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INTRODUCTION 

Longtemps, la maîtrise de la reproduction dans l’espèce féline s’est résumée à la 

limitation des populations. Pourtant, depuis vingt ans, les recherches sur les techniques de 

reproduction assistée se sont développées. D’une part, les éleveurs félins cherchent à 

optimiser la reproduction d’individus de haute valeur génétique. D’autre part, la sauvegarde 

des félidés sauvages constitue un défi pour les équipes de recherche. La famille des félidés 

compte 37 espèces. Toutes, hormis le chat domestique (Felis catus), sont considérées comme 

menacées d’extinction ou en voie de disparition par la Convention sur le commerce 

international des espèces sauvages menacées d’extinction (CITES, 1973). Or, la mise au point 

des techniques de reproduction assistée, telles que l’insémination artificielle, le transfert 

embryonnaire et la fécondation in vitro, nécessite le contrôle, et donc la connaissance, de la 

formation d’un gamète femelle. 

 

Cette cellule germinale, l’ovocyte, est entourée de cellules (cellules de la granulosa et 

cellules des thèques en particulier) formant un follicule ovarien. La folliculogenèse, ensemble 

des étapes du développement du follicule ovarien, depuis le moment où il sort du stock de 

follicules primordiaux, jusqu’au stade pré-ovulatoire, assure donc le développement d’un 

ovocyte capable d’être fécondé et de supporter le développement embryonnaire précoce à 

partir d’un ovocyte issu de la réserve.  

La réserve folliculaire représente l’ensemble des follicules primordiaux au repos 

formés autours des ovogonies. Ces ovogonies sont issues des cellules germinales primordiales 

ayant migré dès le début de l’embryogenèse vers les crêtes génitales (Monniaux et al., 1997). 

Les ovogonies prolifèrent dans la gonade embryonnaire par mitoses successives. Alors que 

chez la plupart des mammifères cette multiplication cesse peu avant la naissance, elle peut se 

poursuivre jusqu’à 40 jours après la naissance chez le chaton (figure 1, Mauléon, 1969). 

Chez la chatte, les premières ovogonies débutent la première division méïotique vers le 45ème 

jour de développement embryonnaire (figure 1, Mauléon, 1969).  

9 

 



FIGURE 1 : Chronologie da la formation des ovogonies et des ovocytes chez la chatte au cours 

du développement embryonnaire et de la période post-natale (d’après Mauléon, 1969). 

Chez la chatte la différenciation sexuelle (SD : sexual differentiation) a lieu à 30 jours (d : days) de 

développement embryonnaire. Le rectangle noir représente la durée pendant laquelle les ovogonies se multiplient 

par mitoses successives. La première valeur indique l’âge d’apparition des premières divisions méïotiques et le 

rectangle vide représente la durée pendant laquelle des ovogonies en début prophase I de méïose sont visibles. 

La seconde valeur (soulignée) indique l’âge à partir duquel les premiers ovocytes I bloqués au stade diplotène 

sont visibles.  

 

 

 

La méïose est rapidement bloquée au stade diplotène (fin de la prophase I de méïose). 

L’ovogonie prend alors le nom d’ovocyte primaire (ovocyte I), et son noyau de vésicule 

germinative (en anglais Germinal Vesicle ou GV). A ce stade l’ovocyte s’entoure 

progressivement d’une couche de cellules aplaties appelée pré-granulosa, formant ainsi un 

follicule primordial. Ces cellules, futures cellules de la granulosa, semblent trouver leur 

origine dans le rete ovarii et l’épithélium ovarien (Byskov, 1975 ; Byskov et al., 1977 ; 

Baker, 1982). La formation du follicule est probablement contrôlée par des interactions 

cellulaires locales. Ainsi, Upadhyay et Zamboni (1982) ont montré que les cellules germinales 

primordiales ayant migré par erreur dans la glande surrénale induisent les mêmes 

modifications morphologiques sur les cellules qui les entourent, l’ensemble prenant l’aspect 

d’un follicule ovarien. Réciproquement, la présence des cellules folliculaires est indispensable 

à la survie des ovocytes (Byskov, 1986). Ces follicules forment le stock d’ovocytes au repos 

ou réserve folliculaire. Tous les follicules se développeront ensuite à partir du stock ainsi 

constitué. Contrairement au mâle, il est admis que chez la femelle la prolifération des cellules 

germinales est strictement limitée à la période fœtale ou néonatale. Cependant, des études 

récentes semblent indiquer que leur multiplication serait possible chez l’adulte (Johnson et al., 

2004 ; Bukovsky et al., 2004). Cette hypothèse demeure actuellement controversée. A partir 

du stock formé en période fœtale (ou néonatale chez la chatte), il est pour l’instant admis que 

le nombre de follicules ne va faire que diminuer, et ce dès la fin des mitoses. 
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L’entrée en méïose des ovocytes et la formation des follicules primordiaux sont 

associées à une perte très importante de cellules germinales par apoptose. Par exemple chez la 

femme, cinq millions d’ovogonies et d’ovocytes sont éliminés entre le 5ème mois de 

développement embryonnaire et la naissance, ce qui représente plus de 70 % du stock initial 

(Baker, 1982). L’atrésie des follicules se poursuit encore rapidement pendant la période pré-

pubertaire puis, dans une moindre mesure, pendant la vie adulte. Elle concerne ensuite tous 

les stades folliculaires dans des proportions variables.  

Le stock de follicules primordiaux diminue progressivement avec l’âge, ce qui est dû soit à 

leur entrée en croissance, soit à leur atrésie. Ainsi, l’ovaire de chienne âgée de 1 à 2 ans 

contient en moyenne 5000 à 200 000 follicules primordiaux, tandis que chez les chiennes 

âgées de 7 à 11 ans l’ovaire ne contient environ que 1000 à 6000 follicules primordiaux 

(Gosden et Telfer, 1987a). Chez la chatte, le stock maximal néonatal de follicules 

primordiaux est inconnu mais l’ovaire adulte contient en moyenne 74 520 follicules 

primordiaux (Gosden et Telfer, 1987a). Ils constituent la majeure partie de la population 

folliculaire. 

A partir de la réserve folliculaire, l’initiation de la croissance folliculaire est un 

processus continu qui débute juste après la formation des follicules primordiaux (Peters, 

1969). Le nombre de follicules qui quittent la réserve folliculaire est proportionnel au nombre 

de follicules primordiaux encore présents : en moyenne, chez le chat, seuls 2 % du nombre 

total de follicules ovariens observés à un instant donné ont initié leur croissance (Jewgenow et 

Paris, 2006). On distingue deux phases dans le déroulement de la croissance folliculaire : la 

phase non gonado-dépendante et la phase gonado-dépendante (figure 2, Monniaux et al., 

1997). 

La première phase est appelée croissance folliculaire basale. Elle représente environ 85 % de 

la durée totale de la folliculogenèse chez la souris et la lapine, du follicule primordial jusqu’à 

la formation de l’antrum (Monniaux et al., 1997). Cette phase est classiquement qualifiée de 

non gonado-dépendante. En effet, chez les rattes hypophysectomisées, les follicules sont 

capables de se développer jusqu’au stade antral (Driancourt et al., 2001). De plus, cette phase 

est indépendante du cycle sexuel. La croissance folliculaire basale est donc majoritairement 

contrôlée par des régulations cellulaires locales, mais les mécanismes précis demeurent mal 

élucidés et semblent varier d’une espèce à l’autre (Monniaux et al., 1997 ; Fortune, 2003). 
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FIGURE 2 : Représentation schématique de l’importance relative des différents facteurs au 

cours du développement folliculaire (d’après Monniaux et al., 1997). 

 

Phase non gonado-dépendante  Phase gonado-dépendante 

 

 

Il est désormais admis que les gonadotropines (notamment la Follicle Stimulating Hormone 

ou FSH) jouent néanmoins un rôle dans cette première phase de croissance folliculaire. Chez 

les rongeurs, les cellules de la granulosa des petits follicules pré-antraux se multiplient plus 

rapidement en réponse aux changements de concentration sanguine en hormones 

gonadotropes lors du pro-œstrus et de l’œstrus, ou lors de l’administration de FSH. Leur 

action est probablement indirecte, médiée par d’autres messagers, ce qui expliquerait les 

différences observées entre les études menées in vivo et in vitro (Monniaux et al., 1997). 

Durant la croissance basale du follicule à partir du follicule primordial, les cellules de la 

granulosa se multiplient de façon intense et forment progressivement une couche de cellules 

cuboïdales autour de l’ovocyte (follicule primaire), puis deux couches (follicule secondaire), 

et enfin plus de deux couches cellulaires entourant l’ovocyte (follicule pré-antral). La zone 

pellucide (ZP), composée de glycoprotéines et traversée d’expansions cellulaires, se forme. 

L’ovocyte et les cellules de la granulosa sont en contact étroit via des jonctions adhérentes et 

des jonctions gap qui permettent des échanges privilégiés (Driancourt et al., 2001). Les 

futures cellules formant les thèques sont recrutées parmi les cellules du stroma ovarien 

(Fortune, 2003 ; Bristol-Gould et Woodruff, 2006). Elles sont séparées de la granulosa par 

une membrane basale. La thèque interne contient des cellules stéroïdogènes et des capillaires 
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sanguins ; la thèque externe est composée de cellules stéroïdogènes en nombre moindre, de 

capillaires sanguins, de fibroblastes, de cellules musculaires lisses et de cellules nerveuses 

(Monniaux et al., 1997). La formation de l’antrum marque la fin de la croissance folliculaire 

basale. Il se forme par la fusion de petites cavités créées entre les cellules de la granulosa. 

La croissance folliculaire devient ensuite strictement gonado-dépendante. On parle de 

croissance folliculaire terminale. Selon les espèces, il existe un stade à partir duquel le 

follicule requiert un apport minimal en FSH pour poursuivre sa croissance. Le plus souvent, 

cette étape a lieu autour de la formation de l’antrum (formation de l’antrum chez la souris, 

stade jeune antral chez la plupart des autres mammifères étudiés, Monniaux et al., 1997). Il 

s’agit d’une croissance cyclique qui se déroule par vagues (Evans, 2003). Chez les 

mammifères, une à six vagues folliculaires se produit au cours d’un seul cycle ovarien selon 

l’espèce concernée, mais leur déroulement n’est pas strictement associé à la cyclicité 

(Monniaux et al., 1997). En effet, des vagues folliculaires ont été observées chez des femelles 

pré-pubères ou gestantes, mais les follicules n’atteignent alors pas le diamètre maximal des 

follicules observés en période de reproduction (Evans, 2003). Chez la chatte, un cycle sexuel 

comporte une seule vague folliculaire (Malandain et al., 2006).  

La croissance folliculaire terminale débute par le recrutement des follicules qui ont acquis la 

capacité de répondre à une stimulation directe de la FSH, ce qui aboutit au développement 

d’une cohorte (Monniaux et al., 1997). Seule une partie de ces follicules est ensuite 

sélectionnée pour poursuivre leur croissance. Leur nombre est caractéristique de l’espèce 

concernée et ils représentent l’ensemble des follicules destinés à ovuler au cours du cycle. En 

effet, lorsque la concentration plasmatique en FSH diminue, seuls les follicules ayant des 

besoins réduits en FSH sont capables de se développer. Ils ont acquis cette capacité par 

l’augmentation de leur vascularisation, l’acquisition de récepteurs à la LH (ou Luteinizing 

Hormone), et surtout par l’amplification de la réponse folliculaire à la LH et à la FSH. Dès 

lors qu’il est sélectionné, le follicule exerce une dominance sur les autres : il inhibe le 

recrutement et la sélection des follicules qui n’ont pas été sélectionnés au cours de cette vague 

(Gougeon, 1996). La figure 3 illustre de façon schématique les mécanismes hormonaux à 

l’origine du recrutement, de la sélection et de la dominance. 

 

 

13 

 



FIGURE 3 : Sécrétion de gonadotropines et facteurs de rétrocontrôle au cours des phases de 

recrutement, sélection et dominance (d’après Driancourt et al., 2001). 

L’épaisseur des flèches indique l’importance de chaque sécrétion. Les follicules atrétiques ont perdu leur 

structure caractéristique. 

 

 

 

Après la formation de l’antrum, la croissance du follicule se fait surtout par l’augmentation de 

taille de la cavité antrale ; les cellules de la granulosa, dont la multiplication était maximale 

juste avant la formation de l’antrum, prolifèrent de moins en moins rapidement (Monniaux et 

al., 1997). L’ovocyte se trouve ainsi progressivement repoussé au bord de la cavité antrale. Il 

est entouré d’une à deux couches de granulosa qui forment la corona radiata et il est relié à la 

paroi du follicule par le cumulus oophorus. La figure 4 résume les étapes clés des 

transformations morphologiques du follicule ovarien au cours du développement folliculaire. 
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FIGURE 4 : Représentation schématique de l’évolution morphologique du follicule ovarien au 

cours de la folliculogenèse (d’après Picton et Gosden, 1999). 

 

 

 

L’augmentation de taille du follicule est corrélée à un accroissement de la synthèse 

d’œstradiol par les cellules de la granulosa. L’augmentation de la concentration plasmatique 

en œstradiol coïncide avec l’apparition des chaleurs qui durent de 5 à 7 jours chez la chatte 

(Shille et al., 1979 ; Malandain et al., 2006). Les œstrogènes induisent également la 

production de LH par le biais de rétrocontrôles. La chatte est une espèce à ovulation 

provoquée. En l’absence de coït, les concentrations de LH n’atteignent pas le seuil nécessaire 

pour déclencher l’ovulation. La stimulation mécanique générée par le coït provoque une 

augmentation de l’activité pulsatile de l’hypothalamus via le GnRH (ou Gonadotropin 

Releasing Hormone) et un pic de LH est induit (Goodrowe et al., 1989). L’amplitude et la 

durée du pic de LH dépendent du nombre d’accouplements (figure 5, Concannon et al., 1980).  

La LH permet la croissance finale du follicule et la maturation de l’ovocyte. Son action est 

médiée par des récepteurs spécifiques situés dans la thèque interne des jeunes follicules 

antraux (supérieurs à 300 µm de diamètre) et dans la granulosa des grands follicules antraux 

(supérieurs à 800 µm de diamètre) (Saint-Dizier et al., 2007). Au sein de l’ovocyte, 

l’enveloppe nucléaire disparaît progressivement. On parle de rupture de la vésicule 

germinative (Germinal Vesicle BreakDown ou GVBD). L’ovocyte reprend ensuite la première 

division de méïose, qui s’accompagne de l’émission du premier globule polaire, puis il initie 

la deuxième division méïotique (Mermillod, 2001). L’ovocyte est alors à nouveau bloqué en 
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métaphase II. Il prend le nom d’ovocyte secondaire (ovocyte II). La résolution complète de la 

méïose aura lieu lors de la fécondation.  

 

 

FIGURE 5 : Concentration sérique en LH en fonction du nombre de copulations chez la chatte 

(d’après Concannon et al., 1980). 

 

 

 

L’ovulation a lieu, chez la chatte, 25 à 32 heures après le coït, soit 23 à 30 heures après le pic 

de LH (Shille et al., 1983). Elle s’apparente à une réaction inflammatoire, avec un œdème de 

la granulosa, une dissociation du collagène de la paroi du follicule et de l’ovaire, une 

dissociation des cellules de la granulosa, une fragilisation de la paroi de l’apex du follicule en 

relation avec une ischémie locale et une augmentation de la pression intra-folliculaire (Espey, 

1994). L’ovulation aboutit à l’expulsion dans les voies génitales de l’ovocyte II entouré de la 

corona radiata. En moyenne, 5 ovocytes mesurant 3 à 4 mm sont libérés lors de l’ovulation 

chez la chatte (Wildt et al., 1981 ; Malandain et al., 2006). 
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Le déroulement d’un cycle ovarien complet aboutissant à l’ovulation n’est possible 

que chez les animaux pubères. Chez la chatte, la puberté intervient entre 4 mois et plus d’un 

an. Cette variabilité dépend de la race (elle est plus précoce chez les races à poils courts telles 

que les Siamois que chez les races à poils longs telles que les Persans), du poids (elle survient 

lorsque l’animal a atteint au moins 80 % de son poids adulte) et de la saison (Noël, 2003). Ce 

dernier facteur est un élément majeur influençant la date d’apparition des premières chaleurs. 

En effet la chatte est une espèce saisonnée : la reproduction a lieu en période de jours 

croissants (des mois de janvier-février à août-septembre dans l’hémisphère Nord ; Chaffaux et 

Bazile, 2001). Ainsi, si une chatte atteint l’âge de la puberté pendant la période d’anœstrus  

physiologique saisonnier, elle n’entrera en chaleurs qu’au mois de janvier ou de février 

suivant. En période de reproduction, le cycle sexuel de la chatte dure de 14 à 21 jours (Wildt 

et al., 1981). 

Après l’expulsion de l’ovocyte lors de l’ovulation, la rupture des capillaires sanguins 

entraine l’accumulation de sang dans la cavité antrale puis d’un caillot sanguin. L’ensemble 

de ces transformations aboutit à la formation d’un corps hémorragique. Les cellules de la 

granulosa prolifèrent et comblent peu à peu la cavité antrale. Les capillaires provenant de la 

thèque interne se développent. C’est la formation du corps jaune, capable de synthétiser la 

progestérone (Baker, 1982).  

En l’absence d’accouplement, et donc de pic de LH, le ou les follicules sélectionnés 

régressent. En moyenne, 65 % des follicules pré-antraux et antraux en croissance sont voués à 

l’atrésie (Wood et al., 1997). Au total, plus 99 % des follicules formés ne parviendront pas 

jusqu’à l’ovulation.  

 

Sur la base des mécanismes de régulation de cette folliculogenèse, largement décrits 

chez la chatte (Shille et al., 1979 ; Concannon et al., 1980 ; Wildt et al., 1981 ; Goodrowe et 

al., 1989), et des connaissances acquises dans d’autres espèces, certaines techniques de 

reproduction assistée ont été mises au point ou initiées chez la chatte. L’une des difficultés 

des études portant sur la maturation ovocytaire et le développement embryonnaire précoce 

chez le chat est que les ovocytes et les embryons sont noirs et opaques, du fait d’une 

accumulation intracytoplasmique de lipides. Ceci rend difficile l’évaluation du stade nucléaire 

atteint par les ovocytes et du taux de formation des deux pronuclei. Il est toutefois possible de 

centrifuger ces cellules afin de modifier leur répartition lipidique (Goodrowe et al., 1988).  
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La maîtrise de la reproduction concerne en premier lieu la production d’ovocytes. Chez la 

chatte, l’induction de l’œstrus et de l’ovulation sont des techniques aujourd’hui maîtrisées 

(Goodrowe et al., 1989). L’obtention d’un large nombre d’ovocyte par superovulation n’est 

désormais plus limitée à la saison de reproduction (Tsutsui et al., 2000).  La réalisation de la 

folliculogenèse in vitro, quant à elle, demeure incomplètement réalisée. Explorée depuis 1989 

par Johnston et al. (Comizzoli et al., 2003), la culture de follicules félins in vitro n’est 

disponible que pour quelques stades folliculaires et sur une durée limitée. Ainsi, Jewgenow et 

Goritz (1995) sont parvenus à cultiver des follicules félins primordiaux et primaires dès 1993 

mais la transformation des follicules primordiaux en follicules primaires n’a jamais été 

obtenue in vitro (Jewgenow et Paris, 2006). Par contre, Jewgenow (1993) a mis au point des 

conditions de culture autorisant les follicules pré-antraux à développer une cavité antrale. 

