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Introduction

Connu pour étre le vecteur de maladies graves comme la rage puis accusé de dérober le gibier des
chasseurs, le renard roux (Vulpes vulpes) a toujours été victime de sa mauvaise réputation. Ce
cousin du chien, considéré comme nuisible, a également été chassé et élevé massivement pour sa
fourrure dés le début du 20°™ siécle.

C’est dans ce contexte socio-économique que les premiéres études sur la reproduction du
renard roux ont débuté dans les années 1940. En effet, 'essor économique mondial du commerce
de la fourrure, qui représente de nos jours plusieurs milliards d’euros par an, a joué un rdle important
dans le développement de l'intérét pour la physiologie de la reproduction de cette espeéce : le but
étant d’augmenter la productivité et la rentabilité économique des élevages notamment en
s’émancipant de la saisonnalité du cycle sexuel de cette espéce. Bien que le renard roux ne soit pas
une espéce protégée et qu'il soit présent en grand nombre sur presque tous les continents, ses
tissus constituent un matériel biologique rare, comme chez de nombreuses espéeces sauvages, pour
des raisons principalement éthiques puisque I'abattage des individus est souvent nécessaire pour
leur collecte. Ceci explique que les connaissances actuelles en matiére de physiologie de la
reproduction vulpine soient encore extrémement limitées, comparées aux connaissances que nous
avons sur la physiologie de la reproduction d’autres espéces telles que les principales espéces
d’élevages (bovins, porcins, équins).Toutefois, les études réalisées ont permis de préciser quelques
particularités de la reproduction du renard roux et de mettre en place des techniques de reproduction
assistée aujourd’hui largement utilisées dans les élevages. Les similitudes avec le chien et les autres
canidés sauvages pourraient faire du renard roux un excellent modéle potentiel notamment dans le
cadre de la conservation des canidés sauvages menacés d’extinction.

Ce travail de thése propose, dans un premier temps, de faire une synthese bibliographique
des caractéristiques générales du renard roux (morphologie, mode de vie, régime alimentaire, aire
de répartition, place dans notre société...). Dans une seconde partie, nous exposerons les
connaissances bibliographiques actuelles sur les particularités de la physiologie de la reproduction
du renard roux en faisant des rappels sur les grandes caractéristiques de la reproduction des
canidés. Enfin dans une troisieme partie, nous présenterons notre étude expérimentale portant sur
les caractéristiques macroscopiques et microscopiques des organes génitaux et des gamétes de
renards roux et argentés.
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Premiere partie:. eéetude bibliographique
sur le renard roux (généralités)

Cette premiere partie de I'étude a pour but de présenter les principales caractéristiques physiques
et sociales du renard roux, ainsi que sa place dans le monde du vivant et dans la société humaine.

1. Taxonomie
1.1. Classification phylogénétique

Le renard roux appartient a I'espéce vulpes du genre Vulpes. Il fait partie de la famille des Canidés,

appartenant a la classe des Mammiféres et, a I'ordre des Carnivores (sous-ordre des Carnivores
fissipédes, par opposition aux Carnivores aquatiques et pinnipédes) (figure 1). Les Carnivores se
caractérisent par les particularités de leur dentition et de leur machoire leur permettant de se nourrir
d’autres animaux, bien que certains carnivores puissent présenter un régime omnivore, voire
herbivore.

Les Carnivores terrestres sont répartis en deux sous-ordres distincts issus d’'une séparation
précoce dans I'histoire de I'évolution des Mammiféres : les Carnivores caniformes (chien, renard,
loup, chacal, lycaon...) et les Carnivores féliformes (chat domestique, hyéne, lion, tigre...) (Flynn et
al., 2005).

Figure 1 : place du renard roux dans la classification des étres
vivants (Linnaeus, 1758)

Classe Mammalia

Ordre Carnivora

Sous-ordre Feliformia Caniformia

Famille Canidae

Genre Vulpes

Espéce Vulpes vulpes (Linnaeus, 1758)
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1.2. Famille des Canidae

Comme vu précédemment, la famille des Canidés appartient a I'ordre des Carnivores et au sous-
ordre des Carnivores caniformes. Elle regroupe trente-six espéces animales réparties en treize
genres ; les genres les plus importants, en nombre d’espéces représentées, sont Vulpes et Canis.

Elles incluent des mammiféres carnassiers, ayant une bulle tympanigue non cloisonnée
(contrairement au septum tympanique que I'on retrouve chez les espéces féliformes), des canines
développées, de nombreuses molaires (10 pour la plupart des espéces pour un total de 42 dents)
et des griffes non rétractiles (Chator, 2010). Les individus possedent par ailleurs cing doigts sur les
membres antérieurs et quatre doigts sur les membres postérieurs.

Cette famille regroupe, entre autres, les loups, les chiens, les chacals, les coyotes et les renards
(figure 2) (annexe 2).

Figure 2 : arbre phylogénétique des Canidés (Lindblad-Toh et al., 2005)
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1.3. Genre Vulpes

Le genre Vulpes regroupe tous les individus appelés communément « renards ». Ces derniers se
distinguent du genre Canis principalement par la forme ovale de leurs pupilles. Ce genre compte au
total 12 a 14 espéces selon les auteurs : le renard roux (Vulpes vulpes), le renard corsac (Vulpes
corsac), le renard de Blanford (Vulpes cana), le renard du Cap (Vulpes chama), le renard du Tibet
(Vulpes ferrilata), le renard nain (Vulpes macrotis), le renard péale (Vulpes pallida), le renard de
Ruppell (Vulpes ruepellii), le renard véloce (Vulpes velox), le renard du Bengale (Vulpes
bengalensis), le renard polaire(Alopex lagopus ou Vulpes lagopus) et le fennec (Vulpes zerda), bien
gue l'appartenance de ce dernier au genre Vulpes soit encore vivement discutée. Il existerait entre
45 et 70 sous-espéces du genre Vulpes (63 d’aprés le Systeme d’'Information Taxonomique Intégré).

Cependant, de nombreux canidés appelés « renards » ne font pas partie de ce genre : c’est
le cas du renard gris d’Amérique (Urocyon cinereoargenteus) et du renard gris d‘Argentine
(Lycalopex griseus) appartenant respectivement aux genres Urocyon et Lycalopex. Ainsi, la
classification des renards est-elle complexe et a déja été modifiée plusieurs fois.

Le renard roux est I'espéce la plus représentée, en termes d’effectifs, et la plus grande en
taille du genre Vulpes.

1.4. Espéce Vulpes vulpes

Le renard roux, originaire d’Eurasie, provient de I'évolution de Vulpes alopecoides ou de Vulpes
chikushanensis, ces deux espéces étant trés proches et ayant vécu toutes les deux durant le
Néogeéne et le Pléistocéne, il y a 0,9 a 4 millions d’années (Kurten, 1968). Le plus ancien spécimen
de Vulpes vulpes découvert a été daté entre 3,4 & 1,8 millions d’années avant I'ére actuelle et a été
découvert en Hongrie. Il a été classé sous le nom de Vulpes vulpes par Linnaeus en 1758.

Le renard roux est I'espéce la plus évoluée du genre et la mieux adaptée au régime carnivore
aprés le renard du Tibet : leur crane et leur machoire sont plus développés que chez les autres
espeéces.

En 2005, selon la classification la plus récente, I'ITIS reconnait 45 sous-espéces de renards
roux, mais en 2010, une quarante-sixieme sous-espece aurait été mise en évidence par des
analyses génétiques réalisées a partir du génome mitochondrial d’'un individu découvert dans la
vallée de Sacramento (Sacks et al., 2010). D’aprés Heptner et Naumov (1998), ces sous-espéeces
du renard roux sont classées en deux grandes catégories: les renards dits « nordiques »,
généralement de grande taille et de couleurs vives, et les renards dits « gris du sud », plus petits.
Les croisements entre individus de sous-especes différentes sont treés fréquents, ce qui entraine un
brassage génétique important a l'origine de I'émergence de nombreuses sous-espéeces.

En France, trois sous-espéces du renard roux sont présentes (figure 3): Vulpes vulpes
crucigera (excepté en Corse et sur le littoral des Pyrénées Orientales), Vulpes vulpes ichnusae (en
Corse) et Vulpes vulpes silacea (sous-espéce espagnole ne dépassant pas la région du Roussillon
sur le territoire frangais).
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Figure 3 : sous-espéces du renard roux présentes en France : A-Vulpes vulpes crucigera,
B- Vulpes vulpes ichnusae, C- Vulpes vulpes silacea (Bullock, 2019 ; Longu, 2012 ;
Jasper, 2015)

2. Caractéristiques générales

2.1. Morphologie

Le renard roux (Vulpes vulpes), aussi appelé «renard commun », «renard rouge » ou
anciennement « goupil », mesure 35 a 40 cm de hauteur au garrot, 90 a 125 cm de long (queue
comprise) pour un poids compris entre 3 et 14kg (Blackbourn, 1999 ; Jost et Jost-Tse, 2005). |
possede un corps longiligne et musclé, une téte fine et triangulaire, des oreilles pointues et dressées
mesurant entre 7 et 13 cm, un museau pointu et fin, des yeux bruns-orangés fendus d’une pupille
elliptique et verticale, une queue longue mesurant entre 32 et 49 cm et dont I'extrémité se termine
par une touffe blanche et des membres relativement courts par rapport a sa taille. Comme le chien
(Canis lupus familiaris), il posséde cing doigts sur les membres antérieurs et quatre doigts sur les
membres postérieurs. Chaque doigt se termine par une griffe semi-rétractile (Jost et Jost-Tse, 2005).

Il posseéde 450 fois plus de cellules olfactives que I'étre humain, ce qui rend son odorat trés
développé. Son ouie est également tres fine et lui est indispensable pour chasser. La vue représente
le sens le moins développé du renard roux.

Sa dentition est composée de 42 dents dont des canines longues, pointues et concaves
contrairement au chien (Jost et Jost-Tse, 2005). L’émail est épais et se renouvelle tout au long de
la vie de I'animal.

Le pelage du renard roux, doux et trés dense, se compose de deux couches de poils, et
s’épaissit en hiver, lui permettant ainsi de résister a des températures pouvant aller jusqu’a -13°C
(Blackbourn, 1999). La robe est majoritairement rousse, marquée de blanc sur les joues, le menton,
le cou, le tronc, 'abdomen et sur la face médiale des membres. L’extrémité des membres est noire
(Jost et Jost-Tse, 2005). Il existe cependant une trés grande variété de couleurs de pelage selon les
sous-especes, pouvant varier du beige au brun foncé (figure 4). Le pelage peut étre plus long chez
certains individus d’Amérique du Nord (figure 5) comparé a celui des sous-espéces européennes
(Heptner et Naumov, 1998). La robe est majoritairement noire chez les individus présentant la forme
mélanistique du renard roux appelée « renard argenté » (figure 6).

L’albinisme est rare chez le renard roux. Les formes leucistiques (sans dépét de mélanine) sont plus
fréquentes et sont observées majoritairement durant les années de faible abondance alimentaire
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(Heptner et Naumov, 1998). Les individus leucistiques ont I'extrémité des oreilles et la queue noires
(Jost et Jost-Tse, 2005).

Chez le renard roux, il n’existe pas de dimorphisme sexuel franc permettant de différencier
avec certitude des individus de sexe opposé. Toutefois, la femelle est généralement plus petite et
plus légere que le méle de 15 a 20 % (les méles adultes pesent en moyenne 7 kg contre 5 kg pour
les femelles adultes). La femelle possede également une ossature plus fine et un crane plus petit
compris entre 128 et 159 mm contre 129 et 167 mm pour le male adulte (Heptner et Naumov, 1998).

Figure 4 : taxidermie des variations de la robe du renard roux
(Shakko, 2009)

Figure 5 : renard roux adulte, Vulpes vulpes alascensis (Pomeroy, 2017)

e WV %
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Figure 6 : la forme mélanistique du renard roux, le « renard argenté »
(Layne, 2008)

e —

2.2.Mode de vie, habitat et organisation territoriale

Mode de vie

Le renard roux est un animal nocturne et crépusculaire qui peut étre également actif le jour si
les lieux sont calmes, pour rechercher de la nourriture en hiver et pour apprendre aux renardeaux a
chasser I'été. Selon Artois et Le Gall (1988), 69 % de son activité est nocturne en automne. Ce
pourcentage avoisine les 100 % en hiver ou il est particulierement actif au crépuscule.

Habitat

Les caractéristiques physiques et le régime alimentaire du renard roux lui donnent la capacité de
s’adapter a tous les milieux. Ainsi, le retrouve-t-on aussi bien en bord de mer, en montagne, en
milieu urbain, en régions boisées, dans les prairies, les savanes, les steppes, sur les rives de lacs
ou encore en milieu semi-désertique. Il construit habituellement son terrier en terrain sec (en forét
ou en plaine) et s’abrite dans des éboulis, des tas de bois, sous des racines ou dans des fossés. Le
renard roux occupe fréquemment les anciens terriers de blaireaux (Meles meles) et peut méme
cohabiter avec eux.

Au fil du temps, le renard roux a su parfaitement s’adapter a la présence humaine et on le
retrouve désormais dans de nombreux lieux créés par I'Homme comme les champs cultivés, les
bords de route, les voies de chemins de fer ou encore dans les centres-villes ou il se nourrit des
déchets ménagers (Blackbourn, 1999).
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Territorialité

Le renard roux est un animal territorial, c’est-a-dire qu’il défend la surface qu'il exploite pour subvenir
a ses besoins.

Plusieurs études de suivis télémétriques ont montré que cette superficie pouvait couvrir 20 a
40 hectares en milieu urbain (Harris, 1980) et jusqu'a 500 hectares en milieu rural voire 4000
hectares en montagne (Artois et Le Gall, 1988 ; Henry, 2004).
Ce territoire varie cependant selon les saisons, en fonction des besoins et des ressources
alimentaires, et selon les ressources en habitats disponibles. En effet, le territoire vital du renard
roux dépend de deux grands facteurs : la richesse trophique du milieu (c’est-a-dire la disponibilité
des ressources alimentaires variant avec les saisons, et les habitats disponibles) et la proximité des
individus des territoires voisins (moins il y a de congénéres a proximité, plus le territoire est étendu).
Les renards males peuvent marcher jusqu’a 25 km pour trouver un nouveau territoire.

2.3. Organisation sociale, communication et longévité

Organisation sociale

En dehors de la période de reproduction, le renard roux est une espéce solitaire mais il n’est
pas rare d’observer des individus vivant en couple ou en groupes de plusieurs individus (Major et
Sherburne, 1987). La formation de ces groupes dépend principalement de la richesse du milieu. En
effet, dans les milieux peu favorables, le renard roux est plutét solitaire tandis que 'on peut observer
des groupes allant jusqu’a sept individus dans les milieux offrant des ressources trophiques plus
abondantes, comme par exemple en milieu urbain (Jost et Jost-Tse, 2005). Dans de tels groupes,
on observe une forte hiérarchie, tendant vers la polygynie, avec présence d’'un male, d’'une femelle
dominante reproductrice et de plusieurs femelles non reproductrices. Seul le couple dominant se
reproduit, tandis que les autres femelles assurent la chasse et I'élevage des renardeaux et occupent
un territoire périphérigue a celui du couple dominant : c’est le phénoméne de suppression de la
reproduction (Jost et Jost-Tse, 2005). Cependant, il n’est pas rare que le groupe se modifie au cours
du temps, certains individus pouvant notamment étre chassés du groupe par le couple dominant
(Blackbourn, 1999).

Communication

Le renard roux posséde d’excellents sens. Les individus communiquent entre eux grace a des
postures, des expressions faciales, des sons et des marquages odorants. A ce jour, on distingue 28
émissions vocales dans cinqg octaves différentes dont les glapissements typiques, des
cliguétements, des gémissements ainsi que des cris et aboiements aigus surtout émis par les
femelles et en période de rut. Chaque individu posséde une voix unique qui permet de le distinguer
des autres. Concernant les marquages odorants, ils s’effectuent avec I'urine, les féces et les
sécrétions des glandes anales, des glandes supracaudales ainsi que des glandes situées sur les
levres et a 'angle de la machoire ainsi qu’entre les coussinets. Ces marquages sont réalisés tous
les cents metres environ et sont réitérés aux mémes endroits tous les 2 a 3 jours (Jost et Jost-Tse,
2005).
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Longévité

L’espérance de vie du renard roux en captivité est proche de celle du chien domestique, soit
environ 14 a 15 ans. Dans la nature, la mortalité est souvent trés élevée et peut atteindre 80 % au
cours de la premiére année de vie (Jost et Jost-Tse, 2005). Dans les groupes, le couple de renards
dominants vit en moyenne 4,5 ans tandis que les autres individus du groupe ne vivent que 2 ans
(Baker et Harris, 2006). Un animal solitaire vit en moyenne jusqu’a 3 ans. A ce jour, le plus vieil
individu vivant en liberté avait 9 ans et a été découvert en Grande-Bretagne.

2.4. Alimentation

Comme de nombreux canidés, le renard roux posséde un régime alimentaire opportuniste, omnivore
a prédominance carnivore. D’aprés Feldhamer et al.(2003), 'alimentation du renard, variable selon
la saison et le biotope, se compose majoritairement de petits mammiferes (Leporidae sp., Sciuridae
sp., Talpidae sp., Marmota sp., Cricetidae sp.) qui constituent 23 % de son régime alimentaire mais
également d’oiseaux (passériformes, galliformes, gibier d’eau) ou de leurs oeufs, de poissons, de
fruits (fruits rouges, kakis, pommes, prunes, raisins, glands) et autres végétaux (herbes, tubercules)
et champignons. Il se nourrit également d’'invertébrés (lombrics, coléoptéres, guépes, sauterelles)
et des carcasses qu’il rencontre. En milieu urbain, les déchets ménagers font également partie de
son alimentation.

Un renard roux adulte consomme entre 300 et 600 g de nourriture par jour (Blackbourn, 1999)
répartis en plusieurs prises alimentaires du fait de la faible capacité de son estomac. Il passe ainsi
prés d’'un tiers de son activité journaliére a chasser (Jost et Jost-Tse, 2005). L’alimentation trés
diversifiée de cet animal opportuniste expligue sa grande capacité a s’adapter a des milieux trés
divers et donc sa large répartition géographique.

Contrairement & de nombreux canidés, le renard roux ne chasse pas en meute mais en
solitaire, au crépuscule et la nuit (entre 18h et 6h du matin) ou le jour en hiver. Sa technique de
chasse, que I'on appelle « mulotage », est caractéristique : son ouie fine lui permet de repérer sa
proie, y compris sous la neige ; puis il tend alors les membres postérieurs tout en fléchissant les
membres antérieurs, les oreilles inclinées vers sa proie puis bondit en l'air et atterrit sur cette
derniére qu’il achéve d’'un coup fatal au niveau de la nuque. Le taux de réussite de cette technique
n’est que de 20 % (Jost et Jost-Tse, 2005). Autrement, il chasse a 'affit en s’avangant lentement a
guelgues métres de sa proie avant de lancer sa course vers celle-ci. Cette technique est cependant
peu efficace.

3. Répartition géographique et démographique
3.1. Répartition géographique

Le renard roux est le carnivore sauvage ayant I'aire de répartition mondiale la plus vaste (figure
7). Selon le dernier rapport de ''UCN RedList (Hoffman et Sillero-Zubiri, 2016), on estime son aire
de répartition a 70 millions de km2. En effet, selon ce méme rapport, le renard roux est présent sur
presque tous les continents et occupe la quasi-totalité de I'hémisphére Nord, a I'exception de
I'lslande, la Créte, les iles arctiques, certaines régions de Sibérie et les Hébrides (Blackbourn, 1999).
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On le retrouve dans toute I'Europe, en Afrique du Nord, en Amérique du Nord (Etats-Unis
d’Amérique, Canada), dans le nord de I'Asie et dans le sud de I'Australie ou le renard roux d’Europe,
Vulpes vulpes crucigera a été introduit en 1870 dans I'état de Victoria pour la chasse et colonise
désormais la totalité du pays. Autrefois rural, on le retrouve aujourd’hui dans toutes les grandes
villes européennes (Amsterdam, Budapest, Bruxelles, Copenhague, Londres, Madrid, Paris,
Oslo...). En France, il est présent dans tout le pays, y compris en Corse.

Figure 7 : répartition mondiale du renard roux, Vulpes vulpes (Hoffman et
Sillero-Zubiri, 2016)
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3.2. Densité démographique

3.2.1. En France

La densité moyenne de renards roux en France en 2000 était de 0,9 a 3,3 renards au km?
selon le rapport de 'ONCFS. En 2015, cette densité a été estimée a un renard au kmz2. La densité
de renards roux en France est stabilisée et contr6lée par TONCFS grace a des abattages réguliers
d’adultes comme de jeunes afin de maintenir une densité d’un renard par km2. Toutefois, en zone
urbaine, on peut trouver jusqu'a 5 groupes par km? alors que la densité n’est que de 0,04 groupe au
km? dans les milieux ou la richesse trophique est la moins élevée.

3.2.2. Alinternational
La densité démographique du renard roux est extrémement variable d’un pays a l'autre.

Au Royaume-Uni, elle varie de 0,04 renard par km2 en Ecosse, a 1,17 individu par km2 au
Pays de Galles (Heydon et Reynolds, 2000). Dans les zones urbaines britanniques ou la nourriture
est particulierement abondante, on compte jusqu’a trente renards par km? (Macdonald et Newdick,
1982 ; Harris et Rayner, 1986). De méme, pour les groupes sociaux, on comptabilise une famille par
kmz2 dans les zones rurales contre 0,2 a 5 par km?2 en zones urbaines (Macdonald, 1981).

Dans les zones urbaines a périurbaines de Zurich, on observe des densités allant jusqu’a 6,9
renards par km? (Deplazes et al.,, 2004) pour seulement 3 renards par km? dans les zones
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montagneuses suisses (Meia et Weber, 1996) et 0,37 famille par km? (Weber et al., 1999). Dans les
steppes semi-désertiques de Mongolie, on enregistre 0,17 renard par km2 (Murdoch, 2009). Dans
les foréts arctiques, on estime la population de renards a 0,1 renard par km2. Enfin, au Canada, elle
atteindrait 0,08 renard par kmz2 (Voigt, 1987).

4. Interactions avec ’Homme et les autres espéces animales

4.1. Interactions avec ’Homme

4.1.1. Statut légal du renard roux

La liste rouge de I'Union Internationale pour la Conservation de la Nature (IUCN) permet d'identifier
les espéces nécessitant une surveillance accrue pour leur conservation. Elle permet d’établir un
index global du statut de vulnérabilité de la biodiversité. Les especes sont classées en dix
catégories, par ordre de gravité : « éteint », « éteint a I'état sauvage », « en danger critique
d’extinction », «en danger », «vulnérable », « conservation dépendant », « quasi-menacé »,
« préoccupation mineure », « non évalué », « données insuffisantes ».

D’aprés le rapport IUCN du 1°" mars 2016, le statut du renard roux est considéré comme étant
de préoccupation mineure et sa population mondiale est stable. Il n’est donc pas protégé.
D’aprés le méme rapport, 68,4 % des espéces de canidés ont le statut « préoccupation mineure »,
13,2 % sont quasi-menacées, 10,5 % sont en danger, 2,6 % sont en danger critique d’extinction et
5,3 % sont considérées comme éteintes. Parmi les canidés en voie de disparition, on trouve, entre
autres, le loup rouge (Canis rufus) qui est en danger critique d’extinction, le lycaon (Lycaon pictus),
le dhole (Cuon alpinus) et le renard de Darwin (Lycalopex fulvipes) qui sont en danger, le renard du
désert péruvien (Lycalopex sechurae), le renard gris insulaire (Urocyon littoralis), le loup a criniére
(Chrysocyon brachyurus) et le chien des buissons (Speothos venaticus) qui sont quasi-menacés.

L’espéce Vulpes vulpes n’est pas inscrite dans les annexes de la convention sur le
commerce international des espéces de faune et de flore sauvages menacées d'extinction (CITES),
ce qui signifie qu’elle ne bénéficie d’aucune protection législative et que son commerce n’est pas
reglementé. Toutefois, les sous-especes Vulpes vulpes griffithi, montana et pusilla (populations
vivant en Inde) sont classées dans les annexes lll de la CITES, ce qui implique que leur commerce
est autorisé avec les permis et certificats appropriés.

En France, le renard roux est considéré comme étant une espéce « susceptible
d’occasionner des dégats », tout comme la belette (Mustela nivalis) ou encore le ragondin
(Myocastor coypus). La liste des espéces anciennement dites « nuisibles » est fixée par un décret
mais ce sont les préfets de chaque département qui décident des espéeces qui vont étre considérées
comme étant effectivement nuisibles dans leur département. Le renard roux est catégorisé ainsi
dans 90 a 96 départements frangais depuis 2008. Sa chasse est donc autorisée sur 'ensemble du
territoire francais ou il est accusé d’étre le principal vecteur de nombreuses zoonoses graves, de
décimer les poulaillers et de faire de la concurrence aux chasseurs vis-a-vis des lachers de gibier.
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4.1.2. Chasse au renard

Dans les pays anglo-saxons, la chasse a courre (appelée aussi vénerie), pendant laquelle des
meutes de chiens courants suivies par des cavaliers traquaient les renards roux, a connu un
important succes du XVIII®™ au XX°e siécle. Originaire du Royaume-Uni, cette méthode de chasse
a ensuite été pratiquée dans de nombreux pays tels que la France, I'Australie, le Canada, les Etats-
Unis d’Amérique et la Russie. Les autres pratiques de capture ou destruction du renard roux sont :
(1) la chasse a tir aux chiens courants, (2) le piégeage, utilisant d’abord des piéges a machoires
jusqu’a leur interdiction en 1984 puis des piéges a appats, (3) le gazage a I'acide cyanhydrique ou
a la chloropicrine faisant de nombreuses victimes collatérales (blaireaux, chats forestiers) ce qui a
entrainé son interdiction en 2012 (Blackbourn,1999), (4) I'affdt, (5) 'empoisonnement a la strychnine
(interdit en 1984) et (6) le déterrage utilisant des chiens terriers tels que des Fox Terriers ou de Jack
Russell Terriers qui expulsent les renards et leurs renardeaux de leur terrier avant qu’ils soient
abattus au fusil & la sortie.

Aujourd’hui encore, le renard roux est chassé activement sur 'ensemble du territoire francais
pendant la saison de chasse, ouverte du 1° juin au 28 février et tout au long de I'année par des
méthodes de tirs, de piégeage et déterrage (figure 8). Dans I'union européenne, le Canada et la
Russie, les méthodes de piégeages sont réglementées selon les normes internationales signées en
1997. Au Royaume-Uni et dans d’autres pays européens, des dérogations aux saisons de chasse
autorisent I'abattage en période de reproduction dans un but de prévention parasitaire.

L’ASPAS estime entre 600 000 et 1 million, le nombre de renards roux abattus chaque année
en France. Des primes pour leurs queues sont parfois offertes dans certains départements.

Figure 8 : modes et périodes de la chasse au renard en France (ASPAS, 2019)
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Le caractére « nuisible » du renard roux et la chasse dont il est victime sont cependant de plus
en plus débattus et de nombreux pays tels que le Luxembourg et la Suisse commencent a en
interdire la chasse.

Page 23



4.1.3. Elevage et commerce de fourrure

Le renard roux a d’abord été chassé pour sa fourrure au Néolithique puis par les trappeurs. La
beauté et la densité de son pelage ont, par la suite, conduit 'Homme & commercialiser sa fourrure,
en créant les premiéres fermes d’élevage en Amérique du Nord puis en Scandinavie a la fin du
XIXeme siecle. Ces fermes se sont fortement et rapidement développées au début du XX*™e siécle et
produisent aujourd’hui 85 % des fourrures commercialisées.

Les renards argentés, de plus forte valeur économique, ont été massivement élevés. Les
reproducteurs étaient méticuleusement étudiés et sélectionnés pour la qualité et la couleur de leur
fourrure. Ce sont ensuite les renards polaires qui ont été élevés en grands nombres. De multiples
croisements ont été réalisés, ce qui a permis I'obtention de nombreuses couleurs de pelage : blanc,
platine, tacheté, doré et des variétés angoras (figures 9 et 10). Certains hybrides (comme ceux
obtenus en croisant les renards argentés et polaires) ont une valeur uniquement esthétique car ces
individus sont généralement stériles (Yang et al., 2016 ; Yang et al., 2019).

Excepté le renard roux, les espéces les plus utilisées dans le commerce de fourrure sont : le
vison d’Amérique (Neovison vison), le chinchilla domestique (hybride entre Chinchilla lanigera et
Chinchilla brevicaudata), le raton laveur (Procyon lotor), le lapin domestique (Oryctolagus cuniculus)
et le chien viverrin (Nyctereutes procyonoides). L’abondance du renard roux, en fait une des espéces
les plus utilisées dans ce commerce. Les pays détenant le monopole de ce marché sont : les pays
scandinaves (notamment la Finlande), la Russie, la Chine, le Canada et les Etats-Unis d’Amérique.
L’union européenne représente 70 % de la production mondiale de fourrure de renards, la Finlande
étant le premier producteur devant la Chine, la Russie, la Norvége et la Pologne. Bien que la
demande de fourrure ait connu une chute dans les années 1980 et 1990, suite aux campagnes de
défense des droits des animaux, les ventes mondiales connaissent un essor important depuis les
années 2000. En 2003, on estime a un peu plus de 5 millions le nombre de peaux de renards (roux
et polaires) produites dans le monde contre 1,5 millions dans les années 1980. D’aprés la fédération
internationale du commerce de la fourrure, les ventes mondiales de fourrure sont passées d’'une
valeur globale de 14 milliards d’euros en 2011 a 32 milliards d’euros en 2013.

Ces fermes créent néanmoins de plus en plus polémiques de par les conditions d’élevage et

d’abattage de ces animaux. Cette pratique commence par ailleurs a étre interdite dans certains pays
européens (Suede depuis 2001, Royaume-Uni depuis 2003, Autriche et Croatie depuis 2007 avec
une période d’adaptation de 10 ans et Danemark et Pays-Bas dont la loi d’interdiction prendra effet
en 2024) méme si la tendance mondiale actuelle demeure a I'accroissement de ce commerce. Le
principal facteur de cette augmentation est la demande croissante en provenance de la Chine,
premier pays importateur, qui a permis de compenser les effets de la crise économique mondiale et
I'impact des campagnes anti-fourrure auprés des consommateurs.
En France, seules les importations et la commercialisation de fourrure de chat et de chien ont été
interdites en 2007, par l'arrété du 13 janvier 2006, mais aucune réglementation n’existe pour la
commercialisation des fourrures des autres espéces, exceptée pour les phoques. La législation
francgaise interdit le piégeage des animaux a fourrure mais pas leur élevage. En France, les espéces
élevées pour leur fourrure sont principalement le vison d’Amérique, le ragondin et le lapin
domestique principalement de races Néo-zélandais, Castor rex, Chinchilla rex et Orylag. En 2011,
150 000 peaux de visons ont été produites. Il existe une vingtaine d’élevages de visons d’Amérique,
quelques élevages de ragondins et de chinchillas. Les élevages de lapins, d’abord élevés pour leur
viande, produisent plusieurs dizaines de millions de peaux par an.
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Figure 9 : croisements de renards roux et argentés élevés pour leur fourrure
(saveafox org, 2018)

Figure 10 : diverses fourrures de renards roux (etsy.com, 2019)

4.2. Interactions avec les autres espéeces animales

La présence importante du renard roux en milieux urbains comme rural rend inévitable les
interactions avec les animaux domestiques. Celles-ci sont particulierement importantes a considérer
dans le cadre de la lutte contre la rage dont le renard roux est le premier vecteur en Europe et en
Amérique du Nord. De méme, le renard roux est le principal vecteur de maladies parasitaires telles
que I'échinococcose alvéolaire, qui est une zoonose grave, dont les cestodes sont également
transmissibles aux chiens.
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42.1. Prédateurs

Les prédateurs naturels du renard roux (aigle royal (Aquila chrysaetos), hibou grand-duc (Bubo
bubo), lynx d’Europe (Lynx lynx), coyote (Canis latrans) et loup gris (Canis lupus) ont presque tous
été éliminés par ’'Homme.

Aujourd’hui, il est principalement victime des chiens et chats errants ou non, qui s’attaquent
aux renardeaux (Blackbourn, 1999), mais son ennemi principal, aprés la chasse, est la voiture, qui
occasionne nombreuses collisions, tuant beaucoup de juvéniles et jeunes adultes peu expérimentés.
Dans I'étude de Henry (2004), les collisions de voiture représentaient 21% des causes de mortalité
des renards roux collectés. Les renards roux décédent également d’intoxication suite a I'ingestion
de pesticides ou rodenticides. La gale sarcoptique est également une cause de décés des renards
roux en hiver, puisqu’ils perdent abondamment leur poil et finissent par mourir de froid (Baker et al.,
2000).

4.2.2. Rage vulpine

Le renard roux est considéré comme étant le principal vecteur de la rage en France. La rage vulpine
est une maladie mortelle causée par un virus neurotrope (Lyssavirus) présent dans la salive des
individus infectés et pouvant étre transmis a 'Homme ou a d’autres mammiféres par morsure,
griffure ou Iéchage des plaies. L’incubation, pendant laquelle l'individu atteint ne présente aucun
symptéme, dure de deux semaines chez les carnivores domestiques a quatre semaines chez les
carnivores sauvages, dont le renard roux. La phase symptomatique se manifeste ensuite par une
encéphalite rendant 'animal apathique et agressif puis une paralysie entrainant systématiquement
la mort de I'animal en trois a cinq jours.

Entre 1968 et 1998, la rage vulpine a sévit dans toute la France infectant ainsi 80 % des
renards roux. Les renards atteints contaminaient les animaux domestiques qu’ils rencontrent
(bovins, petits ruminants, chats, chiens...), qui contaminent a leur tour 'THomme par morsure. Le role
du renard est donc essentiel dans la transmission du virus rabique puisqu’il constitue le réservoir du
virus. La présence et la transmission du virus rabique dépend donc directement de la densité de
population de renards et des facteurs sociaux et environnementaux influencant leur mode de vie.
Au cours de cette période (1968-1998), le virus a progressé sur I'ensemble du territoire francais
jusqu'en 1988, avant de reculer puis de disparaitre complétement. Jusqu’en 1990, la lutte
antirabique consistait principalement a éradiquer massivement les renards roux mais cela s’est
révélé inutile au vu du renouvellement rapide de leurs populations. C’est la campagne de vaccination
antirabique orale des renards sauvages, mise en place dés 1986 qui a permis la disparition
progressive de la rage vulpine en France. La France est officiellement indemne de rage vulpine
depuis le 30 avril 2001 (Aubert, 2003).

4.2.3. Echinococcose alvéolaire

En plus d’étre vecteur de rage, le renard roux peut également transmettre de nombreuses maladies
parasitaires telles que I'échinococcose alvéolaire.

L’échinococcose alvéolaire est une zoonose parasitaire due a Echinococcus multilocularis, un
cestode de la famille des Taeniidés et du genre Echinococcus. Son cycle hétéroxene obligatoire
nécessite un hoéte intermédiaire (principalement des micromammiféres en Europe tels que les
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campagnols commun (Microtus arvalis) et terrestre (Arvicola amphibius) en France, le rat musqué
(Ondatra zibethicus), la souris, la marmotte (Marmota sp.), parfois le chien domestique) et un héte
définitif (renard roux principalement en Europe centrale et occidentale mais aussi coyote, loup,
renard polaire, chien domestique, chats domestique et sauvage dans une moindre mesure). L’héte
intermédiaire se contamine en ingérant les ceufs présents dans I'environnement. Aprés avoir migré
dans l'intestin gréle, la larve se fixe au parenchyme hépatique et entraine la mort de I’héte en 5 mois
(Eckert et al., 2001). L’h6te définitif se contamine ensuite en ingérant une proie infestée, puis abrite
la forme adulte du parasite et assure sa reproduction. Il contamine a son tour I'environnement en
libérant des ceufs dans ses excréments, ou ils peuvent résister pendant 6 mois a 1 an (Deplazes et
al., 2016).

La contamination de 'Homme se fait le plus souvent de maniéere accidentelle (contact avec
le sol souillé ou ingestion de végétaux portant des ceufs, ou directement par contact avec un animal
de compagnie infesté, ce qui représente la principale cause de contamination humaine) et il devient
a son tour un hote intermédiaire accidentel. Le risque de contamination humaine est trés faible
(environ 10 cas par an en France entre 1982 et 2007) mais la gravité de cette maladie, pouvant étre
mortelle est élevée. L’échinococcose alvéolaire peut causer une atteinte hépatique sévére
comparable a un cancer du foie.

L’éradication de cette maladie par extermination des renards a été initiée au milieu du XXéme
siécle mais elle s’est révélée peu efficace tout en posant des problémes éthiques et écologiques.
Des campagnes antiparasitaires ont ensuite été menées chez les renards sauvages par certains
pays européens a la fin des années 1980 mais n’ont montré qu’une efficacité a court terme.
Actuellement, les seuls moyens efficaces permettant d’éviter la contamination humaine sont la mise
en place de mesures hygiéniques (éviter tout contact cutané avec des féces de renards, bien se
laver les mains aprés avoir touché le sol, éviter d’'ingérer des fruits ramassés a moins de 70 cm du
sol, laver systématiquement les fruits et [égumes et bien les cuire) et la vermifugation réguliére des
animaux de compagnie.

En conclusion, bien qu’il puisse étre vecteur de nombreuses maladies a potentiel zoonotique,
le renard roux est victime a tort de sa mauvaise réputation. Il joue surtout un réle essentiel dans la
régulation des populations de rongeurs et diminue ainsi les risques de transmissions des maladies
zoonotiques liées aux rongeurs (telle que la maladie de Lyme transmise a I’'Homme par les tiques
portées par les rongeurs) et les dégats causés par ces derniers dans les exploitations agricoles.
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Deuxieme partie : étude bibliographique de
la physiologie sexuelle du renard roux

Cette seconde partie de I'étude a pour but de rappeler les grands principes de la physiologie de la
reproduction de I'espéce canine et de présenter les particularités décrites chez le renard roux.

