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"Sélection sexuelle" et "conflit sexuel" 

[Sexual selection] "Depends, not on a struggle for existence, but on a struggle between the males 

for the possession of females; the result is not death to the unsuccessful competitors but few or 

no offspring". (Darwin 1859, p 88).  

Le concept de la sélection sexuelle fut proposé par Darwin en 1859 dans "On the origin of 

species". Il désigne brièvement la sélection pouvant en résulter des différences de succès 

reproducteur dérivant essentiellement de la compétition pour l'accès aux partenaires sexuels.  

Pendant de longues années, en raison de l'influence des travaux de Darwin, la sélection sexuelle 

était considérée comme surgissant exclusivement avant l'union des sexes. Ceci semble évident, 

vu que les femelles étaient supposées être  sexuellement monogames ne pouvant admettre qu'un 

seul partenaire sexuel. Néanmoins, au cours des 40 dernières années, la sélection de la 

polyandrie par les femelles a été démontrée et une grande variété d'hypothèses visant 

essentiellement  à expliquer cette tendance a été proposée (Jennions & Petrie 2000, Birkhead & 

Pizzari 2002).  

La sélection sexuelle est considérée comme une force évolutive majeure conduisant à l'évolution 

de nombreux traits qui favorisent un individu dans la reproduction (Darwin 1871). Cette forme 

de sélection est généralement divisée en processus se produisant avant la copulation (=sélection 

pré-copulatoire) et d'autres après la copulation (=sélection post-copulatoire). 

La sélection sexuelle pré-copulatoire concerne à la fois la compétition entre les mâles d'une 

même espèce pour l'accès aux femelles (=sélection intra-sexuelle), et le choix classique des 

femelles se rapportant à la sélection non aléatoire des partenaires mâles par ces dernières 

(=sélection inter-sexuelle) (Andersson 1994, Birkhead & Møller 1998, Miller 2013). Cependant, 

dans de nombreux cas, les rôles sexuels sont inversés et les mâles deviennent ainsi le sexe 

limitant alors que les femelles entrent en compétition pour assurer des copulations, comme c'est 

le cas chez plusieurs espèces de poissons de la famille des Syngnathidae (rapporté dans Vincent 

et al. 1992). La sélection sexuelle pré-copulatoire est supposée être responsable de l’émergence 

de dimorphismes sexuels chez plusieurs espèces animales. En effet, la sélection intra-sexuelle 

résulte en un combat entre les individus du même sexe, à l'issue duquel les vainqueurs 



Introduction générale 
 

 

2 

s'accouplent avec les individus réceptifs du sexe opposé, menant ainsi à l'évolution d'armements 

ou badges de statut. La sélection inter-sexuelle quant à elle, correspond au processus de choix du 

partenaire par les femelles qui se doivent de préférer les mâles les plus vigoureux ou les mieux 

armés. Elle mène donc à l’évolution d’ornements chez les mâles leur permettant plus 

d’attractivité ayant ainsi plus de chances d’être sélectionnés par les femelles. Remarquablement, 

les mâles sont souvent le sexe qui arbore le plus de traits exagérés signalant leur dominance. 

L’évolution de bois plus développés chez les cerfs, le plumage coloré, les comportements de 

parade nuptiale sont des exemples emblématiques de l’action de la sélection sexuelle (Darwin 

1871) (fig.1).  

D’une autre part et comme indiqué plus haut, la polyandrie (c.à.d. le fait qu’une femelle 

s'accouple avec plusieurs mâles au cours de la même saison de reproduction), a fait en sorte que 

la sélection sexuelle peut se prolonger après la copulation (=sélection sexuelle post-copulatoire) 

(Parker 1970, Birkhead & Pizzari 2002). La sélection sexuelle post-copulatoire se manifeste 

principalement de manière intra-sexuelle via "la compétition spermatique" et de manière inter-

sexuelle via "le choix cryptique des femelles". La compétition spermatique est définie comme 

étant la compétition entre les éjaculats de différents mâles pour la fertilisation d'un groupe d'œufs 

donné (Parker 1970). C'est le mécanisme post-copulatoire pour lequel nous avons plus 

d'évidence (Parker & Pizzari 2010) par rapport au choix cryptique de la femelle. Ce dernier est 

défini comme étant la capacité, pour une femelle, de discriminer et d'utiliser de façon 

différentielle les spermatozoïdes de différents mâles conspécifiques (Birkhead 1998). Il est dit 

cryptique  vue qu'il se déroule à l'intérieur de l'appareil reproducteur femelle et ne peut donc être 

observé directement (Thornhill 1983, Eberhard 1996). Ces mécanismes évolutifs sont cependant 

difficiles à séparer l'un de l'autre, vue que tous les deux prédisent une utilisation différentielle des 

éjaculats dans la fertilisation et favorisent l'évolution d'adaptations post-copulatoires chez les 

deux sexes visant principalement à augmenter le succès reproducteur (Eberhard 1996, Birkhead 

& Pizzari 2002, Snook 2005, Orr & Brennan 2015). Chez les mâles, les adaptations peuvent être 

offensives visant principalement à combattre les éjaculats déjà présents dans la femelle 

inséminée; ou défensives visant à empêcher la femelle d'être inséminée par les mâles 

subséquents. Parmi les exemples d'adaptation les plus communément citées; l'augmentation de la 

longueur des spermatozoïdes (rapporté par Snook 2005), de leur motilité (voir Birkhead et al. 

1999) et le développement de plus grands testicules (voir Dziminski et al. 2010). 
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Fig. 1. Illustrations d’armements et ornements chez les animaux. (E) bois d’un mâle du cerf 

rouge Cervus elaphus,(D) opisthosome coloré de couleurs vives d’un mâle de l’araigné paon 

Maratus volans, (C) épaulettes d’un rouge vif d’un mâle de merle à ailes rouges Agelaius- 

phoeniceus, (A) queue extravagante du mâle du paon Pavo cristatus, (B) rougeur chez le mâle du 

pinson domestique Carpodacus mexicanus. 

 

Du point de vue comportementale, la surveillance de la femelle encore appelé comportement de 

garde copulatoire, qui est une stratégie adoptée par les mâles visant principalement à éliminer la 

compétition en empêchant les femelles de s'accoupler avec des partenaires subséquents (exp. le 

criquet Gryllus bimaculatus, Wynn & Vahed 2004). Physiologiquement, les mâles sont en 

mesure de transférer des substances pouvant agir sur la physiologie des femelles; conduisant 
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typiquement à altérer leur aptitude à contrôler l'usage du sperme et même à réduire leur intention 

à se ré-accoupler (rapporté par Gillott 2003).  