L’essor des xénogreffes permet aujourd’hui la survie et le développement de follicules 

ovariens chez un individu d’espèce différente. Cette technique constitue un enjeu majeur de la 

sauvegarde des espèces en voie de disparition. Chez la chatte, elle a d’abord été décrite par 

Gosden et al. (1994). Dans cette étude, des fragments de cortex ovariens ont été greffés dans 

la capsule rénale de souris immunodéficientes. Le greffon était ensuite examinée post-

mortem, par euthanasie du receveur 1 à 9 mois après la greffe. Fassbender et al. (2007) ont été 

les premiers à décrire précisément le développement des follicules félins greffés in vivo, grâce 

à l’utilisation de l’échographie. Dans ces études, les follicules étaient capables de se 

développer jusqu’à un diamètre proche de l’ovulation (3,3 mm). De plus, Fassbender et al. 

(2007) ont montré que les ovocytes obtenus par ponction de ces follicules étaient capables de 

reprendre leur division méïotique in vitro. Plus récemment, la maturation in vitro (MIV) a été 

fréquemment utilisée pour les ovocytes issus de grands follicules antraux lors d’études portant 

sur la fécondation in vitro (FIV). Chez la chatte, la MIV a été réalisée avec succès pour la 

première fois par Johnston et al. en 1989. Son efficacité a été évaluée par l’observation de la 

maturation nucléaire, et l’obtention d’embryons après FIV. Dans des conditions optimales de 

culture, 59 à 80 % des ovocytes de bonne qualité récoltés sont capables d’achever leur 

maturation nucléaire, et 45 à 50 % forment des blastocystes (Comizzoli et al., 2003). Cette 

technique est néanmoins beaucoup plus efficace lorsque les ovocytes sont collectés pendant la 

saison de reproduction. En effet, Spindler et Wildt (1999) ont montré que seuls 20 % des 

ovocytes récoltés dans les mêmes conditions hors de la période de reproduction étaient 

capables d’achever leur maturation nucléaire, et aucun ne permettait le développement d’un 

embryon après FIV. 
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Outre la production d’ovocytes, les techniques de reproduction assistée se sont attachées à la 

production d’embryons. L’insémination artificielle (IA) a été étudiée depuis 1970 par Sojka et 

al. Les spermatozoïdes sont le plus souvent récoltés par dissection épididymaire, 

cathétérisation urétrale ou électro-éjaculation. Actuellement, les taux de gestation obtenus 

après IA intra-vaginale et intra-utérine sont respectivement de 50-78 % et 50-80 % après 

insémination en semence fraîche, et 0-10 % et 57 % après insémination en semence congelée 

(Tsutsui, 2006). Les premières naissances obtenues par transfert embryonnaire (TE) ont été 

décrites dans l’espèce féline par Kraemer et al. en 1979 (Goodrowe et al., 1989). Les jeunes 

embryons âgés de 6 à 9 jours étaient alors transférés après fécondation in vivo et un 

développement précoce chez la mère. Le développement de cette technique a permis les 

progrès de la FIV et des techniques de maturation ovocytaire in vitro (Pope et al., 1993 et 

1997). Les premiers embryons félins issus de la FIV ont été obtenus par Hamnet et al. en 

1970. Ils ont utilisé des ovocytes fraîchement ovulés collectés dans l’oviducte après 

stimulation ovarienne, et des spermatozoïdes qui avaient préalablement réalisé leur 

capacitation in utero récoltés par hystérectomie après l’accouplement (Goodrowe et al., 

1989). Selon les techniques utilisées (notamment l’origine et le mode de conservation des 

ovocytes et des spermatozoïdes), les résultats de la FIV sont variables. Par exemple, après 

FIV, jusqu’à 80 % des ovocytes fécondés se sont développés jusqu’au stade blastocyste après 

maturation ovocytaire in vivo, alors que, après maturation in vitro, les études qui ont obtenu 

les meilleurs résultats ne rapportent que 46 % de blastocystes (Pope et al., 2006). Ces 

dernières années, la fécondation  par injection intra-cytoplasmique du spermatozoïde (Intra-

Cytoplasmic Sperm Injection ou ICSI) a été réalisée avec succès chez le chat : après MIV et 

TE, 3 des 18 chattes (17 %) transplantées par Gomez et al. (2000) ont été gestantes et ont 

donné naissance à des chatons viables. Enfin, depuis le début du XXIème siècle, le clonage 

est possible dans l’espèce féline (Shin et al., 2002). Depuis, des naissances de chatons issus 

d’une deuxième génération de clonage ont été obtenues (Yin et al., 2008a). De même, la 

transgénèse se développe progressivement. Elle a été rendue possible par le séquençage 

complet du génome félin, qui a été réalisé chez un chat de race Abyssin par Pontius et al. en 

2007. Yin et al. (2008b) ont été les premiers produire des chatons obtenus par transgénèse qui 

exprimaient la protéine RFP, une protéine fluorescente, dans leurs fibroblastes. 

Les techniques de reproduction assistée ont donc connu un développement 

considérable chez le chat et les félidés sauvages. Pourtant, la dynamique de la croissance 

folliculaire et ovocytaire a fait l’objet de très peu d’études dans cette espèce. Le diamètre du 
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follicules pré-ovulatoire (3-5 mm) a d’abord été déterminé par laparoscopie et laparotomie 

(Wildt et al., 1981 ; Goodrowe et al., 1989). Plus récemment, la croissance folliculaire 

terminale (de 1 mm de diamètre jusqu’à l’ovulation) a été suivie par échographie (Gunzel-

Apel et al., 1998 ; Malandain et al., 2006). Mais les études concernant l’évaluation du 

diamètre folliculaire, des stades folliculaires et du diamètre ovocytaire (Gosden et Telfer, 

1987 ; Barber et al., 2001 ; Bristol-Gould et Woodruff, 2006) demeurent incomplètes. Le but 

de cette étude était donc de réaliser une analyse histologique et morphométrique complète de 

la croissance folliculaire chez le chat, du stade primordial à pré-ovulatoire. Les critères suivis 

ont été le diamètre du follicule, le stade folliculaire, le diamètre de l’ovocyte et l’épaisseur de 

la zone pellucide. Ces observations ont pour objectif de déterminer les principales étapes de la 

folliculogenèse chez la chatte. 
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1. MATERIELS ET METHODES 

1.1. RECOLTE ET SELECTION DES OVAIRES 

Les ovaires ont été collectés lors d’ovariectomies de convenance de 43 chattes dans le 

cadre des activités cliniques de l’Ecole Nationale Vétérinaire d’Alfort. Ces chattes étaient 

âgées de 7 mois à 3 ans et 4 mois (moyenne ± erreur standard sur la moyenne : 1,17 ± 0,09 

ans) et au moins cinq d’entre elles présentaient des signes comportementaux d’œstrus. Il n’a 

pas été tenu compte de leur race, mais il s’agissait, pour la plupart, de chattes de type 

européen. 

Dès leur exérèse, les ovaires ont été placés dans une solution contenant un tampon 

phosphate (Phosphate Buffered Saline ou PBS, Sigma-Aldrich, Saint-Quentin-Fallavier, 

France) et maintenus à 38°C, c'est-à-dire dans des conditions d’osmolarité et de température 

proches de celles retrouvées in vivo. La figure 6 présente l’aspect macroscopique d’un ovaire 

de chatte présentant de nombreux grands follicules immédiatement après son exérèse. 

 

1.2. PREPARATION HISTOLOGIQUE 

Seuls les ovaires présentant de nombreux follicules de 1 à 3,5 mm de diamètre et sur 

lesquels aucun corps jaune ne pouvait être observé ont été sélectionnés et fixés dans une 

solution de formaldéhyde à 10 % (v/v, VWR, Fontenay sous Bois, France) pendant une 

semaine.  

Suite à leur fixation, les ovaires ont été progressivement déshydratés par passages 

successifs dans des solutions d’éthanol (VWR) de degré croissant. Ils ont ensuite été inclus 

dans la paraffine (Paraplast, CML, Nemours, France) et disposés dans des moules plastiques 

cubiques.  
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FIGURE 6 : Ovaires de chatte après exérèse. 

Les ovaires mesurent environ 1 cm x 0,5 cm (a). Ils présentent de nombreux follicules de diamètre supérieur à 1 

mm visibles macroscopiquement, particulièrement par transillumination (b).  

 

 

 

Le détail du protocole de déshydratation et d’inclusion des ovaires est donné dans l’annexe 1. 

Après démoulage, les blocs de paraffine ont été sectionnés à l’aide d’un microtome 

(Leitz, Wetzlar, Allemagne), en coupes de 7 µm d’épaisseur. Les lames ont préalablement été 

traitées au 3-aminopropyltriethoxysilane (silane, Sigma-Aldrich), un composé corrosif, afin 

que les coupes de paraffine adhèrent plus efficacement. 

Les coupes ont ensuite été déposées sur les lames traitées et placées sur une plaque 

chauffante à 42°C afin de permettre leur étirement. L’excédent de milieu de montage a été 

éliminé grâce à un papier absorbant et les lames ont été laissées à température ambiante 

pendant douze heures sur un portoir pour le séchage. 

Les lames ainsi préparées ont été réhydratées dans des bains successifs de solutions 

d’éthanol de degré décroissant et colorées par la coloration Hématoxyline-Eosine-Safran 

(HES) (annexe 2). L’hématoxyline colore d’abord les noyaux cellulaires en violet. L’éosine 

colore ensuite le cytoplasme des cellules en rose. Enfin, le safran colore les fibres de 

collagène du tissu conjonctif en orange. 

Les lames ont enfin été montées avec des lamelles à l’aide du milieu Eukitt (CML). 
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1.3. MESURE DES DIAMETRES FOLLICULAIRES ET OVOCYTAIRES 

Chaque coupe d’ovaire a été observée au microscope (BX41, Olympus, Rungis, 

France). Les mesures ont été réalisées grâce à un micromètre oculaire. 

Le diamètre des follicules et des ovocytes a été déterminé par deux mesures perpendiculaires 

en prenant comme limites : 

- pour le follicule, la membrane basale 

- pour l’ovocyte, la zone pellucide d’une part, et la membrane cytoplasmique d’autre 

part. 

La différence entre les deux types de mesures réalisées pour le diamètre ovocytaire a permis 

de calculer l’épaisseur de la zone pellucide. Sauf mention contraire, nous nommerons 

désormais « diamètre ovocytaire » le diamètre mesuré en incluant la zone pellucide. La figure 

7 présente la photographie d’un follicule pré-antral au microscope optique sur laquelle sont 

annotés les repères qui ont été choisis pour mesurer les diamètres ovocytaires et folliculaires. 

 

FIGURE 7 : Repères de mesure des diamètres ovocytaire et folliculaire. 

La photographie présente un follicule pré-antral de chatte au microscope optique (x100). Les diamètres de 

l’ovocyte (trait plein) incluant ou non la zone pellucide et du follicule (pointillés) sont représentés tels qu’ils ont 

été mesurés. 
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Chaque mesure a été réalisée au grossissement le plus élevé possible, c'est-à-dire x400 

pour les follicules inférieurs à 300 µm, x200 ou x100 pour les follicules de 300 à 1000 µm et 

x40 pour les follicules de plus de 1000 µm. Les lames ont été photographiées à l’aide d’un 

appareil photographique numérique (Camedia digital camera C-3030 zoom, Olympus, 

Rungis, France). Les images ainsi obtenues ont été transférées vers un ordinateur via un 

logiciel spécifique (Camedia Master 2.0, Olympus) puis analysées. Cette procédure a permis 

de localiser plus aisément les lames d’intérêt, et donc d’effectuer un gain de temps 

considérable. Les plus gros follicules ont été observés sur plusieurs coupes consécutives afin 

de déterminer avec précision leur diamètre maximal. Pour ces follicules, le diamètre de 

l’ovocyte a été mesuré sur la coupe centrée sur son noyau. La présence de plusieurs ovocytes 

par follicule, caractérisant un follicule polyovocytaire, n’a pas été spécifiquement étudiée. 

Les résultats ont été retranscrits dans des tableaux dont un exemple est donné en annexe 4. 

Pour chaque follicule ont été rapportés le stade folliculaire, le diamètre de l’ovocyte 

comprenant ou non la zone pellucide et le diamètre du follicule. Pour chaque donnée, le 

numéro de la lame ayant été utilisée pour la mesure ainsi que le grossissement choisi ont été 

soigneusement indiqués afin de permettre les vérifications éventuelles. 

 

1.4. CLASSIFICATION DES STADES FOLLICULAIRES 

Pedersen et Peters (1968) ont proposé une classification des ovocytes et des follicules 

à partir de leurs observations chez la souris. Elle est basée sur la taille de l’ovocyte, la taille 

du follicule, le nombre de cellules folliculaires entourant l’ovocyte (nombre de cellules 

visibles au microscope optique sur la plus grande section du follicule) et la présence et la 

morphologie de l’antrum. Cette classification a été reprise dans cette étude. Néanmoins, dans 

un souci de simplification, certains stades folliculaires ont été regroupés (tableau 1).  

Nous avons ainsi défini les stades folliculaires comme suit (figure 8) : 

- Primordial : ovocyte entouré de couche de cellules folliculaires aplaties 

- Primaire : ovocyte entouré d’une couche de cellules folliculaires cuboïdales 

- Secondaire : ovocyte entouré de deux couches de cellules folliculaires 

- Pré-antral : ovocyte entouré de plus de deux couches de cellules folliculaires 

- Jeune antral : follicule contenant plusieurs petites cavités antrales 

- Antral : follicule contenant une grande cavité antrale unique  
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TABLEAU 1 : Correspondance entre la classification folliculaire utilisée dans notre protocole 

et la classification proposée par Pedersen et Peters (1968). 

Classification utilisée Classification de Pederson et Peters 

 
Type 1 : ovocyte de taille réduite dépourvu de cellules folliculaires  
à sa surface 

Type 2 : ovocyte de taille réduite entouré de quelques cellules 
folliculaires qui ne forment pas un anneau complet 

Primordial Type 3a : Ovocyte de taille réduite ou moyenne entouré d’un 
anneau complet de cellules folliculaires (< 20 cellules folliculaires 
sur la coupe la plus large) 

Primaire 
Type 3b : Ovocyte de taille moyenne entouré d’un anneau complet 
de cellules folliculaires (21-61 cellules folliculaires sur la coupe la 
plus large) 

Secondaire 
Type 4 : Ovocyte de taille moyenne entouré de 2 couches de 
cellules folliculaires (61-100 cellules folliculaires sur la coupe la 
plus large) 

Type 5a : Ovocyte de taille moyenne ou grande entouré de 3 
couches de cellules folliculaires (101-200 cellules folliculaires sur 
la coupe la plus large) 

Pré-antral 
Type 5b : Ovocyte de grande taille entouré de plus de 3 couches de 
cellules folliculaires (201-400 cellules folliculaires sur la coupe la 
plus large) 

Jeune antral 
Type 6 : Ovocyte de grande taille entouré de plusieurs couches de 
cellules folliculaires creusées de plusieurs petites cavités antrales 
(401-600 cellules folliculaires sur la coupe la plus large) 

Type 7 : Follicule de grande taille creusé d’une cavité antrale 
unique (> 600 cellules folliculaires sur la coupe la plus large). Le 
cumulus oophorus est formé. 

Antral 
Type 8 : Follicule de grande taille creusé d’une large cavité antrale 
unique. Le cumulus oophorus et le pédicule qui le soutient sont 
bien formés. 

 

 

 

25 

 



FIGURE 8 : Représentation schématique de la classification des stades folliculaires utilisée. 

(a) : follicule primordial ; (b) : follicule primaire ; (c) : follicule secondaire ; (d) : follicule pré-antral ; (e) : jeune 

follicule antral 

 

 

 

1.5. ANALYSE STATISTIQUE 

Pour chaque stade folliculaire, les moyennes des diamètres folliculaires, ovocytaires 

ainsi que l’épaisseur de la zone pellucide ont été calculées et les résultats sont exprimés sous 

la forme de moyenne ± SEM (en anglais Standard Error of the Mean, ou erreur-type sur la 

moyenne).  

L’erreur-type est le résultat du quotient de l’écart type de l’échantillon par la racine carrée de 

la taille de cet échantillon. Elle informe sur le degré selon lequel  la moyenne de l’échantillon 

approche la moyenne de la population. Plus elle est petite, plus l’échantillon est donc 

représentatif. De même, plus l’échantillon est grand, plus cette erreur est petite. 

Lors de la comparaison des diamètres folliculaires, des diamètres ovocytaires et de 

l’épaisseur de la zone pellucide en fonction du stade folliculaire, nous avons procédé à une 

analyse de la variance puis à un test de Student-Neuman-Keuls (SAS, Cary, NC, USA). 

L’analyse de la variance (ANOVA, en anglais ANalysis Of VAriance), est un test statistique 

qui permet de comparer les moyennes issues de plusieurs échantillons. On peut considérer 

qu’il s’agit d’une généralisation du test de Student à plus de deux moyennes. En effet, 

l’utilisation du test de Student pour comparer les moyennes deux par deux conduirait à 

surestimer le risque d’erreur. Nous avons supposé pour l’utilisation de ces tests que la 

distribution des populations observées suivait une loi normale dont les variances étaient 

identiques. De plus, nous avons décidé de façon arbitraire que les résultats seraient 
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significatifs si le risque de considérer que les moyennes observées étaient différentes alors 

qu’elles ne l’étaient pas (risque α) était inférieur à 5 %. 

La conclusion de l’ANOVA utilisée seule est que toutes les moyennes comparées sont 

identiques ou que l’une des moyennes est significativement différente. Nous avons donc 

poursuivi notre étude par un test de Student-Neuman-Keuls qui a permis de comparer les 

moyennes deux par deux. 

Enfin, afin de permettre la mise en relation de la croissance folliculaire avec la 

croissance ovocytaire, nous avons utilisé les régressions linéaires simples fournies par le 

logiciel Excel (Office XP, Microsoft, Courtaboeuf, France). Pour chaque équation nous avons 

calculé le coefficient r, appelé coefficient de corrélation linéaire de Bravais-Pearson. 

Ce coefficient a pour but d’évaluer la pertinence de la régression linéaire. Il peut être comparé 

à une valeur seuil indiquée dans la table de Bravais-Pearson, et qui tient compte de la taille de 

l’échantillon étudié ainsi que du risque d’erreur toléré. En règle générale on considère que le 

test est valide lorsque r est supérieur à la moitié de la racine de 3 (environ 0,87). Par 

convention, nous avons choisi d’indiquer le carré de ce coefficient, r2, qui représente le 

coefficient de détermination et permet de faciliter la comparaison. La valeur de ce dernier est 

comprise entre 0 et 1, 1 indiquant une corrélation parfaite. Ainsi, r2 = 0,8 signifie que 80 % de 

la variation de Y est expliquée par la variation de X et vice versa.  

On en déduit la probabilité qu’il n’y ait pas réellement de relation linéaire (risque α) entre les 

deux variables, notée P. Par convention, nous avons choisi de rejeter cette hypothèse lorsque 

cette probabilité était inférieure à 5 %. 

 

 

27 

 



28 

 



2. RESULTATS 

Tous les follicules mesurant plus de 1 mm de diamètre ont été mesurés. En moyenne, 

19,6 ± 2,7 follicules ont été mesurés par chatte. Au total, 832 follicules appartenant à 43 

chattes différentes ont été mesurés et inclus dans l’étude. Ces ovaires comprenaient des 

follicules dont les diamètres étaient compris entre 33,8 µm et 3600 µm. Le détail des ovaires 

utilisés est présenté en annexe 5. 

 

2.1. CROISSANCE FOLLICULAIRE 

L’étude a porté sur 257 follicules du stade primordial à jeune antral. Le tableau 2 

présente les diamètres moyens mesurés pour chaque stade folliculaire, ainsi que leur erreur 

standard et le diamètre minimal et maximal observé dans chaque catégorie. D’un stade 

folliculaire au suivant, les diamètres folliculaires moyens augmentent significativement (P < 

0,0001). Le plus petit follicule primordial observé mesurait 33,8 µm, et le plus grand follicule 

antral 340 µm. 

Dans cette étude, le diamètre des follicules primordiaux, qui constituent les plus petits 

follicules et sont constitués d’un ovocyte entouré d’une couche de cellules folliculaires 

aplaties (figure 9), était approximativement de 45 µm. Lorsque les cellules folliculaires 

prolifèrent pour former une couche de cellules cuboïdales (follicules primaires, figure 10), ce 

diamètre double (approximativement 90 µm). Les follicules secondaires (figure 11), pré-

antraux (figure 12) et jeunes antraux (figure 13) mesuraient respectivement 126,0 µm, 155,6 

µm et 223,8 µm en moyenne. Le plus grand follicule pré-antral observé mesurait 206 µm de 

diamètre et le plus petit follicule contenant une cavité antrale mesurait 164 µm. Entre ces 

deux valeurs, nous avons observé à la fois des follicules pré-antraux et antraux. 
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TABLEAU 2 : Diamètre folliculaire des premiers stades folliculaires. 

Pour chaque stade folliculaire, les résultats sont exprimés en moyenne ± SEM. Les valeurs entre parenthèses 

indiquent les diamètres minimum et maximum mesurés. 

Les valeurs dont l’exposant (lettres a-e) est différent sont significativement différentes (P < 0,0001). 

Stade folliculaire n Diamètre folliculaire (µm) 

Primordial 52   44,3 ± 0,85a (33,8-65,5) 

Primaire 53   86,2 ± 1,8b (58,8-110,0) 

Secondaire 50 126,0 ± 2,2c (86,3-158,8) 

Pré-antral 50 155,6 ± 2,9d (117,5-206,3) 

Jeune antral 52 223,8 ± 5,3e (163,8-340,0) 

 

 

2.2. CROISSANCE OVOCYTAIRE 

Le diamètre de l’ovocyte contenu dans les 257 follicules observés précédemment a 

également été déterminé. Les résultats sont synthétisés dans le tableau 3. De même qu’il a été 

constaté pour le diamètre folliculaire, d’un stade folliculaire au suivant, les diamètres 

ovocytaires moyens augmentent significativement. Le plus petit ovocyte observé mesurait  30 

µm mais le diamètre ovocytaire moyen d’un follicule primordial était d’environ 40 µm. 

L’ovocyte croît ensuite progressivement jusqu’à atteindre plus de 100 µm pour les jeunes 

follicules antraux. 

Des follicules polyovocytaires ont été observés (figure 14) mais ni leur fréquence ni leur 

diamètre n’ont été spécifiquement étudiés. 
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TABLEAU 3 : Diamètre ovocytaire des premiers stades folliculaires. 

Pour chaque stade folliculaire, les résultats sont exprimés en moyenne ± SEM. Les valeurs entre parenthèses 

indiquent les diamètres minimum et maximum mesurés. Les diamètres ovocytaires sont indiqués incluant la zone 

pellucide. 

Les valeurs dont l’exposant (lettres a-e) est différent sont significativement différentes (P < 0,0001). 

Stade folliculaire n Diamètre ovocytaire (µm) 

Primordial 52   40,5 ± 0,8a (30,0-56,3) 

Primaire 53   63,8 ± 1,4b (43,8-82,5) 

Secondaire 50   86,2 ± 1,8c (58,8-107,5) 

Pré-antral 50   97,3 ± 1,8d (67,5-120,0) 

Jeune antral 52 108,1 ± 1,6e (81,3-125,3) 

 

 

2.3. RELATION ENTRE LA CROISSANCE FOLLICULAIRE ET OVOCYTAIRE 

2.3.1. SELON LE STADE FOLLICULAIRE 

Le follicule et l’ovocyte ne suivent pas une croissance parallèle tout au long du 

développement folliculaire. 

La figure 15 met en relation les diamètres folliculaires et ovocytaires. Chaque stade 

folliculaire est représenté par un symbole différent afin d’apprécier leur croissance respective. 

Jusqu’à la formation de l’antrum (follicules primordiaux, primaires, secondaires et 

pré-antraux), le diamètre de l’ovocyte augmentait de façon proportionnelle au diamètre 

folliculaire. Cette croissance est bien décrite par un modèle linéaire selon la formule suivante : 

 y = 0,526x + 17,68 

avec x le diamètre folliculaire et y le diamètre ovocytaire. Le coefficient de détermination r2 

était de 0,92 (P < 0,0001). 
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FIGURE 9 : Follicules primordiaux de chatte en microscopie optique. 

Les follicules primordiaux sont souvent groupés en périphérie de l’ovaire (figures a-d). Ils sont constitués 

d’un ovocyte entouré d’une couche de cellules folliculaires aplaties (flèche, figures e-f). A ce stade, la zone 

pellucide n’est pas visible.  

La barre d’échelle représente 25 µm. 
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(e) (f) 
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La barre d’échelle représente 50 µm. 

FIGURE 10 : Follicules primaires de chatte en microscopie optique. 

Les cellules folliculaires prolifèrent pour former un follicule intermédiaire (figure a), puis un follicule 

primaire (figures b-f). Les follicules primaires sont constitués d’un ovocyte entouré d’une couche de 

cellules folliculaires cuboïdales (flèche, figures e-f). A ce stade, la zone pellucide n’est pas visible.  
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La barre d’échelle représente 50 µm. 

(a) (b) 

(c) (d) 

(f) (e) 

FIGURE 11 : Follicules  secondaires de chatte en microscopie optique. 

Les follicules secondaires (figures a-f) sont constitués d’un ovocyte entouré de deux couches de cellules 

folliculaires. La zone pellucide devient bien visible (flèche, figures e-f).  
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FIGURE 12 : Follicules pré-antraux de chatte en microscopie optique. 

 Les follicules pré-antraux sont constitués d’un ovocyte entouré de trois (figures a-c) à plus de cinq couches 

de cellules folliculaires (figures d-f). La zone pellucide est bien visible (flèche, figures e-f). A sein des 

cellules folliculaires des plus grands follicules (figures e-f), on distingue les cellules de la granulosa (*) et 

les cellules thécales (#). 

 

 

 
La barre d’échelle représente 50 µm. 

 

 (b) (a) 
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 FIGURE 13 : Follicules antraux de chatte en microscopie optique. 

La formation de l’antrum (flèche, figures e-f) débute par l’apparition de petites cavités au sein des cellules 

de la granulosa (figures a-d). Progressivement, ces cavités s’agrandissent et deviennent coalescentes ; 

l’ovocyte n’est alors plus en contact qu’avec une seule couche de cellules de la granulosa appelée corona 

radiata (+) (figures e-f). Les cellules de la granulosa et de la thèque sont bien différenciées.  

La barre d’échelle représente 100 µm. 

(e) 

+ 

(a) (b) 

(c) (d) 

(f) 

+ 
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FIGURE 14 : Follicules polyovocytaires de chatte en microscopie optique.  
Les follicules primordiaux (figure a) contenant deux ovocytes constituent la majorité des follicules 

polyovocytaires. On peut toutefois observer des follicules polyovocytaires de stade plus avancé (figure b, 

follicule antral contenant trois ovocytes). 

 

 
La barre d’échelle représente 50 µm pour la figure a, et 100 µm pour la figure b. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

(b) (a) 

 

 

Dès la formation de l’antrum, la croissance ovocytaire semblait plus lente que la croissance du 

follicule. Suivant le même modèle, elle peut être représentée par la formule suivante : 

 y = 0,10x + 85,68  

La corrélation entre la croissance folliculaire et la croissance ovocytaire devient cependant 

beaucoup  plus faible (r2 = 0,11, P < 0,015). 

Ce modèle présente néanmoins l’intérêt d’estimer le diamètre moyen du follicule lors 

de la formation de l’antrum. Ainsi, l’intersection des deux droites correspond à un follicule de 

159,6 µm de diamètre pour un diamètre ovocytaire de 102 µm. 
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FIGURE 15 : Relation entre les diamètres folliculaires et ovocytaires dans les premiers stades 

de la folliculogenèse (follicules primordiaux à jeunes follicules antraux). 

Les follicules primordiaux sont représentés par des croix (n  = 52), les follicules primaires par des rectangles (n = 

53), les follicules secondaires par des ronds (n = 50), les follicules pré-antraux par des triangles (n = 50) et les 

jeunes follicules antraux par des losanges (n = 52). 

La première droite (à gauche) modélise la croissance ovocytaire des follicules primordiaux à pré-antraux tandis 

que la seconde (à droite) représente la croissance ovocytaire des follicules antraux. 

 

 

 

La figure 16 permet également d’apprécier la disproportion entre la croissance 

folliculaire et ovocytaire. Alors que la taille du follicule primordial était déterminée par la 

taille de l’ovocyte qu’il contient (celui-ci représentait alors plus de 90 % de son diamètre 

maximal), le diamètre ovocytaire ne représentait plus que la moitié du diamètre d’un jeune 

follicule antral (108,1 µm en moyenne pour un jeune follicule antral de 223,8 µm de 

diamètre). 
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FIGURE 16 : Evolution des diamètres folliculaires et ovocytaires en fonction du stade 

folliculaire (follicules primordiaux à jeunes follicules antraux). 

Les histogrammes représentent les diamètres folliculaires (en noir) ou ovocytaires (en gris) moyens. Les barres 

d’erreur indiquent la SEM correspondante. 

Au-dessus de chaque classe folliculaire est indiqué le pourcentage du diamètre folliculaire représenté par le 

diamètre ovocytaire. Le nombre de follicules mesurés pour chaque classe folliculaire est indiqué sous l’axe des 

abscisses (n).  

 

 

 

Cette disproportion est plus facile à apprécier lorsque l’on estime le pourcentage du 

volume folliculaire occupé par l’ovocyte (figure 17). Ainsi, plus de 75 % du volume du 

follicule primordial était représenté par l’ovocyte, tandis que le volume de l’ovocyte ne 

représentait plus que 10 % environ du volume folliculaire total pour les jeunes follicules 

antraux (en prenant comme volume 4/3 π R3 avec R = diamètre ovocytaire ou folliculaire / 2). 
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FIGURE 17 : Evolution du pourcentage du volume folliculaire représenté par l’ovocyte 

(follicules primordiaux à jeunes follicules antraux). 

Les histogrammes représentent les volumes folliculaires (en noir) ou ovocytaires (en gris) moyens. Les barres 

d’erreur indiquent la SEM correspondante. 

Au-dessus de chaque classe folliculaire est indiqué le pourcentage du volume folliculaire représenté par le 

volume ovocytaire. Le nombre de follicules mesurés pour chaque classe folliculaire est indiqué sous l’axe des 

abscisses (n).  

 

 

 

2.3.2. TOUS STADES FOLLICULAIRES CONFONDUS 

Dans un second temps, 575 follicules supplémentaires ont été observés et leurs 

diamètres folliculaires et ovocytaires respectifs ont été mesurés. Au total, 832 follicules ont 

été inclus dans l’étude. Il s’agissait ici de déterminer la relation qui lie la croissance 

ovocytaire à celle du follicule tout au long de la folliculogenèse sur un plus grand effectif. 

Tous les stades folliculaires étaient représentés. Ainsi le plus petit follicule mesuré avait un 

diamètre de 33,8 µm et le plus grand qui ait été observé au cours de cette étude mesurait 3600 
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µm. Ce dernier provenait de l’ovaire d’une chatte qui présentait un comportement d’œstrus 

depuis plusieurs jours. La figure 18 montre la répartition des follicules mesurés en fonction de 

leur taille.  

 

FIGURE 18 : Répartition de l’ensemble des follicules mesurés en fonction de leur taille. 

Sous chaque classe folliculaire sont indiqués le nombre de follicules mesurés (n) ainsi que la proportion qu’ils 

représentent au sein de l’effectif total (%). 

 

 

 

La première partie de cette étude a montré que la croissance de l’ovocyte était ralentie 

par rapport à celle du follicule à partir de l’apparition de l’antrum. De plus, la formation de 

l’antrum semble débuter pour des follicules dont le diamètre se situe autour de 160 µm en 

moyenne. Néanmoins, pour des diamètres folliculaires compris entre 160 µm et 206 µm, nous 

avons observé à la fois des follicules pré-antraux et des follicules antraux. Tous les follicules 

de plus de 206 µm que nous avons mesurés contenaient un antrum. Nous avons donc choisi 

d’étudier séparément les follicules mesurant moins de 200 µm (n = 287) et les follicules de 

diamètre supérieur (n = 545). La figure 19 présente la croissance du diamètre de l’ovocyte en 

fonction du diamètre folliculaire sur l’ensemble de la folliculogenèse. 
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FIGURE 19 : Relation entre les diamètres folliculaires et ovocytaires tous stades folliculaires 

confondus. 

La première droite (à gauche) modélise la croissance ovocytaire des follicules mesurant moins de 200 µm de 

diamètre (n = 287) tandis que la seconde (à droite) représente la croissance ovocytaire des follicules de diamètre 

supérieur (n = 545). 

 

 

 

La taille de l’ovocyte inclus dans les follicules mesurant moins de 200 µm de diamètre 

a été mesurée. La relation qui lie les diamètres ovocytaire et folliculaire peut être modélisée 

par une régression linéaire d’équation : 

 y = 0,500x + 20,01 

avec r2 = 0,89 (P < 0,0001). Cette corrélation est approximativement similaire à celle qui liait 

le diamètre ovocytaire au diamètre des follicules pré-antraux lors de l’étude précédente (y = 

0,526x + 17,68). 

De même, dans les follicules dont le diamètre était supérieur à 200 µm, le diamètre ovocytaire 

suivait la croissance suivante : 

 y = 0,001x + 114,39 
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Pour ces grands follicules, la taille de l’ovocyte n’est pas liée au diamètre folliculaire de façon 

significative (r2 = 0,01, P = 0,20). Les valeurs mesurées sont dispersées autour de la droite 

modélisée. 

Il apparaît donc qu’au sein des follicules de petite taille (inférieurs à 200 µm de 

diamètre) l’ovocyte croît approximativement deux fois moins vite que le follicule (pente de 

0,5). Pour les follicules antraux (supérieurs à 200 µm), la croissance de l’ovocyte est mille 

fois moindre que celle du follicule (pente de 0,001). 

L’intersection des deux droites correspond à un follicule de 189,1 µm entourant un 

ovocyte de 114,6 µm. Cette première valeur représente le diamètre folliculaire à partir duquel 

la croissance de l’ovocyte est fortement ralentie par rapport à celle du follicule. Ce diamètre 

est proche de celui déterminé selon le même principe pour la formation de l’antrum dans la 

première partie de l’étude (159,6 µm). 

A la fin de la folliculogenèse (follicules supérieurs à 2500 µm, n = 31), l’ovocyte atteint un 

diamètre maximal de 115,00 ± 2,21 µm en moyenne (de 99 µm à 159 µm). Lors de la 

formation de l’antrum, l’ovocyte mesure donc 89 % de son diamètre final, ce qui représente 

70 % de son volume final. 

 

2.4.  APPARITION ET EVOLUTION DE L’EPAISSEUR DE LA ZONE PELLUCIDE 

2.4.1. SELON LE STADE FOLLICULAIRE 

Dans un premier temps, nous avons mesuré l’épaisseur de la zone pellucide pour 

chaque follicule dont le stade histologique avait été préalablement déterminé (n = 257). Les 

résultats sont indiqués dans le tableau 4.  

La zone pellucide n’était pas visible dans les follicules primordiaux et primaires. Son 

épaisseur était en moyenne de 2,7 µm pour les follicules secondaires, puis elle augmentait 

progressivement jusqu’à une épaisseur de 3,4 µm en moyenne pour les jeunes follicules 

antraux, 5,6 µm étant la valeur maximale mesurée pour un jeune follicule antral. Sa taille était 

significativement différente entre deux stades folliculaires successifs (P < 0,0001). 
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TABLEAU 4 : Epaisseur de la zone pellucide dans les premiers stades folliculaires. 

Pour chaque stade folliculaire, les résultats sont exprimés en moyenne ± SEM. Les valeurs entre parenthèses 

indiquent les diamètres minimum et maximum mesurés. 

Les  valeurs dont l’exposant (lettres a-d) est différent sont significativement différentes (P < 0,0001). 

Stade folliculaire n Epaisseur de la zone pellucide (µm) 

Primordial 52 0a 

Primaire 53 0a 

Secondaire 50 2,7 ± 0,1b (1,3-4,4) 

Pré-antral 50 3,3 ± 0,1c (2,5-5,0) 

Jeune antral 52 3,4 ± 0,1d (1,9-5,6) 

 

 

2.4.2. TOUS STADES FOLLICULAIRES CONFONDUS 

L’épaisseur de la zone pellucide de 343 follicules supplémentaires, tous stades 

confondus, a été mesurée. Au total, 600 follicules de 33,8 µm à 3600 µm ont été inclus dans 

l’étude. Les résultats sont synthétisés dans la figure 20. 

La zone pellucide n’était pas visible dans les follicules mesurant moins de 90 µm de 

diamètre (n = 82). Le plus petit follicule qui possédait un ovocyte entouré d’une zone 

pellucide mesurait 93,8 µm. Par contre, tous les follicules de plus de 110 µm de diamètre (n = 

488) comprenaient une zone pellucide. Pour les follicules de plus de 2500 µm de diamètre, 

l’épaisseur de la zone pellucide était comprise entre 2,5 µm et 10,6  µm, avec une moyenne de 

5,9 µm (n = 25). L’épaisseur maximale mesurée au cours de cette étude était de 15 µm dans 

un follicule de 1862 µm.  

L’épaisseur de la zone pellucide augmentait rapidement jusqu’à ce que le follicule ait atteint 

un diamètre de 200 µm (n = 220). Sa taille peut alors être modélisée par la relation linéaire 

suivante : 

 y = 0,023x - 1,028 

avec x le diamètre folliculaire et y l’épaisseur de la zone pellucide. Le coefficient de 

détermination était alors relativement élevé (r2 = 0,67, P < 0,0001). 
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La croissance en épaisseur de la zone pellucide semble ralentie pour les follicules mesurant 

plus de 200 µm (n = 380) par rapport aux follicules de plus petit diamètre.  Elle suit alors la 

relation suivante : 

 y = 0,0005x + 3,368 

Cependant, le coefficient de détermination est alors très faible (r2 = 0,07, P < 0,0001), ce qui 

signifie que l’épaisseur de la zone pellucide n’est très faiblement corrélée au diamètre 

folliculaire.  

L’intersection des deux courbes ainsi modélisées correspond à un follicule de 199,8 

µm, taille à partir de laquelle la croissance de la zone pellucide est donc ralentie. Ce diamètre 

est très proche de celui à partir duquel la croissance ovocytaire était diminuée (189,1 µm). 

L’épaisseur de la zone pellucide ne montre aucune corrélation avec le diamètre de 

l’ovocyte, mesuré sans tenir compte de la zone pellucide (figure 21).  

 

FIGURE 20 : Epaisseur de la zone pellucide au cours du développement folliculaire. 

L’épaisseur moyenne de la zone pellucide est représentée pour chaque classe folliculaire (n = 600 follicules). La 

barre d’erreur représente la SEM. Les chiffres placés au-dessus de chaque point indiquent le nombre de follicules 

mesurés dans chaque classe. 
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FIGURE 21 : Epaisseur de la zone pellucide en fonction du diamètre ovocytaire. 

Au total, 600 follicules de 33,8 à 3600 µm  ont été mesurés. 
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3. DISCUSSION 

3.1. CROISSANCES FOLLICULAIRE ET OVOCYTAIRE 

Cette étude a permis de déterminer le diamètre du follicule et de l’ovocyte en relation 

avec le stade de développement folliculaire chez la chatte, au cours des premiers stades de la 

folliculogenèse. 

 

3.1.1. CROISSANCE FOLLICULAIRE 

Dans cette étude, le diamètre moyen d’un follicule primordial (une couche de cellules 

de la granulosa aplaties) était de 44,3 ± 0,85 µm, et celui d’un follicule primaire (une couche 

de cellules de la granulosa cuboïdales) de 86,2 ± 1,8 µm. Ces résultats sont en accord avec 

ceux de Jewgenow et Fickel (1999), qui ont estimé la taille du follicule primaire à 70-80 µm 

chez la chatte. Ils sont cependant supérieurs à ceux obtenus dans d’autres études, dans 

lesquelles les follicules primordiaux et primaires mesuraient de 40 à 50 µm (Jewgenow et 

Goritz, 1995 ; Jewgenow, 1998 ; Jewgenow et Paris, 2006). Cependant, la méthode utilisée 

dans ces précédentes études était différente : les follicules étaient mesurés après culture in 

vitro, fixation au glutaraldéhyde et observation au microscope à fluorescence. En outre, ils 

n’avaient pas fait l’objet d’une section au microtome.  

Gosden et Telfer (1987b) ont comparé le développement folliculaire chez 22 espèces de 

mammifères. Ils ont montré qu’il existe une relation allométrique entre le diamètre du 

follicule primordial et le poids moyen des individus de l’espèce considérée : la taille des 

follicules primordiaux augmente avec le poids de l’animal. Dans cette étude, le diamètre 

moyen des follicules primordiaux était relativement important chez la chatte et la lapine. En 

effet, dans notre étude, le diamètre moyen du follicule primordial était largement supérieur 

aux valeurs observées chez d’autres espèces dont le poids moyen excède celui de la chatte. 

Par exemple, il est de 25,0 ± 0,8 µm chez la chienne (Songsasen et al., 2009) et de 35,4 ± 6,2 

µm chez la femme (Gougeon et Chainy, 1987). Il est à noter que l’objet de l’étude de Gosden 

et Telfer (1987b) était de déterminer les variations interspécifiques du diamètre folliculaire. 
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Ces considérations ne concernent pas les variations entre des individus d’une même espèce et 

ne permettent donc pas de conclure que le diamètre des follicules primordiaux est plus 

important chez les animaux les plus lourds au sein d’une même espèce. 

Les diamètres moyens des follicules entourés de deux couches de cellules de la 

granulosa (follicules secondaires) ou plus de deux couches de cellules de la granulosa et où 

l’antrum n’était pas visible (follicules pré-antraux) étaient respectivement de 126,0 ± 2,2 µm 

et 155,6 ± 2, 9 µm. Ces résultats sont supérieurs à ceux obtenus dans la plupart des autres 

études menées chez la chatte, qui indiquent que les follicules pré-antraux mesurent en 

moyenne 60 à 100 µm de diamètre (Jewgenow et Goritz, 1995 ; Jewgenow, 1998). Par contre, 

Bristol-Gould et Woodruff (2006) ont observé des follicules pré-antraux mesurant jusqu’à 400 

µm alors que, dans notre étude, tous les follicules de plus de 206 µm présentaient une cavité 

antrale.  

A titre de comparaison, le diamètre moyen d’un follicule pré-antral est de 50 à 125 µm chez la 

souris (Brambell, 1928), 115 à 180 µm chez la femme (Gougeon, 1984), 80 à 250 µm chez la 

vache (Braw-Tal et Yossefi, 1997) et 130 µm chez la chienne (Songsasen et al., 2009). 

Les petits follicules antraux observés au cours de notre étude mesuraient 223,8 ± 5,3 

µm en moyenne. A notre connaissance, c’est la première étude qui s’est attachée à décrire le 

diamètre de ces follicules chez la chatte. Ce diamètre est supérieur à la taille des jeunes 

follicules antraux chez la souris (200 µm, Brambell, 1928), et inférieurs à la taille des jeunes 

follicules antraux chez la chienne (230 µm, Songsasen et al., 2009) et chez la femme (180 à 

400 µm, Gougeon, 1984). 

Griffin et al. (2006) ont comparé le diamètre moyen des follicules selon le stade 

folliculaire chez la souris, le hamster, la truie et la femme (tableau 5). Ils ont montré que la 

taille des follicules primordiaux était significativement différente chez ces 4 espèces, de 

même que pour les follicules antraux. Par contre, pour les follicules primaires et les follicules 

pré-antraux, il n’existait pas de différence significative entre ces espèces.  
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TABLEAU 5 : Comparaison des diamètres folliculaires moyens selon le stade folliculaire chez 

4 espèces de mammifères (souris, hamster, truie et femme) (d’après Griffin et al., 2006). 

Diamètre folliculaire 
Stade folliculaire 

Souris Hamster Truie Femme 

Primordial 17 µm 26 µm 34 µm 44 µm 

Primaire 52 µm 56 µm 65 µm 70 µm 

Pré-antral 104 µm 125 µm 102 µm 114 µm 

Jeune antral 187 µm 305 µm 359 µm 302 µm 

 

 

Enfin, le plus grand follicule que nous avons observé mesurait 3 600 µm. Sur la base 

de la littérature, nous avons considéré que ce diamètre représentait la taille du follicule pré-

ovulatoire. Pour Goodrowe et al. (1988, 1989), les follicules pré-ovulatoires mesurent de 2 à 5 

mm chez la chatte. Malandain et al. (2006) ont suivi la croissance des grands follicules par 

échographie lors des chaleurs chez la chatte : les follicules pré-ovulatoires mesuraient en 

moyenne 3,0 ± 0,01 mm. Cette étude a également permis de montrer que, chez la chatte, le 

follicule atteignait sa taille maximale 1 à 8 jours après le début des chaleurs (3,8 jours en 

moyenne). 

L’étude menée par Gosden et Telfer (1987b) a montré qu’il existe en outre une relation 

allométrique entre la surface du follicule pré-ovulatoire et le poids moyen des individus de 

l’espèce considérée : la taille des follicules pré-ovulatoires augmente avec le poids de 

l’animal. Cette relation est encore plus significative lorsque l’on considère l’ensemble des 

follicules pré-ovulatoires : la surface totale représentée par les follicules pré-ovulatoires dans 

un même ovaire est corrélée au poids moyen de l’espèce.  

Si l’on compare les valeurs disponibles pour le diamètre ovulatoire chez la chatte aux données 

synthétisées par Monniaux et al. (1997) chez différentes espèces (tableau 6), la relation avec 

le poids de l’espèce se vérifie globalement, sauf chez la vache et chez la femme. En moyenne, 

le diamètre du follicule pré-ovulatoire dans l’espèce féline (autour de 3 mm) est supérieur à 

celui de la lapine (0,8 à 1 mm), et inférieur à celui de la chienne (4 à 6 mm). 
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TABLEAU 6 : Comparaison des diamètres du follicule pré-ovulatoire chez 8 espèces de 

mammifères (souris, rat, hamster, lapine, chienne, chèvre, vache et femme) (d’après 

Monniaux et al., 1997). 

Espèce Diamètre folliculaire pré-ovulatoire 

Souris - Rat - Hamster 0,6-0,8 mm 

Lapine 0,8-1 mm 

Chienne 4-6 mm 

Chèvre 6-7 mm 

Vache 10-20 mm 

Femme 20 mm 

 

 

3.1.2. CROISSANCE OVOCYTAIRE 

Nous avons choisi de mesurer le diamètre ovocytaire en incluant la ZP lorsqu’elle était 

présente. En effet, nous avons remarqué que les plus grands ovocytes semblaient souvent 

abîmés. L’aspect « arraché » de certains ovocytes tend à mettre en cause la coupe au 

microtome dans l’établissement de telles lésions, l’ovocyte constituant l’une des régions les 

plus fragiles du follicule. La ZP semblait au contraire conserver sa forme et sa position 

initiales. C’est pourquoi nous avons considéré comme limite l’extérieur de la ZP, et non la 

membrane cytoplasmique de l’ovocyte. 

Dans notre étude, le diamètre moyen des ovocytes inclus dans les follicules 

primordiaux était de 40,5 ± 0,8 µm, et celui des ovocytes inclus dans les follicules primaires 

était de 63,8 ± 1,4 µm. Ces résultats sont supérieurs à ceux obtenus par Bristol-Gould et 

Woodruff (2006) qui s’élevaient respectivement à 20-30µm et 30-50 µm. 

De plus, ce diamètre semble relativement important par rapport aux autres espèces étudiées. 

Ainsi, chez la souris, la chienne, la chèvre, la vache et la femme, les diamètres moyens des 

ovocytes inclus dans les follicules primordiaux sont respectivement de 13 µm (Brambell, 
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1928), 18,5 ± 1,0 µm (Songsasen et al., 2009), 28,6 ± 3,5 µm (Cognie et al., 1998), 29,7 ± 0,3 

µm (Braw-Tal et Yossefi, 1997) et 32,1 ± 6,0 µm (Gougeon et Chainy, 1987). 

Dans notre étude, les ovocytes inclus dans les follicules secondaires, pré-antraux et 

jeunes antraux mesuraient respectivement 86,2 ± 1,8 µm, 97,3 ± 1,8 µm 108,1 ± 1,6 µm. Ces 

résultats sont nettement supérieurs à ceux obtenus par Bristol-Gould et Woodruff (2006) chez 

la chatte. Ils ont en effet estimé les diamètres des ovocytes contenus dans les follicules pré-

antraux et antraux à 40-70 µm et 75-90 µm respectivement. Néanmoins, leur étude ne précise 

pas si leurs mesures incluaient ou non la ZP, qui apparaît chez les follicules secondaires. 

En outre, ces valeurs sont, une fois encore, supérieures à celles observées chez les autres 

espèces. Ainsi, chez la chienne (Songsasen et al., 2009) et chez la vache (Braw-Tal et 

Yossefi, 1997), les diamètres moyens des ovocytes issus des follicules pré-antraux sont 

respectivement de 60,5 ± 2,7 µm et 68,61 ± 2,78 µm, et de 91,2 ± 3,8 µm et 92,9 ± 4,5 µm 

pour les jeunes follicules antraux. 

Griffin et al. (2006) ont également comparé le diamètre moyen des ovocytes (ZP 

comprise) selon le stade folliculaire chez la souris, le hamster, la truie et la femme (tableau 7). 

Ils ont montré que la taille des ovocytes était significativement différents entre les 4 espèces 

pours tous les stades folliculaires, sauf pour les follicules pré-antraux, dont le diamètre des 

ovocytes est similaire chez la femme et la truie. 

 

TABLEAU 7 : Comparaison des diamètres ovocytaires moyens (ZP comprise) selon le stade 

folliculaire chez 4 espèces de mammifères (souris, hamster, truie et femme) (d’après Griffin 

et al., 2006). 

Diamètre ovocytaire 
Stade folliculaire 

Souris Hamster Truie Femme 

Primordial 13 µm 23 µm 29 µm 36 µm 

Primaire 29 µm 32 µm 37 µm 42 µm 

Pré-antral 54 µm 64 µm 74 µm 73 µm 

Jeune antral 67 µm 81 µm 93 µm 120 µm 
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Nous avons estimé que le diamètre ovocytaire  (ZP incluse) était de 115 µm juste 

avant l’ovulation, à partir du diamètre moyen des ovocytes contenus dans les follicules de 

plus 2 500 µm. Dans leur étude, Goodrowe et al. (1988) ont estimé le diamètre maximal de 

l’ovocyte (comprenant la ZP) à 162,4 ± 2,9 µm chez la chatte, ce qui est supérieur à nos 

observations. Cette différence peut s’expliquer en partie par la préparation histologique. 

Iwadare et al. (1984) ont étudié l’effet de la méthode utilisée lors la préparation des lames 

histologiques sur les dimensions des tissus. Ils ont utilisé des petits fragments de reins et de 

foies de bovins, qu’ils ont inclus en paraffine par une technique similaire à celle que nous 

avons mise en œuvre dans notre étude. Ils ont montré que la taille finale de ces fragments 

après préparation était de 12 % à 16 % inférieure à leur dimension initiale. Au contraire, dans 

l’étude menée par Goodrowe et al., les auteurs ont mesuré des ovocytes dans leur milieu de 

culture, en dehors de toute préparation histologique. En outre, les ovocytes avaient été 

récoltés par aspiration sous contrôle endoscopique et après stimulation ovarienne, ce qui 

pourrait également modifier les diamètres ovocytaires.  Notre étude semble donc plus proche 

des conditions physiologiques puisqu’elle s’est attachée à décrire des follicules et des 

ovocytes in situ (inclus dans l’ovaire) et en dehors de tout traitement gonadotrope, mais elle 

présente l’inconvénient de subir le biais de la préparation histologique qu’elle requiert. 

Gosden et Telfer (1987b) ont montré que le diamètre des ovocytes inclus dans les grands 

follicules antraux était corrélé au poids moyen de l’espèce de façon significative chez 22 

espèces de mammifères, dont la chatte. Dans leur étude, le diamètre moyen des ovocytes 

inclus dans les follicules pré-ovulatoires de chatte était cependant relativement important par 

rapport aux autres espèces : il était par exemple supérieur à celui de la vache, de la jument et 

de la femme. D’après les données de la bibliographie et les résultats de notre étude, nous 

n’avons toutefois pas pu confirmer cette disparité. En effet, dans notre étude, le diamètre 

ovocytaire des grands follicules antraux était de 105 µm en moyenne (ZP exclue) alors qu’il 

est de 130 µm chez la femme (Gougeon, 1984) et de 117 µm chez la vache (Fair et al., 1995).  

De même que pour le follicule, l’ovocyte de chatte semble donc débuter sa croissance à un 

diamètre relativement important, mais son diamètre maximal ne semble pas démesurément 

élevé. Ceci est bien représentée par le tableau 8, qui compare les diamètres ovocytaires et 

folliculaires à différents stades de la folliculogenèse chez la chatte à ceux de la chienne, 

espèce phylogénétiquement très proche. 
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TABLEAU 8 : Comparaison des diamètres folliculaires et ovocytaires (ZP exclue) chez la 

chienne (d’après Songsasen et al., 2009 et Reynaud et al., 2009) et la chatte au cours de la 

folliculogenèse. 

Chienne Chatte Stade 
folliculaire 

Follicule Ovocyte Follicule Ovocyte 

Primordial 25 µm 18 µm 44 µm 40 µm 

Primaire 59 µm 31 µm 86 µm 64 µm 

Pré-antral 131 µm 60 µm 155 µm 97 µm 

Jeune antral 229 µm 84 µm 224 µm 108 µm 

Pré-ovulatoire 6 000 µm 130 µm 3 600 µm 105 µm 

 

 

3.2. FORMATION DE L’ANTRUM 

La croissance des grands follicules est due d’une part à la prolifération des cellules 

folliculaires, et d’autre part à la formation et à l’augmentation de la taille de la cavité antrale. 

Dans certaines espèces, telles que les rongeurs, la composante cellulaire (ovocyte, cellules de 

la granulosa et cellules des thèques) représente la majeure partie du volume du follicule pré-

ovulatoire. Chez d’autres espèces, dont le diamètre folliculaire moyen avant l’ovulation est 

supérieur à celui des rongeurs (femme, vache, chèvre, truie, vache), l’antrum constitue la plus 

grande partie du follicule pré-ovulatoire (Rodgers et al., 2001). Pour ces espèces, la vitesse de 

croissance des follicules antraux ne dépend pas de la prolifération des cellules folliculaires, 

mais de la vitesse de croissance de l’antrum. Monniaux et al. (1994) ont montré que, chez la 

chèvre, le pourcentage de cellules de la granulosa en cours de multiplication diminue 

progressivement après la formation de l’antrum. 
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3.2.1. ROLES ET ORIGINE DE L’ANTRUM 

L’apparition de l’antrum permet une croissance rapide du follicule. En outre, certains 

auteurs ont suggéré que la formation d’une cavité antrale était nécessaire au développement 

folliculaire et ovocytaire. En effet, la vascularisation de l’ovocyte est assurée par les 

capillaires sanguins de la thèque interne et de la thèque externe, mais les vaisseaux sanguins 

ne pénètrent pas la membrane basale. L’ovocyte et les cellules de la granulosa sont nourris par 

diffusion. Lors de la croissance folliculaire basale, l’ovocyte s’entoure progressivement de 

plusieurs couches de cellules de la granulosa. Redding et al. (2007) ont modélisé le transport 

de l’oxygène dans les follicules pré-antraux et antraux. D’après leurs estimations, l’oxygène 

peut facilement accéder jusqu’à l’ovocyte dans les petits follicules pré-antraux, mais sa 

diffusion est limitée dans les grands follicules pré-antraux. Les auteurs ont estimé que 

l’oxygène ne parvient plus en quantité suffisante jusqu’à l’ovocyte lorsque le follicule pré-

antral atteint un diamètre compris entre 60 et 380 µm, ce qui correspond au diamètre 

d’apparition de l’antrum in vivo chez l’Homme. Le liquide folliculaire représente un milieu 

où l’oxygène n’est pas consommé et qui permet une diffusion plus facile des gaz sanguins 

qu’à travers les cellules de la granulosa.  

La nutrition du follicule antral est également facilitée par une vascularisation accrue.  

Monteleone et al. (2008) ont montré qu’il existe une forte corrélation entre la concentration 

intra-folliculaire de VEGF (Vascular Endothelial Growth Factor), synthétisé par les cellules 

de la granulosa et des la thèque, et le débit sanguin péri-folliculaire : plus la concentration en 

VEGF est élevée, plus le follicule est vascularisé. De même, Castilla et al. (2009) ont 

démontré que la prolactine contenue dans le liquide folliculaire stimule l’angiogenèse du 

follicule. D’autres facteurs tels que le bFGF (basic Fibroblast Growth Factor), 

l’angiopoïétine 1 et 2 et la thromboplastine, ont été identifiés comme étant des promoteurs 

locaux de la vascularisation folliculaire. La croissance folliculaire et ovocytaire est donc 

permise par l’augmentation des apports due à l’augmentation du débit sanguin péri-

folliculaire, et par l’apparition de l’antrum qui facilite la diffusion des gaz sanguins et des 

nutriments. 

Outre l’oxygène, le liquide folliculaire permet aussi une diffusion aisée des métabolites et des 

facteurs de régulation. L’antrum contient en effet un grand nombre de molécules dont, hormis 

les gaz respiratoires, des molécules inorganiques (sodium, potassium, magnésium, chlore, 

calcium, zinc, phosphate), des glucides (glucose, fructose, ribulose), des lipides (cholestérol, 

glycosaminoglycans), des protéines (albumine, globulines, enzymes, facteurs de croissance et 
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de régulation) et des hormones (œstradiol, progestérone, gonadotropines) (Edwards, 1974). 

L’antrum assure également la diffusion des facteurs de régulation du compartiment sanguin 

vers l’ovocyte et les cellules de la granulosa et vice versa. Les principales hormones 

contenues dans le liquide folliculaire des follicules en croissance sont les œstrogènes 

(Edwards, 1974). L’œstradiol, synthétisé par les cellules de la granulosa, est libéré dans la 

cavité antrale avant de rejoindre la circulation sanguine. 

L’origine et les mécanismes conduisant à la formation du liquide antral n’ont pas 

clairement été élucidés. Sa concentration en molécules de petite taille (notamment les 

électrolytes) semble similaire aux concentrations sanguines. Par contre, l’analyse des 

concentrations intra-folliculaires en molécules de haut poids moléculaire (majoritairement des 

protéines) a montré des divergences entre le liquide folliculaire et le milieu sanguin (Edwards, 

1974). La membrane basale, qui sépare les cellules de la granulosa des thèques, semble agir 

comme une interface sélective. Les concentrations relatives en molécules de haut poids 

moléculaire (> 100 kDa) dépendent de la taille des molécules : elles décroissent lorsque leur 

poids moléculaire augmente (Shalgi et al., 1973). Ces résultats semblent indiquer que le 

liquide folliculaire est issu, au moins en partie, de la diffusion des molécules plasmatiques. 

Cependant, ils n’expliquent pas par quels mécanismes ces molécules sont attirées vers la 

cavité antrale. Clarke et al. (2006) ont montré que la présence de molécules de haut poids 

moléculaire et chargées négativement (glycosaminoglycans et protéoglycans) dans la cavité 

antrale contribuait significativement à augmenter le potentiel osmotique du liquide folliculaire 

chez les bovins. Compte-tenu de la taille de ces molécules, une origine extra-folliculaire est 

exclue. Ils ont donc suggéré que la formation de l’antrum était initiée par la sécrétion 

folliculaire de molécules capables de créer un gradient osmotique entre les milieux intra et 

extra-folliculaires, et entraînant l’entrée de molécules plasmatiques dans la cavité antrale. 

Néanmoins, ces considérations ne permettent pas d’expliquer à elles seules les réarrangements 

morphologiques observés lors de la formation de l’antrum. En effet, l’apparition de la cavité 

antrale est accompagnée d’une réorganisation des cellules de la granulosa en cellules murales 

(entourant l’antrum), en cellules du cumulus oophorus (liant l’ovocyte à la paroi folliculaire), 

et en cellules de la corona radiata, directement en contact avec l’ovocyte (Diaz et al., 2007). 

Cette réorganisation morphologique et fonctionnelle permet une spécialisation cellulaire 

concernant les fonctions endocrines et paracrines. 

Gore-Langton et Daniel (1990) ont étudié la réorganisation des cellules folliculaires issues de 

follicules pré-antraux de ratte en présence de certains facteurs de croissance. Même en 
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l’absence de possibilité de création d’une vraie cavité antrale remplie de liquide, les cellules 

de la granulosa étaient capables de s’organiser de façon similaire aux follicules antraux lors 

de l’ajout de FSH dans le milieu de culture. Ils ont donc émis l’hypothèse que la formation de 

l’antrum était initiée par la FSH, qui permet le réarrangement folliculaire, et que 

l’augmentation de la pression osmotique n’était qu’un mécanisme secondaire dans 

l’apparition de la cavité antrale. L’importance de la FSH dans la formation de l’antrum est 

aujourd’hui clairement établie, bien que ses cibles et ses mécanismes d’action ne soient pas 

totalement élucidés. 

Des expériences d’ovocytectomie (Diaz et al., 2007) ont montré que, outre la présence de 

FSH, l’ovocyte joue également un rôle majeur dans l’organisation des cellules du cumulus 

oophorus lors de la formation de l’antrum. 

La formation de l’antrum est donc un mécanisme complexe qui fait intervenir des facteurs 

intra et extra-ovariens. 

 

3.2.2. APPARITION DE L’ANTRUM LORS DE LA FOLLICULOGENESE 

Dans notre étude, le plus petit follicule antral mesurait 164 µm, et le diamètre du plus 

grand follicule pré-antral était de 206 µm. Il apparaît donc que la formation de l’antrum a lieu 

pour un diamètre folliculaire compris entre 160 et 200 µm en moyenne dans l’espèce féline. 

L’analyse de la croissance ovocytaire en fonction du stade folliculaire a montré que la 

croissance des follicules pré-antraux était plus rapide que la croissance des follicules après la 

formation de l’antrum, et que leur croissance respective pouvait être représentée par une 

relation linéaire. D’après ce modèle, l’antrum se forme lorsque le follicule atteint un diamètre 

de 160 µm, et l’ovocyte de 102 µm. Cette estimation est en accord avec nos observations. 

Ce diamètre folliculaire seuil est légèrement inférieur à ceux déterminés par les précédentes 

études menées chez le chat. En effet, Jewgenow et Pitra (1993) ont montré que, lors du 

développement folliculaire in vitro, l’antrum se formait lorsque le follicule atteignait une taille 

de 220 à 280 µm. De même, dans l’étude menée par Bristol-Gould et Woodruff (2006) sur des 

coupes histologiques d’ovaires de chattes, les plus petits follicules antraux mesuraient 300 

µm. 
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Toutefois, cette valeur est comparable à celles déterminées chez d’autres espèces. Gosden et 

Telfer (1987b) ont étudié le développement folliculaire chez 22 espèces de mammifères et ont 

déterminé que le diamètre folliculaire moyen lors de la formation de l’antrum variait de 200 à 

400 µm (tableau 9). 



TABLEAU 9 : Comparaison des diamètres folliculaires lors de la formation de l’antrum chez 8 

espèces de mammifères (chèvre, chatte, souris, marsupiaux, femme, vache, truie, ouistiti). 

Espèce 
Diamètre folliculaire lors de 

la formation de l’antrum 
Références 

Chèvre 100-200 µm de Smedt et al. (1994) 

Chatte 160 µm (cette étude) 

Souris 187 µm Griffin et al. (2006) 

Marsupiaux 160-220 µm Rodger et al. (1992) 

Femme 180-240 µm Gougeon (1984) 

Vache 250 µm Braw-Tal et Yossefi (1997) 

Truie 350-400 µm 
Motlik et Fulka (1986), Mao et al. 
(2002) 

Ouistiti 470-500 µm Gilchrist et al. (1995) 

 

 

Certains auteurs ont comparé le diamètre folliculaire lors de la formation de l’antrum 

au diamètre pré-ovulatoire. Ainsi, chez la femme et la vache, l’antrum apparaît lorsque le 

follicule a atteint 2 % de son diamètre pré-ovulatoire (Motlik et Fulka, 1986 ; Greenwald et 

Terranova, 1988), 3 % chez le singe rhésus (Greenwald et Terranova, 1988), 4,5 % chez la 

truie (Motlik et Fulka, 1986) et 15 % chez le ouistiti (Gilchrist et al., 1995). Dans notre étude, 

si l’on considère que le diamètre du follicule à l’apparition de l’antrum est de 160 à 200 µm et 

que le diamètre folliculaire pré-ovulatoire est de 3 600 µm (ce qui correspond au plus grand 

follicule observé), la formation de l’antrum a lieu lorsque le follicule a atteint 5 % de son 

diamètre pré-ovulatoire. 

 

3.2.3. RELATION ENTRE LA FORMATION DE L’ANTRUM ET L’ACQUISITION DE LA 

COMPETENCE MEÏOTIQUE 

La compétence méïotique est l’aptitude, pour l’ovocyte, à atteindre le stade métaphase 

II de la méïose. Iwanatsu et Yanagimachi (1975) ont remarqué que la formation de l’antrum 
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coïncidait avec l’aptitude pour l’ovocyte à reprendre la méïose chez le hamster. Ces 

observations ont ensuite été confirmées chez d’autres espèces de rongeurs telles que la souris 

(Sorensen et Wassarman, 1976), et le rat (Bar-Ami et Tsafriri, 1981). Cette relation ne semble 

pourtant pas exister chez tous les mammifères. Ainsi chez la truie, seuls 17,3 % des ovocytes 

sont capables d’atteindre le stade métaphase II lors de la formation de l’antrum (Motlik et 

Fulka, 1986). Chez la vache, la compétence méïotique est acquise lorsque l’ovocyte atteint un 

diamètre de 115 µm (Marchal et al., 2002), ce qui correspond à un diamètre folliculaire de 3 à 

4 mm, alors que l’antrum se forme chez des follicules de 250 µm environ (Braw-Tal et 

Yossefi, 1997). De même, chez la chèvre, l’ovocyte est capable de reprendre sa méïose pour 

un diamètre folliculaire de 3 mm, alors que l’antrum apparaît entre 0,1 et 0,2 mm (de Smedt et 

al., 1994). 

Les études menées chez les primates indiquent également que, contrairement aux rongeurs, la 

formation de l’antrum ne coïncide pas avec l’acquisition de la compétence méïotique. Chez 

l’Homme, seuls 8,8 % de petits follicules antraux de 3 à 4 mm de diamètre contiennent des 

ovocytes capables de poursuivre leur division méïotique (Tsuji et al., 1985). Chez le singe 

rhésus, 14 % des ovocytes sont méïotiquement compétents lors de la formation de l’antrum 

(Schramm et al., 1993). Le ouistiti semble être une exception chez les primates : la 

compétence méïotique est acquise dès les petits follicules antraux (Gilchrist et al., 1995). 

Néanmoins, dans cette espèce, l’antrum apparaît tardivement comparativement aux autres 

primates, lorsque le follicule mesure 15 % de son diamètre pré-ovulatoire, contre 2 % chez 

l’Homme. 

Chez la chatte, le diamètre exact de l’ovocyte ou du follicule lors de l’acquisition de la 

compétence méïotique reste à déterminer. Comizzoli et al. (2003) ont montré que 78 à 83 % 

des ovocytes issus de follicules mesurant moins de 1 mm récoltés par micro-dissection de 

l’ovaire hors saison de reproduction étaient aptes à reprendre leur méïose in vitro.  

Dans l’étude menée par Otoi et al. (2001), environ 65 % des ovocytes de 83,5 à 126,4 µm 

étaient capables d’atteindre le stade métaphase II de méïose in vitro, mais les auteurs n’ont 

pas remarqué de différence significative entre les différentes classes de follicules (< 100 µm, 

100-110 µm, 110-120 µm et > 120 µm). Ces résultats suggèrent que l’aptitude à poursuivre la 

méïose est probablement acquise pour un diamètre ovocytaire inférieur à 100 µm, ZP exclue, 

ce qui correspond à un diamètre d’environ 110 µm en incluant la ZP. Dans notre étude, les 

ovocytes issus des jeunes follicules antraux (200 à 300 µm) mesuraient en moyenne 108,1 ± 
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1,6 µm, ZP incluse. L’acquisition de la compétence méïotique se produit donc probablement 

peu après la formation de l’antrum. 

 

3.3. RELATION ENTRE LA CROISSANCE FOLLICULAIRE ET OVOCYTAIRE 

Lors des premiers stades de la folliculogenèse, l’étude des diamètres folliculaires et 

ovocytaires en relation avec le stade folliculaire a montré qu’il existait une disproportion entre 

la croissance du follicule et celle de l’ovocyte. En effet, l’ovocyte félin représentait 91,4 % du 

diamètre total du follicule primordial, alors qu’il ne représentait que 48,3 % du diamètre du 

jeune follicule antral. Juste avant l’ovulation, seuls 3,2 % de la largeur maximale du follicule 

étaient représentés par l’ovocyte. Ce déséquilibre est plus flagrant encore lorsque l’on 

considère le volume. Ainsi, l’ovocyte représente 76 % du volume du follicule primordial mais 

seulement 0,003 % du volume du follicule pré-ovulatoire. 

 

3.3.1. CROISSANCE BIPHASIQUE DE L’OVOCYTE 

Lorsque nous avons analysé la croissance ovocytaire en fonction de la croissance du 

follicule du stade primordial à jeune antral, nous avons remarqué que la croissance de 

l’ovocyte était ralentie après la formation de l’antrum. Nous avons donc choisi d’étudier cette 

croissance chez un plus grand nombre de follicules, et en incluant les follicules de grande 

taille. L’étude a porté sur 832 follicules, représentant tous les stades folliculaires jusqu’au 

follicule pré-ovulatoire. 

Dans notre étude, la croissance de l’ovocyte se divise clairement en deux phases : une phase 

de croissance rapide et parallèle de l’ovocyte et du follicule, et une phase où la croissance de 

l’ovocyte est quasiment nulle alors que celle du follicule se poursuit de façon très intense. 

Cette croissance biphasique a déjà été démontrée chez la souris (Brambell, 1928), le hamster 

(Iwanatsu et Yanagimachi, 1975), la vache (Fair et al., 1995 ; Wandji et al., 1996), les 

marsupiaux (Rodger et al., 1992) et la chienne (Songsasen et al., 2009). Chez l’Homme, 

Gougeon (1984) a démontré que l’ovocyte suivait une croissance triphasique, l’ovocyte 

croissant de plus en plus lentement. 
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Lors de la première phase de la croissance ovocytaire, l’ovocyte félin suivait la 

relation linéaire suivante : y = 0,500x + 20,01, ce qui signifie qu’en moyenne, l’ovocyte croît 

deux fois moins vite que le follicule au cours de la première phase de croissance de l’ovocyte. 

Chez la souris, le même coefficient directeur a été déterminé (y = 0,502x + 5,795, Brambell, 

1928). Par contre, chez la chèvre, le diamètre des ovocytes issus des follicules pré-antraux 

augmente plus lentement (y = 0,32x + 17,9, Cognie et al., 1998). 

Lors de la seconde phase de la croissance ovocytaire, l’ovocyte félin ne croît 

quasiment plus (y = 0,001x + 114,39). L’intersection des deux courbes obtenues a lieu pour un 

diamètre folliculaire de 189,1 µm et un diamètre ovocytaire de 114,6 µm. Cela signifie qu’à 

partir de ces diamètres, l’ovocyte a atteint sa taille maximale. En effet, dans notre étude, les 

plus grands follicules de plus de 2 500 µm contenaient un ovocyte de 115 µm en moyenne, 

ZP comprise, soit 105 µm environ ZP exclue. Chez la souris, le hamster, la chienne, la femme 

et la vache, le diamètre maximal de l’ovocyte est atteint pour des diamètres folliculaires 

respectivement de 125 µm (Brambell, 1928), 150 µm (Iwanatsu et Yanagimachi, 1975), 230 

µm (Songsasen et al., 2009), 300 µm (Gougeon, 1984) et 3 mm (Fair, 2003). Le tableau 10 

résume les diamètres maximaux des ovocytes et les diamètres  folliculaires auxquels les 

ovocytes atteignent ce diamètre chez la souris, le hamster, la chienne, la chatte, la femme et la 

vache. 

Néanmoins, chez les marsupiaux, après une phase de croissance presque nulle telle 

qu’elle l’a été décrite chez les espèces précédentes, la taille de l’ovocyte augmente rapidement 

juste avant l’ovulation (Rodger et al., 1992). Cette croissance tardive pourrait être corrélée à 

la formation des granules corticaux de l’ovocyte, qui apparaissent tardivement chez les 

marsupiaux. 

Nous avons modélisé la croissance ovocytaire à partir de deux régressions linéaires. 

Griffin et al. (2006) ont utilisé des régressions polynomiales de type y = ax2 + bx + c pour 

décrire la croissance de l’ovocyte en fonction de la taille du follicule des stades primordial à 

grand antral chez la souris, le hamster, la truie et la femme. Ils ont montré que les courbes 

obtenues étaient similaires entre espèces mais pas tout à fait identiques. 
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TABLEAU 10 : Comparaison des diamètres ovocytaires maximaux et des diamètres 

folliculaires pour lesquels l’ovocyte atteint sa taille maximale chez 6 espèces de mammifères 

(souris, hamster, chatte, chienne, femme et vache). 

Le diamètre ovocytaire maximal représente la taille de l’ovocyte juste avant l’ovulation (ZP exclue). A côté sont 

précisés les diamètres folliculaires à partir desquels les ovocytes ont atteint leur taille maximale. Pour rappels les 

diamètres folliculaires au moment de l’ovulation sont indiqués entre parenthèses (d’après Monniaux et al., 

1997). 

Espèce 
Diamètre 

ovocytaire max. 
Diamètre folliculaire Référence 

Souris 70 µm 125 µm (0,6-0,8 mm) Brambell (1928) 

Hamster 80 µm 150 µm (0,6-0,8 mm) Iwanatsu et Yanagimachi (1975) 

Chatte 105 µm 190 µm (3 mm) (cette étude) 

Chienne 130 µm 230 µm (6 mm) 
Reynaud et al. (2009), 
Songsasen et al. (2009) 

Femme 130 µm 300 µm (20 mm) Gougeon (1984) 

Vache 117 µm 3000 µm (10-20 mm) Fair et al. (1995), Fair (2003) 

 

 

3.3.2. RELATION ENTRE L’ACQUISITION DU DIAMETRE OVOCYTAIRE MAXIMAL ET LA 

FORMATION DE L’ANTRUM 

Chez les rongeurs (souris : Brambell, 1928 ; hamster : Iwanatsu et Yanagimachi, 

1975), les marsupiaux (Rodger et al., 1992) et la chienne (Songsasen et al., 2009), l’ovocyte 

atteint son diamètre maximal de façon concomitante avec la formation de l’antrum. Ceci ne 

semble pas être le cas chez toutes les espèces. Par exemple chez la truie (Motlik et Fulka, 

1986 ; Mao et al., 2002), la vache (Motlik et Fulka, 1986) et la chèvre (de Smedt et al., 1994), 

la taille de l’ovocyte augmente encore après la formation de l’antrum.  

Dans notre étude, le diamètre maximal de l’ovocyte félin était acquis peu après la formation 

de l’antrum mais ces deux événements n’étaient pas strictement simultanés. En effet, nous 

avons déterminé que l’apparition de l’antrum se produisait pour un diamètre folliculaire de 

160 µm, alors que l’ovocyte rejoint sa taille maximale lorsque le follicule mesure environ 190 

µm. Néanmoins, lors de la formation de l’antrum, l’ovocyte avait atteint 90 % de son diamètre 
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maximal, ce qui représente plus de 70 % de son volume maximal. De même, chez les espèces 

dont le diamètre ovocytaire maximal n’est pas atteint au moment de la formation de l’antrum, 

telles que la vache et la truie chez lesquelles l’ovocyte n’a atteint que 80 % environ de son 

diamètre maximal au moment de la formation de l’antrum, cet événement se produit peu 

après. 

Dans l’étude de la première phase de croissance ovocytaire, nous avions inclus tous les 

follicules de moins de 200 µm de diamètre. Nous avions défini arbitrairement cette limite 

puisque tous les follicules observés de plus de 206 µm comportaient une cavité antrale. 

Cependant, nous avons observé que certains follicules présentaient un antrum dès 164 µm de 

diamètre. La relation décrite fait donc référence à la croissance des petits follicules, mais elle 

ne permet pas d’étudier spécifiquement la croissance des follicules pré-antraux. Cette dernière 

a été étudiée lors de la première partie de l’étude, pour laquelle le stade du follicule étudié 

était systématiquement précisé. Chez les follicules pré-antraux, la relation déterminée est 

similaire mais n’est pas tout à fait équivalente (y = 0,526x + 17,68).  

 

3.3.3. RELATION ENTRE LE DIAMETRE OVOCYTAIRE ET L’ACQUISITION DE LA 

COMPETENCE MEÏOTIQUE 

L’acquisition de la compétence méïotique et la formation de l’antrum se produisent de 

façon concomitante dans certaines espèces mais pas systématiquement (voir plus haut). Il 

semble intéressant de remarquer que chez la souris et le hamster (chez lesquels l’ovocyte est 

capable de reprendre la méïose dès l’apparition de l’antrum), le diamètre maximal de 

l’ovocyte est atteint lors de la formation de l’antrum, tandis que chez la truie, la vache et 

l’Homme (pour lesquels l’aptitude à reprendre la méïose n’est pas encore acquise lors de la 

formation de l’antrum), l’ovocyte acquiert sa taille maximale plus tardivement. L’acquisition 

de la compétence méïotique ne se produirait donc que lorsque l’ovocyte a atteint son diamètre 

maximal, indépendamment du moment de formation de l’antrum (de Smedt et al., 1994). A 

titre d’exemple, chez la vache, l’ovocyte est méïotiquement compétent lorsqu’il atteint la 

taille de 115 µm (Otoi et al., 1997), ce qui est très proche de son diamètre maximal (117 µm, 

Fair et al., 1995). 

Cette notion a néanmoins été nuancée. Chez la truie (Tsafriri et Channing, 1975), la 

femme (Tsuji et al., 1985), la chèvre (de Smedt et al., 1994) et la vache (Marchal et al., 
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2002), l’aptitude à reprendre la méïose est acquise de façon progressive au cours de la 

croissance folliculaire. Ainsi, plus le diamètre folliculaire augmente, plus la proportion 

d’ovocytes capables d’atteindre le stade métaphase II de méïose s’accroît. 

Ainsi, bien que le diamètre de l’ovocyte ne varie plus, la compétence méïotique n’est pas 

nécessairement acquise dès que l’ovocyte a atteint son diamètre maximal (Schramm et al., 

1993). 

 

3.4. APPARITION ET EVOLUTION DE L’EPAISSEUR DE LA ZONE PELLUCIDE 

La zone pellucide, membrane acellulaire qui entoure l’ovocyte, possède plusieurs 

fonctions importantes pour l’ovogenèse, la fécondation et le développement pré-implantatoire 

de l’embryon. 

 

3.4.1. COMPOSITION ET STRUCTURE DE LA ZONE PELLUCIDE 

Bleil et Wassarman (1980a) ont été les premiers à décrire la composition de la ZP. 

Chez la souris, plus de 80 % du poids sec de la ZP est constituée de protéines. Ils ont identifié 

trois glycoprotéines spécifiques, qu’ils ont nommées ZP1, ZP2 et ZP3 selon leur poids 

moléculaire, ZP3 étant la plus petite. ZP2 et ZP3 sont des monomères alors que ZP1 est un 

homodimère, composé de deux sous-unités identiques unies par des ponts disulfures. Chacune 

de ces protéines est formée par un seul peptide qui possède plusieurs sites de glycosylation en 

régions proximale et distale (Green, 1997). Chez les autres mammifères, la ZP est également 

majoritairement constituée de trois (chez la chienne, la chatte, la vache, la truie et la lapine par 

exemple) ou quatre (chez la femme, la ratte et les primates par exemple) glycoprotéines. Chez 

les vertébrés, il existe 6 sous-familles de glycoprotéines de ZP, chaque espèce possédant des 

protéines appartenant à 3 à 6 des ces sous-familles. Goudet et al. (2008) ont montré que, pour 

chaque famille de glycoprotéines, ces protéines possédaient des domaines très conservés 

d’une espèce à l’autre en région C-terminale, dérivant de gènes ancestraux communs. 

Ces protéines sont organisées de façon particulière. Chez la souris, la ZP est constituée de 

filaments formés par une répétition d’hétérodimères de ZP2 et ZP3, et unis par des 

homodimères de ZP1 (Greve et Wassarman, 1985). Cette structure semble toutefois variable 
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selon les espèces : chez l’Homme, ZP2 forme des homodimères et chez la truie, il n’y a pas de 

site de sulfuration sur ZP1 et ZP3 (Green, 1997). 

L’apparition de la microscopie électronique à transmission a permis de préciser l’aspect 

morphologique de la ZP. Dans l’espèce féline, Lunn et Wright (2009) ont montré que la ZP 

apparaît sous la forme d’une structure spongieuse, formée de plusieurs épaisseurs fibreuses, 

percées de pores de 1 à 2 µm de diamètre en surface et recevant des projections cellulaires de 

1 µm de diamètre issues des cellules de la granulosa du cumulus oophorus. Cette organisation 

semble varier légèrement d’une espèce à l’autre (taille et nombre de pores, rugosité…) 

(Mugnier et al., 2009). 

 

3.4.2. ROLES DE LA ZONE PELLUCIDE 

La ZP remplit plusieurs fonctions indispensables au développement et à la maturation 

de l’ovocyte et du follicule, à la fécondation et au développement embryonnaire précoce. Son 

rôle dans le développement folliculaire a longtemps été négligé. Bien qu’il soit 

incomplètement élucidé, il a récemment été précisé. De par sa position, la ZP joue un rôle 

majeur dans les échanges paracrines entre l’ovocyte et les cellules de la granulosa. Lors 

d’expériences de mutagenèse chez la souris, Rankin et al. (1999) ont décrit la présence de 

cellules ectopiques entre l’ovocyte et la ZP chez les souris dont le gène codant pour ZP3 avait 

été invalidé (ZP3-/-). De plus, certains grands follicules possédaient un espace périvitellin 

(formé par l’espace entre l’ovocyte et la ZP après l’émission du premier globule polaire) plus 

large que chez les souris sauvages. De même, chez les souris invalidées pour le gène ZP2 

(ZP2-/-), le cumulus oophorus est désorganisé. Les souris ZP1-/-, ZP2-/- ou ZP3-/- possèdent 

moins de follicules antraux que les souris sauvages, et que chez les souris ZP2-/-, le nombre 

total d’ovocytes récoltés dans l’oviducte après stimulation hormonale est réduit (Rankin et al., 

2001).  
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La ZP joue également un rôle fondamental lors de la fécondation. Elle permet tout d’abord la 

reconnaissance spécifique du spermatozoïde par l’ovocyte. Ainsi, après extraction et 

purification des trois glycoprotéines de ZP chez la souris, Bleil et Wassarman (1980b) ont 

montré que seule ZP3 possède la capacité de se fixer au spermatozoïde, et l’ont qualifiée de 

« sperm-receptor ». Florman et Wassarman (1985) ont ensuite démontré que le « retrait » de 

la partie oligosaccharidique située en région proximale de ZP3 inhibait la fixation du 

spermatozoïde. D’autres études ont ensuite montré que cette fixation n’était pas altérée par un 

traitement préalable de ZP3 par les hautes températures, les détergents, les agents dénaturants, 



les agents réducteurs ou une protéolyse limitée (Wassarman et al., 1999). La fixation du 

spermatozoïde n’est donc pas liée à la partie peptidique de ZP3 mais à sa partie glycosylée. 

Plus tard, l’étude de la séquence polypeptidique de ZP3 a mis en évidence l’existence d’une 

grande variation interspécifique (contrairement à ZP1 et ZP2, dont les séquences sont 

relativement conservées d’une espèce à l’autre). ZP3 semble donc jouer un rôle prédominant 

dans la restriction spécifique lors de la fécondation : les spermatozoïdes d’une espèce ne sont 

pas reconnus par la ZP d’une espèce différente, et ne peuvent donc pas se fixer sur l’ovocyte 

(Wassarman et Litscher, 2008). Cette notion doit toutefois être nuancée : certaines espèces 

semblent plus permissives que d’autres quant à la reconnaissance et à fixation des 

spermatozoïdes d’une espèce différente. Il semble donc que d’autres mécanismes 

interviennent dans la restriction spécifique du spermatozoïde Mugnier et al.. 2009).  

La ZP permet aussi l’initiation de la réaction acrosomique. L’acrosome est une large vésicule 

sécrétoire qui recouvre le noyau du spermatozoïde dans sa région apicale. Lors de la fixation 

du spermatozoïde sur l’ovocyte, la fusion de la membrane de l’acrosome avec celle du 

spermatozoïde permet l’exposition de la face interne de la membrane de la vésicule. Seuls les 

spermatozoïdes qui ont réalisé cette succession d’événements ont la capacité de féconder 

l’ovocyte. Bleil et Wassarman (1983) ont démontré que ZP3 est responsable de l’initiation de 

ce phénomène. La réaction acrosomique fait ensuite intervenir plusieurs messagers 

secondaires, dont la protéine G, la phospholipase C, l’inositol tri-phosphate, des canaux 

calciques voltage-dépendants et le calcium (Wassarman et Litscher, 2008). Alors que la partie 

peptidique de ZP3 n’était pas impliquée dans la fixation du spermatozoïde à la ZP chez la 

souris, elle est indispensable au déroulement de la réaction acrosomique (Florman et al., 

1984). 

En outre, la ZP est responsable de l’inhibition de la polyspermie. La fécondation provoque 

l’exocytose des granules corticaux de l’ovocyte, c’est la réaction corticale. Diverses 

substances capables de modifier les glycoprotéines sont alors libérées dans la ZP. En 

particulier, une glucosidase contenue dans les granules corticaux de l’ovocyte est responsable 

de la modification de ZP3 (Miller et al., 1993). Cette protéine modifiée après la fécondation a 

été nommée ZP3f et ne se fixe plus au spermatozoïde (Bleil et Wassarman, 1983). De la 

même façon, la protéolyse de ZP2 en ZP2f par une protéase des granules corticaux (la « ZP2-

protéinase » ; Moller et Wassarman, 1989) est responsable de la modification des propriétés 

biochimiques et biologiques de la ZP après la fécondation, communément appelée 

« durcissement » de la ZP. Il s’agit en réalité d’un accroissement de la résistance de la ZP 

(Bleil et al., 1981).  
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La ZP permet enfin la protection du jeune embryon au cours du développement embryonnaire 

précoce. Lors de l’ovulation, l’ovocyte expulsé est entouré de sa ZP. Chez les souris ZP3-/-, 

les ovocytes sont totalement dépourvus de ZP (Liu et al., 1996). Il a néanmoins été observé la 

présence de follicules pré-ovulatoires. Après stimulation hormonale, il est possible de récolter 

des ovocytes dans l’oviducte, mais aucune de ces souris adultes n’a été gestante après 

insémination naturelle. Plus tard, Rankin et al. (2001) ont montré que, après fécondation in 

vitro, les souris ZP1-/- produisent autant d’embryons au stade deux cellules que les souris 

sauvages (75 % et 81 % respectivement). Par contre, chez les souris ZP2-/-, seuls 50 % des 

ovocytes forment des embryons au stade deux cellules, de même que chez les souris ZP3-/- (53 

%).  Ces souris produisent également moins de blastocystes et, après transfert des embryons, 

aucune naissance n’a été observée.  

La ZP est donc un élément crucial dans le développement folliculaire et la fertilité. 

Cependant, la plupart des mécanismes précis de ses fonctions demeurent mal connus et 

demandent à être élucidés. De plus, beaucoup d’études ont été menées chez la souris alors 

qu’il semble exister une grande variabilité interspécifique. D’autres études sont donc 

nécessaires pour préciser les rôles de la ZP chez le chat. 

3.4.3. APPARITION DE LA ZONE PELLUCIDE LORS DE LA FOLLICULOGENESE ET ORIGINE 

Dans notre étude, nous n’avons pas observé de ZP dans les follicules primordiaux et 

primaires. Ces résultats sont en accord avec ceux de Jewgenow et Fickel (1999) qui ont 

montré que seuls 30 % des follicules primaires de chatte présentaient seulement des fragments 

de ZP qui ne recouvraient pas la totalité de l’ovocyte, de même que Jewgenow et Rudolph 

(2001) qui ont également observé des fragments de ZP chez les follicules primaires, mais pas 

de ZP complète. 

Par contre, Barber et al. (2001) ont décrit chez la chatte la présence d’une ZP chez tous les 

follicules primaires. Ils ont également observé une ZP réellement formée dès le stade primaire 

chez la chienne, la jument et la femelle éléphant. Dans cette étude, la ZP mesurait 4,4 ± 2,4 

µm dans les follicules primaires de chatte. 

L’origine de la ZP demeure à ce jour une source de controverses. Il a été suggéré que 

la ZP pouvait être synthétisée soit par l’ovocyte, soit par les cellules de la granulosa, soit par 

les deux conjointement. 

Bleil et Wassarman (1980c) ont été les premiers à préciser l’origine de la ZP chez la souris. 

Ils ont collecté des follicules chez des souris âgées de 8 à 15 jours, et les ont dénudés de leur 
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zone pellucide. Les ovocytes dénudés et les follicules entiers ont ensuite été cultivés dans un 

milieu contenant des précurseurs des protéines de la ZP marqués radioactivement. Le taux 

d’incorporation de la radioactivité était équivalent chez les ovocytes seuls et chez les 

follicules entiers, indiquant donc que, chez la souris, l’ovocyte seul est capable de synthétiser 

la ZP. Il n’est toutefois pas exclu que les cellules de la granulosa puissent également 

synthétiser ces glycoprotéines. Chez la souris, la protéine appelée OSP-1, synthétisée par 

l’ovocyte, joue le rôle de facteur de transcription capable d’activer un promoteur spécifique 

de ZP3 (Schickler et al., 1992). 

Chez la souris, les protéines de la ZP sont synthétisées dan un ordre précis : ZP2 est 

synthétisée dès le stade primordial, alors que ZP1 et ZP3 ne sont présentes que dans les 

follicules en croissance (Epifano et al., 1995). L’expression séquentielle des protéines de la 

ZP a également été prouvée chez la chatte. Jewgenow et Fickel (1999) ont étudié la présence 

d’ARN de ZP dans l’ovocyte et la granulosa conjointement par RT-PCR : ZPB (ZP1) est 

synthétisé dans les follicules primordiaux et primaires, et ZPA (ZP2) et ZPC (ZP3) ne sont 

synthétisées que dans les stades ultérieurs. Ces résultats ont été confirmés par Jewgenow et 

Rudolph (2001) qui ont montré que, dans l’espèce féline, ZP1 est présente dans les follicules 

primaires alors que ZP2 et ZP3 apparaissent dans les follicules pré-antraux. L’ordre selon 

lequel les protéines de la ZP sont synthétisées semble varier selon les espèces mais 

l’expression séquentielle des protéines a été mise en évidence chez toutes les espèces 

étudiées. 

Contrairement à la souris, l’origine exacte des glycoprotéines de la ZP chez les autres 

mammifères paraît plus complexe. Par exemple, Gook et al. (2008) ont montré que chez 

l’Homme, la ZP est synthétisée à la fois par l’ovocyte et les cellules de la granulosa. 

Chez la chatte, l’origine exacte de la ZP n’a pas été déterminée. D’une part, Barber et al. 

(2001) ont utilisé des anticorps anti-ZP de porc (pZP) et ont remarqué qu’ils se fixaient dans 

le cytoplasme des ovocytes félins. Ils en ont déduit que chez le chat, la ZP est probablement 

synthétisée par l’ovocyte. Malheureusement, leurs préparations ne permettaient pas une 

conservation optimale de la structure cellulaire. D’autre part, Jewgenow et Rudolph (2001), 

qui ont utilisé des anticorps anti-ZP de chat (fZP) ont montré que les anticorps se fixaient à la 

fois aux ovocytes et aux cellules de la granulosa, suggérant une origine double. 
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3.4.4. DIMENSIONS DE LA ZONE PELLUCIDE CHEZ LA CHATTE 

Nous avons évalué l’épaisseur de la ZP à 2,7 ± 0,1 µm dans les follicules secondaires, 

et 3,3 ± 0,1 µm dans les follicules pré-antraux. Ceci est équivalent aux valeurs obtenues par 

Jewgenow et Rudolph (2001). Dans leur étude, les follicules secondaires et pré-antraux 

présentaient une ZP de 0,5 à 3 µm d’épaisseur. En revanche, ces résultats sont très inférieurs à 

ceux de Barber et al. (2001) qui ont mesuré une épaisseur de 8, 9 ± 3,1 µm pour les follicules 

pré-antraux. 

Les jeunes follicules antraux que nous avons étudiés possédaient une ZP de 3,4 ± 0,1 µm, et 

les plus gros follicules antraux (> 2 500 µm), une ZP de 5,9 µm en moyenne. Ces résultats 

sont toujours en adéquation avec ceux de Jewgenow et Rudolph (2001) (5 à 7 µm pour les 

follicules pré-ovulatoires). Ils sont toutefois nettement inférieurs à ceux de Barber et al. 

(2001), qui ont évalué l’épaisseur de la ZP à 14,2 ± 4,0 µm chez les follicules pré-ovulatoires, 

et à ceux de Goodrowe et al. (1988), qui estiment l’épaisseur de la ZP à 17,4 ± 0,5 µm pour 

les follicules pré-ovulatoires chez le chat. 

Barber et al. (2001) ont également mesuré l’épaisseur de la ZP pour chaque stade folliculaire 

chez la chienne, la jument et l’éléphant. A titre de comparaison, ils ont observé des valeurs 

légèrement inférieures chez la chienne (9,5 ± 1,7 µm chez la chienne contre 14,2 ± 4,0 µm 

chez la chatte pour les follicules pré-ovulatoires par exemple). 

En outre, nos observations ont révélé que tous les ovocytes inclus dans des follicules 

de diamètre inférieur à 90 µm étaient dépourvus de ZP, alors que tous les follicules de plus de 

110 µm de diamètre possédaient une ZP. Le plus petit follicule chez lequel nous avons 

observé une ZP mesurait 93,8 µm. A notre connaissance, aucun auteur n’a mis en relation 

l’épaisseur de la zone pellucide et le diamètre folliculaire dans l’espèce féline. Nous n’avons 

pas trouvé de relation entre l’épaisseur de la zone pellucide et le diamètre ovocytaire. Par 

contre, la croissance de la zone pellucide semble ralentie lorsque le follicule atteint une taille 

équivalente à celle où l’antrum apparaît, qui correspond également à un ralentissement de la 

croissance ovocytaire. 

 

3.4.5. PERSPECTIVES 

Actuellement, la ZP est particulièrement étudiée en raison du développement de 

l’immunocontraception. On désigne par immunocontraception toute technique qui utilise les 
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propres anticorps de l’organisme pour bloquer la fertilité. Les cibles visées par les anticorps 

qui ont été explorées sont la ZP, le spermatozoïde et les hormones sexuelles (particulièrement 

la GnRH) (Purswell et Kolster, 2006). Il existe deux types d’immunocontraception : la 

contraception réversible (inhibition de l’interaction ovocyte-spermatozoïde), et la 

contraception irréversible (destruction du stock de follicules ovariens). Le caractère réversible 

ou non dépend de la cible et de l’origine des protéines visées. La stérilité irréversible peut être 

une conséquence recherchée mais elle ne paraît pas souhaitable chez la femme ou les espèces 

menacées d’extinction. 

Les protéines de ZP de porc ont souvent été utilisées en raison de leur facilité d’accès. 

Cependant, Jewgenow et al. (2000) ont montré qu’il n’y a pas de réactions croisées entre le 

porc et le chat, ce qui pourrait expliquer les résultats décevants et l’importance des doses 

nécessaires pour obtenir la stérilité chez la chatte en utilisant les protéines porcines. La 

réalisation de vaccins contenant des protéines de ZP porcine serait donc inefficace chez la 

chatte. Ringleb et al. (2004) ont montré que les anticorps anti-ZPB (ZP1) de chat inhibent la 

fixation des spermatozoïdes et la fécondation in vitro. Aucune étude n’a été menée in vivo. 

D’après les premiers essais effectués chez d’autres espèces de mammifères, certaines 

réactions secondaires sont possibles, telles que des modifications du comportement ou une 

réaction inflammatoire de l’ovaire. Il apparaît que les anticorps visant des protéines qui 

apparaissent très tôt dans le développement folliculaire sont associés à des risques importants 

de pathologie ovarienne, tandis que les anticorps se liant à des protéines qui apparaissent plus 

tardivement ne perturbent pas la fonction ovarienne (Jewgenow et al., 2000). 

 

 

3.5. QUELQUES REMARQUES SUR LES FOLLICULES POLYOVOCYTAIRES 

Bien que, dans la grande majorité des cas, les follicules ovariens soient constitués d’un 

seul follicule entouré de cellules folliculaires, nous avons observé plusieurs follicules 

contenant deux ou plusieurs ovocytes, appelés follicules polyovocytaires. Notre étude ne s’est 

pas attachée à la description systématique de ces follicules. Ils semblent cependant plus 

nombreux chez le chat que chez la plupart des autres mammifères. 

Chez la chatte, certains auteurs ont rapporté la présence de follicules contenant jusqu’à 

5 ovocytes (Kennedy, 1924 ; Dederer, 1934). A ma connaissance, il s’agit du nombre 
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maximal rapporté dans la littérature chez la chatte. Chez d’autres espèces, certains auteurs ont 

observé des follicules contenant un nombre d’ovocytes bien plus important. Ainsi, chez la 

chienne, Telfer et Gosden (1987) ont observé un follicule contenant 14 ovocytes, et Al-Mufti 

et al. (1988) ont observé jusqu’à 24 ovocytes dans le même follicule chez la lapine. 

La fréquence des follicules polyovocytaires est très variable selon les espèces étudiées. 

Chez la chatte, Telfer et Gosden (1987) ont estimé leur fréquence à environ 4 % et Jewgenow 

(1999) a observé environ 10 % de follicules bi-ovocytaires chez des follicules pré-antraux de 

chatte. Cette fréquence semble relativement importante par rapport à celle observée chez la 

plupart des autres espèces de mammifères. Chez la femme, 0,1 à 2,4 % des follicules ovariens 

contiennent plus d’un ovocyte (Gougeon, 1981). Telfer et Gosden (1987) ont comparé 

plusieurs espèces et ont évalué la fréquence des follicules polyovocytaires chez la lapine, le 

singe rhésus, la femme et la chienne respectivement à 1 %, 2 %, 3 % et 14 %. Chez les autres 

mammifères qu’ils ont étudiés (dont la brebis la souris et la ratte), la présence de follicules 

polyovocytaires semble beaucoup plus rare (< 0,1 %). La chienne possède un nombre 

particulièrement élevé de tels follicules. Payan-Carreira et Pires (2008) ont même estimé leur 

fréquence à plus de 40 % en moyenne chez la chienne. 

Outre l’espèce concernée, cette fréquence varie aussi selon que l’on considère les follicules 

contenant 2, 3 ou plus de 3 ovocytes. Chez la femme, Gougeon (1981) a rapporté que 97,1 % 

des follicules polyovocytaires contenaient 2 ovocytes, tandis que seuls 2,5 % des follicules 

polyovocytaires contenaient 3 ovocytes et 0,4 % plus de 3 ovocytes. Chez la chienne, le 

rapport entre le nombre de follicules polyovocytaires et le nombre total de follicules diminue 

de façon exponentielle lorsque le nombre d’ovocytes augmente (Telfer et Gosden, 1987). 

Le nombre de follicules polyovocytaires semble également varier selon l’âge de l’animal. Il a 

souvent été rapporté que les follicules polyovocytaires étaient plus fréquents chez les jeunes 

animaux et les animaux pré-pubères. Un nombre important de follicules polyovocytaires a été 

rapporté chez le chaton (Shehata, 1974). Plus précisément, Telfer et Gosden (1987) ont 

montré que chez les chiennes âgées de 1 à 2 ans, 14 % des follicules contiennent plusieurs 

ovocytes, tandis que chez les chiennes de 7 à 11 ans, seuls 5 % des follicules sont 

polyovocytaires. Toujours chez la chienne, Payan-Carreira et Pires (2008) ont comparé la 

fréquence des follicules polyovocytaires chez des chiennes pré-pubères, de moins de 1 an, de 

7 à 8 ans et de plus de 10 ans. Ils ont montré que cette fréquence diminue progressivement 

avec l’âge de l’animal (respectivement 68,4 %, 62,2 %, 30,4% et 14,3 %). Enfin, d’autres 

études menées chez la truie ont montré que la fréquence des follicules polyovocytaires est de 
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6,36 % chez la truie pré-pubère, et de seulement 1,38 % chez la truie mature (Stankiewicz et 

al., 2009). D’autres auteurs n’ont, malgré une observation systématique, pas relevé de 

variation avec l’âge. Ainsi, Gougeon (1981) n’a pas observé de variation significative de la 

fréquence des follicules polyovocytaires avec l’âge chez des femmes âgées de 18 à 52 ans. De 

même, McDougall et al. (1997) n’a pas mis en évidence de variation du nombre total de 

follicules polyovocytaires chez 3 groupes de chiennes autour de la puberté (âgées de moins de 

6 mois, de 6 à 10 mois et de plus de 10 mois). 

Plusieurs auteurs se sont attachés à savoir si la morphologie de ces follicules était 

comparable à celle des follicules mono-ovocytaires. Tout d’abord, la taille des ovocytes 

semble présenter quelques particularités. Telfer et Gosden (1987) ont montré que chez la 

chienne, les ovocytes issus de follicules polyovocytaires débutent leur croissance à une taille 

équivalente à celle des follicules mono-ovocytaires, mais que, à partir du stade secondaire, la 

taille moyenne des ovocytes des follicules polyovocytaires est systématiquement inférieure à 

celle des ovocytes des follicules mono-ovocytaires au même stade de développement.  

Plus que la taille moyenne des ovocytes, la taille entre les ovocytes au sein du même follicule 

semble souvent différer (Kennedy, 1924 ; Dederer, 1934). Stankiewicz et al. (2009) ont en 

effet montré qu’il existe une différence significative entre la taille moyenne du plus grand 

ovocyte (141,8 ± 6,2 µm) et la taille moyenne du plus petit ovocyte (117,6 ± 7,0 µm) chez les 

follicules biovocytaires de truie. Toujours chez la truie, Al-Mufti et al. (1988) se sont attachés 

à décrire les follicules polyovocytaires en fonction de leur stade de développement. Pour les 

ovocytes primaires, ils décrivent trois cas de figure : 2 petits ovocytes de même taille, 2 

ovocytes de tailles différentes, ou 2 grands ovocytes de même taille. A partir du stade 

secondaire, ils remarquent qu’il y a toujours un ovocyte plus grand que le ou les autre(s), ce 

qui est en accord avec les observations de Ron-El et al. (1990). Enfin, ils montrent que, 

lorsque le follicule contient plus de 3 ovocytes, tous les ovocytes sont systématiquement plus 

petits que ceux des follicules mono-ovocytaires, quel que soit le stade folliculaire. Dans la 

même étude, ils montrent que, pour les follicules antraux, la taille de l’ovocyte dépend de sa 

position au sein du follicule. Ainsi, pour les follicules contenant 2 ou 3 ovocytes, la taille de 

l’ovocyte central est équivalente à celle des ovocytes de follicules mono-ovocytaires au même 

stade de développement, tandis que les ovocytes « muraux » sont plus petits. 

La taille des follicules polyovocytaires semble également différente de celle des follicules 

mono-ovocytaires. Telfer et Gosden (1987) ont montré que chez la chienne, les follicules 

polyovocytaires ont une taille supérieure aux follicules mono-ovocytaires au même stade. 
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Cette différence serait liée à un volume ovocytaire total plus important et un nombre de 

cellules de la granulosa plus élevé. 

Enfin, la morphologie du follicule polyovocytaire est particulière. Dans la plupart des cas, 

chaque ovocyte possède sa propre ZP, mais Ron-El et al. (1990) ont observé des follicules 

dans lesquels 2 ovocytes étaient entourés d’une même ZP. De plus, Dederer (1934) a rapporté 

que, dans les follicules antraux polyovocytaires, chaque ovocyte possède son propre cumulus. 

Cependant, Al-Mufti et al. (1988) indiquent que seuls les ovocytes centraux possèdent un 

cumulus oophorus, et Ron-El et al. (1990) ont montré que certains follicules contiennent deux 

cumulus adjacents, voire un seul cumulus contenant 2 ovocytes.  

L’origine des follicules polyovocytaires demeure controversée et n’est toujours pas 

réellement élucidée. Dès les premières observations, diverses hypothèses ont été émises. 

Ainsi, selon Kennedy (1924), Schrottländer a d’abord émis l’hypothèse d’une erreur 

d’orientation des cellules folliculaires lors de la formation du follicule primordial. Puis, 

Stoeckel a suggéré que les ovocytes des follicules polyovocytaires étaient issus de la division 

d’une seule cellule à plusieurs noyaux elle-même formée par une erreur de mitose. Cette 

hypothèse semble toutefois peu crédible pour expliquer l’origine des follicules contenant un 

très grand nombre d’ovocytes. Loeb a en outre évoqué la possibilité d’une inclusion des plus 

petits follicules dans les grands follicules lors de la croissance de ces derniers. Cette dernière 

hypothèse paraît peu probable pour Telfer et Gosden (1987) puisqu’un tel événement n’a 

jamais été directement observé et compte-tenu du fait que l’incidence des follicules 

polyovocytaires diminue avec la taille de l’ovocyte alors que les plus gros follicules devraient 

au contraire comporter fréquemment plusieurs ovocytes. Enfin, d’après Al-Mufti et al. (1988), 

Hartman a évoqué la possibilité que de tels follicules soient formés à partir de groupes 

d’ovocytes unis par des ponts intercellulaires qui ne se séparent pas lors de la formation des 

follicules. 

D’après la distribution des follicules en fonction du nombre d’ovocytes qu’ils contiennent, 

Gosden et Telfer (1987) ont montré qu’il s’agit plus probablement d’un phénomène aléatoire 

que d’un phénomène pathologique.  

L’hypothèse la plus fréquemment avancée pour expliquer la diminution de la fréquence des 

follicules polyovocytaires après la puberté est la modification de l’équilibre hormonal. Iguchi 

et al. (1990)  ont étudié l’effet du diéthylstilbestrol (DES), un analogue des œstrogènes, sur la 

fréquence des follicules polyovocytaires. Les souris traitées au DES présentaient 47 fois plus 

de follicules polyovocytaires (28 %) que le groupe témoin (0,6 %). Les mêmes résultats ont 
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été observés après une greffe des ovaires chez des souris ne recevant aucun traitement 

œstrogénique, et sur des ovaires excisés dès la naissance et cultivés 5 jours dans un milieu 

contenant du DES, ce qui suppose une action directe des œstrogènes. En outre, les souris 

traitées au DES qui ont reçu de l’eCG (equine Chorionic Gonadotropin) à action FSH, et de 

l’hCG (human Chorionic Gonadotropin) à action LH, avaient moins de follicules 

polyovocytaires que les souris ayant reçu du DES uniquement, ce qui suggère un rôle des 

gonadotropines. Néanmoins, ces études ont été conduite sur des souriceaux nouveau-nés. 

Gougeon (1981) n’a en revanche trouvé aucune différence dans la fréquence des follicules 

polyovocytaires chez des femmes âgées de 18 à 52 ans en fonction du délai post-partum, de la 

présence ou non d’une contraception orale, de traitements en vue d’induire l’ovulation ou du 

jour du cycle ovarien. 

D’abord appelés « follicules polyovulatoires », des doutes ont été émis concernant la 

faculté des follicules polyovocytaires à se développer normalement et à atteindre l’ovulation. 

Kennedy (1924) n’a observé aucune figure de mitose dans les follicules polyovocytaires de 

chienne, de chatte, de lapine, de pouliche ou de cochon d’Inde. De même, Gougeon (1981) 

n’a relevé qu’un seul follicule pré-antral à l’aspect viable sur 64 follicules polyovocytaires 

secondaires et pré-antraux de femme. Pourtant, la proportion de grands follicules antraux est 

identique chez les follicules polyovocytaires et mono-ovocytaires (Gougeon, 1981 ; Al-Mufti 

et al., 1988), ce qui indique que ces follicules ne sont pas plus prédisposés à l’atrésie. Al-

Mufti et al. (1988) ont montré que chez la lapine, les follicules contenant 2 ou 3 ovocytes 

peuvent atteindre tous les stades de la folliculogenèse, jusqu’au stade pré-ovulatoire. Ils 

indiquent que, au sein d’un même follicule, tous les ovocytes ne peuvent achever leur 

croissance mais qu’il existe toujours un ovocyte dont la taille est suffisante pour achever la 

méïose. Cependant, compte-tenu de leur taille plus importante, il suppose que de tels 

follicules mettent un délai plus important à rejoindre leur taille maximale, ce qui réduit 

probablement leurs chances d’être sélectionnés au cours d’une vague folliculaire. Pourtant, 

lors de l’étude de l’ovulation chez la chienne, certains auteurs ont constaté que le nombre 

d’ovocytes collectés dans l’oviducte après l’ovulation était parfois supérieur au nombre de 

corps jaunes observés sur l’ovaire correspondant (Bysted et al., 2001 ; Reynaud et al., 2005). 

Cette différence pourrait s’expliquer par une anomalie de formation du corps jaune mais, 

compte-tenu de la fréquence élevée des follicules polyovocytaires dans cette espèce, ces 

ovocytes pourraient provenir de tels follicules. 
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Si les ovocytes issus de follicules semblent avoir la capacité de parvenir jusqu’à l’ovulation, 

leur capacité à être fécondés demeure incertaine. Plusieurs auteurs ont tenté de féconder in 

vitro les ovocytes issus de follicules polyovocytaires. Iguchi et al. (1990) ont montré que, 

chez les souris traitées au DES, 52 % des ovocytes issus de follicules mono-ovocytaires 

étaient fécondés et atteignaient le stade 2 cellules, tandis que seulement 23 % des ovocytes 

issus de follicules polyovocytaires atteignent ce stade. Les follicules polyovocytaires sont 

donc capables de se développer après une fécondation artificielle mais les résultats sont 

limités, ce qui concorde avec les résultats obtenus chez la femme (Ron-El et al., 1990) et chez 

la truie (Stankiewicz et al., 2009). 

L’éventualité d’un effet du nombre de follicules polyovocytaires sur la taille de la 

portée a souvent été évoquée. Cependant, Gougeon (1981) présente plusieurs arguments en 

défaveur d’un lien entre la naissance de jumeaux hétérozygotes et la présence de follicules 

polyovocytaires chez la femme. Dans son étude, la seule femme qui avait un nombre 

particulièrement élevé de follicules polyovocytaires (10 %) n’avait jamais eu de jumeaux. De 

plus, il estime la probabilité d’ovulation d’un follicule biovocytaire à 0,4 %, ce qui est très 

inférieur à la probabilité d’une double ovulation concomitante (6 %). Il souligne également 

que, du fait de la maturation souvent asynchrone des deux ovocytes, l’ovulation d’un tel 

follicule a de fortes chances de ne libérer qu’un seul ovocyte mature. Il indique enfin que le 

nombre de jumeaux hétérozygotes augmente avec l’âge des mères, tandis que le nombre de 

follicules polyovocytaires n’augmente pas avec l’âge des femmes. Chez la chienne, Reynaud 

et al. (2009) ont également montré que les ovocytes contenus dans les follicules 

polyovocytaires présentaient souvent une morphologie différente qui indique un 

développement asynchrone de ces ovocytes. De plus, lorsque, dans de rares cas, leur 

morphologie était identique, les cellules du cumulus oophorus présentaient des scores de 

mucification différents. Il semble donc que tous les ovocytes issus d’un même follicule 

polyovocytaire ne puissent être matures lors de l’ovulation. 

De même, Telfer et Gosden (1981) évaluent la probabilité d’ovulation d’un follicule 

biovocytaire à 0,06 % chez la chienne (soit une chance sur 1 666), alors que dans cette espèce, 

les follicules polyovocytaires sont particulièrement nombreux. 

Les conséquences de la présence de follicules polyovocytaires sont mal connues. 

Gougeon (1981) a évoqué la possibilité d’un lien entre la formation de tératomes ovariens et 

la présence de follicules polyovocytaires, mais dans son étude, les ovaires des 4 femmes 
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atteintes de tératomes ne présentaient pas plus de follicules polyovocytaires que ceux des 

femmes saines. 

Stankiewicz et al. (2009) ont montré que, chez la truie, le liquide folliculaire des follicules 

polyovocytaires antraux contient des concentrations en moyenne deux fois plus élevées de 

17β-œstradiol, des concentrations moindre de progestérone et des concentrations équivalentes 

de testostérone par rapports aux follicules mono-ovocytaires antraux. Ces différences peuvent 

être expliquées par la présence d’un nombre plus élevé de cellules de la granulosa et/ou d’une 

différence de l’activité aromatase. En effet, l’ovocyte sécrète des substances capables 

d’activer la prolifération des cellules de la granulosa, d’activer l’aromatase, d’induire la 

synthèse d’œstradiol et d’inhiber la production de progestérone. Un nombre élevé de 

follicules polyovocytaires pourrait donc provoquer des perturbations endocriniennes, mais 

cette hypothèse n’a pas été démontrée. 
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CONCLUSION 

 La folliculogenèse est une étape clé de la reproduction. La production d’un ovocyte 

capable d’être fécondé est en effet indissociable de la croissance du follicule ovarien, 

compartiment associant ovocyte et cellules voisines, siège d’interactions cellulaires et 

moléculaires. Pourtant, très peu d’études se sont attachées à décrire son déroulement dans 

l’espèce féline. Alors que  les techniques de reproduction assistée se sont récemment 

considérablement développées chez le chat et les félidés sauvages, il nous est apparu 

indispensable de réaliser une description histologique et morphologique précise de la 

croissance folliculaire chez la chatte. 

 

 Chez l’Homme, et chez beaucoup d’autres espèces animales, la folliculogenèse a déjà 

fait l’objet d’études particulières. Il est donc possible de comparer le développement 

folliculaire de ces espèces.  

Dans notre étude, le diamètre du follicule primordial était de 44 µm en moyenne. Cette valeur 

semble relativement importante par rapport à celles obtenues chez les autres carnivores 

domestiques (25 µm chez la chienne ; Songsasen et al., 2009) ou les autres mammifères (par 

exemple, 35 µm chez la femme ; Gougeon et Chainy, 1987). Alors que Gosden et Telfer 

(1987b) ont montré qu’il existait, chez les mammifères, une relation allométrique entre le 

diamètre du follicule primordial et le poids moyen de l’espèce considérée, la chatte semble 

donc être une exception. Malandain et al. (2006) ont montré que le diamètre folliculaire 

moyen à l’ovulation chez la chatte était de 3 mm. Sur ces observations, le follicule pré-

ovulatoire de chatte semble suivre la relation établie par Gosden et Telfer (1987b), selon 

laquelle le diamètre maximal du follicule est lié au poids moyen de l’espèce. Cette relation ne 

paraît toutefois pas absolue. En effet, à titre de comparaison, les études menées chez la femme 

et la vache ont montré que les diamètres des follicules pré-ovulatoires étaient respectivement 

de 20 et de 10 mm dans ces espèces (Monniaux et al. 1997). 

Concernant la croissance ovocytaire, nous avons déterminé que le diamètre moyen de 

l’ovocyte contenu dans les follicules primordiaux était de 40 µm dans l’espèce féline. De 

même que nous l’avions remarqué pour le diamètre folliculaire, l’ovocyte félin, au début de sa 

croissance, paraît de grande taille par rapport aux autres mammifères puisqu’il ne mesure que 
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18 µm chez la chienne (Songsasen et al., 2009) et 32 µm chez la femme (Gougeon et Chainy, 

1987). Cependant, alors que dans l’étude menée par Gosden et Telfer (1987b), les auteurs 

soulignaient la taille disproportionnée de l’ovocyte félin issu des grands follicules antraux 

comparativement aux autres espèces, nous n’avons pas observé un tel écart entre les données 

de la bibliographie et nos résultats. En effet, dans notre étude, l’ovocyte de chatte atteint un 

diamètre maximal moyen de 105 µm (ZP exclue). Cette valeur est donc inférieure à celles 

décrites chez la chienne et la femme, pour lesquelles le diamètre ovocytaire atteint 130 µm 

avant l’ovulation (Reynaud et al., 2009 ; Gougeon, 1984). 

Le follicule ovarien félin débute donc sa croissance à un diamètre relativement élevé par 

rapport aux autres espèces de mammifères, ce qui semble dû à un diamètre ovocytaire 

initialement important, mais sa taille et celle de l’ovocyte qu’il contient ne sont pas excessives 

au moment de l’ovulation.  

 De même que chez la plupart des mammifères déjà étudiés (souris : Brambell, 1928 ; 

hamster : Iwanatsu et Yanagimachi, 1975 ; Homme : Gougeon, 1984 ; vache : Fair et al., 

1995 ; Wandji et al., 1996 ;  marsupiaux : Rodger et al., 1992 ; chienne : Songsasen et al., 

2009), notre étude a permis de mettre en évidence la croissance biphasique de l’ovocyte félin. 

Au cours du développement folliculaire, cette croissance se divise en deux phases : une phase 

de croissance rapide, proportionnelle à celle du follicule, et une phase de croissance beaucoup 

plus lente. Dans notre étude, la transition entre ces deux phases avait lieu juste après la 

formation de l’antrum, ce qui semble être également le cas chez les autres espèces. Après ce 

stade, la croissance ovocytaire est quasiment nulle. Récemment, Rodger et al. (1992) ont 

montré que, chez les marsupiaux, l’ovocyte reprenait sa croissance juste avant l’ovulation, ce 

qui ne semble pas être le cas dans notre étude. 

 Notre étude a également permis de montrer que, chez la chatte, la formation de 

l’antrum avait lieu pour un diamètre folliculaire compris entre 160 et 200 µm, ce qui 

représente 5 % de son diamètre pré-ovulatoire. Chez les autres espèces de mammifères 

étudiées, la cavité antrale apparaît le plus souvent dans les follicules de 200 µm environ 

(Gosden et Telfer, 1987b) mais le rapport entre le diamètre folliculaire à la formation de 

l’antrum et son diamètre pré-ovulatoire varie de 2 % chez la femme (Greenwald et Terranova, 

1988), à 15 % chez le ouistiti (Gilchrist et al., 1995). 
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Enfin, dans notre étude, la zone pellucide a été observée dès le stade follicule secondaire. Son 

épaisseur était en moyenne de 10 µm dans les grands follicules antraux mais aucune relation 

évidente n’a pu être établie entre son épaisseur et le diamètre ovocytaire ou folliculaire, même 



si sa croissance était globalement ralentie lorsque l’ovocyte avait atteint son diamètre 

maximal. 

 

 Cette étude a fait l’objet d’une présentation lors du 6ème Congrès ISCFR (International 

Symposium on Canine and Feline Reproduction) de Vienne en 2008 placée en annexe 5, ainsi 

que d’une publication scientifique en langue anglaise présentée en annexe 6. 
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ANNEXE 1 : 

PROTOCOLE DE FIXATION ET D’INCLUSION DES 

OVAIRES DE CHATTES. 

 

 

FIXATION 

 

 Rinçage dans le Phosphate Buffered Saline (PBS) 
(Sigma-Aldrich, Saint-Quentin-Fallavier, France) 

 Formaldéhyde 10 %  1 semaine   4°C 
(v/v, VWR, Fontenay sous Bois, France) 

 

 

DESHYDRATATION ET INCLUSION 

 

 Ethanol 50°   2 heures   Température ambiante 
(VWR) 

 Ethanol 100°   2 heures   Température ambiante 

 Ethanol 100°   Une nuit   4°C 

 

 Butanol   1 heure   Température ambiante 
(Sigma-Aldrich) 

 Butanol   1 heure   60°C 

 Paraffine   1 heure   60°C 
(Paraplast, CML, Nemours, France) 

 Paraffine   2 heures   60°C 

 Paraffine   3 heures   60°C 

 

 Inclusion de l’ovaire dans les moules plastiques cubiques remplis de paraffine à 60°C, 

puis durcissement à température ambiante 
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ANNEXE 2 : 

PROTOCOLE DE COLORATION DES LAMES 

HISTOLOGIQUES (HES). 

 

 

REHYDRATATION 

 

 Toluène   2 bains    10 minutes 
(Sigma-Aldrich) 

 Ethanol 100°   1 bain    5 minutes 
(VWR) 

 Ethanol  95°   1 bain    5 minutes 

 Eau    1 bain    5 minutes 

 

 

COLORATION 

 
 Hemalun   1 bain    5 minutes 

(RAL, CML) 

 Eau    3 bains    2 minutes 

 Eau chlorhydrique  1 passage 
10 gouttes d’acide chlorhydrique dans 210 mL d’eau distillée 

(Sigma-Aldrich) 

 Eau    1 bain    2 minutes 

 Carbonate de lithium 1 passage 
(Sigma-Aldrich) 

 Eau    1 bain    2 minutes 

 Eosine    1 bain    1 minute 
4 g d’Eosine dans 1L d’eau distillée +/- 4 g d’Erythrosine 
 (RAL, CML) 

 Eau    2 bains    2 minutes 

 Ethanol 100°   1 bain    2 minutes 

 Safran    1 bain    3 minutes 
10 g de Safran dans 1L d’éthanol 100° 
 (RAL, CML) 

 Toluène   2 bains    5 minutes 
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ANNEXE 3 : 

TABLEAU DE RECUEIL DES DONNEES. 
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ANNEXE 4 : 

CARACTERISTIQUES DES CHATTES ET DES 

OVAIRES INCLUS DANS L’ETUDE. 

 

 Nom Âge 
(années) 

Nombre de 
follicules 
observés 

Diamètre 
folliculaire 
inférieur 

Diamètre 
folliculaire 
supérieur 

1 Juan NC 
2 Sissi 0,83 
3 Noa 2,25 
4 Minou 1,67 
5 Zazy 1,5 
6 Samba NC 
7 Nougatine NC 
8 Lili NC 
9 Fripouille 0,67 
10 Rose 1,67 

184 42,5 µm 2275 µm 

11 Tara NC 9 213 µm 670 µm 
12 Griffonne 0,83 41 100 µm 963 µm 
13 Tartine 0,75 22 135 µm 2550 µm 
14 Aby 2,75 36 223 µm 875 µm 
15 Caline NC 37 310 µm 1775 µm 
16 Salsa 1,42 29 605 µm 3660 µm 
17 Zouzou NC 46 41 µm 2775 µm 
18 Lisa NC 56 305 µm 1375 µm 
19 Chipie  0, 92 34 42 µm 3162 µm 
20 Pitchoune NC 26 73 µm 1850 µm 
21 Loutre NC 6 81 µm 3225 µm 
22 Flocon 1 16 42 µm 2525 µm 
23 Griotte NC 34 35 µm 2525 µm 
24 Mina 1 5 90 µm 1937 µm 
25 Madonna 1,17 18 34 µm 2612 µm 
26 Frimousse 0,58 1 1612 µm 1612 µm 
27 Marguerite NC 18 38 µm 3337 µm 
28 Hermione NC 28 45 µm 2487 µm 
29 Javel 0,83 34 43 µm 1625 µm 
30 Bigoudi 0,83 42 41 µm 1725 µm 
31 Coca NC 27 41 µm 1500 µm 
32 Pilou NC 24 34 µm 2100 µm 
33 Mirette NC 7 1762 µm 2387 µm 
34 Vodka 1 1 2474 µm 2474 µm 
35 Coton 1 11 50 µm 3400 µm 
36 Teigne NC 3 1162 µm 2312 µm 
37 Myrtille 0,58 5 2487 µm 2975 µm 
38 Pixie 1 5 875 µm 3112 µm 
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39 Calypso 0,58 7 925 µm 2625 µm 
40 Taska NC 6 925 µm 1887 µm 
41 Shakira NC 4 1162 µm 2275 µm 
42 Vikim 0,67 8 90 µm 2287 µm 
43 Gribouille 0,58 2 2137 µm 2200 µm 

TOTAL 832 follicules 34 µm 3600 µm 
 

NC : Non Connu  
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ANNEXE 5 : 

POSTER ET RESUME PRESENTES AU 6EME 

CONGRES ISCFR (International Symposium on Canine 

and Feline Reproduction) DE VIENNE 2008. 
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FOLLICULOGENESIS AND MORPHOMETRY OF OOCYTE AND FOLLICLE 
GROWTH IN THE FELINE OVARY 
 
Karine Reynaud, Coralie Gicquel, Sandra Thoumire, Martine Chebrout, Christine Ficheux, 
Magali Bestandji, Sylvie Chastant-Maillard 
UMR 1198 INRA / ENVA / CNRSFRE Biologie du Développement et Reproduction, Alfort 
National Veterinary College, 7 Avenue du Général de Gaulle, 94704 Maisons-Alfort Cedex, 
France. E-mail: kreynaud@vet-alfort.fr 
 
This study was designed to describe, both quantitatively (morphometry) and qualitatively 
(histological differentiation), follicle and oocyte growth in the feline ovary. 
 
Materials and methods - The ovaries of 43 cats were collected and processed for histology. 
The diameters of 832 follicle / oocyte pairs were measured, with and without zona pellucida, 
and a special emphasis was placed on the study of early folliculogenesis. 
 
Results - Primordial, primary, secondary, preantral and early antral follicles were measured at 
44.3 μm, 86.2 μm, 126.0 μm, 155.6 μm and 223.8 μm in diameter respectively. A biphasic 
pattern of follicle and oocyte growth was observed. Before antrum formation, follicle (x) and 
oocyte (y) size were positively and linearly correlated (y = 0.500 x + 20.01, r2 = 0.89). Antrum 
formation occurred when the follicle reached 160 - 200 μm in diameter (when oocyte was at 
102 μm). After antrum formation, a decoupling was observed, a minimal increase in oocyte 
size contrasting with a significant follicle development (y = 0.001 x + 114.39, r2 = 0.01). The 
preovulatory follicle diameter was ~ 3500 μm and the maximal oocyte diameter was 115 μm. 
The zona pellucida, absent in primordial and primary follicles, appeared at the secondary 
stage and reached almost 6 μm at the preovulatory stage. 
 
Conclusions - These results suggest that (1) in feline ovary, follicle and oocyte growth pattern 
is similar to that observed in other mammals, (2) the antrum forms in 160 – 200 μm follicles, 
which represents 5% of the preovulatory diameter, (3) the oocyte had achieved more than 90 
% of its maximal growth at the antrum formation. 
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ANNEXE 6 : 

REYNAUD K, GICQUEL C, THOUMIRE S, 

CHEBROUT M, FICHEUX C, BESTANDJI M, 

CHASTANT-MAILLARD S. (2009) Folliculogenesis and 

morphometry of oocyte and follicle growth in the feline 

ovary. Reprod. Dom. Anim., 44, 174-179. 
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ETUDE MORPHOMETRIQUE DE LA 

FOLLICULOGENESE DANS L’ESPECE FELINE 

 

NOM et Prénom : GICQUEL Coralie 
 
Résumé : 

Les techniques de reproduction assistée se sont considérablement développées ces vingt dernières 
années chez les félidés. Pourtant la dynamique de la croissance folliculaire et ovocytaire a fait l’objet 
de très peu d’études dans ces espèces. Le but de cette étude était la description quantitative 
(morphométrie) et qualitative (différenciation histologique) de la croissance folliculaire et ovocytaire 
dans l’espèce féline. Les ovaires issus de 43 chattes ont été collectés, inclus en paraffine et les coupes 
histologiques ont été préparées en vue de leur observation. Les diamètres de 832 couples 
follicule/ovocyte ont été mesurés, en incluant ou non la zone pellucide (ZP). Les diamètres moyens 
des follicules primordiaux, primaires, secondaires, pré-antraux et antraux étaient respectivement de 
44,3 ± 0,85, 86,2 ± 1,8, 126,0 ± 2,2, 155,6 ± 2,9, et 223,8 ± 5,3 µm. Une relation biphasique entre la 
croissance folliculaire et ovocytaire a été mise en évidence. Avant la formation de l’antrum, les 
diamètres du follicule (x) et de l’ovocyte (y) étaient positivement et linéairement corrélés (y = 0,500x + 
20,01, r2 = 0,89, P < 0,0001). L’antrum apparaissait lorsque le follicule atteignait un diamètre de 160-
200 µm (pour un diamètre ovocytaire de 102 µm). Après la formation de l’antrum, la croissance de 
l’ovocyte était presque nulle, alors que le follicule présentait un développement important (y = 0,001x 
+ 114,39, r2 = 0,01, P = 0,20). Le diamètre du follicule pré-ovulatoire était d’environ 3 500 µm et le 
diamètre ovocytaire maximal atteignait 115 µm. La ZP, absente dans les follicules primordiaux et 
primaires, apparaissait au stade secondaire et atteignait une épaisseur de 6 µm au stade pré-ovulatoire. 
Ces résultats suggèrent que (i) chez la chatte, la cinétique de la croissance folliculaire et ovocytaire est 
similaire à celle observée chez les autres mammifères ; (ii) l’antrum apparaît pour un diamètre 
folliculaire de 160-200 µm et (iii) l’ovocyte a achevé 90 % de sa croissance lors de la formation de 
l’antrum. 
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MORPHOMETRIC APPROACH TO 

FOLLICULOGENESIS IN CATS 

 

AUTHOR : GICQUEL Coralie 
 
Summary : 

Assisted reproductive technology in cats has made considerable progress over the last twenty years. 
However, follicle and oocyte growth kinetics in cats have been given little attention. This study was 
designed to describe, both quantitatively (morphometry) and qualitatively (histological 
differentiation), follicle and oocyte growth in the feline ovary. The ovaries of 43 cats were collected 
and processed for histology. The diameters of 832 follicle/oocyte pairs were measured, with and 
without zona pellucida (ZP), and special emphasis was given to the study of early folliculogenesis. 
Average primordial, primary, secondary, pre-antral and early antral follicles diameters were measured 
and found to be 44,3 ± 0,85, 86,2 ± 1,8, 126,0 ± 2,2, 155,6 ± 2,9 and 223,8 ± 5,3 µm respectively. A 
biphasic pattern of follicle and oocyte growth was observed. Before antrum formation, follicle (x) and 
oocyte (y) sizes were positively and linearly correlated (y = 0,500x + 20,01, r2 = 0,89, P < 0,0001). 
Antrum formation occurred when the follicle reached 160-200 µm in diameter (while the oocyte was 
102 µm). After antrum formation, a decoupling was observed, with a minimal increase in oocyte size 
contrasting with a significant follicle development (y = 0,001x + 114,39, r2 = 0,01, P = 0,20). The pre-
ovulatory follicle diameter was approximately 3 500 µm and the maximal oocyte diameter was 115 
µm. The ZP, absent in primordial and primary follicles, appeared at the secondary stage and reached 
almost 6 µm at the pre-ovulatory stage. These results suggest that (i) in  the feline ovary, the  growth 
pattern of  follicles and oocytes is similar to that observed in other mammals ; (ii) the antrum forms in 
160-200 µm follicles, which represents 5 % of the pre-ovulatory diameter and (iii) the oocyte has 
achieved more than 90 % of its maximal growth at the stage of antrum formation. 
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