1. Rappels anatomiques et histologiques de I’appareil reproducteur canin

1.1. Anatomie et histologie de I’appareil reproducteur femelle

1.1.1. Anatomie de I'appareil reproducteur

L’appareil génital femelle des renards semble identique a celui du chien domestique, d’aprés I'étude de
Machado réalisée sur le renard crabier (Cerdocyon thous) en 2017. Ainsi, serait-il constitué
classiguement de deux ovaires, de deux oviductes, d’un utérus bipartite se terminant par un col et enfin
d’un vagin et son vestibule (figure 11).

Les ovaires sont les gonades femelles. De forme ovoide, ils sont maintenus dans des bourses
ovariques, riches en tissu adipeux chez les canidés. Leur rble hormonal est d’assurer la folliculogénése
et la production d’ovocytes.

L’oviducte relie 'ovaire et I'utérus. Il forme une ampoule sur sa partie la plus craniale, qui s’élargit
pour former I'infundibulum. Sa partie la plus caudale est formée d’un ostium débouchant dans la corne
utérine, dont l'ouverture se fait lors du passage de l'ovocyte. Le rble de l'oviducte est donc de
transporter 'ovocyte et de maintenir un environnement optimal qui permettra la fécondation.

L’'utérus des canidés est bipartite et en forme de « Y ». Il est formé de deux longues cornes,
convergeant en un corps utérin puis un col plus épais que le corps. Sa taille et son diamétre varient en
fonction de I'dge, du stade du cycle et du nombre de portées. Son réle est de recevoir 'embryon,
permettre son implantation, assurer sa nutrition pendant la gestation et assurer les contractions
induisant la parturition.

Le vagin est 'organe copulateur femelle qui permet I'accouplement. Il s’étend du col utérin
jusqu’au vestibule. Il est de consistance musculo-membraneuse et est formé de nombreux replis
longitudinaux. Sa taille varie également au cours du cycle. Le vestibule du vagin se situe entre la vulve
et le vagin. Ventralement au vestibule se trouve la fosse clitoridienne et le clitoris, au sein de la
commissure ventrale des lévres vulvaires.
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Figure 11 : anatomie de I’appareil reproducteur du chien femelle
(Anderson et Anderson, 1994)
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1.1.2. Histologie de I'appareil reproducteur

La structure histologique de I'ovaire se compose d’une couche superficielle, formée par un épithélium
cubique et une couche fibreuse, et d’'un stroma fibreux. Ce dernier est composé d’un cortex, fibreux et
richement vascularisé contenant les follicules ovariens qui renferment I'ovocyte et assurent la fonction
endocrine de l'ovaire, et d’'une médulla assurant essentiellement la vascularisation sanguine et
lymphatique de I'ovaire (Corre et Rozenbaum, 2004).

La structure histologique de la paroi de I'oviducte est caractérisée par ses quatre couches : la
mugueuse, riche en fibres musculaires lisses et dont I'épithélium cilié permet le déplacement des
ovocytes ; la sous muqueuse riche en fibres musculaires lisses et fibres élastiques ; la musculeuse
formée de deux couches de fibres musculaires ; et la séreuse riche en tissu conjonctif et fibres
élastiques (Marly, 2010).

La structure histologique de I'utérus est formée de trois couches : 'endometre trés épais chez la
chienne dont I'épithélium de surface désquame au cours du cycle et dont I'épithélium en profondeur
forme des glandes endométriales tubulaires ou sinueuses ; le myometre plus fin et constitué de deux
couches de fibres musculaire lisses ; et la séreuse essentiellement fibreuse et richement vascularisée
et innervée (Marly, 2010).

Le col utérin est épais, musculeux et riche en fibres élastiques. Les deux couches de fibres
musculaires jouent un rble important lors de la parturition puisqu’elles permettent 'ouverture du col et
sa rétractation aprés la mise-bas. La séreuse est constituée essentiellement de tissu conjonctif et
présente un reliquat des conduits embryonnaires de Wolff (Marly, 2010).
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1.2. Anatomie et histologie de I’appareil reproducteur male

1.2.1. Anatomie de I'appareil reproducteur

Hyttel et al.(1990) ont écrit I'appareil reproducteur du renard polaire méale (Vulpes lagopus) comme
étant similaire a celui chien. Chez ce dernier, il est constitué d’'un scrotum, de deux testicules, de deux
épididymes, de deux canaux déférents, d’'une prostate et d’'un pénis pourvu d’'un os pénien et dont
I'extrémité distale est recouverte par un prépuce (figure 12).

Le scrotum est une excroissance fine de la peau protégeant les testicules et situé en région
périnéale basse. Il est pigmenté et recouvert de poils. Son rdle consiste a maintenir les testicules a une
température inférieure a la température corporelle afin d’assurer leur bon fonctionnement (Corre et
Rozenbaum, 2004).

Le testicule est recouvert d’'une tunique albuginée accolée a la tunique vaginale, et de fascias
internes et externes situés sous le tégument scrotal (figure 13). Son réle est d’assurer la
spermatogénése et la stéroidogénése (élaboration des hormones sexuelles (Corre et Rozenbaum,
2004). Son poids varie considérablement selon la saison.

L’épididyme se compose d’une téte située au péle cranial du testicule, d’'un corps longeant le

bord dorso-latéral du testicule et d’'une queue s’insérant caudalement au testicule par le ligament
propre. L'épididyme s’insére sur la tunique vaginale par le ligament de la queue de I'épididyme.
Le rble des épididymes est d’assurer la maturation des spermatozoides. Les canaux déférents
prolongent la queue de I'épididyme. lIs partent des testicules et remontent dans 'abdomen en passant
par 'anneau inguinal. lls croisent ventralement les uretéres et arrivent dans la prostate ou ils
s’abouchent a l'urétre prostatique. Le conduit déférent, ses vaisseaux, le plexus pampiniforme et les
nerfs testiculaires forment ensemble le conduit spermatique (Corre et Rozenbaum, 2004).

Comme chez le chien, la prostate constituerait la seule glande annexe de I'appareil génital du
renard roux. En effet, aucune étude notamment celles de Joffre (1976), ne décrit la présence de
vésicules séminales et/ou de glandes bulbo-urétrales comme chez certains mammiféres. La prostate
est une glande impaire, bilobée dont chaque lobe est polylobulé (Corre et Rozenbaum, 2004). Son
développement dépend directement de la sécrétion hormonale du testicule et indirectement de 'axe
hypothalamo-hypophysaire. Son role est de produire des sécrétions prostatiques qui vont représenter
les trois-quarts du volume spermatique. Ces secrétions permettent la dilution, le transport, la nutrition
et la protection des spermatozoides, assurent un effet tampon contre le pH vaginal, possédent une
action bactériostatique, participent a la fin de la maturation des spermatozoides et présentent des
propriétés immunosuppressives dirigées contre les éléments du tractus génital femelle (Fontbonne,
1992 ; Johnston et al., 2001). L’étude de Joffre (1976) a démontré que chez le renard roux, la prostate
pése environ 3 g en période d’activité maximale (Joffre, 1976).

L’'urétre est dans la continuité du col vésical. Il est cylindrique et trés étiré. Il est riche en fibres
musculaires striées. Les canaux déférents s’abouchent dans la partie pelvienne de [lurétre
ventralement a la prostate, qui se poursuit par la partie spongieuse du corps du pénis.

Le pénis est l'organe copulateur du male. Il renferme l'urétre, le corps caverneux, le corps
spongieux de l'urétre et le corps spongieux du gland. Ces derniers permettent I'érection du pénis. Le
pénis contient un 0s pénien qui soutient le gland, facilite I'accouplement, et qui est recouvert d’un repli
cutané, le prépuce (Corre et Rozenbaum, 2004). Au repos, la totalité du pénis est masquée par le
fourreau.
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Figure 12 : anatomie de I'appareil reproducteur du chien male (Barone, 2001)
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Figure 13 : appareil reproducteur du chien méale en coupe transversale (A) et en vue de
profil (B) (Barone, 2001)
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1.2.2. Histologie de I'appareil reproducteur

La structure histologique du testicule du chien se compose de multiples lobules contenant les tubes
séminiféres. Chez le renard roux, le poids du testicule varie selon la saison et se compose de trois
types cellulaires : les cellules de la lignée germinale, les cellules de Sertoli et les cellules de Leydig
(Joffre, 1976).

Les tubes séminiféres contiennent des cellules de la lignée germinale conduisant a la formation
des spermatozoides, qui sont ensuite libérés dans la lumiére du tube, et des cellules de Sertoli, qui
sont de grandes cellules allongées entourant les cellules germinales et dont le cytoplasme est riche en
glycogéne, glycoprotéines et lipides. Le rble des cellules de Sertoli est de supporter, protéger et assurer
la nutrition des cellules germinales, de libérer les spermatozoides et de synthétiser des androgenes et
une petite quantité d’cestrogénes (Corre et Rozenbaum, 2004). Elles participent également a la
résorption des corps résiduels, a la phagocytose des cellules germinales en dégénérescence et
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produisent '’Androgen Binding Protein, l'inhibine, l'activine, les activateurs du plasminogéne, la
transferrine, les facteurs de croissance et les facteurs mitogenes (Fontbonne, 1992 ; Vetopsy, 2019).

Les cellules de Leydig sont contenues dans le tissu interstitiel séparant les tubes séminiferes.
Leur réle est de synthétiser les androgénes (testostérone principalement et cestrogénes) assurant le
maintien et I'intégrité de la lignée germinale méle (Johnston et al., 2001 ; Corre et Rozenbaum, 2004).

La tunique albuginée (ou capsule testiculaire) entourant le testicule est composée d’'une unique
couche de cellules, formée de fibroblastes et de fibres de collagene.

2. La gamétogenese

2.1. Lafolliculogénése et 'ovogénése

La folliculogénése regroupe la croissance et la maturation du follicule a partir de la réserve établie
depuis la naissance puis la rupture du follicule, lors de I'ovulation, qui va permettre de libérer 'ovocyte
(figure 17). Le début de la folliculogénése ne nécessite pas la présence de gonadotrophines
contrairement a la folliculogénése terminale.

La folliculogénése décrite chez le renard crabier est identique a celle décrite chez le chien (Machado
et al., 2017).

La réserve ovarienne est composée principalement de follicules primordiaux constitués d’'un
ovocyte primaire entouré de quelques cellules folliculaires aplaties. Chez de nombreux mammiféres, la
folliculogénése commence dés la vie feetale (Corre et Rozenbaum, 2004). En revanche, dans I'espéce
canine, les premiers follicules ne sont observés qu’aprés la naissance. Lors de chaque cycle sexuel,
des follicules primordiaux sortent de la réserve ovarienne et entrent en croissance sous l'action de
nombreux facteurs autocrines et paracrines sécrétés par I'ovocyte, tels que des facteurs de croissance
de la famille des TGFp. Les gonadotrophines ne joueraient pas un réle prédominant dans cette phase,
leurs récepteurs n’étant pas encore fonctionnels.

Les follicules primordiaux se transforment successivement pour devenir (figure 14) :

o des follicules primaires contenant un ovocyte primaire entouré d’'une unique couche de
cellules cuboidales de la granulosa ;

e puis des follicules secondaires contenant un ovocyte entouré de la zone pellucide, et deux
couches de cellules de la granulosa ;

e puis des follicules pré-antraux, caractérisés par un épaississement du stroma qui forme
les deux couches de cellules de théque (theque externe myofibreuse et théque interne
stéroidogene) ;

e des follicules tertiaires (ou cavitaires), caractérisés par la formation de I'antrum, une cavité
remplie de liquide folliculaire contenant de nombreuses molécules essentielles au
développement du complexe cumulo-ovocytaire ;

e puis des follicules matures (ou préovulatoires).

Le recrutement et la sélection des follicules qui vont ovuler a lieu sous I'action des cestrogénes

et de I'inhibine, qui vont inhiber la LH et la FSH ; ceux qui ovuleront sont les plus volumineux,

ayant de nombreux récepteurs, donc les plus sensibles a la FSH. Les follicules sélectionnés
inhibent le développement des autres follicules et augmentent leur sécrétion d’androgénes.
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Figure 14 : folliculogénése chez la femme (Driancourt et al., 2001)
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Figure 15 : étapes de I'ovogéneése chez le chien (Kancel, 2019)
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Dans I'espéce canine, I'ovulation libére un ovocyte immature bloqué au stade diploténe de la
prophase |. Chez la chienne, la reprise de la méiose se fait 2-3 jours plus tard, dans les oviductes, et
non pas dans le follicule suite au pic de LH. La reprise de la méiose permet la maturation de I'ovocyte
qui reprend sa division méiotique jusqu’au stade métaphase Il ou il se bloque de nouveau. Ce nouveau
blocage méiotique ne sera levé qu’en cas de fécondation. Chez les renards, dont le renard roux, il a
été démontré que I'ovulation libérait également des ovocytes primaires immatures bloqués en prophase
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| (Feng et al., 1994). Les cellules germinales femelles vont également passer par plusieurs stades de
développement (figure 14).

L’expulsion de I'ovocyte lors de I'ovulation fait suite & une augmentation brutale de la LH induisant
un remaniement structural du follicule. Le corps jaune se forme alors sous l'effet de la progestérone,
par lutéinisation des cellules de la théque et de la granulosa. Son entrée en activité déterminera la
pseudogestation. Sa régression, appelée lutéolyse, marque la fin du cycle et se caractérise par la
diminution rapide de la sécrétion de progestérone. Elle est permise par I'action de la prostaglandine
PGF2a. Le corps jaune devient alors une structure inerte appelée corps blanc et s’enfonce dans la
medulla de l'ovaire.

2.2. La spermatogénese

La spermatogénése aboutit a la formation de spermatozoides fécondants, qui correspond au gameéte
male (figure 16). Elle a lieu dans les tubes séminiferes et se fait en trois étapes: la
spermatocytogénese, la spermiogénése et la spermiation (Corre et Rozenbaum, 2004).

Lors de la spermatocytogénése, les spermatogonies, cellules germinales situées a la périphérie
des tubes séminiferes, se multiplient par mitose et certaines intégrent le processus spermatogénétique.
Elles subissent la méiose et deviennent des spermatocytes |, haploides. A l'issue des deux premiéres
divisions de méiose, elles se transforment en spermatocytes Il puis en spermatides (Corre et
Rozenbaum, 2004) (figure 17).

Lors de la spermiogénése, les spermatides, encore non fonctionnelles, vont acquérir la
morphologie allongée caractéristique des spermatozoides (Corre et Rozenbaum, 2004) (figure 16). Ce
processus comprend une réorganisation nucléaire, un développement de I'acrosome et 'assemblage
des structures de la queue, appelée flagelle (Vetopsy, 2018). Le spermatozoide ainsi obtenu se
compose de trois parties : la téte, dont le noyau entouré de I'acrosome renferme le matériel génétique,
la piéce intermédiaire contenant de nombreuses mitochondries qui vont produire I'énergie nécessaire
aux mouvements du flagelle et le centriole proximal indispensable au rapprochement des matériels
génétiques males et femelles, et la queue, a I'origine de la moatilité des spermatozoides dans les voies
génitales femelles.

La_spermiation est le processus de libération des spermatozoides dans la lumieére des tubes
séminiféres. A ce stade, les spermatozoides libérés sont encore immatures et immobiles.

Figure 16 : morphologie d’un spermatozoide canin (vetopsy, 2006)
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Figure 17 : étapes de la spermatogénese dans le tube séminifére (Gayrard, 2018)
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Une fois sorti du testicule, le spermatozoide, qui n'est pas encore fécondant, va subir une
maturation sous dépendance des androgénes, au sein de I'épididyme, ou il va acquérir sa mobilité. Son
pouvoir fécondant sera obtenu dans les voies génitales femelles : c’est la capacitation (Corre et
Rozenbaum, 2004)

Le transport des spermatozoides vers les voies génitales femelles est assuré, lors de
'accouplement, par I'émission de sperme aprés érection du pénis puis éjaculation. L’éjaculat est
expulsé par l'urétre, et se compose de trois fractions : la fraction urétrale, la fraction séminale et la
fraction prostatique. Les spermatozoides se situent dans la fraction séminale, issue de la sécrétion des
de la prostate, qui produit 50 a 95 % de la semence émise. Le liquide séminal est produit sous la
dépendance de la testostérone. Il assure la nutrition et la protection des spermatozoides dans les voies
génitales males. L'ensemble des fractions procure une action bactéricide et lubrifiante et active la
motilité des spermatozoides (vetospy, 2018).

3. Le cycle cestral

Le cycle cestral du renard roux femelle est un cycle : mono-cestral, saisonnier a jours longs et a
ovulation spontanée (Artois et Le Gall, 1988 ; Boue et al., 2000). Comme chez la plupart des espéces
mono-cestrales, quatre phases ont été décrites chez le renard roux : le pro-cestrus, I'cestrus, le
metcestrus (ou dicestrus) et 'ancestrus. Chaque phase se caractérise par des modifications cliniques,
comportementales, endocrinologiques, anatomiques et cytologiques vaginales.
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3.1. Pro-cestrus

Il s’agit de la premiére période des chaleurs, pendant laquelle la femelle attire les males mais n’accepte
pas encore la saillie. Elle correspond a la phase de croissance et de maturation folliculaire ovarienne
caractérisée par I'apparition des follicules pré-ovulatoires. Chez le chien, l'utérus est congestionné, la
vulve est cedématiée et la muqueuse vaginale est également congestionnée, cedématiée et présente
des plis arrondis (Corre et Rozenbaum, 2004).

Chez le renard roux, cette phase dure 4 jours. Les modifications physiques autres que I'cedéme
de la vulve ont été tres peu décrites. Chez le fennec (Vulpes zerda), Valdespino et al.(2002) n’ont
observé aucune perte vulvaire sanguinolente au cours du pro-cestrus.

3.2. CEstrus

Lors de cette phase, la femelle attire les méles et accepte I'accouplement. Elle correspond a la phase
d’ovulation caractérisée par I'expulsion de I'ovocyte dans l'oviducte et la lutéinisation du corps jaune.
L’endometre utérin proliféere, la muqueuse vaginale se décongestionne et présente des plis anguleux
tandis que la vulve est toujours cedématiée (Corre et Rozenbaum, 2004).

Chez le renard roux, les femelles n'ont qu’une seule période d’cestrus par saison de reproduction.
Cette derniére dure 2 a 3 jours (Farstad, 1998 ; Boue et al., 2000) au cours de laquelle 7 ovocytes sont
libérés en moyenne (Farstad, 1998).

3.3. Meteoestrus (ou dicestrus)

Cette phase, ou la femelle n’attire plus les males, correspond a la phase de sécrétion de progestérone
par le corps jaune (phase lutéale) dans un contexte de gestation ou de pseudogestation, avant que le
corps jaune ne régresse. L’endomeétre utérin sécréte du mucus puis desquame et se régénére. La
mugueuse vaginale présente des zones hyperhémiées mais plus de plis. La vulve n’est plus cedématiée
(Corre et Rozenbaum, 2004).

Chez le renard roux, la phase lutéale commence avant I'ovulation (lutéinisation pré-ovulatoire)
comme chez le chien et dure 52 jours en moyenne que la femelle soit gestante ou non (Hyttel et al.,
1990 ; Farstad, 1998) . Le corps jaune persiste jusqu’a 5 mois aprés une mise-bas et 3 mois seulement
en I'absence de gestation, puis la phase lutéale du metoestrus est suivie par la phase d’ancestrus
(Farstad, 1998).

3.4. Anoestrus

Cette phase, ou la femelle n’attire pas les males, correspond a la phase de « repos sexuel ». L’activité
hormonale sexuelle est présente mais résiduelle, particulierement chez les espéces saisonnieres
comme le renard. La croissance folliculaire est lente, I'utérus est au repos, la muqueuse vaginale n’est
pas hyperhémiée et ne présente pas de plis muqueux. La vulve n’est pas cedématiée (Corre et
Rozenbaum, 2004).

Chez la renarde, cette phase est longue et dure 8 a 9 mois (Tong, 1990 ; Farstad, 1998).
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4. Endocrinologie au cours du cycle sexuel

4.1. Endocrinologie de la femelle

4.1.1. Stéroidogéneése

Les hormones sexuelles produites chez la renarde, comme pour la chienne, sont principalement les
cestrogénes (cestradiol en particulier) et les progestagénes (progestérone). Elles sont sécrétées par les
cellules de la granulosa et de la théque interne des follicules tertiaires, ainsi que par les corps jaunes
(progestérone uniquement) (Johnston et al., 2001).

Fonction endocrine du follicule tertiaire

Les cellules folliculaires collaborent pour sécréter les hormones stéroidiennes. Ce sont principalement
les cellules de la theque interne qui produisent les androgenes a partir du cholestérol, transformés
ensuite en cestrogénes par 'enzyme aromatase (Corre et Rozenbaum, 2004) (figure 18). Lors de la
croissance folliculaire, 'augmentation de I'activité de I'aromatase parallélement a I'accroisement du
nombre de cellules de la granulosa induisent une forte augmentation du taux d’cestradiol plasmatique.

Les cestrogénes sont, comme pour la chienne, a l'origine des manifestations comportementales
et histologiques observées lors des chaleurs des renardes. lIs induisent :la maturation folliculaire, la
différenciation des cellules du tractus génital, la congestion et 'cedéme de la vulve comme du vagin, la
multiplication des cellules épithéliales vaginales, la kératinisation et la desquamation des cellules de la
couche épithéliale superficielle du vagin, I’hyperplasie utérine, la contractilité de 'utérus et favorisent
'ouverture du col utérin (Corre et Rozenbaum, 2004 ; Tiret, 2016).

Figure 18 : synthése des hormones stéroidiennes (Halter, 2010)
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Fonction endocrine du corps jaune

Les cellules lutéales du corps jaune produisent la progestérone, mais cette derniere est également
sécrétée, dans une moindre mesure, par les follicules ovariens des canidés peu de temps avant
'ovulation (lutéinisation pré-ovulatoire des follicules) (Chastant-Maillard et al., 2014).

La progestérone permet essentiellement le maintien de la gestation. Elle induit :la mucification du
vagin, la dentellisation de la muqueuse utérine pour préparer la nidification, l'inhibition de la motricité
utérine et de 'ouverture du col, la stimulation de l'activité sécrétoire de 'endométre (prolifération des
glandes utérines) (Corre et Rozenbaum, 2004).

4.1.2. Régulation neurohormonale
La synthese des hormones stéroidiennes est régulée par un ensemble de contrbles et rétrocontrdles

exercés par les hormones entre elles. On distingue les hormones hypothalamo-hypophysaires et les
hormones stéroidiennes.

L’axe hypothalamo-hypophysaire

L’axe hypothalamo-hypophysaire va synthétiser trois hormones qui vont avoir un réle majeur dans la
régulation de la synthése des hormones stéroidiennes : la GnRH, la FSH et la LH (figure 19)

La GnRH est sécrétée par les noyaux arqués de I'hypothalamus. Sa sécrétion est sous l'influence
de nombreux afflux nerveux et hormonaux. Elle est libérée de fagcon pulsatile et agit directement sur
I'hypophyse antérieure en stimulant la sécrétion des hormones hypophysaires (LH et FSH notamment)
(Corre et Rozenbaum, 2004 ; Tiret, 2016).

La FSH est produite par le lobe antérieur de 'hypophyse. Elle a une action directe sur 'ovaire en
stimulant la croissance et la maturation folliculaire. Elle induit également la synthése d’cestrogenes par
les cellules de la granulosa des follicules (Corre et Rozenbaum, 2004 ; Tiret, 2016).

La LH est également sécrétée par le lobe antérieur de 'hypophyse. Elle a une action directe sur
l'ovaire en stimulant la maturation folliculaire et la production d’androgénes. La LH induit 'ovulation
apres avoir été libérée massivement lors du pic préovulatoire. Elle stimule également la synthése de la
progestérone par les corps jaunes (Tiret, 2016). Lors de la gestation, elle permet, avec la prolactine,
de maintenir I'activité des corps jaunes (Fontbonne, 1992 ; Johnston et al., 2001).

Le contrble par les hormones stéroidiennes

Les cestrogenes et la progestérone exercent un rétrocontrdle sur 'axe hypothalamo-hypohysaire.

Les ocestrogénes exercent un rétrocontréle positif ou négatif, selon leur concentration
plasmatique. A forte concentration, ils exercent un rétrocontr6le positif sur I'axe hypothalamo-
hypophysaire en induisant une libération massive de GnRH et secondairement de FSH et de LH (a
l'origine du pic préovulatoire de LH) (Tiret, 2016). A faible concentration, ils génerent un rétrocontrole
négatif sur les deux étages de I'axe hypothalamo-hypophysaire et principalement sur la sécrétion de
LH (Tiret, 2016).
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A I'opposé, la progestérone exerce un rétrocontrdle négatif sur 'axe hypothalamo-hypophysaire
lorsque son taux plasmatique est élevé. Elle bloque la sécrétion de FSH et LH en inhibant la sécrétion
de GnRH, ce qui fait chuter leur taux et diminue indirectement I'activité ovarienne (Corre et Rozenbaum,
2004).

Figure 19 : régulation neurohormonale de la stéroidogénése chez la femelle (Kancel,
2019 d’apres Corre et Rozenbaum, 2004)
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4.1.3. Variation du profil hormonal

Au cours du cycle sexuel, le profil hormonal connait d’importantes modifications selon la phase du cycle
sexuel.

Pro-cestrus

La sécrétion de progestérone plasmatique est minimale. L'cestradiol plasmatique augmente jusqu’a
atteindre un pic environ 24h avant la fin du pro-cestrus (Corre et Rozenbaum, 2004). Des sécrétions
pulsatiles de LH sont observées et le pic de LH s’amorce (Fontbonne, 1992 ; Johnston et al., 2001).

CEstrus

L’cestradiol plasmatique chute pour atteindre une concentration basale. Le pic de LH a lieu en tout
début d’cestrus, peu apres le pic d’cestradiol, et s’accompagne d’un pic de FSH (Corre et Rozenbaum,
2004). Le rétrocontr6le inhibiteur se met ensuite en place, ce qui a pour effet de faire effondrer les
concentrations de LH et de FSH (Fontbonne, 1992 ; Johnston et al., 2001).

Chez le renard roux, le pic de LH déclenche I'ovulation 24h aprés (au lieu de 48h chez la chienne).
La sécrétion de progestérone par le corps jaune commence 24h avant I'ovulation, simultanément au
pic de LH (Hyttel et al., 1990 ; Farstad, 1998).
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Metaestrus (ou dicestrus)

L’cestradiol plasmatique conserve des valeurs basales. Chez la chienne, la progestérone plasmatique
atteint son niveau maximal quelques semaines aprées le début du metoestrus puis redescend a sa
concentration basale a la fin du metcestrus. Les concentrations de LH et FSH sont faibles. En cas de
gestation ou de pseudogestation (absence de fécondation), les profils hormonaux sont sensiblement
proches (Fontbonne,1992 ; Johnston et al., 2001).

Chez le renard roux, a la différence du chien domestique chez qui on observe une chute brutale
du taux de progestérone plasmatique en fin de gestation (24 a 36h avant la mise bas), la sécrétion de
progestérone ne diminue pas brutalement a la mise-bas suite a la persistance du corps jaune pendant
5 mois apreés le part (Mondain-Monval et al., 1977 ; Bonnin et al., 1978). La concentration plasmatique
de progestérone est essentielle puisqu’une progestéronémie trop faible en cours de gestation entraine
une mortalité embryonnaire. Il s’agirait de la principale cause d’avortement chez le renard roux selon
Hartley et al.(1994).

Anoestrus

Les concentrations plasmatiques d’cestradiol, de LH et FSH sont minimales jusqu’en fin d’ancestrus,
phase durant laquelle les taux de LH et FSH commencent a croitre de nouveau (Fontbonne, 1992 ;
Johnston et al., 2001).

Chez le renard roux, la progestérone est sécrétée en petite quantité en début d’ancestrus.
L’cestradiol est produit épisodiquement sur toute la période d’ancestrus (Mondain-Monval et al., 1977).

4.2. Endocrinologie du male
4.2.1. Stéroidogénése

La synthése des hormones stéroidiennes méales est assurée principalement par les cellules de Leydig
et par les cellules de Sertoli de maniére plus anecdotique. Comme évoqué précédemment, ces
hormones sont issues de la transformation du cholestérol (Fontbonne, 1992 ; Johnston et al., 2001).
Chez les renards males, les surrénales ne produiraient pas de testostérone comme observé chez
d’autres espéces sauvages, telles les mustélidés.

Les cellules de Leydig synthétisent les androgénes, en particulier la testostérone, en trés grande
guantité.

Les cellules de Sertoli jouent également un réle essentiel puisqu’elles possédent une activité
aromatase permettant la production d’cestradiol a partir de la testostérone produite par les cellules de
Leydig. Une partie des androgénes est donc transformée en cestrogénes (Fontbonne, 1992 ; Johnston
et al., 2001).

L’étude d’Osadchuk (1994) réalisée sur le renard roux, a permis de mettre en évidence, par
dosage radioimmunologique, I'existence d’'une synthése de testostérone par le testicule dés le 31°™
jour du développement embryonnaire. Cette production semble étre stimulée par ’'hormone chorionique
gonadotrope surtout aprés le 40°™ jour de développement embryonnaire.
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Le rble des androgénes est multiple : ils permettent (1) la différenciation phénotypique male et la
migration testiculaire intra-abdominale pendant la vie fcetale, (2) le démarrage de la spermatogénese
et la descente testiculaire a la naissance, (3) le maintien et I'intégrité de la lignée germinale méale et (4)
ils assurent le développement des organes génitaux, de la prostate et des caractéres sexuels a la
puberté. Les androgenes ont également une action sur le métabolisme protéique et permettent la
prolifération cellulaire au niveau du larynx, des reins, des muscles ; enfin ils stimulent 'hématopoiése
(Corre et Rozenbaum, 2004).

4.2.2. Régulation neurohormonale

Comme chez la femelle, il existe une régulation neurohormonale assurée par I'axe hypothalamo-
hypophysaire qui contréle la production des hormones stéroidiennes. Elle est assurée par la GnRH, la
LH et la FSH qui exercent un rétrocontrfle positif sur la synthése des hormones stéroidiennes. La
testostérone, en revanche, exerce un rétrocontréle négatif (figure 20).

Figure 20 : régulation neurohormonale de la stéroidogénése chez le méle (Kancel,
2019 d’aprés Corre et Rozenbaum, 2004)
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D’autres hormones pourraient interagir avec la production de testostérone telle que la thyroxine.
En effet, chez le renard roux, il semble exister une corrélation négative entre ces deux hormones : le
taux de testostérone plasmatique augmenterait consécutivement a la diminution du taux de thyroxine
plasmatique en période d’activité testiculaire (Maurel et Boissin, 1981).
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5. Saisonnalité de la reproduction et variations hormonales

Le renard roux atteint son poids adulte vers I'dge de sept mois et sa maturité sexuelle vers I'dge de dix
mois, age a partir duquel il peut se reproduire (Joffre, 1976). C’est une espéce a activité génitale
saisonniére a jours longs. Dans I'hémisphére nord, sa période de reproduction a lieu en hiver, de fin
décembre a début mars. En captivité, la période de reproduction est plus tardive et intervient de fin-
février a mi-avril (Lindeberg et al., 1993) . Dans 'hémisphére sud, cette période s’étend de mai a fin
ao(t. (Ryan, 1976). Lors de cette période, les individus présentent une activité gonadique importante.
Le reste de I'année, les individus males et femelles sont en « repos sexuel » et leur appareil génital
subit une involution majeure. Cette saisonnalité du cycle sexuel implique de grandes variations
hormonales au cours de 'année.

5.1. Chez la femelle

Lors de la période de reproduction, I'cestrus, I'ovulation spontanée et la fécondation ont lieu de début
janvier a mi-février (figure 21). Les mises-bas se produisent principalement entre mi-mars et mi-avril
(Martorell-Juan et Gortazar-Schmidt, 1993) et sont suivies d’'une longue période d’ancestrus qui dure
environ neuf a dix mois, du début du printemps au début de I'hiver suivant (Mondain-Monval et al.,
1979). Cette période d’ancestrus correspond au repos de l'activité ovarienne et se décompose en trois
phases : la phase précoce de I'ancestrus, correspondant au début de la lactation en cas de gestation,
ayant lieu de mi-mars a mi-mai ; la phase moyenne de I'ancestrus, correspondant au repos des glandes
endocriniennes, et la phase tardive de I'ancestrus correspondant a la reprise de I'activité ovarienne.

Figure 21 : saisonnalité du cycle sexuel chez le renard roux femelle (Bonnin et al., 1992)
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Mondain-Monval (1979) ont étudié les variations des concentrations plasmatiques en hormones
stéroidiennes (androsténedione, testostérone, progestérone et cestradiol), par dosage radio-
immunologique, chez cing renardes au cours de I'année.

Pendant la période de reproduction, la concentration plasmatique en androsténedione, dont la
valeur basale était initialement de 196,4 + 120,4 pg/ml, augmentait progressivement a partir du mois
de février, jusqu’a atteindre un pic a 1543 + 458 pg/mL au mois de mars-avril (figure 22). La
concentration plasmatique en progestérone augmentait d’'une valeur moyenne de 1,5 £ 1,4 ng/mL a
26,2 + 8,3 ng/mL Pour tous les animaux, le pic d’androsténedione a été observé 3 jours avant I'élévation
de la concentration plasmatique en progestérone. A la fin du mois de mai, la concentration plasmatique
en androsténedione diminuait progressivement. La concentration plasmatique en testostérone suivait
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les mémes variations. Enfin, il a été observé une corrélation positive entre les concentrations
plasmatigues en androstenedione, en testostérone et en cestradiol.

Pendant la période d’ancestrus, la concentration plasmatique en androsténedione, initialement
faible (97,4 + 43,7 pg/ml), augmentait progressivement a partir du mois d’octobre (début de la période
d’ancestrus tardive) lorsque les corps jaunes régressaient et que le développement folliculaire ovarien
reprennaient. La concentration plasmatique en testostérone restait a une valeur de 62,0 £ 71,1 pg/ml,
a I'exception de quelques pics sporadiques. Enfin, une sécrétion épisodique d’'cestradiol a été observée
tout au long de l'ancestrus mais aucun pic d’androsténedione ou de testostérone n’a pu étre relié a
cette sécrétion.

Figure 22 : variation des concentrations plasmatiques en cestradiol (E2), progestérone (P),
androsténedione (A) et testostérone au cours de la période de reproduction (le temps 0O
correspond au pic d’androsténedione en mars-avril) (Mondain-Monval et al., 1979)
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Cette sécrétion épisodique d’'cestradiol avait déja été observée lors d’'une précédente étude de
Mondain-Monval et al.(1976). En effet, les auteurs avaient montré qu’il y avait 4 a 5 pics de
concentration plasmatique en cestradiol au cours de I'année (novembre-décembre, mars-avril, juin,
ao(t et octobre), compris entre 110 et 462 pg/ml, dont 2 & 3 pics observés au cours de I'ancestrus
(figure 23). Cependant, seul le pic d’cestradiol observé au mois de mars-avril (période de reproduction)
était précédé d’'une augmentation de la concentration plasmatique en progestérone, qui était comprise
entre 35 et 65 ng/ml tres supérieure a la valeur basale de 0,98 + 0,82 ng/ml observée au moment des
autres pics d’cestradiol. Par ailleurs, ces pics d’cestradiol étaient systématiquement associés a un
épaississement et une kératinisation de I'épithélium vaginal, ainsi qu’a une augmentation de I'activité
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électrique du myometre. En revanche, lors du pic de progestérone, il a été observé que I'épithélium
vaginal s’amincissait et que l'activité électrique du myomeétre était nulle.

Figure 23: variation des concentrations plasmatiques en cestradiol (E2) et en
progestérone (P) au cours de I’'année (Mondain-Monval et al., 1976)
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5.2. Chez le male

Lors de son étude sur la puberté du renard male, Joffre (1976) a mis en évidence I'existence d’une
période impubére de sept mois, suivie d'une période prépubere de trois mois. Ces deux périodes se
caractérisent par 'augmentation lente puis rapide du poids et de la capsule testiculaire (albuginée) et
par un taux de testostérone plasmatique minimum témoignant d’une activité testiculaire minimale.

Chez l'animal impubére, la testostéronémie varie entre 0,2 et 0,4 ng/ml, tandis qu’elle atteint la
valeur de 0,9 ng/ml en période prépubére. Parallelement, la croissance pondérale de la capsule
testiculaire du renard immature connait une augmentation lente suivie d’'une élévation rapide en période
prépubére. Ces augmentations sont dues a une hydratation tissulaire et un gain en collagéne total
(Joffre, 1977a et b).

Lors de la puberté, le poids de la capsule testiculaire, de I'épididyme et de la prostate augmente
progressivement, tout comme le taux de testostérone plasmatique qui atteint sa valeur maximale en
janvier puis décroit de nouveau en février. Cependant, ces valeurs n’atteignent que les trois quarts de
celles observées chez le renard roux adulte (Joffre, 1976).

Le renard male adulte connait une activité spermatogénésique fluctuante au cours de I'année. La
spermatogénése est compléte uniqguement lors de la période de reproduction. La production de
spermatozoides reprend vers septembre et se caractérise par une activité mitotique intense aboutissant
a la formation de spermatogonies, de spermatocytes primaires, de spermatides et de spermatozoides
dans les tubes séminiféres (Joffre, 1977a). Les organes génitaux commencent & augmenter de taille
environ un a deux mois avant I'cestrus des femelles (Jalkanen, 1992b), de telle sorte que l'activité et le
poids testiculaire atteignent leur maximum au mois de janvier. Cette période est comparable a la
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période prépubére du renard juvénile (Joffre, 1976). La testostéronémie peut alors atteindre 2 a 35
ng/ml & son pic de production et le testicule pése entre 5 et 6 g (Joffre, 1977a). Yang et al.(2016) ont
mesuré une testostéronémie moyenne de 3,6 + 70,9 ng/ml chez des renards argentés associée a des
concentrations en LH, en cestradiol et en prolactine de 0,90 + 0,1 ng/mL, 46 = 2,0 pg/L et 53,8 £ 1,3
ng/ml respectivement, capturés au cours de la période de reproduction.

En dehors de cette période, on observe une involution profonde du testicule, comme chez de
nombreux mammiféres sauvages, pendant laquelle cet organe régresse pour peser environ 1 g avec
une activité spermatogénétique minimale (Joffre, 1976). Cette période est caractérisée par
'observation de quelques pics de testostérone qui n’aboutissent qu'a la production de quelques
spermatocytes primaires en stade zygoténe (Joffre, 1977a). En parallele, la capsule testiculaire
s’épaissit, I'épididyme, qui ne contient plus de spermatozoides, et la prostate régressent (Joffre,
1977b).

6. Rapprochement sexuel, accouplement et fécondation

6.1. Rapprochement sexuel

Dans I'hémisphére nord, le rapprochement sexuel se fait en hiver, lors de la période de reproduction :
les méales marquent leur territoire en émettant une odeur musquée forte et caractéristique due a des
substances volatiles sécrétées par les glandes anales supracaudales, aussi appelées « glande a
violette » et situées a environ 75 mm de la base de la queue. Les femelles attirent les méales en émettant
des cris stridents et en laissant également des empreintes olfactives derrieres elles. Les combats entre
males sont fréquents et violents. On observe également de nombreux affrontements entre les femelles
et les males, lors de jeux prénuptiaux simulant des combats fictifs (Jost et Jost-Tse, 2005).

6.2. Accouplement

Le renard roux est une espéce monogame : les individus forment des couples exclusifs pour
s’accoupler (Jost et Jost-Tse, 2005).

L’accouplement n’est possible que durant les 2-3 jours d’cestrus. Pendant cette période, les
animaux s’accouplent généralement plusieurs fois. La technique d’accouplement est similaire a celle
décrite chez le chien domestique et se termine par une rotation puis un verrouillage du pénis dans le
vagin de la femelle, suite au gonflement des bulbes érectiles. Les individus se retrouvent ainsi accolés
pendant plusieurs dizaines de minutes (jusqu’a 90 minutes) (figure 24) (Jost et Jost-Tse, 2005).
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Comme de nombreux mammiferes, le renard roux est une espéce qui peut, malgré tout, étre
polygynandre. Ainsi, il peut arriver que les femelles s’accouplent avec plusieurs méales pendant une
méme période d’oestrus (Jost et Jost-Tse, 2005). Les renardeaux d’'une méme portée peuvent donc
provenir de plusieurs males différents. Cette particularité du systéme d’accouplement favorise la
diversité génétique et permet d’augmenter les chances de fécondation en cas d’infertilité du male. La
femelle va alors choisir le méle qui se chargera d’assurer le nourrissage des jeunes et chasse le
deuxieme.

Figure 24 : accolement d’un couple de renards roux aprés accouplement
(Chavey, 2014)

6.3. Fécondation et segmentation embryonnaire

Fécondation

La fécondation correspond a la rencontre et la fusion des gamétes males et femelles, aboutissant a la
formation d’'un embryon. Chez les canidés comme chez les autres mammiféres, la fécondation a lieu
dans l'oviducte.

La morphologie de I'ovocyte de renard est similaire a celle du chien domestique (Hyttel et al.,
1990 ; Cao et al., 2017). Lors de I'ovulation, 'ovocyte primaire est libéré dans I'oviducte ou il va subir
une maturation, par division méiotique, pendant laquelle il passe du stade immature de vésicule
germinale au stade métaphase |l fécondable. Selon les auteurs, cette maturation dans I'oviducte est
plus rapide chez le renard argenté (24h a 48h) (Jalkanen, 1992a ; Farstad, 1998) que chez le renard
polaire (48 a 72h) (Hyttel et al., 1990).

La maturation du spermatozoide a lieu dans I'épididyme. Au cours de ce processus, la forme du
spermatozoide se modifie progressivement : la gouttelette cytoplasmique disparait et 'acrosome prend
sa forme définitive a la sortie de I'épididyme. Le spermatozoide acquiert sa mobilité fléchante. Des
modifications moléculaires et membranaires ont également lieu qui permettront la fixation du
spermatozoide a la zone pellucide. Le pouvoir fécondant est acquis dans les voies génitales femelles.
Des études de fécondation in vitro menées sur le renard argenté ont montré que la capacitation du
spermatozoide nécessite 5 a 8 h (Feng et al., 1994).

Une fois en contact avec I'ovocyte, le spermatozoide se fixe a la zone pellucide par son apex.
Une réaction acrosomique s’en suit et permet la pénétration du matériel génétique male dans I'ovocyte.

Page 47



La maturation ovocytaire n’est pas indispensable pour que le spermatozoide puisse se fixer a la zone
pellucide, mais elle est nécessaire pour que la réaction acrosomique ait lieu. In vitro, le spermatozoide
ne pénetre dans la zone pellucide que 8h aprés fécondation (Feng et al., 1994).

Développement embryonnaire

Une fois la fusion des gameétes réalisée, I'ceuf fécondé entame la formation progressive d’'un embryon,
subit de nombreuses divisions mitotiques, le faisant passer du stade de zygote (une cellule) au stade
de blastula (blastocyte). L’étude de Jalkanen (1992a) a démontré que chez le renard roux, I'embryon
atteint 'utérus entre le 4™ et le 6°™ jour aprés fécondation, au stade de 16 cellules. La progression de
'embryon dans les cornes utérines est permise par la présence de cellules ciliées tapissant la
muqueuse utérine. L’embryon atteint le stade de morula 6 a 7 jours aprés la fécondation et le stade de
blastocyte au 9™ jour (figure 25). Le blastocyste se développe et se polarise pour former
'embryoblaste puis le trophoblaste. L'implantation embryonnaire dans le tissu utérin (la nidation) a lieu
aprés I'éclosion, c’est-a-dire la rupture de la zone pellucide, entre le 15°™ et le 18°™ jour selon les
auteurs (Osadchuk, 1994 ; Jalkanen, 1992a).

La mortalité embryonnaire pré-nidation a été évaluée par de nombreuses études : entre 27,7 %
(Martorell Juan et Gortazar Schmidt, 1993) et 47% (Cavallini et Santini, 1996). L’étude de Ryan (1976)
estimait déja cette valeur a plus de 30 %.

Figure 25 : segmentation embryonnaire chez le renard roux (Kancel,
2019 d’aprés Jalkanen, 1992a)
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7. Gestation, parturition et élevage des jeunes
7.1. Gestation et parturition

La gestation du renard roux dure de 49 a 55 jours (52 a 53 jours en moyenne) (Jost et Jost-Tse, 2005).

Dans I'hémisphére nord, la mise-bas a lieu de fin mars a début mai, dans un terrier de blaireaux,

lapins ou marmottes préalablement visité par le couple de renards. La femelle donne naissance a une
portée de 4 a 6 renardeaux mais elle peut mettre bas jusqu’a 12 petits exceptionnellement.
Lorsque la parturition se déroule normalement, chaque renardeau nait a environ 10-30 minutes
d’intervalle. A la naissance, les nouveau-nés pésent en moyenne 100 g, sont aveugles, sourds,
dépourvus de dents et sont recouverts d’'un pelage brun foncé avec la pointe de la queue blanche (Jost
et Jost-Tse, 2005).

La physiologie de la gestation et de la parturition chez la renarde a été trés peu étudiée, mais il
semblerait que les mécanismes soient similaires & ceux de la chienne puisque des études ont montré
notamment que I'injection de prostaglandines induisait un avortement a partir du 20°™ jour de gestation,
et une mise-bas aux 52 a 53°™ jours de gestation. De méme, la prolactine permet le maintien du corps
jaune en fin de gestation (Valberg et Mondain-Monval, 1992)

7.2. Elevage des jeunes

Durant les quinze premiers jours suivant la mise-bas, la femelle reste en permanence dans le terrier,
tandis que le méle chasse et dépose les proies a I'entrée du nid. Il ne reste pas dans le terrier pendant
cette période. Vers I'age de quinze jours, les yeux des renardeaux s’ouvrent, les dents lactéales
apparaissent et les petits commencent a marcher. Les yeux sont de couleur bleue jusqu’a 'age d’un
Mois puis prennent progressivement leur couleur ambrée définitive.

L’alimentation des jeunes est exclusivement a base de lait maternel pendant les trois premiéres

semaines. Vers I'dge de quatre semaines, ils commencent a consommer de la viande régurgitée par la
femelle ou le méale. A cette période, les petits grandissent rapidement et pésent plus d’un kilogramme.
Le museau et les oreilles s’allongent et le pelage devient roux. Les jeunes renardeaux commencent a
sortir du terrier.
Chez le renard roux, la lactation dure huit semaines et le sevrage des jeunes a lieu vers 'adge de six a
huit semaines (Farstad, 1998). La dentition de lait est alors compléte et les jeunes ressemblent a des
petits adultes. La femelle leur rapporte régulierement des petites proies pour qu’ils jouent avec et
apprennent a les ingérer.

Quand les renardeaux ont 'age de 2-3 mois, la femelle passe de moins en moins de temps dans
le terrier. Les jeunes sortent régulierement pour apprendre a chasser (figure 26). lls restent avec la
femelle jusqu’a 'automne puis quittent définitivement le terrier familial vers 'age de 5-6 mois. lls se
dispersent entre octobre et janvier ; les méales s’éloignent dans un rayon de 5 a 10 km mais peuvent
partir jusqu’a 250 km de leur territoire familial. Les femelles peuvent rester dans le territoire familial ou
elles deviendront des femelles subordonnées.

Les jeunes renards vont acqueérir leur taille et leur poids adultes vers I'dge de six a huit mois et vont se
reproduire dés I'age de 10 mois.

Cependant, leur espérance de vie est courte et sur une portée de renardeaux sauvages, 80 % des
jeunes décedent avant d’atteindre I'age adulte (Jost et Jost-Tse, 2005).
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Figure 26 : renardeaux (Mulqueen, 2015)

8. Reproduction assistée

Dans les années 1990, le marché de la fourrure avait une forte importance économique. Afin d’accroitre
la productivité des élevages et d’éviter les contraintes saisonniéres, les scientifiques ont étudié et mis
en place de nombreuses technigues de reproduction assistée.

Le renard roux (ou argenté) d’élevage a donc été un modéle expérimental pour la mise en place
de techniques de reproduction assistée, utilisées ensuite pour la préservation des canidés sauvages
menacés d’extinction.

8.1. Détection de I’cestrus

Une détection précise de I'ovulation est indispensable a la réussite d’'une saillie ou d’une insémination
artificielle, ce d’autant plus qu’il n’y a qu’une période d’cestrus par an chez la renarde.

Une fois le gonflement vulvaire initiant le pro-cestrus observé, la principale technique utilisée est
la détection de I'ovulation par la mesure de la résistivité électrique vaginale. Cette technique, largement
utilisée de nos jours, a été décrite pour la premiére fois chez le renard dans les années 1980 (Mgller et
al., 1984). En effet, la résistivité¢ du mucus vaginal varie selon l'imprégnation en oestrogénes. Le
dispositif est composé de deux électrodes circulaires, placées dans le vagin et dans le col utérin, et
d’'un ohmmeétre mesurant la résistivité. Le profil électrique obtenu permet de déterminer I'cestrus :
pendant 'ancestrus, la résistivité électrique vaginale est faible (environ 200 Q), tandis qu’elle augmente
rapidement lors de I'cestrus, ce qui induit un pic électrique compris entre 700 et 1200 Q, de la fin du
pro-cestrus au début de I'cestrus. Cette augmentation n’est pas aussi franche chez toutes les femelles :
certaines présentent un profil biphasique rendant difficile la détection précise de I'ovulation, ce qui
conduit a des échecs de fécondation (Jalkanen et al., 1988).
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Afin de s’affranchir de ces variations individuelles, il est également possible de détecter les
chaleurs par la réalisation d’un frottis vaginal, comme chez la chienne. Lors de I'ancestrus, le frottis
vaginal est composé d’'une grande majorité de cellules parabasales, nucléées et de polynucléaires
neutrophiles. A 'approche de 'cestrus, les cellules épithéliales vaginales se kératinisent sous 'effet des
cestrogenes. Lors de l'cestrus, 80 % des cellules épithéliales observées sur le frottis vaginal sont
kératinisées et anucléées (Jalkanen et al., 1988) ; parallelement, on observe un pic de résistivité
électrique du mucus vaginal. Cette méthode, couplée a la technique précédente, permet donc
d’optimiser le taux de conception (Boue et al., 2000).

8.2. Insémination artificielle

Depuis les années 1980, l'insémination artificielle est la technique de choix pour optimiser la
reproduction du renard roux d’élevage. Elle permet d’obtenir des taux de conception trés satisfaisants
(Farstad, 1998). L’insémination transcervicale est intra-utérine (la semence est déposée en arriére du
col utérin) et peut se faire avec de la semence fraiche ou congelée. L'cestrus est, le plus souvent,
estimé par la mesure de la résistivité électrique vaginale. Chaque femelle est inséminée une a deux
fois a 24h d’intervalle (a 48h en cas de profil de résistance vaginale biphasique) : une fois le jour du pic
de résistivité électrique (insémination non systématique) et une seconde fois, systématique, le
lendemain du pic.

L’'insémination artificielle par de la semence fraiche est largement réalisée. Une fois prélevée, la
semence est diluée dans de 'EDTA et répartie dans des paillettes de 1 ml contenant chacune 100 000
millions de spermatozoides. L'insémination est ensuite réalisée dans les 30 minutes suivant la récolte
de la semence (Jalkanen et Lindeberg, 1998). Cette technigue a un taux de réussite avoisinant les 80
% et aboutit & des portées de quatre renardeaux environ, soit autant que pour les individus sauvages
(Farstad, 1998).

L’insémination artificielle par de la semence congelée et I'établissement d’'une banque de sperme
est également fréquemment réalisée en élevage. La premiére insémination artificielle avec de la
semence congelée de renard a été réalisée en 1972-1973 sur le renard polaire (Vulpes lagopus)
(Fougner et al., 1973). La congélation de la semence permet de préserver le matériel génétique des
individus de grande valeur mais présente des risques pour les spermatozoides (dommages
membranaires et de 'acrosome causés par le processus de congélation).

Une fois récoltée, la semence est mélangée avec des dilueurs contenant une solution tampon et
des cryoprotecteurs, de la méme maniére que pour la congélation de semence du chien domestique.
De nombreux dilueurs sont cités dans la littérature mais le plus utilisé actuellement chez le renard roux
est une solution tamponnée de Tris-fructose (Farstad, 1996). Les composés protecteurs contenus dans
les dilueurs sont: le jaune d’ceuf, le glycérol ou DMSO, le lactose ou le sucrose, les polyméres
macromoléculaires ou les détergents tels que la polyvinylpyrrolidone (PVP).

De nombreuses méthodes de congélation lente sont décrites pour les espéces canines et
vulpines. Le principe général consiste en un refroidissement en deux phases : progressif, d’environ 5
degrés par minute, d’'une température initiale de + 4°C jusqu’au point de congélation (environ -157°C)
puis un refroidissement rapide dans I'azote liquide a -190°C environ. Une fois congelée, la semence
est maintenue immergée dans de I'azote liquide jusqu’a sa décongélation.

Cette technique s’est rapidement révélée beaucoup plus efficace chez les renards roux et argenté
gue chez le renard polaire (Farstad et al., 1992). Chez le renard argenté, elle permet d’obtenir des taux
de conception et une taille de portée similaire & ceux obtenus avec de la semence fraiche (Yatu et al.,
2018).
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L’étude japonaise menée par Yatu et al. (2018), a également montré que l'utilisation d’'un dilueur
pour semence bovine, moins cher et plus accessible, n’affectait pas les taux de réussite.

8.3. Culture in vitro et transfert d’embryon

La maturation in vitro de I'ovocyte du renard et la fécondation ont été étudiées pour la premiére fois au
début des années 1990. L’objectif de ces techniques est d’obtenir expérimentalement des embryons
en grande quantité, avant de les transférer chirurgicalement dans l'utérus ou le développement
embryonnaire se poursuivra.

Maturation in vitro

Krogenaes et al.(1993) ont été les premiers a étudier la maturation ovocytaire in vitro chez le
renard roux. Dans leur étude, ils ont prélevé des ovocytes immatures quelques jours avant I'ovulation.
Ces ovocytes ont été placés dans un milieu de culture, contenant une suspension de cellules
oviductales, avec ou sans supplémentation en FSH. Les observations microscopiques réalisées les
jours suivants ont montré que certains ovocytes avaient la capacité de reprendre la méiose jusqu’au
stade de métaphase Il, mais seulement dans les milieux supplémentés en FSH. La maturation compléte
in vitro est donc possible mais a été obtenue en 4 jours au lieu de 2 jours in vivo et est dépendante des
gonadotrophines.

Feng et al. (1994) ont confirmé la possibilité d’une reprise méiotique in vitro, en étudiant
I'expansion du complexe oocyte-cumulus et le développement de la vésicule germinale. La maturation
semblait stimulée dans les cultures supplémentées en hormone chorionique gonadotrope humaine.

Fécondation in vitro

Feng et al. (1994) ont montré que les spermatozoides de renards roux pouvaient s’attacher a la
zone pellucide sans qu'il y ait eu maturation compléte, jusqu’au stade métaphase Il, de I'ovocyte.
Cependant, la pénétration du spermatozoide n’était possible qu’en cas de maturation compléte de
'ovocyte.

Farstad et al. (1992) ont prélevé des ovocytes de renard polaire 4 jours aprés avoir observé un
pic de résistivité électrique vaginale, soit 6 a 7 jours apres le pic théorique de LH. Ces ovocytes ont été
mis en contact avec de la semence congelée de renard roux dans un milieu de culture propice a la
survie et la fécondation des gameétes. L'observation microscopique réalisée les jours suivants a montré
que le développement embryonnaire avait eu lieu mais sans jamais dépasser le stade de la morula.

En paralléle, Lindeberg et al. (1993) sont parvenus a obtenir in vitro des embryons au stade de
blastocyste, a partir d’embryons préalablement prélevés in vivo au stade de 8 cellules. Aprés
insémination artificielle, des embryons prélevés au stade de blastocyste sont parvenus a I'éclosion
voire a la nidation aprés transfert puis a la différenciation. Des embryons prélevés au stade de
blastocytes éclos n’ont pas poursuivi leur développement in vitro. Le développement embryonnaire in
vitro semble donc fonctionner sur des embryons prélevés in vivo entre le stade 8 cellules et le stade de
blastocyste précoce.
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Transfert d’embryon

Le transfert d’embryons de renard (blastocytes) a été réalisé pour la premiéere fois par Trut et
Golubitcha (1979) et a permis d’obtenir une portée de renardeaux vivants.

L’étude de Jalkanen et Linderberg (1998) a confirmé que le transfert d’'embryons était réalisable
chez le renard argenté. Huit femelles donneuses et huit femelles receveuses ont été synchronisées par
un apport exogéne de gonadotrophines. Les femelles donneuses ont été ensuite inséminées avec de
la semence fraiche, le jour ou un pic de résistivité électrique vaginale a été observé. Les embryons ont
été récoltés 8 a 11 jours aprés l'ovulation supposée, classés selon leur morphologie puis transférés
dans une des cornes utérines des femelles receveuses. Sur les 29 embryons transférés, 22 avaient
une apparence normale avec une morphologie comprise entre le stade 2 cellules et le stade de
blastocystes non éclos. Un seul des transferts embryonnaires a permis d’obtenir une portée vivante de
deux renardeaux, 47 jours aprées le transfert de quatre blastocystes non éclos et 57 jours apres
linsémination de la femelle donneuse. Un autre transfert de quatre blastocystes non éclos a permis la
continuité du développement embryonnaire, mais s’est terminé par un avortement 36 jours apres le
transfert.

Cette technique n’a pas vocation a étre utilisée dans les élevages de renards mais peut servir de
modele expérimental dans le cadre des programmes de conservation génétique des canidés sauvages
menaceés d’extinction.

8.4. Autres techniques

D’autres biotechnologies de la reproduction existent mais elles ne sont que peu utilisées par manque
d’études probantes.

Action sur la photopériode

Le cycle de reproduction des espéces saisonnées, telles que le renard roux, dépend directement
de la photopériode. En captivité, il est possible d’allonger la période de reproduction en utilisant un
éclairage artificiel ou en régulant le taux plasmatique de mélatonine (Forsberg et al., 1990).

Les mécanismes et les sites d’action de la mélatonine ne sont cependant pas bien connus chez le
renard roux.

Apport d’hormones exogéenes

Certains scientifigues ont essayé de réguler le cycle sexuel par 'apport de gonadotrophines ou
d’cestrogénes exogénes mais cette méthode s’est montrée inefficace (Farstad, 1998). L'utilisation
d’cestrogénes et de gonadotrophines placentaires a permis d’induire un cedéme vulvaire mais aucune
conséquence ovarienne n’a été observée.
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9. Facteurs influencant la reproduction
9.1. Facteurs physiques

Plusieurs scientifiques ont cherché a déterminer linfluence de différents facteurs physiques sur
I'efficacité de la reproduction définie en suivant: le taux d’ovulation, le nombre de cicatrices
placentaires, le nombre de fcetus vivants, la mortalité embryonnaire. Ainsi, les effets de I'age, du poids,
de la longueur du corps et de la masse graisseuse ont-ils été évalués.

L’étude de Cavallini et Santini (1995) a montré que les femelles ovulant un plus grand nombre
d’ovocytes que la moyenne (soit au moins cing ovocytes par cestrus) étaient significativement plus
lourdes. En revanche, le taux d’ovulation, la mortalité intra-utérine avant la nidation et le nombre de
cicatrices placentaires (3,7 en moyenne dans I'étude de Ryan (1976) ; 3,95 selon Cavallini et Santini
(1995)), semblent indépendant de 'age, de la longueur du corps et du poids.

De plus, les femelles gestantes ayant un nombre de foetus vivants supérieur a la moyenne (soit
3,88 feetus vivants environ) étaient significativement plus lourdes, tandis que celles ayant moins de
foetus vivants que la moyenne étaient significativement plus longues. La masse graisseuse et 'adge des
femelles gestantes n’avaient aucune influence.

En revanche, la mortalité intra-utérine apres nidation est supérieure chez les jeunes femelles.

Le succes reproducteur des jeunes femelles agées d’'un an est plus faible que celui des femelles
adultes plus agées, et la taille des portées augmente avec I'age (Harris, 1979 ; Harris et Smith, 1987).
Cependant, le vieillissement du tractus reproducteur au fil du temps dégraderait les capacités de
reproduction a partir de 'age de 5-6 ans ; seulement 11,7 % des individus atteignent toutefois cet age
dans la nature (Lieury et al., 2017).

9.2. Facteurs sociaux et environnementaux
9.2.1. Facteurs sociaux

Dans les groupes sociaux, seules les femelles dominantes peuvent se reproduire, tandis que les
femelles subordonnées jouent un r6le de nourrice. Cette hiérarchie observée dans la nature a
également des répercussions sur la reproduction des femelles subordonnées élevées en captivité.

L’étude de Farstad (1998) a montré qu’en captivité, le rang social des femelles et la proximité des
cages influenceraient la taille des portées. En effet, les femelles dominantes faisaient de plus grandes
portées lorsque les cages voisines étaient occupées par des femelles non dominantes, mais des
portées de taille normale quand les femelles voisines étaient de méme rang social. De méme, les
femelles de faible rang social faisaient des portées de taille normale lorsque les femelles voisines
étaient de méme rang social, tandis qu’elles mettaient bas des portées plus petites lorsque les femelles
voisines étaient d’un plus haut rang social.

Ce mécanisme de suppression de reproduction chez les canidés est encore peu connu mais des
résultats obtenus chez le loup (Canis lupus) en captivité suggerent que la femelle dominante inhiberait
la reproduction des femelles soumises par des contacts agressifs répétés induisant un blocage de
lovulation (Packard et al., 1985). De méme, des contacts agressifs provoqueraient un comportement
d’infanticide ou d’abandon des jeunes chez le lycaon (Lycaon pictus), la mangouste naine du Sud
(Helogale parvula) et le dingo (Canis lupus dingo) (Creel et Macdonald, 1995).
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9.2.2. Facteurs environnementaux

De nombreux facteurs environnementaux, autres que la photopériode, ont une influence sur la
reproduction : le stress, la densité démographique, la richesse trophique du milieu (alimentaire, habitat).

Le stress lié a la captivité

Comme pour de nombreuses especes, le stress est un facteur important dans la reproduction du
renard roux et particulierement le stress lié & la captivité.

En liberté, le faible taux de survie des jeunes de la portée s’explique notamment par le
comportement infanticide des renardes en cas de stress intense ou d’anomalies observées chez les
nouveau-nés. Ces comportements seraient plus exprimés par les renardes subordonnées, dont le role
est avant tout de participer a I'élevage des renardeaux issus du couple dominant (Bakken, 1993a et b)
et ils augmentent d’autant plus en captivité.

Hartley et al. (1994) ont également mis en évidence linfluence de I'augmentation de la
cortisolémie en situation de stress sur la mortalité embryonnaire.

Chez le renard méle, la captivité n’aurait pas d’influence sur I'activité génitale (Joffre, 1976).

La densité démographigue et larichesse alimentaire

Le taux de femelles non reproductrices est beaucoup plus élevé (36 %, Henry, 2004, a 60 %,
Macdonald, 1979) dans les milieux présentant a la fois une grande richesse alimentaire et une forte
densité, tels que les milieux urbains, plutdét que dans les milieux plus pauvres et de faible densité, tels
gue les milieux ruraux, ou le taux de femelles non reproductrices est plus faible (5 %, Macdonald et
Voigt, 1984, a 20 %, Cavallini et Santini, 1996). Cela s’explique par la forte concurrence, observée
entre les individus, dans les zones de fortes densités et de grandes richesses alimentaires.

De méme, la taille moyenne des portées semble augmenter dans les milieux de faible densité et de
faible richesse trophique (Cavallini et Santini, 1996 ; Henry, 2004).
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Troisieme partie : étude expérimentale

1.Introduction

Durant les derniéres décennies, les études sur la reproduction du renard roux ont d’abord concerné la
variation des profils hormonaux au cours des saisons, puis la faisabilité et I'efficacité des techniques
de reproduction assistée. Ces études ont toutes eu pour principal objectif d’optimiser la productivité des
élevages pour la production de fourrure.

Cependant, a I'heure actuelle, la littérature ne propose que trés peu de travaux portant sur les
principales particularités des organes génitaux et des gamétes du renard roux.

L’'objectif de notre étude expérimentale est donc de décrire les principales caractéristiques
macroscopiques, histologiques et microscopiques des organes génitaux et des gameétes du renard roux
pendant la période de reproduction. Les données collectées seront comparées a celles précédemment
rapportées chez le renard roux et chez le chien domestique afin d’identifier les éventuelles particularités
du renard roux. L’étude de Hyttel et al.(1990) réalisée sur le renard polaires (Vulpes Lagopus) et celle
de Machado et al.(2017) réalisée sur le renard crabier (Cerdocyon thous) décrivent de grandes
similitudes avec la physiologie de la reproduction du chien domestique. Nous nous attendons donc a
retrouver, chez le renard roux, des caractéristiques trés semblables a celles rapportées chez le chien
domestigue. Notre étude a été réalisée sur un nombre d’animaux limité, auquel nous avons eu la
chance d’avoir acces et il s’agira donc d’une étude essentiellement descriptive dont les résultats seront
intégrés dans la banque de données sur la reproduction des canidés domestiques et sauvages du
laboratoire de recherche sur la reproduction de I'Ecole Nationale Vétérinaire d’Alfort.

2.Matériels et méthodes

2.1. Les animaux
Notre étude a été menée sur un total de 17 renards (5 renards argentés captifs et 12 renards roux
sauvages) dont 10 méles et 7 femelles. Cependant, seuls 8 animaux (4 femelles, 4 méles) ont

finalement été retenus pour la suite de I'étude, les autres ne permettant pas d’obtenir des résultats
interprétables.

Les renards argentés

Les cing renards argentés étaient des males, agés de 1 a 4 ans, pesant entre 6 et 10 kg, en
bonne santé. lls ont été importés a I'age de dix mois depuis un élevage de fourrure finlandais puis
hébergés a la station expérimentale du laboratoire de la Rage et de la Faune Sauvage de Malzéville
(ANSES de Nancy) vers le mois de décembre (2018 pour les plus jeunes), c’est a dire juste avant le
début de la période de reproduction. Ces renards étaient élevés dans des cages grillagées,
individuelles, de 2,5 métres de longueur et 1 métre de profondeur. Les cages, installées en extérieur,
permettaient I'exposition a une photopériode naturelle et & une température ambiante voisine de la
température extérieure (figures 27 et 28). lls étaient nourris quotidiennement avec un aliment complet
pour chien sous forme de croquettes et recevaient de I'eau a volonté.
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Chaque animal était identifié au moyen d’un transpondeur électronique identique a ceux utilisés
pour I'identification des carnivores domestiques (Annexe 1).

Seuls les résultats concernant le renard M1 seront présentés dans cette étude.

Figure 27 : station expérimentale du laboratoire de Malzéville (Nancy ; Reynaud, 2018)
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Figure 28 : cages individuelles hébergeant les renards argentés (laboratoire de
Malzéville ; Reynaud, 2018)
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Les renards sauvages

Au total, douze renards roux sauvages ont été collectés pour I'étude mais seulement sept d’entre
eux ont été conservés pour l'interprétation des résultats (quatre femelles, trois males). Leur &ge n’a pas
été déterminé. lls ont été abattus au fusil par des chasseurs, lors de tirs nocturnes réalisés entre 22h
et 3h du matin, dans plusieurs villes du département de Meurthe-et-Moselle, le 19 février 2018, le 17
avril 2018 et le 17 janvier 2019, dans le cadre du programme d’épidémiosurveillance de
I'échinococcose alvéolaire en France (figure 29).
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Chaque animal a été sexé, puis identifié immédiatement aprés son abattage sous le numéro « carto
x » en fonction du lieu d’abattage (figure 30) et dans le but d’établir une cartographie de la répartition
de la prévalence de I'échinococcose alvéolaire.

Les cadavres ont été conservés a température ambiante, dans un sac plastique, jusqu’a leur transfert
vers 9h30 au laboratoire de Malzéville, le lendemain de la chasse.

Figure 29 : lieux de capture des renards roux sauvages (Kancel, 2019)
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Figure 30 : exemple d’identification manuelle et sexage des renards
sauvages abattus selon le lieu de capture (Reynaud, 2018)
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2.2.  Méthodes et analyses des prélevements

2.2.1. Etude macroscopique des organes génitaux

Chez les renards méles, les testicules ont été sectionnés au niveau du cordon spermatique puis ils ont
été observés et leur diameétre a été mesuré.
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Chez les renards femelles, les ovaires et I'utérus ont été extraits par laparotomie. Pour les quatre
femelles conservées pour I'étude, nous avons observé I'aspect et la forme des organes génitaux,
mesuré la taille des ovaires et la longueur de l'utérus (des ovaires jusqu’a la base des cornes), observé
les éventuels embryons ou cicatrices placentaires aprés incision des cornes utérines. Les ovaires ont
été isolés et disséqués afin d’en extraire les ovocytes qui ont ensuite été observés au microscope
optique.

Les tissus trop endommageés ont été retirés de I'étude. Nous avons donc conservé les ovaires de
guatre femelles (carto 3, carto 4, carto 28 et carto 84) ; I'utérus ainsi que le col utérin de deux femelles
(carto 58 et carto 84) et les testicules de trois méles (cartol, carto 65 et carto 69) sur lesquels porteront
les résultats de I'étude.

2.2.2. Etude histologique des organes génitaux

Une fois prélevés, les organes génitaux males et femelles ont été préparés pour la réalisation de lames
histologiques. Cette réalisation a nécessité plusieurs étapes (figure 31) :

e La fixation : les organes génitaux ont été fixés dans une solution de formol 4 % avant
d’étre insérés dans des cassettes ajourées permettant leur inclusion.

e Linclusion et I'enrobage : cette étape a été réalisée a l'aide d’'un automate a inclusion,
induisant une déshydratation progressive des tissus par des bains d’éthanol a 70° puis a
100°, suivis d’un bain de solvant organique (xyléne), avant l'inclusion en paraffine a 56°C.
Les blocs obtenus ont ensuite été refroidis a température ambiante.

o La préparation des lames : a partir des blocs obtenus, des coupes histologiques de 7 ym
d’épaisseur ont été réalisées a 'aide d’un microtome. Les rubans de coupes obtenus ont
été étalés dans un bain marie a 45°C, permettant le retrait des plis de la coupe. Les rubans
de coupe ont ensuite été placés au centre d’'une lame Superfrost® pour assurer une
bonne adhésion des tissus.

e La coloration : les 2 colorations utilisées pour observer les structures ovariennes, utérines
et testiculaires sont 'HES (hématoxyline, éosine, safran) et le TM2 (trichrome de Masson
2). L’hématoxyline, qui est basique, colore les acides nucléiques du noyau en violet ;
'éosine, qui est acide, colore le cytoplasme en rose et le safran colore les fibres de
collagéne en jaune orangé. Les colorations en trichrome de Masson 2 permettent de
colorer les fibres de collagéne en vert mais conférent aussi des couleurs vives aux
noyaux, qui apparaissent en violet, et les cytoplasmes, en rose comme pour I'HES. Les
colorations ont été réalisées a I'aide d’'un automate appartenant au Biopole de 'EnvA, qui
déparaffine les tissus par des bains successifs dans du xyléne, puis les réhydrate dans
des bains successifs d’éthanol a 100°, 70° puis 50° et les rince dans une solution de PBS
(tampon phosphate saline).
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Figure 31 : préparation des lames histologiques (biopdle de ’EnvA)

A) Etape de découpe des prélevements — B) Moulage de paraffine - C)
Systeme d’enrobage —D) Automate de coloration

Les lames ont ensuite été observées au microscope optique droit (BX50, Olympus).

Pour les quatre femelles étudiées, nous avons observé les coupes transversales d’ovaires et

d’utérus. Sur les coupes d’ovaires, nous avons observé les stades des follicules ovariens. Ces follicules
ovariens ont ensuite été comptés et leur diamétre moyen a été mesuré. Sur les coupes transversales
d’utérus, nous avons observé la structure histologique des différentes couches tissulaires.
Les structures utérines et cervicales des renardes carto 28 et carto 58 ont été observées au microscope
électronique a balayage (Hitachi SU5000, plateforme Mima2, INRA de Jouy-en-Josas) (figure 32). Les
tissus prélevés ont été fixés dans une solution de cacodylate 0,1M/2,5 % glutaraldéhyde, puis
déshydratés dans des bains successifs d’alcool a 50°, 70°et 100°. Afin de préserver les structures de
surface, la fin de la déshydratation a été effectuée par passage au point critique : dans une chambre
sous pression, I'alcool a été remplacé progressivement par du CO: liquide, puis le CO; a été peu a peu
évaporé. Les tissus ont été ensuite collés sur des plots métalliques puis métallisés (source de platine)
avant leur observation.

Pour les trois males conservés, nous avons observé les coupes transversales des testicules des
males carto 60, 69 et 85, et I'épididyme du méle carto 65. Sur ces coupes, nous avons observé la
structure histologique et en particulier, les cellules présentes dans les tubes séminiféres. Nous avons
compté le nombre de tubes séminiferes au mm?2 et calculé le pourcentage de tubes séminiferes
contenant des spermatozoides.
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Figure 32 : observation des prélévements au microscope électronique
a balayage (plateforme Mima2, INRA, Jouy-en-Josas)

2.2.3. Récolte de la semence

Afin de récolter la semence, les renards argentés ont été capturés successivement puis placés et
maintenus dans une boite de contention située dans une salle de prélévement du laboratoire de
Malzéville (figure 33).

La semence a ensuite été récoltée par masturbation dans un tube a essai stérile surmonté d’un
cbne en caoutchouc (figures 34, photo A et figure 35). Un test de collecte par électroéjaculation a aussi
été effectué (Viberect-X3®) (figure 34, photo B). Pour chaque renard parvenant a éjaculer, les
différentes fractions de I'éjaculat ont été séparées dans des tubes a essai différents.

Figure 33 : contention d’un renard argenté (laboratoire de Malzéville ;
Reynaud, 2018)
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Figure 34 : récolte de semence par masturbation (A) et par électrostimulation (B)
(laboratoire de Malzéville ; Reynaud, 2018)

A | B N\ | 3 “

Figure 35 : collecte de la semence dans un cdne en caoutchouc et un tube a essai stérile
(laboratoire de Malzéville ; Reynaud, 2018)

A) Cobne en caoutchouc permettant la récolte de la semence - B) Fraction spermatique
récoltée dans un tube a essai gradué

Seule la semence du male M1 a été observée au MEB. La préparation de la semence a été la
méme que pour I'observation des tissus utérins. Cette technique permet de visualiser avec précision la
membrane plasmique des spermatozoides et les éventuelles anomalies morphologiques.

2.2.4. Collecte des complexes cumulo-ovocytaires
Aprés avoir été prélevés, les ovaires ont été dilacérés a I'aide d’'une lame de rasoir, dans une

boite de Petri, dans un milieu M199 + 20 % de sérum de veau foetal a 37°C. Puis les complexes cumulo-
ovocytaires ont été collectés grace a une pipette a bouche.
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2.2.5. Autres prélévements

En plus des organes génitaux, les intestins, les poils (prélevés en région du cou, du dos et/ou de la
gueue), la langue et du sang (collecté dans un tube EDTA) ont également été prélevés de maniére
systématique chez les individus males et femelles dans le but de réaliser des analyses parasitaires et
génétiques que nous ne détaillerons pas dans notre étude.

3.Résultats

3.1 Etude macroscopique des organes génitaux

Pour les renards males :

e Les observations macroscopiques ont mis en évidence une orientation caudo-ventrale des
testicules. Ces derniers avaient une forme classiqguement allongée. L’épididyme était situé sur
la face caudale du testicule et nous avons retrouvé les différentes parties le composant (téte,
corps et queue). Le conduit déférent et ses vaisseaux composant le cordon ont été facilement
observés (figure 36).

e La longueur et la largeur des testicules ont été mesurées a des valeurs moyennes de
respectivement 3,6 £ 0,5 cm et 2,4 + 0,2 cm (tableau 1).

Figure 36 : observation macroscopique des testicules (Reynaud, 2018)

Carto 69 ] Carto 69

T: téte de I'épididyme — C : corps de I'épididyme - Q : queue de I'épididyme
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Tableau 1 : mesure des testicules des renards roux abattus

Animal Taille Testicules (longueu x largeur)
Carto 60 Droit = 3,0 x 2,5 cm / Gauche = 3,10 x 2,6 cm
Carto 69 Droit = 3,30 x 2,1 cm / Gauche = 3,20 x 2,3 cm
Carto 85 Droit =4,0 x 2,7 cm / Gauche = 4,0 x 2,6 cm

Pour les renards femelles :
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Les observations macroscopiques de I'appareil génital ont mis en évidence la présence
d’'un utérus bipartite, en forme de Y dont les cornes se terminaient par des ovaires de
forme ovoide (figures 37 et 38).

Les ovaires, facilement visibles, étaient entourés par une bourse peu épaisse et
modérément riche en graisse. Sur certains ovaires, des structures sphériques et
transparentes de différentes tailles étaient visibles dans le parenchyme ovarien et
correspondaient aux follicules ovariens (figure 39).

La longueur totale moyenne de I'ensemble de l'appareil génital (ovaires et cornes
utérines) est de 18 + 3,8 cm. Le diamétre moyen des ovaires était de 1,3 + 0,2 cm (tableau
2)

Apres incision des cornes utérines, nous avons observé des zones plus foncées sur la
paroi des cornes utérines (figure 40). Ces zones correspondent aux cicatrices
placentaires, qui sont les lieux d'implantation et de développement embryonnaire du
cycle précédent. Ces cicatrices ont été observées sur les trois appareils génitaux retenus
dans I'étude. Entre quatre et six cicatrices ont été observées selon les animaux (soit une
moyenne de 5 * 1) (tableau 2).

Figure 37 : observation de I'appareil génital femelle par laparotomie (carto 84)

(Reynaud, 2018)

- 3 ha i

Ovaire droit

Corne utérine droite



Figure 38 : morphologie de I’appareil génital des renards roux femelles (Reynaud, 2018)

Carto 58

Figure 40 : observation d’une cicatrice placentaire aprés incision des cornes
utérines (carto 84) (Reynaud, 2018)
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Tableau 2 : mesure de la taille des ovaires et utérus des renards roux femelles
Animal Diamétre ovaire et longueur utérus CiCatriceesS tti)rlTe]lgentaires
Carto 28 Ovaires : drOLthtZrﬁ’SSZC]I:Z /3 gcar:]Jche =1,3cm c
Carto 58 Ovaires : drg:éﬁf:crznz/’ :?iumChe =1,3cm .
Carto 84 Ovaires : d{;)tiérzls er;i’gzag;he =1,6 cm 5

3.2. Etude histologique des organes génitaux

3.2.1. Histologie des organes génitaux males

Les coupes histologiques des testicules présentaient, pour la plupart, une forte rétraction des tissus
(tissus apparaissant décollés) mais nous avons pu toutefois observer les principales structures du

testicule.

La coupe d’épididyme de carto 65 a révélé la présence d’'un tissu conjonctif épais entourant les
canaux épididymaires composés d’un épithélium pluristratifié cilié. Des spermatozoides étaient visibles
dans la lumiere (Figure 41).

Figure 41 : observation des coupes histologiques d’épididyme au microscope
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Les coupes de testicules ont révélé la présence de tubes séminiféres séparés par du tissu

interstitiel (figure 42, photos A et B). Les cellules de Leydig composant le tissu interstitiel étaient
facilement observables (figure 42, photo B).
Les tubes séminiféres, délimités par une lame basale, apparaissaient de forme allongée, de grande
taille et, pour certains d’entre eux, présentaient des spermatozoides dans leur lumiére. Tous les stades
du développement spermatogénétique ont été observeés : les spermatogonies situées en périphérie du
tube séminifere, les spermatocytes primaires et secondaires, les spermatides et enfin les
spermatozoides, reconnaissables a leur noyau allongé et dont les flagelles se situaient dans la lumiéere
du tube. Les cellules de Sertoli étaient difficilement délimitables (figure 42, photos C et D).

Nous avons observé des tubes séminiferes et des spermatozoides sur les trois males étudiés
(carto 1, carto 65 et carto 69).

Il y avait en moyenne 30,7 + 5,3 tubes séminiféres au mm2 réparties sur une surface moyenne
de 213,5 £ 96,8 mm2. Les spermatozoides étaient présents dans 45 + 2,9 % des tubes séminiféeres en
moyenne (tableau 3).

Figure 42 : observation des coupes histologiques des testicules au microscope

T
P o
) |

e

CarthQf |

SN «.

i

[T
¥
&

nﬂ.,i & 50 pm : - ’ . ‘ > W v
Tl : Tissu interstitiel — TS : Tube séminifére — L : Lumiére — SPZ : Spermatozoides — CL : Cellule de Leydig —

SPG : Spermatogonie — SP1 : Spermatocyte primaire — SP2 : Spermatocyte secondaire — SPT : Spermatide —
LB : Lame basale
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Tableau 3 : répartition des tubes séminiféres et des spermatozoides dans les coupes histologiques

Surface totale de la zone Pourcentage de tubes
: Nombre de tubes PP PRV
Testicules A ) contenant les tubes seminiferes seminiferes avec
séminiféres au mm »
(mm?2) spermatozoides (%)
Carto 1 26 309 46,6
Carto 65 36 112 50
Carto 69 25 200 44

3.2.2. Histologie et observations microscopiques des organes génitaux femelles

Observations histologiques

L’ovaire est classiquement formé d’un épithélium germinal simple auquel est accolé un tissu conjonctif
dense, le stroma ovarien, formant le cortex et la médulla, ou se trouvent les follicules ovariens (figure
43, photos B et G).

Les follicules apparaissent comme des structures circulaires de diamétres différents. L’ovocyte
et les différentes couches cellulaires qui 'entourent sont facilement observables. Les follicules de plus
faibles diameétres sont situés a la périphérie.

Tous les stades de développement folliculaire ont été observés (du follicule primordial au corps
jaune), mais leur nombre était tres variable d’'un ovaire a 'autre (figure 43) :

¢ Nous avons compté un total de 420 follicules répartis entre 40 a 182 follicules par ovaire
selon les individus (tableau 4).

e Les stades folliculaires les plus représentés étaient les follicules primordiaux et les
follicules primaires qui représentaient respectivement 21 % et 62 % des follicules
observés. Nous avons observé entre 15 et 33 follicules primordiaux par ovaire. Un follicule
primordial polyovocytaire contenant 2 ovocytes a été observé chez carto 4 (figure 43,
photo A)

e Les follicules primaires étaient au nombre de 14 a 114 par ovaire et mesuraient environ
60 um de diamétre.

e Les follicules secondaires étaient au nombre de 0 a 4 par ovaire, avec une forme ovoide
a sphérique et mesuraient entre 50 et 200 um de diamétre.

e Les follicules tertiaires pré-antraux étaient au nombre de 0 a 6 par ovaire et mesuraient
entre 105 et 260um de diamétre. Les follicules tertiaires antraux étaient au nombre de 0
a 4 et mesuraient entre 110 et 355 um de diameétre.

e Les plus gros follicules antraux étaient au nombre de 0 a 3 par ovaire et mesuraient entre
375 mm et 500 um de diamétre.

e Les corps jaunes étaient au nombre de 0 & 2 par ovaire et mesuraient entre 1500 et 2500
pm de diamétre.

e Les follicules en atrésie étaient au nombre de 3 a 17 par ovaire, mais ces derniers n’ont
pas été mesurés.
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Figure 43 : observation des coupes histologiques des ovaires au microscope optique
(coloration HES)
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Tableau 4 : typage, comptage et mesure des follicules ovariens

Follicule | Follicule | Follicule Follicule Follicule Folllgule Corps - el
. h . L : . Pré- ; En atrésie | total de
Ovaires | Primordial | primaire | Secondaire | Préantral Antral . jaune :
ovulatoire (um) follicules
(um) (um) (um) (um) (um) (um) (um)
2
: ; 1 follicule : follicules :
Carto 3 follicules : | 1 follicule : ) 10 114
3 16 83 50 : 50 : 55 130 110 0 2200 ;
2200
6 follicules : . ) . . 3 2
Carto 75 ;85; 3 foII|.cuIes.. 4 fo"'_CUIeS_' follicules : | follicules : 17 182
33 114 . .| 260;225; 275; 325; . . )
4 100 ;100 ; 180 330 - 355 385 ;500 ; 1185;
100 ; 200 ’ 500 2500
2
Carto 1 follicule : 0 follicules : 5 84
28 26 50 0 105 0 1500 ;
2050
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o 3
Carto 5 ” 4§8","i‘1'8§ | 1 follicule - follicules : 3
84 s 190 475 ;560 ; 40
115 : 120
610
Total 90 261 13 6 6 35 420

L’observation des coupes histologiques d’utérus a permis d’identifier les principales structures.

L’endomeétre apparait épais (figure 44, photos A et B). L’épithélium bordant la lumiére utérine est formé
d’'une couche de cellules simples et cuboidales (Figure 44, photo C). Il repose sur un stroma riche en
tissu conjonctif. Nous observons de nombreuses cellules regroupées en acini et formant les glandes
utérines qui apparaissent épaisses et de forme arrondie (figure 44, photo D) ou tubulaire (figure 44,
photo C). Le myométre apparait mince. Les différentes couches du myométre ne sont cependant pas
distinguables (figure 44, photo A et B). La séreuse est formée d’un épithélium simple (figure 44, photo

A).

Figure 44 : observation des coupes histologiques d’utérus au microscope
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Observations de l'utérus au microscope électronique a balayage

Au MEB, les tissus utérins présentaient de nombreux signes de dégradation, hotamment de
nombreuses fissures mais nous avons pu, toutefois, observer la présence de nombreuses cryptes
(figure 45).

Figure 45 : observation du tissu utérin au microscope électronique a balayage
(plateforme Mimaz2, carto 84)

Concernant les cols utérins, la surface du col apparaissait tres irréguliere, en particulier pour carto
58 (figure 46, photo A). De nombreuses cryptes couvertes de cellules ciliées étaient visibles (figure 46,
photos A et C). Nous avons également observé la présence de cellules en cours de desquamation
(figure 46, photo B)
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Figure 46 : observation du col utérin de carto 58 et 84 au microscope électronique a
balayage (plateforme Mima2)
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Cryptes
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Cellules ciliges =1
Carto 58 Cal"[O 84

el s | W 7 LN

MIMAZ 0006 2.0kV26.4mm x1.50k SE(L) 30.0um MIMA2 0001 2.0kV 28.6mm x25 SE(L) " 2oomm

3.3. Etude de la morphologie des gamétes

3.3.1. Observations des spermatozoides éjaculés au microscope électronique a

balayage

Sur les cing renards argentés préalablement entrainés a accepter la masturbation, seulement trois
d’entre eux sont parvenus a éjaculer (M1, M2 et M3) (annexe 1). Parmi les trois ayant éjaculé, tous
présentaient des spermatozoides. Cependant, l'observation des spermatozoides éjaculés au
microscope électronique a balayage n’a été réalisée que sur le renard argenté M1 car il présentait un
éjaculat de quantité suffisante et d’aspect correct. Ces observations nous ont permis de visualiser la
morphologie et la présence d’éventuelles anomalies.

Page 73



Les images obtenues ont mis en évidence de nombreux amas de spermatozoides, rendant
difficile leur distinction. Nous avons pu toutefois observer que les spermatozoides étaient
classiquement formés d’'une téte et d’un flagelle composé d'une piéce intermédiaire de gros diamétre,
d’'une piéce principale de moindre diameétre et d’'une piéce terminale tres fine (figure 47).

Figure 47 : observation d’'un spermatozoide du méale M1 au microscope
électronique a balayage (plateforme Mimaz2)
Piéce
Terminale

Piece
Intermédiaire

Piéce
Principale

2.8 kV x3.58K 8.57rm

La téte des spermatozoides était en forme de raquette (figure 48). La longueur moyenne de la
téte était de 3,8 £ 0,6 um pour une largeur moyenne de 2 + 0,5 um (tableau 5).

Le diametre moyen de la piece principale était de 0,52 + 0,11 um (tableau 5).

La mesure de la longueur totale des spermatozoides (téte et flagelle) n’a pu étre réalisée que sur
deux spermatozoides suffisamment isolés des autres pour permettre leur mesure. Ces spermatozoides
mesuraient respectivement 30,5 um et 47,4 um de longueur (tableau 5).

Dans la piéce intermédiaire, nous avons pu identifier les structures mitochondriales s’enroulant
autour du flagelle (figure 48)
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Figure 48 : observation des tétes de spermatozoide du male M1 au
microscope électronique a balayage (plateforme Mima2)

Piéce
Intermédiaire

Téte en forme de
raquette

2.4 "V el 3.

Tableau 5 : mesure des spermatozoides de renard argenté observés au microscope
électronique a balayage

. Longueur Longueur Largeur Diamétre
ez el totalg (um) téteg(um) téteg(um) flagelle (um)

1 30,5 3 2,5 0,63

2 Non mesurable 4,5 1,35 0,6

3 Non mesurable 4,62 1,73 0,58

4 Non mesurable 4 1,54 0,58

5 Non mesurable 4,25 2,6 0,625

6 Non mesurable 4 1,65 0,375

7 Non mesurable Non mesurable 1,8 0,46

8 Non mesurable 3,6 1,68 Non mesurable

9 47,36 4 1,7 Non mesurable

10 Non mesurable 3,5 1,9 0,5

11 Non mesurable 4.2 2,2 0,5
Moyenne (écart type) 3,8 (0,6) 2 (0,5) 0,52 (0,11)

Nous avons également observé de nombreux spermatozoides présentant des anomalies
morphologiques : tétes doubles, tétes déformées (rondes, fusiformes), présence de gouttelettes
cytoplasmiques proximales, présence de gouttelettes cytoplasmiques distales, flagelles cassés,
cratéres, déformations de la piece intermédiaire (figure 49).
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Figure 49 : observation de spermatozoides anormaux du méale M1 au microscope
électronique a balayage (plateforme Mima2)

Téte déformée
(fusiforme)
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A) téte double — B) téte fusiforme (fléche) — c) gouttelette cytoplasmique proximale (fléche) - D) gouttelette
cytoplasmique distale et déformation de la piéce intermédiaire — E) gouttelette cytoplasmique distale et flagelle
cassé — F) cratéres (fleche)

3.3.2. Observation des ovocytes au microscope optique

Aprés avoir été extraits de l'ovaire, les complexes cumulo-ovocytaires ont été observés au microscope
optique : ils sont formés d’un ovocyte dont le cytoplasme est opaque et sombre, entouré de multiples
couches de cellules de granulosa du cumulus (figure 50).
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Figure 50 : observation des complexes cumulo-ovocytaires au
microscope optique (carto 84)

Ovocytes

Cellules de
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du cumulus

4. Discussion

Cette seconde partie de notre travail avait pour objectif de décrire expérimentalement les structures
macroscopiques et microscopiques des organes génitaux et des gamétes males et femelles du renard
roux, au cours de la période de reproduction.

Nous avons cependant identifié certaines limites a notre étude. La premiére concerne la taille de
I'échantillon. En effet, nous avons obtenu moins d’animaux que prévu, en particulier pour les renards
roux dont le nombre dépendait strictement de la réussite des chasseurs et des renards visualisés les
jours de chasse.

La seconde limite de notre étude concerne la qualité des prélevements. La méthode d’abattage des
renards roux a rendu difficile I'interprétation de certains résultats car les |ésions internes occasionnées
par les tirs étaient parfois trop importantes pour pouvoir utiliser les organes génitaux prélevés. De plus,
apres leur abattage, les cadavres ont été conservés a température ambiante jusqu’a leur transfert le
lendemain matin a la station expérimentale. Les premiers animaux abattus ont ainsi été conservés
pendant pres de 12h (de 22h a 9h30) avant de prélever leurs organes, ce qui a augmenté
inévitablement les risques d’autolyse post-mortem des tissus.

Enfin, certains tissus ont subi un temps de fixation trop long dans le formol (plusieurs mois), ce qui a
abouti a I'obtention de coupes histologiques de moins bonne qualité, caractérisées par de nombreux
artéfacts causés par la rétraction tissulaire.

D’autres manipulations auraient pu également compléter nos résultats : la détermination de I'age
des renards abattus, afin de mettre en relation I'age, le développement des organes génitaux pour
comparer les valeurs avec celles obtenues dans la littérature scientifique et le dosage plasmatique en
androgenes et cestrogéne, notamment pour les renards argentés (Joffre, 1976 ; Mondain-Monval et al.,
1976 ; Mondain-Monval et al., 1979 ; Cavallini et Santini, 1996)

Comme ce qui avait été observé dans les précédentes études, la morphologie des testicules des
renards est similaire a celle du chien domestique (Joffre, 1976 ; Joffre, 1977).
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Aucune référence bibliographique n’indique la longueur et la largeur des testicules du renard roux en
période de reproduction, nos valeurs (3,6 cm x 2,4 cm) ne peuvent donc pas étre comparées. En
revanche, en période de reproduction, le poids testiculaire est multiplié par six et peut atteindre jusqu’a
6 g (Joffre, 1976) et le volume testiculaire en période de reproduction a été mesuré a 5,39 + 0,17 cm3
par Yang et al.(2016). Il aurait donc été intéressant de peser les testicules et de mesurer leur volume
afin de comparer les valeurs avec les données bibliographiques.

Les coupes testiculaires et épididymaires ont confirmé les observations de Yang et al.(2016) : la
structure de I'épididyme et des tubes séminiferes est similaire a celle du chien domestique.
Nous avons mis en évidence la présence de nombreux spermatozoides dans la lumiére de 43,5 % des
tubes séminiféres des trois males étudiés, témoignant ainsi d’'une activité gonadique. Ces observations
sont cohérentes avec la période de capture des animaux (en saison sexuelle) et cela suppose que les
males capturés étaient tous pubéres. Cependant, aucune référence bibliographique n’indique le
nombre de tubes séminiferes au mm2 ou le pourcentage de tubes séminiféres présentant une activité
spermatogénétique. En revanche, il existe des données bibliographiques sur le diamétre des tubes
séminiféres, qui varierait entre 117 + 2 um en période d’involution et 214 £ 3 um en période d’activité
maximale (Joffre, 1976). La valeur décrite par Yang et al.(2016) est |égérement supérieure puisqu’elle
est de 246,3 + 2,5 um. Cette mesure n’a pas été réalisée dans notre étude, du fait de de la rétraction
tissulaire importante, qui aurait inévitablement conduit & une sous-estimation majeure des valeurs.

La forme globale des spermatozoides, observés au MEB, était sensiblement identique a celle des
spermatozoides du chien domestique, caractérisés par une téte en forme de raquette (figure 51). Nos
observations ont permis de mesurer la longueur et la largeur de la téte spermatique (respectivement
3,8+ 0,6 um et 2 £ 0,5 um). Chez le chien, Soler et al.(2017) ont mesuré les tétes de spermatozoide a
environ 5,8 um de longueur et 3,6 um de largeur sur 39 chiens de races et tailles variées. Il semblerait
donc que la téte des spermatozoides du renard roux soit plus petite que celle du chien.

Figure 51 : observation de spermatozoides de chien Beagle au microscope
électronique a balayage (plateforme Mima2)
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Les anomalies morphologiques observées au MEB sur les spermatozoides du renard argenté M1
étaient pour I'essentiel des anomalies majeures (gouttelettes cytoplasmiques proximales, déformations
de la piéce intermédiaire, cratéres). Chez le chien, ces anomalies peuvent étre liees a de nombreux
facteurs (affection urinaire ou prostatique, animal tout juste pubére, animal trés agé, endocrinopathies,
maladies infectieuses...). Il a été également montré qu’une abstinence prolongée diminuait la qualité
de la semence en raison d’'une surmaturation des spermatozoides dans I'épididyme (Fontbonne, 1992).

Ici, le male M1 était jeune pubére, en période de reproduction et en bonne santé ; nous pouvons
donc supposer que ces anomalies étaient principalement dues a I'abstinence prolongée liee a la
captivité.
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La morphologie de I'appareil génital femelle des renardes s’est avérée également semblable &
celle de la chienne, comme observeé dans les précédentes études (Machado et al., 2017). Cependant,
aucune référence bibliographigue n’indique la longueur de l'utérus ou le diamétre ovarien du renard
roux en période de reproduction et nos valeurs ne peuvent donc pas étre comparées. Chez la chienne,
ces valeurs dépendent fortement de la taille de I'animal.

L’observation de cicatrices placentaires était attendue puisqu’elles sont fréquemment rapportées
dans la littérature scientifiqgue (Lindstréom, 1981 ; Martorell Juan et Gortazar Schmidt, 1993 ; Cavallini
et Santini, 1996 ; Henry, 2004 ; ONFCS, 2009). L’absence de foetus associés a ces cicatrices laisse
supposer que les trois femelles avaient toutes mis bas récemment ou une possible mortalité
embryonnaire. Chez le renard roux, ces cicatrices placentaires peuvent persister 9 a 11 mois apres la
mise-bas et s’éclaircissent avec le temps (Martorell Juan et Gortazar Schmidt, 1993 ; ONFS, 2009).
Elles sont fréquemment utilisées pour estimer la taille des portées chez de nombreux mammiféres
sauvages (renards polaires, lynx, visons), mais elles ne permettent pas de savoir avec précision si la
portée date de I'année en cours ou de I'année précédente. Ces cicatrices ne permettent pas non plus
de savoir s’il y a eu des résorptions embryonnaires puisqu’elles persistent méme en cas de mortalité
embryonnaire (Lindstrém, 1981). On considére en général, que plus la cicatrice est sombre, plus elle
est récente. Une cicatrice claire est souvent associée a une précédente saison de reproduction ou a
une mortalité embryonnaire post-nidation (Martorell Juan et Gortazar Schmidt, 1993). Le nombre de
cicatrices placentaires, associé au nombre de corps jaunes permet, toutefois, de vérifier s'il y a eu une
gestation récente et s'il y a eu de la mortalité embryonnaire. La femelle carto 28 pésentait cing cicatrices
placentaires pour seulement deux corps jaunes, ce qui signifie que les cicatrices observées n’étaient
certainement pas toutes issues de la derniére gestation et/ou qu’il a eu une polyovulation. De la méme
maniere, la femelle carto 84 présentait six cicatrices placentaires mais aucun corps jaune n'a été
observé, ce qui signifie que les cicatrices placentaires résultaient toutes de la précédente période de
reproduction et que la femelle n’avait pas encore ovulé au moment de sa capture. Chez la chienne, ces
cicatrices placentaires ne sont pas décrites.

Sur les coupes utérines, I'endométre du renard roux apparait épais comme chez la chienne et
présente des glandes utérines observables sur les coupes histologiques et au microscope électronique
a balayage (MEB). Celles-ci semblent cependant en plus grand nombre que chez la chienne, ce qui
reste a quantifier. De méme, les observations au MEB des cols utérins de renardes ont révélé une
surface irréguliére, avec des replis qui semblent plus nombreux que chez la chienne (figure 52).

Figure 52 : observation de col utérin de chien Beagle au microscope électronique a
balayage (plateforme Mima2)
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La présence de spermatozoides dans les voies génitales femelles n’a pas été observée. Il est donc
possible que l'abattage des animaux ait été trop précoce (carto 84, follicules en croissance) ou, au
contraire, trop tardif apres la saillie (corps jaunes bien formés a la surface des ovaires).

En ce qui concerne le diamétre des follicules, nous n’avons pas trouvé de donnée bibliographique

indiquant le diamétre folliculaire du renard roux a différents stades du développement. Chez la chienne,
Songsasen et al.(2009) ont mesuré les diamétres folliculaires moyens sur des chiennes de races
différentes et a différents stades du cycle sexuel. Les diamétres moyens mesurés étaient de 25 + 0,8
pm pour les follicules primordiaux, 59 = 13 um pour les follicules primaires, 131,2 + 6,0 pm pour les
follicules secondaires et 360 + 26,6 um pour les follicules tertiaires antraux. Les valeurs que nous avons
obtenues chez le renard roux semblent donc semblables a celles rapportées chez la chienne.
De plus, 'observation d’un follicule polyovocytaire chez la femelle carto 4 (figure 41, photo A) n’est pas
surprenante puisque nous savons que chez la chienne, les follicules polyovocytaires sont tres fréquents
et représentent entre 5 et 14 % des follicules en croissance (McDougall et al., 1997). En revanche,
Nous ne connaissons pas ce taux chez le renard roux, bien qu’au cours de leur étude, Martorell Juan
et Gortazar Schmidt (1993) aient observé un taux de polyovulation de 8,7 %.

La présence de corps jaunes sur trois renardes (carto 3, carto 4, carto 28), nous permet d’en
déduire que ces derniéres avaient ovulé récemment. La renarde carto 84 ne possédait pas de corps
jaunes mais présentait des gros follicules a antrum. Au vu du nombre de follicules (trois au maximum)
et de corps jaunes observés (deux au maximum), aucune de ces renardes ne semblent avoir eu des
portées excédant trois renardeaux, ce qui est plus faible que la moyenne de 4 a 5 renardeaux établie
dans la littérature (Farstad, 1998 ; Henry, 2004) ; Jost et Jost-Tse, 2005). De nombreux facteurs
peuvent cependant diminuer la taille des portées (jeune age, environnement trés riche, stress...).

L’aspect morphologique des complexes cumulo-ovocytaires concordent avec les observations de
Cao et al.(2017), et sont similaires a ceux décrits la chienne : I'ovocyte apparait avec un noyau
difficilement visualisable car, comme chez la chienne, le cytoplasme de I'ovocyte du renard roux est
trés riche en gouttelettes lipidiques (figure 53). Chez la chienne, nous savons que ces gouttelettes,
composées de phospholipides et de triglycérides, s’accumulent dans I'ovocyte dés le stade de follicule
primaire (Teserio, 1981).

Figure 53 : observation d’'un complexe cumulo-ovocytaire canin au
microscope électronique a balayage (Viaris de Lesegno, 2007)
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Conclusion

Elevé massivement pour sa fourrure depuis le début du 20°™ siécle, la physiologie de la reproduction
du renard roux (Vulpes vulpes) a suscité l'intérét des scientifiques qui ont permis de mieux comprendre
la biologie de cette espéce saisonniére a jours longs, dont le cycle moncestral limite la reproduction
intensive en captivité. Toutefois, les connaissances actuelles sur la physiologie de la reproduction de
cette espece restent encore trés minces.

L’'objectif de notre travail de thése était double : regrouper les données bibliographiques
disponibles concernant les caractéristiques générales et les particularités de la physiologie de la
reproduction du renard roux puis décrire expérimentalement les structures macroscopiques et
microscopiques des organes génitaux et des gamétes males et femelles du renard roux, au cours de
la période de reproduction, et enfin comparer nos données expérimentales aux données existantes
chez cette espéce et a celles obtenues chez le chien domestique (Canis lupus familiaris).

De nombreuses caractéristiques communes au chien sont ainsi décrites, telles que les
modifications cliniques, comportementales et endocrinologiques au cours du cycle sexuel, le
« verrouillage » des individus lors de l'accouplement, la lutéinisation préovulatoire, I'ovulation
spontanée libérant un ovocyte immature.

Les principales particularités de la physiologie de la reproduction du renard roux mises en
évidence lors des précédentes études scientifiques (Joffre, 1976 ; Mondain-Monval et al., 1976 ;
Mondain-Monval et al., 1979 ; Lindstrom, 1981 ; Hyttel et al., 1990 ; Tong, 1990 ; Martorell et Schmidt,
1993 ; Farstad, 1998) sont : une saisonnalité du cycle sexuel associée a une période intercestrus trés
longue, d’environ neuf mois, caractérisée par une involution majeure de I'appareil génital, une maturité
sexuelle tardive atteinte vers I'dge de 10 mois, une persistance du corps jaune plusieurs mois apres la
mise bas et la présence de cicatrices placentaires dans les cornes utérines, permettant d’estimer un
indice de fécondité. Les données bibliographiques répertoriant la pathologie de la reproduction
spécifique du renard roux sont anecdotiques voire inexistantes

Malgré les limites de notre étude expérimentale, nous avons pu toutefois confirmer les similitudes
attendues avec le chien domestique : 'anatomie du tractus génital male comme femelle, la structure
histologique des appareils génitaux et des gonades males comme femelles, le diamétre folliculaire, la
structure microscopique des gameétes males comme femelles (une téte spermatique en forme de
raquette et un cytoplasme ovocytaire riche en lipides). Nous avons observé peu de particularités : la
présence de cicatrices placentaires, un endomeétre semblant plus riche en glandes utérines, mais
nécessitant une quantification, et une téte spermatique semblant de plus petite taille que celle du chien.

En plus, des données expérimentales obtenues, nous avions initialement le projet d’obtenir des
données protéiques par la réalisation de western-blots et de spectrométrie de masse sur les gametes
de renard roux, dans le but de comparer les expressions protéiques avec celles du chien domestique.
Par faute de temps et d’indisponibilité des appareils, nous n’avons pas pu réaliser ces expériences
mais il serait intéressant de les envisager dans une prochaine étude car aucune donnée bibliographique
n’existe encore sur ce sujet.

De nombreuses études expérimentales restent ainsi envisageables chez cette espece pour
laquelle tout est encore a découvrir, les principales limites étant la faible disponibilité du matériel
biologique et le faible intérét économique que représenteraient de telles études. Notre travail reste donc
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a compléter, et une option, pour collecter davantage de tissus ou de fluides, serait d’utiliser les animaux
présents dans les fermes d’élevages a fourrure du nord de I'Europe.
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Annexes

Annexe 1: bilan des prélevements des renards

Type de

Date de

Type de

L. L. Lieu de capture Code animal Remarques
prélevement prélevement Renard
250 228 739 004 218
(M1)
250 228 739 004 374 Spermatozoides
(M2) éjaculés
10/02/2018 250 228 739 004 294
Spermatozoides Captif Argenté (M3)
P P g 250 228 739 004 272
(M4) . .
Pas d'éjaculation
250 228 739 004 068 )
(M5)
26/03/2018 250 228 739 004 218 Ejaculation ?ans
(M1) spermatozoides
N
17/01/2019 on- Carto 1
communiqué
Testicul i
Repaix Carto 69 esticu e§ de petite
taille
. 19/02/2018 ) . Testicules d
Testicules Barisey-Au-Plain Carto 85 esticties . €
moyenne taille
Domgermain Carto 60
Epididyme
dilacéré. Trés peu
17/04/2018 Anthelupt Carto 65 p
de spermatozoides
Non
L Carto 3
communiqué
17/01/2019 Non
L Carto 4
communiqué
Non Non
L L, Roux Carto 5
. communiqué communiqué
Ovaires
j Xousse Carto 58
Uterus N
19/02/2018 Saulxures-Les-
Carto 84
Vannes
Fey-en-Haye
y y Carto 31
17/04/2018 Bouxieres-Aux
Carto 28
Dames
Poils Carto 1
(Etude Carto 3
pigmentation) Carto 4
Carto 5
Langue Carto 28
(Extraction ADN) Carto 31
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Sang EDTA
(Banque
CaniDNA

CRB Anim)

Carto 58

Carto 60

Carto 65

Carto 69

Carto 84

Carto 85

Annexe 2 : tableau récapitulatif des différentes especes

Nom vernaculaire Nom latin Nom anglais
Aigle royal Aquila chrysaetos Golden eagle
Belette Mustela nivalis Least weasel

Campagnol commun

Microtus arvalis

Common vole

Campagnol terrestre

Arvicola amphibius

European water vole

Chacal a dos noir

Canis mesomelas

Black-backed jackal

Chacal a flancs rayés

Canis adustus

Side-striped jackal

Chacal doré

Canis aureus

Golden jackal

Chat domestique

Felis silvestris catus

Domestic cat

Chat sauvage

Felis silvestris

Wild cat

Chien des buissons aux
oreilles courtes

Atelocynus microtis

Short-eared dog

Chien domestique

Canis lupus familiaris

Dog

Chien viverrin

Nyctereutes procyonoides

Raccoon dog

Chinchilla
Chinchilla domestique lanigera x Chinchilla Domestic chinchilla
brevicaudata
Coyote Canis latrans Coyote
Dhole Cuon alpinus Dhole
Dingo Canis lupus dingo Dingo

Eléphant de mer du nord

Mirounga angustirostris

Northern elephant seal

Fennec

Vulpes zerda

Fennec fox

Hibou grand-duc

Bubo bubo

Eurasian eagle-owl

Lapin domestique

Oryctolagus cuniculus

European rabbit

Loup a criniere

Chrysocyon brachyurus

Maned wolf
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Loup d’Abyssinie

Canis simensis

Ethiopian wolf

Loup gris

Canis lupus

Grey wolf

Lycaon

Lycaon pictus

African wild dog

Lynx d’Europe

Lynx lynx

Eurasian lynx

Mangouste naine du Sud

Helogale parvula

Common dwarf mangoose

Marmota marmota (Europe)

Marmotte Marmota monax (Amerique Marmot
du Nord)
Morse Odobenus rosmarus walrus
Ours noir Ursus americanus American black bear
Panda géant Ailuropoda melanoleuca Giant panda
Ragondin Myocastor coypus Coypu
Rat musqué Ondatra zibethicus Muskrat

Raton laveur

Procyon lotor

Northern Raccoon

Renard a oreilles de chauve-

Otocyon megalotis

Bat-eared fox

souris
Renard chenu Lycalopex vetulus Hoary fox
Renard corsac Vulpes corsac Corsac fox

Renard crabier

Cerdocyon thous

Crab-eating fox

Renard d’Azara

Lycalopex gymnocercus

Pampas fox

Renard de Blanford

Vulpes cana

Blanford’s fox

Renard de Darwin

Lycalopex fulvipes

Darwin’s fox

Renard de Magellan

Renard de Magellan

Renard de Magellan

Renard de Ruppell

Vulpes ruepellii

Ruppell’s fox

Chien des buissons aux
oreilles courtes

Atelocynus microtis

Short-eared dog

Renard du bengale

Vulpes bengalensis

Bengal fox

Renard du cap

Vulpes chama

Cape fox

Renard du désert austral

Lycalopex sechurae

Sechuran fox

Renard du tibet

Vulpes ferrilata

Tibetan fox

Renard gris d’Amerique

Urocyon cinereoargenteus

Grey fox
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Renard gris insulaire

Urocyon littoralis Island fox
Renard nain Vulpes macrotis Kit fox
Renard pale Vulpes pallida Pale fox
Renard polaire Vulpes lagopus Arctic fox
Renard roux Vulpes vulpes Red fox
Renard véloce Vulpes velox Swift fox

Vison d’Amérique

Neovison vison

American mink
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PHYSIOLOGIE DE LA REPRODUCTION DU RENARD ROUX

Késya KANCEL

RESUME

Les études sur la physiologie de la reproduction du renard roux ont commencé au début du 20°™®
siecle puis se sont accélérées a partir des années 1970, en réponse au succes économique
grandissant du marché de la fourrure, mais les connaissances actuelles restent encore tres
superficielles. Ces études ont surtout mené a la mise en place de nombreuses techniques de
reproduction assistée (contrble du cycle, inséminations), largement utilisées par les éleveurs de nos
jours, leur permettant ainsi de s’affranchir des particularités du cycle sexuel de cette espece
saisonniére, a jours longs et moncestrale.

La physiologie de la reproduction du renard roux posséde de nombreuses similitudes
anatomiques et hormonales avec celle du chien domestique. Dans la présente étude, nous
exposons, dans un premier temps, les particularités de la reproduction du renard roux décrites dans
les ouvrages bibliographiques, puis les données que nous avons obtenu expérimentalement sur 12
renards roux sauvages chassés dans le département de Meurthe-et-Moselle (France) et 5 renards
argentés vivant en captivité dans le laboratoire de Faune Sauvage et de la Rage de 'ANSES a
Malzéville, tous prélevés au cours de la période de reproduction. Les observations des organes
génitaux et des gamétes ont confirmé la similitude des structures morphologiques des appareils
génitaux males comme femelles du renard roux avec celles du chien domestique. Malgré un faible
nombre d’animaux et une qualité des prélevements souvent trés moyenne, nous avons mesuré la
longueur et la largeur des testicules (respectivement 3,6 + 0,5 cm et 2,4 £ 0,2 cm), la longueur de
'utérus (3,8 £ 0,6 um), le diamétre ovarien (1,3 + 0,2 cm), la longueur et la largeur de la téte des
spermatozoides (respectivement 3,8 £ 0,6 um et 2 = 0,5 um), le diamétre du flagelle (0,52 + 0,11
um), le diamétre des follicules ovariens dont tous les stades de maturation ont été observés (entre
50 um pour les plus petits follicules primordiaux et 2,5 mm pour les plus grands follicules), le nombre
de tubes séminiféres au mmz2 (30,7 + 5,3 au mmz2) et le pourcentage de tubes séminiféres contenant
des spermatozoides (43,5 %). La téte des spermatozoides était en forme en raquette et le
cytoplasme ovocytaire était trés riche en lipides, comme chez le chien. Les observations
histologiques et au MEB de l'utérus et du col semblaient mettre en évidence un plus grand nombre
de cryptes et de glandes utérines dans I'endomeétre du renard roux.
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REPRODUCTIVE PHYSIOLOGY OF THE RED FOX Vulpes vulpes

Késya KANCEL

SUMMARY

The studies on the reproductive physiology of the red fox started in the beginning of the twentieth
century and, then accelerated in the early 70’s, in response to the increasing economic success of
fur trade, but a lot of aspects are still unknown. These studies led to the development of many
assisted reproduction techniques which are widely used by the fur breeders to avoid the constraints
of this seasonal, moncestrus, long-day breeding species.

Anatomic and hormonal similarities are numerous between the reproductive physiology of the
red fox and the dog. In this study, we firstly reported the red fox reproduction pecularities as
characterized in the previous scientific studies, then we described our experimental data obtained
from 12 wild red foxes which have been hunted in the Meurthe-et-Moselle area (France) and 5 silver
foxes living in captivity in the Wild Fauna and Rabies laboratory of Malzeville. All the samples were
collected during breeding reproduction. The analysis of female and male genital organs confirmed
close structural morphology similarities between red foxes and dogs. We measured the testis length
and width (respectively 3,6 £ 0,5 cm and 2,4 £ 0,2 cm), uterus length (3,8 £ 0,6 um), ovary diameter
(1,3 £ 0,2 cm), length and width of spermatozoa head (respectively 3,8 £ 0,6 um et 2 £ 0,5 um),
flagellum diameter (0,52 = 0,11 pm), ovarian follicles diameter (between 50um for the smallest
primordial follicles and 2,5mm for the largest follicle), the number of seminiferous tubules per mmg?
(30,7 = 5,3) and the percentage of seminiferous tubules containing spermatozoa (43,5 %). The
racket-shaped spermatozoa head and the oocyte cytoplasm full of lipids, also depicted in the canine
species have been observed. The uterus and cervix histological and electronical microscopic
observations showed a high number of uterine crypts and glands in the red fox endometrium.
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