Du point de vue des femelles, les meilleurs évidences que nous avons de l'évolution de traits en 

réponse à la sélection sexuelle; imposée spécialement par la compétition spermatique 

concernent; le retrait du sperme reçu immédiatement après l'accouplement en l'éjectant de leurs 

appareils reproducteurs ou simplement en le digérant dans des organes spécialisés (exp. volailles 

sauvages: Pizzari & Birkhead 2000, Succinea putris: Dillen et al. 2009, respectivement). De 

plus, les femelles, spécialement des espèces polyandres, ont développé une multitude d'organes 

de stockage de sperme leur permettant de contrôler l'usage de ce dernier et de choisir 

potentiellement la paternité de leur descendance  (exp. Hillriegel & Ward 1998). 

En outre, contrairement à la vision traditionnelle de la reproduction comme étant l'un des 

meilleurs exemples de coopération harmonieuse dans la nature (Darwin, 1871); une sélection 

post-copulatoire intense peut résulter en un conflit d'intérêt (=conflit sexuel) entre les deux sexes 

(Parker 1979, Rice 1998, Arnqvist & Rowe 2005). Le conflit sexuel surgit essentiellement du fait 

de la divergence d'intérêts reproducteurs entre les individus de sexes différents. Il s'agit d'une 

théorie évolutive définie, au sens large, comme étant "les différences d'intérêts évolutifs entre 

mâles et femelles" (Parker 1979). De telles différences sont probablement le résultat de 

l'investissement différentiel des mâles et femelles dans le processus de la reproduction, qui prend 

son origine de l'anisogamie (c.à.d. asymétrie dans la production des gamètes entre mâles et 

femelles) (Parker et al. 1972, Andersson 1994, Chapman 2006). En effet, chez la majorité des 

espèces, les femelles sont souvent le sexe qui investit le plus dans la reproduction (Trivers 1972). 

De ce fait, leur succès reproducteur est principalement limité par la disponibilité de ressources, 

nécessaires pour la production de gamètes et les soins parentaux (Bateman 1948). En contraste, 

les mâles contribuent toujours moins dans tout événement de reproduction (Kvarnemo & 

Simmons 2013) et leur succès reproducteur dépend typiquement du nombre de femelles 

disponibles pour s'accoupler avec (Bateman 1948). Par conséquent, les femelles ont tendance à 

être sélectives dans leur choix de partenaires sexuels (Berglund et al. 2005) alors que les mâles 

entrent en compétition dans le but d'avoir accès aux femelles (Bateman 1948). En effet, lors de 

son fameux travail empirique sur la Drosophile, Bateman (1948) a apporté un des premiers 

aperçus d'une telle asymétrie dans les rôles sexuels. Il a montré que la fécondité relative des 
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mâles (considérée comme indice du succès reproducteur) augmentait avec l'augmentation du 

nombre des femelles. En revanche, une augmentation du nombre des femelles n'entrainait pas 

forcément une augmentation de la fertilité des mâles. Ainsi, il a conclu que les femelles étaient 

limitées par leur aptitude à produire des œufs tandis que les mâles par le nombre de copulations à 

assurer. Les conflits sexuels sont donc omniprésents et inévitables et peuvent surgir lors des  

processus de la parade nuptiale, d'investissement parental (Trivers 1972, Houston et al. 2005), de 

ré-accouplement des femelles (Arnqvist & Rowe 2005), de la sélection de l'habitat (Morris & 

MacEachern 2010), de la fertilisation (Parker 2006) et peuvent aussi porter sur le taux 

d'accouplement (Arnqvist & Nilsson 2000). La résolution de tels conflits sexuels nécessite 

l'établissement des optimums de chacun des deux sexes. Les mâles ont donc tendance à 

développer des traits (=adaptations) visant à augmenter la fréquence des accouplements, et les 

femelles des contre-adaptations pour réduire les coûts d’accouplement et résister à la 

manipulation des mâles (rapporté dans Chapman 2006, Cordeo-Rivera 2017). Cependant, dans 

de nombreuses situations, les traits développés pour promouvoir les intérêts d'un sexe par rapport 

à l'autre ont le potentiel d'évoluer de manière antagoniste (voir Rice & Holland 1997, Rowe & 

Arnqvist 2002, Parker 2006) où les traits bénéfiques pour un sexe sont nuisibles pour l’autre. Il 

en résulte ce qui est appelé «course aux armements» évolutive entre les deux sexes (Birkhead & 

Møller 1993, Rice 1996, Rice & Holland 1997, Arnqvist & Rowe 2002, Chapman et al. 2003, 

Arnqvist & Rowe 2005). Cette dernière est supposée entrainer une évolution rapide des traits 

sexuels qui peuvent potentiellement induire l'isolement reproductif (voir Parker & Partridge 

1998, Gavrilets 2000, Martin & Hosken 2003, Pennell & Morrow 2013). 

Un exemple intéressant d'une telle coévolution antagoniste se produit chez les Coléoptères. Les 

mâles de ces animaux sont dotés d'épines sur leurs pénis qui peuvent endommager l'appareil 

reproducteur femelle lors de l'accouplement (Crudgington & SivaJothy 2000, Hotzy & Arnqvist 

2009). Une analyse comparative entreprise par Rönn et al. (2007) a révélé que chez les espèces 

où les mâles sont équipés d'épines péniennes plus élaborées, les femelles ont développé une 

couche conjonctive plus épaisse au niveau du vagin, qui constitue probablement une contre-

adaptation qui les protège des blessures  pouvant s'engendrer.  

Jusqu'à présent, la plupart des travaux, notamment empiriques, portant sur la sélection et le 

conflit sexuels ont été exclusivement entrepris sur les animaux à sexes séparés (=gonochoriques) 
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(Andersson 1994, Arnqvist & Rowe 2005). Cependant, beaucoup de travaux théoriques récents 

indiquent clairement que ces mécanismes peuvent aussi agir sur les animaux hermaphrodites 

simultanés, qui expriment les deux fonctions sexuelles mâle et femelle à la fois (Baur 1998a, 

Michiels 1998, Chase 2007, Schärer & Janicke 2009, Anthes et al. 2010, Nakadera & Koene 

2013). 

Dans ce contexte, la présente thèse vise essentiellement à démontrer empiriquement la relation 

potentielle entre les morphologies reproductrices hautement complexes que présentent les 

escargots terrestres, faisant parti du groupe d’animaux hermaphrodites simultanés, et les 

pressions de la sélection sexuelle post-copulatoire notamment la compétition spermatique.  

Contexte générale et problématique 

Chez beaucoup de gastéropodes notamment les escargots terrestres, qui sont tous hermaphrodites 

simultanées, les accouplements multiples et le stockage du sperme semblent être une règle. 

L'association des deux processus crée un contexte favorable à la manifestation de processus post-

copulatoires faisant ainsi de ces organismes un excellent modèle à explorer dans ce contexte. 

Les travaux de la présente thèse se situent dans le cadre de la sélection sexuelle post-copulatoire 

conflictuelle et portent sur l'influence potentielle de la compétition spermatique sur certains traits 

morphologiques pouvant influencer le succès reproducteur des individus. Ces traits concernent 

essentiellement l'organe de stockage du sperme "spermathèque" ainsi que l’organe mâle de 

manipulation "dard" de l'espèce Helix aperta. 

L'organe de stockage de sperme "spermathèque" chez la plupart des escargots terrestres  est 

constitué de tubules dont le nombre varie nettement non seulement d’une espèce à une autre mais 

aussi entre les individus appartenant à une même espèce (exp. Baminger & Haase 1999, 

Koemtzoulous & Staikou 2007). Une telle augmentation de la  complexité de la spermathèque, 

traduite par la divergence du nombre de tubules, a été théoriquement connectée à l’intensité de la 

compétition spermatique suggérant que sous des situations de compétition spermatique intenses, 

ces organes tendent à se compliquer davantage (Koemtzopoulos & Staikou 2007). Il s’agit 

vraisemblablement de la stratégie adoptée par les femelles pour mieux contrôler le stockage et 

l’utilisation du sperme dans le cadre du « choix cryptique de la femelle ». Seulement peu 

d’études empiriques ont été entreprises dans ce contexte et certaines ont émis des doutes sur 
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l’exactitude de ces hypothèses (voir Chase & Darbyson 2008, Baminger & Haase 1999, 

Koemtzoulous & Staikou 2007). Il est donc nécessaire d’entreprendre d’autres études similaires 

sur d’autres espèces, du moment que les seules utilisées jusqu'à présent étant Arianta arbustorum 

et Cornu aspersum.  

Un autre phénomène observé exclusivement chez les escargots terrestres stylommatophores, est 

le « tir du dard » durant la première phase de l’accouplement. Pour l’espèce Cornu aspersum, il a 

été démontré que la pénétration du dard à travers le corps du receveur, transfère des produits 

glandulaires dans le sang de ce dernier (Adamo & Chase 1990). Il s’est révélé que ces produits 

provoquent des changements de conformation dans le système reproducteur femelle, conduisant 

à la fermeture de l’entrée de la bourse copulatrice, l’organe de digestion du sperme (Koene & 

Chase 1998 a, b). Par conséquent, ceci augmente le succès reproducteur du « tireur du dard » en 

doublant sa paternité (confirmé par Chase & Blanchard 2006). Outre les avantages pour le 

donneur du sperme, le receveur du dard quand à lui est blessé, le risque d’infection chez lui 

augmenté et le processus de stockage du sperme altéré (Rogers & Chase 2002, Landolfa et al. 

2001). Par conséquent, un tel conflit sexuel semble conduire à des contre-adaptations causant des 

changements évolutifs dans les organes récepteurs du spermatophore ainsi qu’à des dards et 

glandes plus élaborés (Koene & Schulenburg 2005). Néanmoins, toutes les conclusions ci-dessus 

sont tirées de recherches portant seulement sur l’espèce Cornu aspersum (Lodi & Koene 2016), 

bien qu'il existe beaucoup de membres de la famille des Helicidae qui tirent aussi un dard et qui 

reste incrusté dans le corps du receveur. 

Actuellement, beaucoup d’études montrant des variations morphologiques considérables du dard 

existent pour un bon nombre d’espèces (exp. Koene & Schulenburg 2005, Koene & Chiba 2006). 

Par contre, les preuves d’une variation intra-spécifique dans la forme et l’efficacité du dard font 

défaut (Reyes-Tur et al. 2015). Pour ce, nous nous efforçons à travers cette thèse d’aborder 

l’interaction potentielle entre la taille et la forme du dard avec l’intensité de la compétition 

spermatique au sein de différentes populations d’une même espèce. La prédiction est que, des 

spécimens ayant des dards et des glandes plus larges et plus élaborés découlent d’un milieu 

évolutif avec un niveau de compétition spermatique élevé. En outre, nous nous s’attendons à 

trouver une concordance entre la forme et taille du dard et le degré de sophistication des glandes 

multifides ayant pour fonction principale la production du mucus. 
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L’escargot Hermaphrodite simultané Helix aperta est l’espèce d’intérêt dans ce projet. Très 

peu d'études ont été menées sur cette espèce, ainsi de nombreux aspects de sa biologie restent 

inconnus.  

Approches 

 1- Quantification de l'intensité de la compétition spermatique 

La densité des escargots adultes dans chaque site d'échantillonnage est considérée comme une 

mesure de l'intensité de la compétition spermatique au sein de la population provenant de ce 

dernier. 

En effet, l'augmentation de la densité entraîne un accroissement du nombre d'accouplements 

(Michiels 1998) résultant probablement en une compétition spermatique plus intense. 

 2- Investigation des spermathèques 

Les spermathèques d'escargots appartenant à quatre populations différentes sont investiguées au 

moyen de coupes histologiques sériées. 

 3- Investigation des dards 

L'étude des dards et des glandes multifides est réalisée en se basant sur une approche développée 

au département d'Ecologie Animale à l'université Vrije d'Amsterdam. Elle consiste 

essentiellement en la réalisation de sections transversales normalisées et le calcul de ce qui est 

appelé "dart-elaborateness-index" en utilisant une analyse de composante principale. 
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I. Hermaphrodisme simultané et sélection sexuelle  

I.1. Qu’est ce que l’hermaphrodisme 

L’hermaphrodisme réfère aux cas où les organismes vivants expriment les deux fonctions 

sexuelles mâles et femelles à la fois au moins pendant une partie de leur vie.  

Ce type d’expression sexuelle est omniprésent chez les plantes  (Barrett 2002) et très répandu 

dans le règne animal (Ghiselin 1969). En effet, il s’exprime chez environ 30% des espèces 

animales avec exception des insectes qui sont extrêmement riches en espèces mais qui ne sont 

généralement pas hermaphrodites  (Jarne & Auld 2006, Schärer 2009). Néanmoins, un seul 

cas d’hermaphrodisme semble évoluer chez ces derniers, résultant d’une transmission 

transovarienne de tissu produisant du sperme (Normark 2009, Gardner & Ross 2011). 

Parmi les 28 phylums répertoriés, dans 20 d’entre eux existent au moins quelques 

représentants hermaphrodites alors qu’un nombre de 7 sont purement hermaphrodites 

(Michiels 1998). Il s’agit des éponges, Entoproctes, ectoproctes, vers plats et vers parasites, 

Chétognathes, Gastrotriches ainsi que les cténophores. Trois autres phylums comprennent 

quelques classes majeures ou des ordres qui sont entièrement hermaphrodites à savoir, (1) les 

anémones de mer et les coraux, (2) les limaces de mer et les escargots pulmonés, (3) Les 

Gnathostomulida, les sangsues et les vers de terre (voir Michiels 1998). Dans les autres 

groupes, bien que l’hermaphrodisme soit moins courant, les exceptions sont néanmoins bien 

étudiées comme par exemple le cas du nématode Caenorhabditis elegans qui s’avère 

l’hermaphrodite le mieux investigué (Wood 1988). 

Il existe deux formes majeures d’hermaphrodisme : séquentiel et simultané 

I.1.2 L’hermaphrodisme séquentiel  

Encore appelé hermaphrodisme successif, correspond à une acquisition d’un caractère sexuel 

puis le changement vers l’autre au cours de la vie. Chez certains polychètes et poissons, ce 

changement peut être répétitif et alterné (Teuchert 1968, Kuwamura et al. 1994, Nakashima et 

al. 1995). 
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I.1.3 L’hermaphrodisme simultané  

Il s’agit de la forme d’hermaphrodisme la plus étudiée et qui est aussi l’objectif principal dans 

cette thèse. 

Les espèces hermaphrodites simultanées possèdent des organes génitaux mâles et femelles 

simultanément pendant la plus grande partie de leur vie et les actes reproducteurs impliquent 

généralement les fonctions, masculine et féminine, fonctionnelles au même temps dans 

chaque individu.  

I.2. Pourquoi être hermaphrodite? 

Plusieurs modèles visant principalement à comprendre les causes de la maintenance évolutive 

de l’hermaphrodisme au sein des espèces sont proposés :  

I.2.1. Modèle d’allocation des ressources 

L’hypothèse prédominante du maintien évolutif de l’hermaphrodisme comme stratégie de 

reproduction, est que les rendements de l’investissement dans une seule fonction sexuelle 

diminuent (Charnov et al. 1976, Charnov 1979a, Charlesworth 1981). Dans ce cas,  

l’hermaphrodisme est favorisé; spécialement lorsque le succès reproducteur général est atteint 

et largement supérieur que lorsque les deux fonctions mâle et femelle s’expriment séparément 

(Charnov et al. 1976, Charnov 1982). 

Le modèle d’allocation des ressources prédit qu’à chaque fois que le nombre de la progéniture 

produite par un sexe pur accroit, il serait plus efficace de limiter l’investissement dans la 

fonction donnée  et devenir hermaphrodite. De ce fait, les ressources restantes peuvent ensuite 

se transférer vers l’autre fonction sexuelle chez le même individu. Cependant, les coûts 

supplémentaires que nécessite la combinaison des deux fonctions sexuelles, ne devraient pas 

dépasser les avantages qui peuvent être obtenus (Heath 1977, Charnov 1982). 

I.2.2. Rendements décroissants pour le sexe masculin et/ou féminin  

Les rendements décroissants de la fonction masculine, qui ont suscité le plus d’attention 

(Charnov 1979a, Arnold 1994), peuvent survenir sous plusieurs conditions. L’une d’elle est 

par exemple la réduction des opportunités d’accouplements (Charnov 1979b) de sorte que 

l’insémination d’un nombre limité de partenaires soit facilement envisageable ; alors que 
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l’insémination d’un nombre de partenaires plus important soit très coûteux ou simplement 

impossible en raison d’une faible mobilité (Puurtinen & Kaitala 2002)  et/ou de densité 

(Ghiselin 1969). De plus, un rendement décroissant de la fonction mâle peut aussi être associé 

au processus de déplacement du sperme rival par les mâles compétiteurs (Charnov 1979b, 

1996, Pen & Weissing 1999) ou dans le cas des plantes, la saturation des vecteurs du pollen 

(Charnov 1979b). 

La diminution des rendements lors de l’investissement dans la fonction femelle est par contre 

peu étudiée. Elle survient généralement lorsque l’espace de couvaison des embryons est limité 

ou lorsque le temps disponible pour la ponte n’est pas suffisant (Heath 1979). Cependant, 

l’occurrence des deux n’a pas été sujette à beaucoup de recherches antérieures (Schärer 2009).  

I.2.3. L’autofécondation 

En principe, les hermaphrodites ont la capacité de s’autoféconder. En effet, l’autofécondation 

est très répandue chez les plantes (Jame & Charlesworth 1993) et fréquente chez les vers 

parasites (Joyeux & Baer 1961), les oligochètes (Needham 1990), les vers Chétognathes 

(Reeve & Walter 1972, Alvarino 1990) et les escargots pulmonés (Jarne et al. 1993). 

Initialement, l’autofécondation semble être la solution en l’absence de partenaires sexuels 

(Ghiselin 1969). Cependant, aux cas où la reproduction consanguine n’est pas trop coûteuse, 

la fusion d’autofécondation et de la fécondation croisée peut permettre une combinaison et un 

accroissement des avantages provenant des deux (Jarne & Charlesworth 1993). 

I.3. L’hermaphrodisme simultané et la sélection sexuelle  

Bien que l’hermaphrodisme simultané soit répandu dans le règne animal, les études portant 

sur la sélection sexuelle ont été exclusivement entreprises sur les animaux à sexes séparés 

(=gonochoriques) (Andersson 1994, Arnqvist & Rowe 2005). La cause remonte 

principalement à Darwin qui a exclu la possibilité que la sélection sexuelle puisse agir sur les 

espèces avec ce mode de reproduction. Selon lui, ceci peut être dû soit à leur limitation dans 

l'expression de caractères sexuels spécifiques ou à leur capacité sensorielle réduite qui 

limiterait la détection de tels traits chez le partenaire (voir aussi Morgan 1994, Greeff & 

Michiels 1999). 

En opposition, beaucoup de travaux récents indiquent clairement que les animaux 

hermaphrodites simultanés sont intrinsèquement plus enclins à s'impliquer dans des 
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copulations plus coûteuses que les gonochoriques (Baur 1998b, Michiels 1998, Chase 2007, 

Schärer & Janicke 2009, Anthes et al. 2010, Nakadera & Koene 2013) et de ce fait plus 

exposés aux mécanismes de la sélection sexuelle. Ceci est probablement dû au fait que lors 

d'un accouplement, un hermaphrodite simultané peut gagner la paternité (=succès 

reproducteur mâle) pouvant dépasser les pertes dans le succès reproducteur femelle (Michiels 

& Koene 2006). 

En effet, les espèces hermaphrodites simultanées, spécialement celles à fécondation interne, 

sont souvent dotées d'organes de reproduction à morphologies diverses et extrêmement 

complexes. De plus, leur reproduction implique fréquemment des comportements bizarres et 

des mécanismes d’agression nuisibles pour le partenaire (Michiels 1999). Les exemples les 

plus étranges et communément cités dans ce contexte sont par exemple; le comportement 

d’Apophallation observé chez les limaces Ariolimax (voir Leonard et al. 2002), l’insémination 

hypodermique répétée chez les vers plats tropicaux (Michiels & Newman 1998) ou encore 

l’injection d’Allohormones (Koene & ter Maat 2001) dans le corps du partenaire sexuel via 

les soies copulatrices chez Lumbricus terrestis (Koene et al. 2002, Koene et al. 2005)  et via 

le fameux « dard » chez les escargots terrestres (exp. Chase & Blanchard 2006). 

Toutes ces structures et beaucoup d’autres sont supposées manipuler le partenaire sexuel en 

faveur du succès reproducteur du donneur de sperme ce qui provoque probablement des 

contre-adaptations par le receveur de sperme (Rice & Holland 1997). Ceci conduit à des 

cycles d’évolution antagonistes des traits sexuels (Rice & Holland 1997) et peut même 

résulter en l’apparition de nouveaux caractères. 

I.3.1. Compétition spermatique  

Comme expliqué plus haut, une faible densité peut être une des causes de l'émergence de 

l'hermaphrodisme comme système de reproduction chez certaines espèces, ce qui implique 

normalement une faible compétition spermatique chez ces dernières. Cependant, bien que les 

densités soient faibles chez de nombreux taxons; elles peuvent être remarquablement élevées 

chez beaucoup d'autres (Peters et al. 1996, Michiels 1998) comme c’est le cas chez de 

nombreuses espèces hermaphrodites. En effet, ces dernières présentent généralement des 

densités importantes résultant en une fréquence d’accouplements élevée (Michiels 1998) et 

par conséquence une compétition spermatique intense au même titre que chez les 

gonochoriques (voir Parker 1970, Charnov 1979b, Eberhard 1996, Michiels 1998, Schärer et 

al. 2014). De plus, même si la faible densité était la règle chez ces espèces, elle aurait pu 
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entraîner quatre préadaptations à la compétition spermatique (voir Michiels 1998):  (1) la 

faible densité favorise la promiscuité vu la rareté des partenaires d'accouplement; (2) le 

stockage du sperme à long terme est nécessaire afin d'assurer une fertilité continue et il 

semble être la règle chez tous les hermaphrodites à fertilisation interne ce qui offre 

l'opportunité pour la compétition spermatique; (3) lorsque de nouvelles opportunités 

d'accouplement se présentent, un contrôle précis des chances de fécondation par l'ancien ou le 

nouveau sperme peut être favorisé; (4) une densité faible peut aussi favoriser 

l'autofécondation. 

Cependant, les preuves de l'occurrence de la compétition spermatique chez les hermaphrodites 

simultanés sont plutôt rares, à l'exception des espèces d’escargots terrestres ou d’eau douce 

Cornu aspersum, Arianta arbustorum, Succinea putris et Biomphalaria glabrata (Baur 1994, 

Rogers & Chase 2002, Jordaens et al. 2005, Chase & Vaga 2006). En effet, chez cette 

dernière par exemple, qui est une espèce d’escargots d’eau douce, les individus qui se sont 

accouplés deux fois avaient tendance à utiliser préférentiellement les spermatozoïdes d’un 

partenaire pigmenté que ceux d’un partenaire albinos (Vianey-Liaud 1995). Probablement, les 

escargots pigmentés et albinos, en plus de présenter des différences de taille de la coquille et 

de la fécondité, se distinguent par la capacité compétitive de leurs spermatozoïdes (Vianey-

Liaud et al. 1989). Pour Arianta arbustorum, une espèce d’escargots terrestres, les analyses de 

paternité au sein de la descendance d’individus échantillonnés dans la nature, ont indiqué 

qu’au moins 63% d’entre eux ont utilisé les spermatozoïdes de différents partenaires pour la 

fertilisation des ovules (Baur 1994).  

Cependant, chez d’autres individus Arianta arbustorum qui se sont accouplés deux fois; la 

préséance du sperme était influencée par l’intervalle de temps entre les deux accouplements 

quand ce dernier dépassait une période de 70 jours, qui correspond à la durée d’une saison de 

reproduction chez cette espèce. La préséance (=priorité) du sperme (en anglais, sperm 

precedence) étant l’utilisation différentielle des spermatozoïdes des partenaires sexuels pour 

la fécondation des ovules selon l’ordre d’accouplement avec eux. Il est généralement estimé 

en tant que la proportion d’œufs fécondés par le second partenaire en cas de double 

accouplement (valeur P2). En effet, chez ces individus la valeur P2 était de 0,34 chez les 

escargots qui se sont accouplés deux fois au cours des 70 jours indiquant potentiellement la 

préséance du sperme du premier partenaire (Baur 1994). En revanche, la valeur P2 était de 

0,76 chez les escargots qui se sont ré-accouplés durant la saison suivante indiquant une 

diminution de la viabilité du sperme du premier partenaire. L’analyse de l’utilisation du 
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sperme à long terme chez 23 escargots ayant pondu de 3 à 9 lots sur une période de 2 ans a  

révélé des différences frappantes entre les individus. Effectivement, 21,7% d’individus ont 

montré la préséance du sperme du premier partenaire d’accouplement, 34,8% du deuxième 

alors que les 43,5% d’individus restant semble avoir mixé du sperme provenant 

d’accouplements successifs. Ces observations indiquent probablement que différents 

mécanismes peuvent être impliqués dans l’occurrence de telles variations entre les individus 

dans la préséance du sperme. 

I.3.2. Choix cryptique de la femelle 

Jusqu'à récemment, la plupart des recherches se concentraient sur les aspects masculins de la 

compétition spermatique tout en considérant les femelles comme sexes passifs et uniquement 

des arènes de combats. Cependant, Au cours des dernières années, il y a eu un intérêt 

croissant pour la possibilité que les femelles puissent influencer le résultat de la compétition 

spermatique en contrôlant les processus de stockage et d’utilisation du sperme, un processus 

connu sous le nom de « choix cryptique de la femelle » (Eberhard 1996). De plus, les femelles 

semblent être en mesure de distinguer et d'utiliser différemment le sperme de différents 

partenaires, ce qui est appelé « le choix du sperme » (Birkhead 1998a). Il existe différentes 

définitions, larges et spécifiques, de ce dernier et la plupart des auteurs le considère synonyme 

du « choix cryptique de la femelle » (Eberhard 2000, Kempenaers et al. 2000, Pitnick & 

Brown 2000). Le choix cryptique de la femelle est défini comme le biais de paternité non-

aléatoire résultant de la morphologie, physiologie ou du comportement de la femelle après 

l’accouplement (Pitnick & Brown 2000). Cependant, un problème récurrent avec ce processus 

est qu’il s’avère difficile d'exclure l'influence directe des mâles (exp. Edvardsson & Arnqvist 

2000). 

Dans le contexte du choix cryptique de la femelle, les sites de stockage du sperme, de 

fertilisation et de digestion chez les femelles sont d’un intérêt majeur. En effet, Lorsque 

plusieurs éjaculats se chevauchent chez le receveur, ce dernier peut développer des 

mécanismes post-copulatoires pour la sélection de spermatozoïdes ‘spécifiques’ (Michiels 

1998). Ceci est particulièrement important chez les espèces hermaphrodites, car chez elles le 

choix pré-copulatoire d’un partenaire peut refléter la préférence de l'individu en tant que 

donneur plutôt que sa préférence en tant que receveur (Michiels 1998). Il semble donc 

important de développer des mécanismes discriminant le sperme reçu de différents partenaires 

après l’accouplement (Michiels 1998). Cependant, l’évidence suggestive de l’existence de tels 
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mécanismes de sélection est plutôt rare chez les hermaphrodites. La résorption du sperme 

dans les voies génitales femelles est l’un des exemples de ces mécanismes qui se produit 

essentiellement chez les vers plats (Fischlschweiger 1991, 1994), les oligochètes (Adiyodi 

1988) et les escargots. Un autre mécanisme, aussi étrange, se produisant chez les 

Chétognathes et qui consiste en la consommation du sperme reçu avant même qu’il ait accès 

au réceptacle et fertiliser les ovules (John 1933). En outre, l’utilisation sélective du sperme 

peut également être acquise grâce au stockage du sperme de différents donneurs séparément.   

Chez l’espèce Arianta arbustorum par exemple, les sites de stockage du sperme 

« spermathèque » ont été examinés avec beaucoup de détails en visant principalement à 

détecter le mode d’utilisation du sperme stocké. Chez certains individus, une partie des 

tubules, constituant la spermathèque, était remplie de sperme tandis que chez d’autres les 

spermatozoïdes ont été exclusivement condensés dans la bourse copulatrice (=organe de 

digestion du sperme) et aucun n’a été trouvé dans la spermathèque (Haase & Baur 1995). Ceci 

témoigne probablement de la capacité du système reproducteur femelle de l’espèce Arianta 

arbustorum à contrôler la fertilisation via la digestion sélective du sperme de certains 

partenaires d'accouplement (voir Eberhard 1991, 1996). En outre, la morphologie de l’organe 

de stockage du sperme semble pouvoir influencer  le résultat de la compétition spermatique 

chez les stylommatophores comme a été démontré pour les insectes (Simmons & Siva-Jothy 

1998). Lors d’une expérience antérieure, Bojat & Haase (2002) ont évalué la quantité d'allo-

sperme (=sperme reçu) stockée dans la spermathèque de 18 individus appartenant à l’espèce 

Arianta arbustorum qui se sont accouplés une seule fois. Deux d’entre eux ont utilisé tous 

leurs tubules pour le stockage du sperme reçu alors que les autres ont utilisé moins. En effet, 

deux ont utilisé uniquement 80% de leurs tubules, trois 75%, deux 66,7%, un 50%, deux 40%,  

trois 33,3%, deux 25% et un 20%. Dans la plupart d’entre eux, le tubule principal de la 

spermathèque contenait toujours une plus grande quantité du sperme (51-100% de la quantité 

totale). En outre, il s’est avéré que la quantité du sperme stockée n'était pas corrélée avec le 

volume du spermatophore reçu mais plutôt avec le nombre de tubules spermathécaux. Ceci 

suggère que la fonction femelle du receveur de sperme est peut être en mesure de contrôler le 

nombre de spermatozoïdes stockés (voir Baur 2010) et probablement aussi leur utilisation 

dans la fécondation. 
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I.3.3. Conflit sexuel 

Comme brièvement indiqué dans l’introduction, les conflits sexuels surgissent suite aux 

intérêts  divergents des mâles et femelles dans la reproduction. En effet, les mâles ont 

généralement tendance à s’accoupler fréquemment et avec un nombre maximum de femelles, 

alors que ces dernières préfèrent être sélectives. 

Les conflits sexuels peuvent aussi survenir après l’insémination, suite aux mâles ayant intérêt 

à voir tous leurs spermatozoïdes utilisés pour la fécondation, alors que les femelles préfèrent 

s’accoupler avec d’autres partenaires afin d’assurer la meilleure descendance possible ce qui 

peut causer le déplacement du sperme coexistant ou encore sa digestion (voir Baur 2010).  

Les conflits sexuels sont aussi fréquents chez les espèces hermaphrodites simultanées vu que 

les deux fonctions, mâle et femelle, conservent leurs propres intérêts malgré leur union dans 

le même individu (Michiels 1998). Chez ces espèces, les conflits sexuels peuvent se 

manifester sous plusieurs formes. Néanmoins, le conflit portant sur les rôles d’accouplement 

est exclusivement le plus répandu du fait que les deux partenaires tentent le plus souvent 

d’exprimer le même rôle sexuel lors de l’accouplement (Leonard 1991, Michiels 1998). 

Effectivement, les individus hermaphrodites auraient avantage à s’accoupler principalement 

dans le rôle sexuel qui stimule leur valeur sélective et leur procurant un succès reproducteur 

plus important ce qui conduit à un conflit d’intérêt entre deux éventuels partenaires 

d’accouplement (Charnov 1979b). Le ‘champ de bataille’ évolutionnaire d’un tel conflit, peut 

être visualisé comme une matrice d'interactions comportementales compatibles et 

incompatibles, définies par l'intérêt de deux individus de jouer le rôle du donneur de sperme, 

receveur de sperme ou les deux (fig.1.1) (Michiels 1998). En somme, les conflits 

d'accouplement se produisent chaque fois que les individus en interaction veulent adopter des 

rôles sexuels incompatibles (Michiels 1998). 

Les conflits d’accouplement chez les espèces hermaphrodites simultanées peuvent être résolus 

de différentes manières allant de l’imposition ‘égoïste’ du rôle non préféré sur le partenaire 

d’accouplement, contrôlant ainsi la fertilisation (Leonard 1991), jusqu'au transfert réciproque 

du sperme (Schärer et al. 2015). 

 



Chapitre I                                                                    synthèse bibliographique 

 

 

17 

Cependant, alors que ces stratégies puissent résoudre les conflits pré-copulatoire, elles 

augmentent le potentiel des conflits sexuels post-copulatoire portant essentiellement sur 

l’utilisation du sperme reçu (Arnqvist & Rowe 2005). De tels conflits, surviennent 

exclusivement lorsque le sperme de différents partenaires est stocké avant la fécondation des 

œufs offrant ainsi l’opportunité à la «compétition spermatique» et «le choix cryptique des 

femelles» à agir (Parker 1970, Charnov 1979b, Eberhard 1996) (voir plus haut). 

 

 

 

                                                     

Fig.1.1. Conflits sexuels chez les hermaphrodites simultanés. Conflits d'accouplement entre 

individus A et B pouvant provenir d'intérêts incompatibles à donner et / ou recevoir du 

sperme (Schärer et al. 2015). 

 

Les conflits sexuels post-copulatoires semblent être particulièrement pertinents chez les 

espèces hermaphrodites simultanées (voir Schärer et al. 2015). D’une part, parce que la rareté 

apparente de caractères sexuels pré-copulatoires et la volonté fréquente des deux partenaires à 

s'accoupler (ou leur incapacité à éviter cela) (Schärer et al. 2015), ce qui conduit 

probablement à un changement général et brusque de la sélection sexuelle en passant de la  

phase pré- à la phase post-copulatoire (Schärer et al. 2015). D’une autre part, parce que les 

hermaphrodites simultanés créent des cibles uniques pour les conflits sexuels, notamment en  

manipulant également la fonction sexuelle masculine et l'allocation au sexe globale du 
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partenaire sexuel (Charnov 1979b, Arnqvist & Rowe 2005, Schärer 2009, Schärer & Janicke 

2009).  

Dans le contexte du conflit sexuel, l’aptitude de la fonction femelle à contrôler la fertilisation 

(=choix cryptique de la femelle), constitue un problème majeur au donneur du sperme dont 

l’intérêt réside dans l’utilisation de tout son sperme pour la fécondation. Cependant, les 

cadeaux nuptiaux coûteux semblent être une solution improbable pour ce dernier vu que les 

deux fonctions (mâle et femelle) du partenaire sexuel en bénéficieront (Michiels 1998). En 

effet, une ‘progéniture paternelle’ (=influence paternelle sur la progéniture) produite par un tel 

cadeau est donc susceptible d’être encore plus coûteuse que d’utiliser le cadeau soi-même 

pour produire une ‘progéniture maternelle’ supplémentaire (Birkhead & Møller 1998). De ce 

fait, la sélection sexuelle chez les hermaphrodites est supposée être basée sur des indicateurs 

moins coûteux.  

Tout comme chez les gonochoriques (voir Edward et al. 2015), plusieurs adaptations ont 

évolué chez les espèces hermaphrodites simultanés ayant probablement pour but de 

maximiser le succès reproducteur du donneur de sperme. Ces adaptations englobent à la fois 

des organes et morphologies reproducteurs ainsi que des stratégies d’accouplement 

étonnamment complexes impliquant fréquemment des mécanismes agressifs ou nuisibles 

(Michiels 1999). 

Les exemples les plus pertinents et communément cités concernent le nombre (exp. Velando 

et al. 2008) et la morphology des spermatozoïdes transférés (exp. Schärer et al. 2011); les 

mécanismes d’un transfert efficace du sperme (exp. Janicke & Schärer 2009); le déplacement 

physique du sperme déposé précédemment  (exp. Sekizawa et al. 2013); la suppression des ré-

accouplements par le receveur du sperme et l’augmentation de la quantité du sperme destiné 

au stockage pour une fertilisation subséquente (exp. Landolfa et al. 2001, Rogers & Chase 

2002, Chase & Blanchard 2006, Dillen et al. 2009, Garefalaki et al. 2010, Kimura & Chiba 

2013). 

L’une des cibles de manipulation les plus importantes, observées chez les espèces 

hermaphrodites simultanées, est particulièrement les aspects de l’allocation au sexe du 

receveur de sperme (Charnov 1979a, Michiels 1998). Deux types de manipulation de 

l’allocation au sexe peuvent être envisagés (Schärer 2009, 2014, Schärer & Janicke 2009). 

D’abords, le donneur de sperme peut directement affecter la fonction femelle du receveur du 

sperme d’une manière à maximiser son propre succès reproducteur, qui est exactement 
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similaire à la manipulation de la femelle par le mâle chez les animaux gonochoriques (Schärer 

et al. 2015). De plus, le donneur du sperme peut aussi stimuler indirectement la fonction 

femelle de son partenaire sexuel en attaquant la fonction mâle de ce dernier ce qui est supposé 

mener à une réallocation des ressources chez la fonction femelle du bénéficiaire (Schärer 

2014). De plus, il semble que le donneur de sperme lui-même en tire un avantage par rapport 

à ses concurrents (Schärer 2014). La manipulation de l'allocation au sexe du partenaire 

d’accouplement devrait donc être particulièrement avantageuse chez les espèces à faible taux 

d'accouplements multiples, chez lesquelles la manipulation apporterait probablement des 

avantages exclusivement ou principalement à l'individu manipulateur (Schärer et al. 2015). 

L’un des mécanismes majeurs à travers lequel les substances manipulatrices (généralement 

appelées ‘allohormones’, Koene & Chase 1998, Koene & ter Maat 2001) peuvent se transférer 

du donneur au receveur du sperme serait à travers les éjaculats (Zizzari et al. 2014). Les effets 

des substances transférées à travers le liquide séminal sont de plus en plus reconnus comme 

une source majeure de conflit sexuel (voir Sirot et al. 2015), même chez les hermaphrodites 

simultanés, comme l'a prédit Charnov (1979b).  

En ce qui concerne l’investigation de la fonction du liquide séminal chez les hermaphrodites, 

l’escargot d’étang Lymnaea stagnalis semble être de loin le mieux étudié. En effet, chez ce 

dernier, plusieurs composants du liquide séminal ont récemment été identifiés et qui 

influencent le comportement reproducteur et/ou l'allocation des ressources du partenaire 

d’accouplement. Par exemple, une protéine appelée LyAcp10 semble pouvoir affecter la  

production d’œufs à court terme (Koene et al. 2010) en réduisant le nombre d’œufs produits 

(voir aussi Van Duivenboden et al. 1985, Koene et al. 2006, 2009) mais résultant 

apparemment en l’augmentation de leur masse (Hoffer et al. 2012). De plus, une expérience 

récente entreprise par Nakadera et al. (2014) a révélé que deux protéines  (LyAcp5 et 

LyAcp8b) provoquent, chez l’espèce Lymnaea stagnalis, la diminution de manière 

significative de la quantité du sperme  transférée lors d’un accouplement.  

De tels résultats sont clairement très pertinents dans le contexte des processus de manipulation 

de l’allocation au sexe discutés plus haut. Cependant, il s’avère difficile de les interpréter vu 

qu’ils concernent uniquement des mesures à court terme des effets sur la reproduction mâle et 

femelle (Schärer 2014).  
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Un autre moyen de transfert des substances manipulatrices, et qui semble exclusivement 

commun chez les espèces hermaphrodites simultanées (Lange et al. 2013), serait à travers des 

structures ayant probablement évoluées spécialement à cet effet (Zizzari et al. 2014).  

Dans ce contexte, le tir du « dard» au partenaire d’accouplement est de loin  le comportement 

reproducteur le plus particulier qui survient exclusivement chez les stylommatophores au 

cours de la longue parade nuptial qui précède l’accouplement (Leonard 1992). 

I.4. Le dard d’amour 

Le dard d’amour est un stylet calcaire tranchant contenu dans un sac musculaire éversible 

appelé sac à dard (Tompa 1984). Il est utilisé lors de la première phase qui précède 

l’accouplement pour percer le corps du partenaire. Son emplacement dans l’appareil 

reproducteur est illustré sur (Fig.1.2).  

 

Fig.1.2. Partie de l’appareil reproducteur de l’espèce Cornu aspersum montrant le sac à dard 

contenant le dard; les glandes multifides produisant le mucus; le canal de copulation 

conduisant à la bourse copulatrice; la bourse copulatrice responsable de la digestion du dard et 

les restes du spermatophore; le diverticulum, l’organe receveur du spermatophore du 

partenaire; le spermoviduct, à travers lequel le sperme migre vers la spermathèque (organe de 

stockage du sperme) (Lodi & Koene 2016). 
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Selon des études phylogénétiques récentes (Koene & Schulenburg 2005, Davison et al. 2006), 

le dard n'est utilisé que dans 4-9 familles de Stylommatophores qui comprend environ 60 

familles d'escargots et limaces au total (voir Fig.1.3). La plupart des recherches portant sur les 

dards des mollusques ont été entreprises exclusivement sur des escargots hélicidés, en 

particulier l’espèce Cornu aspersum.  

I.4.1. La fonction du dard  

Bien qu’il soit généralement admis que le dard a évolué comme conséquence du conflit 

sexuel, sa fonction a été pendant longtemps un objet de controverses (voir Chase 2007) et 

plusieurs hypothèses visant à comprendre son rôle exact ont été proposées.  

I.4.1.a. Rôle dans l’accouplement 

Depuis sa découverte, Swammerdam (1737) a déjà soupçonné que le dard devrait avoir un 

rôle dans la reproduction. Il a d’abords été proposé qu’il sert à stimuler et/ou synchroniser le 

comportement sexuel ou à faciliter l’accouplement (Tompa 1984, Baur 1998b). Cependant, 

des études empiriques entreprises dans ce contexte n’ont parvenu à détecter aucune influence 

du tir du dard sur aucun trait du processus de l’accouplement (Lind 1976, Chung 1987).  

I.4.1.b. Rôle dans la reconnaissance des congénères 

Une autre idée est que le dard pourrait être impliqué dans la reconnaissance des congénères 

avant l’accouplement (Diver 1940). Cependant, une telle reconnaissance s’effectue chez les 

escargots terrestres bien avant l’usage du dard, via la détection chimique des traces du mucus 

d’autres individus (Chase et al. 1978) ou encore le contact corporel durant la parade nuptial 

qui précède l’accouplement (Chase et al. 2010). 

I.4.1.c. Rôle dans la ponte 

Dans une autre proposition, Tompa (1980) a supposé que le dard induit la ponte chez le 

receveur, augmentant de ce fait la paternité du tireur. Néanmoins, les travaux de Koene et 

Chase (1998a) n’ont révélé aucun effet significatif d’un tir de dard réussi, ni sur le moment de 

la ponte ni sur le nombre d’œufs pondus chez l’espèce Cornu aspersum.  
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Fig.1.3. Phylogénie des escargots terrestres et leurs dards. Les coupes transversales et les 

profils des dards sont illustrés. La représentation de deux coupes transversales signifie que 

l’espèce possède deux dards fonctionnels. Cette phylogénie est obtenue par inférence 

bayésienne (Koene & Schulenburg 2005). 
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I.4.1.d. Source de calcium? 

Une autre hypothèse stipule que le dard sert de source de calcium chez certains escargots 

hélicidés (Charnov 1979b). Vu que le calcium est indispensable pour le développement des 

escargots (Tompa 1980), le dard peut donc augmenter le succès reproducteur mâle par un 

apport supplémentaire de calcium (Charnov 1979b). Cependant, cette hypothèse a été rejetée 

pour beaucoup de raisons à savoir; (1) le tir du dard est une composante facultative du 

processus de l’accouplement ; comme a été démontré pour l’espèce Arianta arbustorum  

(Baminger et al. 2000); (2) le dard est rarement incorporé et internalisé dans le corps du 

receveur et dans la plupart des cas le tir est raté (Koene & