- tion riche en 

spermatozoïdes (Sieme et al., 2004 ; Kareskoski et al., 2005), comme chez le chien 

(Linde-Forsberg, 1991 ; Thirumala et al., 2003 ; Kutzler, 2005). Cependant, cette 

technique de- mande de l’expérience de la part des personnes effectuant la récolte.  

           Une étape intermédiaire peut être ajoutée au processus de congélation 

classique : la centrifugation sur des milieux colloïdaux. Cette méthode permet de 

séparer les spermatozoïdes anormaux, les débris cellulaires et les bactéries et d’ainsi 

améliorer la qualité du sperme après décongélation en ne sélectionnant que les 

spermatozoïdes normaux qui sont considérés comme mobiles et potentiellement 

fertiles (Glander et al., 1990 ; Kobayashi et al., 1991 ; Loomis, 2006 ; Morrell, 2006 

; Edmond et al., 2008 ; Hoogewijs et al., 2010 ; Ponthier et al., 2013). Cette 

méthode est très utile chez les étalons dont la qualité du sperme frais est faible, mais 

elle nécessite du temps et entraine de grandes pertes en sper- matozoïdes et donc une 

diminution de la production de paillettes par éjaculat.  

             Une fois que le culot riche en spermatozoïdes est obtenu, il est dilué avec le 

milieu de congélation. Chez le cheval, les milieux de congélation sont produits à 

base de lait ou de composants de lait, contrairement aux milieux utilisés chez 

l’humain, le bovin et le chien dont la base est un milieu tris- fructose (Esteves et al., 

2003 ; Thiru- mala et al., 2003 ; Baracaldo, 2007). Du jaune d’œuf est aussi ajouté 

au mi- lieu de congélation chez toutes les espèces. Récemment, le plasma de jaune 

d’œuf a été utilisé chez le cheval pour remplacer le jaune d’œuf (Pillet et al., 2011). 

L’utilisation de milieux de congélation sans protéines d’origine animale doit encore 

être étudiée chez le cheval, mais les premiers essais réalisés avec du sperme 

réfrigéré sont décevants (Woelders et al., 2007).  

              Le glycérol est l’agent cryoprotecteur le plus utilisé pour congeler du 

sperme. Alors que les spermatozoïdes humains (Agarwal, 2000), bovins (Baracaldo, 

2007) et canins (Farstad, 1998) supportent des concentrations en glycérol entre 6 et 

8 % du volume total, la concentration chez le cheval ne devrait idéalement pas 

dépasser les 3,5 % du volume total (Vida- ment, 2005 ; Vidament et al., 2005). 

Récemment, un milieu de congélation ne contenant que 2,5 % de glycérol a été 
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développé et donne de très bons résultats de fertilité observée (Pillet et al., 2008 ; 

2011). Un autre milieu de congélation ne contenant que 1 % de glycérol est 

également disponible et donne de bons résultats de qualité de sperme (Alvarenga et 

al., 2005). Cependant, ce milieu de congélation contient aussi des amides qui inter- 

viennent dans la cryopréservation, portant la concentration totale en agent 

cryoprotecteur total à 5 % (Alvarenga et al., 2005). Le volume de milieu de 

congélation nécessaire pour atteindre la concentration finale désirée dans les 

paillettes est ajouté (Vidament, 2005).  

              Le premier palier de la descente en température consiste à équilibrer la 

température du sperme à 4°C pendant 75 minutes (Vidament et al., 2000). 

 

  

 
 

Figure 27 : Identification (A), remplissage (B) et bouchage (C) des paillètes (John Dascanio. 

2014). 
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               Le sperme est ensuite conditionné en paillettes de 0,5 ml (Vidament et al., 

2000). Les paillettes sont refroidies dans un congélateur électronique qui envoie des 

vapeurs d’azote pour atteindre -140°C, avec une pente va- riant, selon le milieu de 

congélation utilisé, entre -20°C et -60°C par mi- nute (Alvarenga et al., 2005 ; Pillet 

et al., 2008). Les paillettes sont ensuite immergées et stockées dans l’azote liquide (-

196°C). Pour les décongeler, les paillettes sont immergées pendant 30 secondes dans 

un bain-marie à 37°C (Vidament, 2005). Deux pail- lettes de chaque lot sont ensuite 

ana- lysées avant la commercialisation.  

 

   
 

Figure 28 : Paillettes déposées sur une grille (A) ensuite placées dans une boite de congélation 

en polystyrène au-dessus de l’azote liquide (B) puis stockées dans une cuve d’azote 

liquide(D) (John Dascanio. 2014 ; Steven P. et al. 2011). 

VII-La décongélation  

              La semence est décongelée juste avant son utilisation, lors d’une 

insémination artificielle le plus souvent dont les paillettes sont directement 

transférées de l’azote liquide dans un bain-marie, et la méthode de décongélation 

recommandée est dictée en particulier selon le diamètre de la paillette à décongelée.  

              Dans la plupart des cas les paillettes de 0,5 ml sont décongelées à 37°C 

pendant 30 secondes, alors que certains chercheurs ont suggéré que la décongélation 
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de ces paillettes à 75°C pendant 7 secondes pouvait générer une mobilité accrue des 

spermatozoïdes après décongélation tandis que pour d’autres chercheurs une 

température de 46°C pendant 20 minutes, peut-être recommandée, Bien que cela 

puisse être le cas (Steven P. et al. 2011).  

VII-1-Evaluation de la qualité de la semence congelée  

            Après la décongélation, et avant toute utilisation de la semence, il est 

recommandé d’effectuer un contrôle de qualité sur chaque éjaculat pour essayer de 

prédire le pouvoir fécondant, et cela en prenant deux paillettes au hasard pour 

effectuer un spermogramme qui porte sur l’évaluation de pourcentage et de nombre 

des spermatozoïdes vivants et mobiles estimés en microscopie optique ou à l’aide du 

système CASA. Cependant, pour certains étalons la fertilité peu être diminuée après 

conservation, malgré un spermogramme satisfaisant voire excellent (Marc 

Stéphanie, 2015).  

            Jasko et al. (1992a et b) et Kenney et al. (1971) ont montré qu’il était 

relativement facile d’évaluer qualitativement le sperme d’un étalon à l’aide d’un 

spermogramme, mais qu’il était très difficile de prédire quantitativement sa fertilité. 

En effet, chacun des paramètres qualitatifs (mobilité, concentration, les anormaux, 

etc.) est plus ou moins corrélé à la fertilité d’un étalon.  

            En pratique ce contrôle n’est pas toujours réalisé car particulièrement 

chronophage mais un test de décongélation peut être réalisé sur une paillette de 

chaque éjaculat congelé par réalisation d’un test de mobilité (Ponsart et al. 2014). 

D’où il’ est généralement admis que le pourcentage de mobilité progressive après 

décongélation doit être d’au moins 30% (John Dascanio. 2014).   

     Nouveaux contrôles de qualité :  

             Les contrôles de qualité actuels reposent sur le postulat qu’un spermatozoïde 

progressif est de bonne qualité et que, par conséquent, il pourra féconder l’ovocyte. 

Cependant, une fois arrivé à l’ovocyte, le spermatozoïde va devoir utiliser d’autres 

organites pour accomplir d’autres fonctions : se fixer sur l’ovocyte, traverser la zone 

pellucide, fusionner et libérer une information génétique non altérée. Diverses 
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structures du spermatozoïde ont été étudiées : on peut citer l’intégrité de l’acrosome 

(Oliveira et al, 2010),  

            l’intégrité de l’ADN (Baumber et al, 2003), la fonction mitochondriale 

(Ortega Ferrusola et al, 2009b), l’intégrité membranaire (Oliveira et al, 2010) et les 

indices morphométriques qui évaluent la forme géométrique du spermatozoïde 

(Gravance et al, 1997). Ces tests sont donc des moyens efficaces pour juger l’état de 

la semence après conservation, mais aucun n’est pour l’instant corrélé directement à 

la fertilité des étalons (Yoann., 2008).  
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L’objectif de ce travail était d’étudier les caractéristiques et la fertilité de la semence 

conservée dans l’azote. 

Cette étude à été réalisée à la station expérimentale du Park Habitat mars 2020.  

Matériel et méthode 

1-Lieu de l’expérimentation  

Notre étude s’est déroulée au niveau du laboratoire de reproduction du parc équin de l’institut 

des sciences vétérinaires, à L’université Ibn Khaldoune de Tiaret.  

 

 

Figure 29 : Le laboratoire de la reproduction équine de l’institut des sciences vétérinaires. 

2-Effectif de l’expérimentation 

L’expérimentation a été réalisée durant la saison de monte 2020 (saison administrative du 01 

février au 30 Juin) sur la semence de deux étalons d’éleveurs privés de race arabe- barbe. ANBAR : un 

cheval âgé de 12 ans avec une robe grise-pommelée, et REZKI : un étalon âgé de 7ans avec une robe 

grise-foncée. Les deux étalons étaient maintenus dans des boxes individuels au niveau de l’institut et 

recevaient quotidiennement chacun d’eux, une ration composée de 6 kg d’orge et 5 kg de foins, avec de 

l’eau qui est distribuée à volonté. 
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Leur fertilité était connue grâce aux résultats d’insémination en monte naturelle obtenus 

dans les années précédentes et aussi grâce aux résultats d’insémination artificielle en semence 

fraîche obtenus en 2020.  

3-Déroulement des récoltes  

Les étalons étaient récoltés ou bien utisés en monte naturelle dans la semaine 

précédente pour vider leur réserve extra-gonadique de spermatozoïdes et ainsi avoir 

une qualité constante de la semence. Les deux étalons étaient récoltés au moins 

deux fois par semaine. Pour que la concentration en spermatozoïdes ne diminue pas, 

les collectes n’étaient pas réalisées deux jours consécutifs pour un même étalon. Ils 

étaient donc collectés un par un alternativement, mais seulement un seul éjaculat 

par étalon était utilisé pour la conservation. 

3.1-La Préparation du vagin artificiel 

La récolte du sperme a été faite à l’aide d’un vagin artificiel de type Missouri et 

Colorado, immédiatement avant la récolte la chambre à eau du vagin artificiel est 

remplie avec de l’eau à 45-50°C, et la pression à l’intérieur du vagin artificiel est ajustée 

d’une manière à ne pas gêner la pénétration ou la dilatation de la verge à l’intérieur du 

vagin artificiel, où elle doit être favorable à l’éjaculation, et ceci est en fonction des 

besoins de chaque étalon. 

Avant le prélèvement, la surface interne du vagin artificiel est lubrifiée avec un 

lubrifiant stérile et non spermicide (vaseline naturelle) et le biberon de récupération du 

sperme avec un filtre à sperme est placé à la température corporelle qui a été maintenue 

constante pendant la durée du prélèvement et de l’acheminement de l’échantillon 

jusqu’au laboratoire, et ceci afin d’éviter d’éventuels chocs thermiques. 

Le filtre à sperme placé à l’entrée du biberon de récupération du sperme était utilisé 

afin d’augmenter le nombre de spermatozoïdes récupérés dans chaque éjaculat en 

permettant de séparer la partie liquide de l’éjaculat, qui renferme les spermatozoïdes, de 

la partie épaisse et gélatineuse, le gel, qui correspond à la dernière fraction de l’éjaculat. 
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Figure 30 : Les étapes de préparation du vagin artificiel de type Missouri. 

 

Figure 31 : Vagin artificiel de type Colorado. 

2.2-La préparation d’étalon 

Avant d’accéder à la récolte du sperme, l’étalon qui est maintenue dans son boxe 

individuel a eu tout d’abord le pénis lavé à l’eau tiède puis séché par des serviettes en papier 

jetable pour éliminer toute la saleté et les débris. 
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Le cheval est ensuite déplacé par un opérateur de son boxe vers la zone de récolte où il 

est stimulé dans un premier temps par la vue de la jument en œstrus, la monte demande un 

effort pour l’étalon, donc il lui faut une petite séance d'échauffement. 

L’étalon à récolter est encore stimulé dans un second temps on le plaçant par l’opérateur 

en regard de la jument « boute-en-train » présentant un oestrus comportemental qui est-elle 

même bien immobilisée par des entraves et placée à l’autre côté d’un fantôme de reproduction.  

 

Figure 32 :L’excitation de l’étalon en présence de la jument « boute-en-train » (A ANBER, B 

REZKI). 
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3.3-la récolte 

La récolte est faite dans une zone de monte spéciale. Nous travaillons toujours en 

équipe, de trois ou quatre soigneurs, jamais seul, avec celui qui tien l’étalon et le collecteur du 

même côté du Cheval (côté gauche de la jument). 

Une fois qu’il est monté, la verge du cheval est alors détournée Par l’opérateur qui 

l’insère dans le vagin artificiel et le sperme est recueilli dans le biberon de Récupération du 

sperme. 

Cela dure quelques secondes, le vagin est ensuite retiré soigneusement du pénis, il est 

mis en position verticale et vidé de l’eau chaude pour essayer de récupérer la totalité de 

l’éjaculat et évité un contact prolongé de l’éjaculat avec la paroi interne du vagin chaude, puis il 

est directement acheminé vers le laboratoire qui se trouve juste à côté de la zone de collecte. 

L’étalon est ensuite remis au box. 

 

Figure 33 : Les étapes de la récolte de sperme chez le cheval «REZKI ». 
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Figure 34 : Les étapes de la récolte de sperme chez le cheval «ANBAR ». 

4-sélection des éjaculats pour la congélation 

Dans notre expérimentation, seulement les éjaculats avec une concentration en 

spermatozoïdes qui est supérieur à 100 × 106 spermatozoïdes /ml et une mobilité 

individuelle égale ou supérieure à 75% ont étaient utilisées pour la cryoconservation. 

5-préparation du milieu de dilution 

Le Kenney aussi appelé Skim Milk Glucose extender (SKMG), décrit par 

(Yoann, 2008) était utilisé comme une source d’énergie, de protection contre les chocs 

thermiques, et d’optimisation de la survie des spermatozoïdes depuis la récolte jusqu’au 

moment d’insémination, ainsi comme une base de dilution de sperme après la récolte et 

l’évaluation initiale du volume sans gel et de la concentration en spermatozoïdes. 

5.1-ingrédients 
 

Tous les composants de milieu Kenny que nous avons utilisés sont disponibles 

dans tous les laboratoires de recherches et peuvent être facilement obtenus (le glucose, 
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lait en poudre entier, antibiotiques). Ces composants sont rassemblés dans le tableau ci-

dessous : 

Tableau 04 : La composition du Kenney (pour 1l) 

GlucoseC6 H12 O6 49g 

Lait en poudre 24g 

Eau distillée stérile q .s .p.1L 

streptomycine 1,5g 

Pénicilline 1,5 million UI 

 

 

 

Figure 35 : Les ingrédients de milieu Kenney mesurés. 
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5-1-Préparation 

Dans notre expérimentation les quantités des ingrédients utilisées ont été 

mesurées dans une balance de précision (ohaus explorer ®) seulement pour la 

préparation d’un volume de 250 ml de dilueur et ceci a été fait quelques heures avant la 

récolte du sperme. 

Tous les ingrédients ont été mélangés dans un récipient en verre stérile puis 

versés dans un flacon en verre encore stérile, fermé et placé par la suite dans un 

agitateur magnétique (HEITO Paris HM 32) pour qu’ils soient remuer pondant un 

certain temps jusqu’à mélange complet. Le diluant est ensuite mis dans une étuve réglée 

à 37°C jusqu’au moment d’utilisation. 

 

Figure 36 : Les étapes de préparation du milieu Kenney. 

6-Préparation du milieu de Cryo-congélation 

6-1-Le Kenney modifié 

Tous d’abord, le milieu de dilution (SKMG) que nous avons préparé a été modifié en lui 

ajoutant 5% de glycérol avec 15% de plasma du jaune d’œuf. 

Le glycérol est pour améliorer l'aptitude à la fécondation des spermatozoïdes fragilisés 

ou endommagés pendant le processus de congélation, alors que le jaune d’œuf était ajouté dans 

le but d’améliorer la protection de la membrane plasmique des spermatozoïdes et ceci en 
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fournissant un pouvoir tampon et des propriétés antioxydantes au dilueur de congélation (John 

Dascanio, 2014) 

Préparation de plasma du jaune d’œuf 

Pour séparer le plasma de jaune d'œuf qui constitue la partie fluide du jaune 

d’œuf dans laquelle diverses particules sont suspendues sur le reste de la fraction 

solide qui représente le jaune d’œuf lui-même, certaines étapes ont été suivies : 

Tout d’abord, comme il est important de n'utiliser que du jaune d'œuf sans 

albumine ni parties riches en membrane, 2 à 3 jaunes d’œuf ont été doucement 

enroulés chacun sur une à deux feuilles d’un papier filtre, pour se débarrasser 

complètement de toute l’albumine, tout en gardant le jaune d’œuf intact. 

La quantité du jaune d’œuf filtré était versé dans une éprouvette graduée stérile 

jusqu’à atteindre un volume de 21 ml, ce volume obtenu était dilué par la suite en 

ajoutant 7 ml d’eau distillée stérile pour diminuer la viscosité du jaune d’œuf. 

Le mélange ainsi obtenu était remplie dans un tube conique stérile de 45 ml puis 

soumit à la centrifugation dans une centrifugeuse pondant 45 mn à 2000 x g (g : 

gravité), permettant d’avoir trois fraction le culot (membranes) la fraction moyenne 

(la partie à prélevée) et le surnageant (les lipides). 

Un volume de 15 ml du plasma de jaune d’œuf était aspiré à l’aide d’une 

seringue stérile et supplémenté à un volume de 80 ml du milieu du dilution (le 

Kenney), un volume de 5 ml de glycérol était en dernier lieu ajouté à ce mélange à 

cause de ces propriétés toxiques, rappelons que tous les constituants étaient mis 

préalablement à une température de 37°C. 
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Figure 37 :La préparation de plasma du jaune d’œuf. 

 

Figure 38 : Kenney modifié. 
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7-Evaluation des semences après la récolte 

Une fois arrivé au laboratoire, le biberon de collecte était retiré du vagin artificiel et le 

filtre contenant le gel était immédiatement retiré du biberon afin d’éviter toute infiltration de gel 

dans la portion sans gel de l’échantillon de sperme récolté. 

 

Figure 39 : Les étapes de filtration de la semence. 

Avant d’accéder à l’évaluation, tout le matériel entrant en contact avec la semence, ainsi que 

les milieux de dilution étaient préchauffés à la température corporelle, et la fraction sans gel 

récupérée a subi les tests suivants : 

7-1-Examen macroscopique 

Une fois la semence au niveau du laboratoire le volume sans gel, la couleur 

et l’aspect sont estimés : 
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Volume : 

Le volume en ml a été évalué par lecture directe sur les graduations du tube 

de collecte. La mesure du volume était nécessaire pour calculer le nombre total de 

spermatozoïdes contenus dans l’éjaculat. 

Couleur et aspect : 

La couleur et l’aspect des éjaculats étaient évalués à l’œil nue afin de 

détecter la présence éventuelle de sang, d’urine ou de pus dans l’éjaculat. 

 

Figure 40 : Couleur et aspect de sperme après filtration. 

7-2-Détermination de la concentration 

La concentration en spermatozoïdes par ml de sperme était déterminée en 

utilisant un photomètre Mini tube (SDM1) calibré sur la semence équine. Où un 

échantillon de sperme bien mélangé est chargé au niveau de l’extrémité de la 

microcuvette en utilisant une pipete jetable, la surface externe de la cuvette est bien 

nettoyée pour éliminer tout excès du sperme et la microcuvette est insérée par la suite au 

niveau de l’appareil, une fois le tiroir est fermé la lecture et le calcul de la concentration 

sont activés. 
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Figure 41 : La détermination de la concentration à l’aide d’un photomètre Minitube. 

7-2-Examen microscopique 

a-Mobilité massale 
Immédiatement après évaluation macroscopique, le volume de la semence exempte 

de gel était analysé par le dépos d’une goutte de sperme entre lame et lamelle propres, 

secs et chauffées a environ 37°C et placée par la suite sous le microscope optique 

(OLYMPUS CX21). 

Dans un premier temps, le sperme est évalué au faible grossissement (x10) afin 

d’apprécier de façon subjective la mobilité massale, c’est-à-dire les mouvements de 

réunion et de dispersion de spermatozoïdes. Une note variant de zéro à cinq est attribuée 

par l’observateur (Marc Stéphanies, 2015). 
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b-Mobilité individuelle 
Une dilution au 25 x 106 SPZ/mL est nécessaire pour l’estimation de la mobilité 

individuelle, cela à été fait par l’ajout d’une goute de sperme dans un épendorphe rompli 

de 1.5 mL de dilueur. 

Le sperme est examiné au fort grossissement (x40). Le taux des spermatozoïdes 

mobiles est calculé en examinant 100 spermatozoïdes dans quatre champs 

microscopiques, celle-ci s’exprime en pourcentage (note de 0 à 100%), (Marc 

Stéphanies, 2015). 

7-3-Traitement de la semence 

Après l’examination de la semence ; les étapes suivantes sont : la dilution, le 

Conditionnement dans les paillettes et la congélation de la semence. 

8-1-Dilution primaire 
Pour garder les spermatozoïdes viables et mobiles et en bon état, une dilution 1 : 

1 (sperme / dilueur) a été faite dans le dilueur de Kenney que nous avons préparé 

préalablement et qui avait été Mis à l’étuve à 37°C. Tout le matériel entrant au contact 

avec le sperme doit être à la même température. 

 
 

 

 

 

 

 

Figure 42 : La dilution de sperme et le remplissage des tubes coniques à centrifuger. 
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8-1-Centrifugation de la semence 

Dans le but de séparer le plasma séminal des spermatozoïdes et de les concentrer, les 

échantillons de sperme qui ont subies une dilution primaire ont été remplies dans des tubes 

coniques de 45 mL Et centrifugés pondant 10 mn à 600 x g (Cochran JD et al, 1984). 

 

Figure 43 : L’aspect du culot après l’aspiration de surnagent. 
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8-3-Dilutuin secondaire 

Après centrifugation, au moins 95% du surnageant a été éliminé, les culots ont été ensuite 

rassemblés dans un seul tube et remis en suspension avec de Kenney modifié (contenant 15% 

de jaune d’œuf et 5% de glycérol). Le volume de Kenney modifié ajouté était calculé dans 

l’ordre d’atteindre dans un premier temps une concentration finale en spermatozoïdes de 200 × 

106/ml : 

[CT] en SPZ = [C] / 1mL en SPZ × V 

Volume de Kenney ajouté = [CT] en SPZ × 0,5 / 200 × 106 – (volume des culots rassemblés) 

[CT] : Concentration totale 

 [C] : Concentration 

SPZ : spermatozoïde 

V : Volume de la fraction sans gel de l’éjaculat 

8-4-Equilibration 

Chaque aliquote a été par la suite refroidie lentement dans un réfrigérateur à 

4°C pendant 90 minutes. 

8-5-Conditionnement de la semence 

Après équilibrage, la semence diluée est conditionnée dans des paillettes 

minitube contenant un volume de 0,5 mL. Les paillettes sont tout d’abord 

identifiées à l’aide d’un marqueur indélébile en mentionnant le nom d’étalon, la 

concentration en miel, et la date de la récolte. 

Après le refroidissement de la semence diluée, celles-là sont remplies par 

aspiration buccale à travers l’extrémité bouchonnée de la paillette. A l’aide des 

pointes de micropipette, un petit volume de la semence est retiré de la paillette de 

manière à laisser un vide d’environ 1cm. Les paillettes sont obstruées par la poudre 

d’alcool polyvinyle et elles subies une légère agitation afin d’amener la bulle d’air au 

milieu de la paillette pour évité tous éclatement par le processus de dilatation. 
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Figure 44 : Le conditionnement des paillaittes. 

8-6-Congélation des paillettes 

Les paillettes chargées en sperme ont été déposées sur une grille pré-refroidie (à 

4°C) puis placées en premier lieu à 4 cm au-dessus de l’azote liquide en phase vapeur 

dans une boite de polystyrène pondant 15 mn avant d’être plongées en phase liquide 

(Cristanelli MJ et al, 1985). Les paillettes ont ensuite été stockées dans des fuseaux puis 

placées dans des canisters et maintenues immergées dans l’azote liquide jusqu’à 

décongélation. 
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Figure 45 : Les paillettes placées au dessus d’azote liquide en phase vapeur, 

prolongées en phase vapeur, puis stockées dans l’azote liquide. 
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8-7-Evaluation des paillettes après décongélation 

 Décongélation 
Pour décongeler, juste avant leur évaluation qui a été faite après 24 heures, deux 

paillettes de chaque concentration sont directement transférées de l’azote liquide dans 

un bain-marie réglé à 37°C pondent 30 secondes, elles sont par la suite bien essuyées et 

leur contenue est vidé dans des tubes eppendorf qui sont mis à l’étuve à 37°C en 

absence de la lumière. 

 

 

          
Figure 46 : Décongélation des paillaittes. 



 PARTIE  EXPERIMENTALE 

 

 
 

85 

Evaluation 

La motilité des spermatozoïdes a été examinée et enregistrée à l’aide d’un microscope optique 

juste à 0, 1/2, 1, et 2 heures après décongélation des paillettes, une goutte de sperme est déposée entre 

lame et lamelle préchauffées à 37°C, l’évaluation et le calcule de pourcentage de motilité ont été réalisés 

comme nous l’avons décrit précédemment, cela était fait pour chaque concentration. 

 

 

 

Figure 47 : L’évaluation de la mobilité des spermatozoïdes sous le microscope optique après coloration 
par l’éosine. 
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Résultats 

1-Evaluation de la semence après la récolte 
Les résultats d’évaluation de la qualité de la semence des deux étalons à la 

récolte sont enregistrés et présentées dans le tableau ci-dessous : 

Tableau 05 : Les caractéristiques séminales individuelles obtenues pendant le protocole. 

 

 Paramètres ANBER REZKI 

Examen 

macroscopique 

Volume (ml) 58 85 

Couleur et aspect Blanc laiteux 

homogène 

Blanc laiteux 

homogène 

/ Concentration 

(spz/ml) 

123 ×106 133×106 

Examen 

microscopique 

Mobilité massale 3 3 

Mobilité individuelle 80٪ 75٪ 

  

 

2-Evaluation des spermatozoïdes dans le milieu de Kenney avant la 
congélation 

Tableau 06 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la première répétition. 

 VCL VSL VAP LIN STR WOB ALH BCF 

Moyenne 4O 19.2 29.6 39 52 70 1.3 4 

ecartype 38.73 26.46 31.47 27 29 18 1.16 3.89 

max 201.3 138.3 138.8 100 100 100 8.2 21.7 

min 10 00 00 00٪ 00٪ 00٪ 00 00 
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Tableau 07 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la première répétition. 

Totale 1177  

LENT704 60,01٪ 

MOYEN60 5,11٪ 

PROGMOY 60 5,11٪ 

PROGRAP 81 6,90٪ 

RAPIDE 59 5,02٪ 

STATIQUE 20 17,73٪ 

 
 

Spermatozoïdes mobile : 82,27 ; spermatozoïdes immobiles : 17,73. 

 
Tableau 08: Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la deuxième 

répétition. 
 

 VLC VSL VAP LIN STR WOB ALH BCF 

MOYENNE 42.3 21.8 32.8 44٪ 58٪ 73٪ 1.4 4.6 

ECARTYPE 38.55 27.40 32.62 27٪ 27٪ 19٪ 0.99 3.80 

MAX 204.4 145 147 100٪ 100٪ 100٪ 7 20 

MIN 10.1 00 0.8 0٪ 7٪ 7٪ 0 0 
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Tableau 09 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la deuxième 

répétition. 

 
TOTALE 1068  

LENT 451 41.60٪ 

MOYEN 41 3.78٪ 

PROGMOY 49 4.52٪ 

PROGRAP 53 4.88٪ 

RAPIDE 47 4.33٪ 

STATIIQUE 

44 

40.77٪ 

 
Spermatozoïdes mobile : 59,23 ; spermatozoïdes immobiles : 40,77. 

Tableau 10 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la troisième répétition. 
 
 

 VLC VSL VAP LIN STR WOB ALH BCF 

MOYENNE 46.9 23.8 36.1 0.4 0.6 0.7 1.5 4.7 

ECARTYPE 29.09 29.10 35.25 0.28 0.27 0.13 1.12 4.18 

MAX 173.1 159.8 159 .8 1.0 1 1 7.3 20.0 

MIN 10.1 0.0 3.3 0.0 0.0 0.3 0.0 0.0 

 
 

Tableau 11 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la troisième répétition. 
 

TOTALE 1165  

LENT 487 5.55٪ 

MOYEN 64 3.64٪ 

PROGMOY 42 42.23٪ 

PROGRAP75 6.50٪ 

RAPIDE72 6.26٪ 

STATIQUE 41 35.73٪ 

 

Spermatozoïdes mobile : 64,27 ; spermatozoïdes immobiles : 35,73
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Les tableaux ci-dessus montre la variation des paramètres spermatiques pour 

l’étalon ANBAR et les pourcentages des spermatozoïdes mobiles et immobiles, suite à 

cette examen nous constatant que les spermatozoïdes mobiles sont plus nombreux par 

rapport aux spermatozoïdes statiques avec une moyenne allant de 59,23% à 82,27% et 

17,73 à 40,77 respectivement on a noté aussi que le pourcentage le plus élevé dans les 

spermatozoïdes mobiles est celui des spermatozoïdes lents. 

Les spermatozoïdes progressifs n’étaient pas très importants dans l’ensemble des spz mobiles. 

3-Evaluation des spermatozoïdes dans le milieu de Kenney supplémenté par les 

cryoconservateur après congélation 

Tableau 12 : Variation des paramètres et des pourcentages des spermatozoïdes 

mobiles et immobiles après décongélation. 
 

 Moyenne Écart-type 
VCL 24,81 18,61 
VAP 19,05 16,39 
VSL 13,25 15,74 
STR 49,4% 31,1% 
LIN 62,6% 30,9% 
WOB 74,3% 22,2% 
ALH 1,08 0,64 
BCF 2,00 2,70 
Aire 15,77 11,98 

 

Tableau 13 : Variation des paramètres et des pourcentages des 

spermatozoïdes mobiles et immobiles après décongélation. 

lent 541 19,39% 
moyen 23 0,82% 
progressif 
moyen 

 
41 

 
1,46% 

progressif 
rapide 

 
3 

 
0,10% 

rapide 4 0,14% 
statique 2167 77,67% 
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Dead 

Alive 

Les résultats des paramètres spermatiques et les pourcentages des 

spermatozoïdes mobiles et immobiles sont décrit dans les tableaux ci-dessus, on peut 

noter que le pourcentage des spermatozoïdes immobiles à pris le dessus par rapport aux 

spermatozoïdes mobiles avec une moyenne qui a frôlé les 77,67% pour les statiques et 

une moyenne de 22,33% pour les spermatozoïdes mobiles, toute en notant que les 

valeurs des spermatozoïdes lents étaient les plus élevés dans la portion des 

spermatozoïdes mobiles. 

 
Tableau 14 : Vitalité des spermatozoïdes après décongélation. 

 
 

 totale pourcentage 

vitality  (٪ ) 

Alive 90 90.00 

Dead 10 10.00 

 
Figure 48 : Spermatozoïdes morts et vivants après décongélation. 

 
 

 

Le tableau et la figure ci-dessus montre le pourcentages des spermatozoides morts 

et vivants de l’éjaculat de l’étalon ANBAR concervés dans le milieu Kenney 

supplémenté par des cryoprotecteurs nous remarquons que le poucentage des 

spermatozoides vivants est plus important   que   celui  des  spermatozoides morts 

avec une valeurs de 90% & 10% repectivement. 
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4-Evaluation des spermatozoïdes dans le milieu de BURN avant la 
congélation 

Tableau 15 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la première répétition. 

 

Tableau 16 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la première répétition. 

 
 

 

 

 

 

Spermatozoïdes mobile : 50% ; spermatozoïdes immobiles : 50% 

 

Tableau 17 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la deuxième répétition. 

Aire VCL VSL VAP LIN STR WOB ALH BCF 

MOYENNE 16,2 47,3 34,1 40,6 64% 74% 81% 1,2 6,6 

ECARTYPE 9,24 30,94 27,66 29,16 31% 27% 20% 0,81 4,08 

MAX 71,2 142,0 120,2 125,9 100% 100% 100% 6,2 22,0 

MIN 4,0 10,0 0,0 0,0 0% 0% 0% 0,0 0,0 

 

Aire VCL VSL VAP LIN STR WOB ALH BCF 

MOYENNE 16,6 47,7 35,7 42,3 67% 75% 84% 1,1 6,3 

ECARTYPE 9,0 29,8 26,8 28,7 31% 28% 19% 0,8 4,2 

MAX 66,3 166,8 99,5 130,4 100% 100% 100% 7,4 20,0 

MIN 4,0 10,1 0,0 4,1 0% 0% 24% 0,0 0,0 

TOTAL  

STATIQUE 229 50% 
RAPIDE 3 1% 
PROG RAPIDE 13 3% 
PROG MOYEN 82 18% 
MOYEN 15 3% 
LENT 112 25% 
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Tableau 18 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la deuxième répétition. 

TOTAL  

STATIQUE 496 48% 
RAPIDE 18 2% 
PROG 
RAPIDE 43 4% 
PROG 
MOYEN 165 16% 
MOYEN 19 2% 
LENT 283 28% 

 
Spermatozoïdes mobile : 52% ; spermatozoïdes immobiles : 48% 

 
Tableau 19 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la troisième répétition. 

 

Aire VCL VSL VAP LIN STR WOB ALH BCF 

MOYENNE 16,5 52,6 39,5 46,5 66% 76% 82% 1,2 6,7 
ECARTYP 9,39 33,76 29,48 32,47 32% 27% 21% 0,76 4,21 

MAX 66,8 180,4 109,0 140,6 100% 100% 100% 5,4 19,0 
MIN 4,1 10,1 0,0 1,6 0% 0% 13% 0,0 0,0 

 

Tableau 20 : Paramètres et pourcentage des spermatozoïdes de la troisième répétition. 

 

TOTAL  

STATIQUE 212 48% 
RAPIDE 9 2% 
PROG 

RAPIDE 25 6% 
PROG 

MOYEN 84 19% 
MOYEN 5 1% 

LENT 100 23% 
 

 Spermatozoïdes mobile : 52% ; spermatozoïdes immobiles : 48% 
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Les tableaux ci-dessus montre la variation des paramètres spermatiques pour l’étalon 

ANBAR et les pourcentages des spermatozoïdes mobiles et immobiles, suite à cette examen 

nous constatant que les spermatozoïdes mobiles sont plus nombreux par rapport aux 

spermatozoïdes statiques avec une moyenne allant de 59,23% à 82,27% et 17,73 à 40,77 

respectivement on a noté aussi que le pourcentage le plus élevé dans les spermatozoïdes 

mobiles est celui des spermatozoïdes lents. 

Les spermatozoïdes progressifs n’étaient pas très importants dans l’ensemble des spz mobiles. 

 

 

5-Evaluation des spermatozoïdes dans le milieu de BURN supplémenté par les 
cryoconservateur après congélation 

Tableau 21 : Variation des paramètres et des pourcentages des spermatozoïdes 

mobiles et immobiles après décongélation. 

 

 Moyenne Écart-type 
VCL 24,32 23,92 
VAP 19,09 24,40 
VSL 14,50 25,28 
STR 47,4% 36,0% 
LIN 59,9% 35,2% 
WOB 70,4% 26,4% 
ALH 0,95 0,59 
BCF 0,79 1,65 
Aire 18,93 11,62 
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Tableau 22 : Variation des paramètres et des pourcentages des spermatozoïdes mobiles et 

immobiles après décongélation. 

STATIQUE 1399 91,91% 

RAPIDE 0 0% 

PROG RAPIDE 4 0,26% 

PROG MOYEN  
7 

0,45% 

MOYEN 3 0,19% 

LENT 109 7,16% 

 

 

Les résultats des paramètres spermatiques et les pourcentages des 

spermatozoïdes mobiles et immobiles sont décrit dans les tableaux ci-dessus, on peut 

noter que le pourcentage des spermatozoïdes immobiles à pris le dessus par rapport aux 

spermatozoïdes mobiles avec une moyenne qui a frôlé les 77,67% pour les statiques et 

une moyenne de 22,33% pour les spermatozoïdes mobiles, toute en notant que les 

valeurs des spermatozoïdes lents étaient les plus élevés dans la portion des 

spermatozoïdes mobiles. 

 

 

Tableau 23 : Vitalité des spermatozoïdes après décongélation. 
 

  Total Pourcentage 

VITALITY   ( % ) 

     Alive   77 77,00 

     Dead   23 23,00 
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Figure 49 : Spermatozoïdes morts et vivants après décongélation. 
 

Le tableau et la figure ci-dessus montre le pourcentages des spermatozoides morts 

et vivants de l’éjaculat de l’étalon ANBAR concervés dans le milieu BURN 

supplémenté par des cryoprotecteurs nous remarquons que le poucentage des 

spermatozoides vivants est plus important   que   celui  des  spermatozoides morts 

avec une valeurs de 77% & 23% repectivement. 
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Discussion 
 

La cryoconservation du sperme d'étalon est connue pour réduire différents paramètres de la 

capacité fécondante du sperme, tels que la motilité totale, la mobilité progressive, la 

perméabilité de la membrane plasmique, la morphologie et même l'activité mitochondriale 

(Parks et Graham, 1992; Brum et al., 2008). Dans les résultats de cette étude on a observé un 

effet néfaste de la cryoconservation de la semence équine par les procédures de congélation, sur 

les paramètres de motilité progressive, de vitalité, par rapport à la semence d'étalon fraiche. 

Salazar et coll. (2011), ont observé une réduction des paramètres de motilité totale, de motilité 

progressive et des vitesses curvilinéaire et linéaire, dans le sperme cryoconservé avec des taux 

de refroidissement rapides et lents. Dans cette étude, il n'y avait aucun effet de la 

cryoconservation sur la morphologie normale du sperme d'étalon, tandis que Blottner et al. 

(2001) ont signalé plusieurs altérations de la morphologie du sperme équin cryoconservé, et 

Vlasiu et al. (2008) décrivent des changements dans les dimensions de la tête du sperme 

cryopréservé. 

Les valeurs des paramètres de qualité du sperme frais trouvées dans ce travail sont 

comparables à celles rapportées dans la littérature, principalement en relation avec la motilité et 

la vitalité normale. Les résultats sont présentés pour la motilité progressive: 41,5% ± 5,4% 

(Kankofer et al., 2005); 68,3% ± 3,7% (Pérez et al., 2008) et 73% ± 6,3% (Cocchia et al., 

2011). Résultats de vitalité de 81% ± 5,2% (Cocchia et al., 2011); 55,1% ± 14,4% (Henry et al., 

2002) et 86,6% ± 4,3% (Sieme et al., 2003). Et des valeurs morphologiques normales : 43,4% ± 

19,9% (Neild et al., 2000), ainsi que des résultats sont présentés pour: 56,1% ± 14,2% (Neild et 

al., 2000) et 56,2% ± 8,6% (Perez et al. , 2008). Etre clair la variabilité entre les différents 

rapports, qui pourrait être attribuée à des facteurs tels que la race, l'environnement et la méthode 

d'évaluation. 

Pour le sperme d'étalon cryoconservé, des valeurs de motilité progressive de 56,1% ± 

20,9% ont été trouvées (Hoffmann et al., 2011); 23% (Squires et al., 2004) et 55,3% ± 14,3% 

(Henry et al., 2002). Des résultats de vitalité de 32,6% ± 6,52% (Hoffmann et al., 2011); 44,1% 

(Medeiros et al., 2002) et 12% ± 9,9% (Henry et al., 2002); et une valeur HOS de 52,8% 

(Mantovani et al., 2002). Ces résultats étaient inférieurs dans certains cas, et dans d'autres cas 

similaires à ceux obtenus dans cette étude, étant important de considérer les différences dans les 
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protocoles de cryoconservation, l'origine des animaux, ainsi que dans la qualité du sperme 

cryoconservé. 

Entre les traitements de cryoconservation de semence équine, une différence a été trouvée 

pour les paramètres évalués comme indicateurs de la fertilité : motilité massale, motilité 

progressive et  vitalité. On peut donc considérer que la congélation par le milieu kenney a 

donner de meilleurs résultats  par rapport au milieu Burn  de point de vue paramètres de 

fertilités dans  le sperme équin après cryoconservation. 

Comme mentionné précédemment, dans différentes enquêtes, il y a eu une baisse évidente 

de la qualité après décongélation du sperme d'étalon cryopréservé par rapport au sperme frais, 

étant des procédures de congélation lente (Padilla et Foote, 1991) et une congélation rapide 

dans la vapeur d'azote (Clulow et al., 2008). 
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Nous avons conclus dans le présent travail que l’utilisation du milieu de 

dilution Kenney à base de lait et glucose a donner de bon résultats dans la 

cryocongélation de la semence équine avec un poucentage des spermatozoides vivants 

de 90%  par rapport au milieu Burn qui présente un teaux de vitalité de 77% , ainsi 

que pour la motilité  anté et post congélation. 

On a remarqué aussi la présence d’une réduction des paramètres (motilité 

massale, motilité progressive et  vitalité)  en post décongélation pour les deux 

milieux. 

On peut donc considérer que la congélation par le milieu kenney a donner de 

meilleurs résultats  par rapport au milieu Burn  de point de vue paramètres de 

fertilités dans  le sperme équin après cryoconservation ce qui justifie la priorité 

d’utilisation du milieu Kenny au milieu Burn dans la cryoconservation de la 

semence equine. 

 

. 
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Les résultats que nous avons obtenus dans notre étude ouvrent des perspectives 

intéressantes, elles nous ont laissé penser à : 

Augmenter l’effectif de travail (le nombre des étalons et des éjaculats 

utilisés pour chacun d’entre eux). 

Essayer d’inséminer des juments avec ces semences congelées des deux 

milieux pour savoir l’effet in vivo et calculé la fertilité pour chaque milieux 

Nous espérant ainsi d’améliorer la clarté de chaque milieu de 

cryoconservation pour une visualisation plus claire des spermatozoïdes qui 

permettre  une évaluation optimale de la qualité du sperme congelé. 

Une comparaison entre d’autres milieux de congélation commercialisés pour 

mieux juger  l’effet de chque milieu sur les paramètres de sperme d’étalon. 

Tester d’autres types des dilueurs de congélation pour la semence de 

l’étalon. 
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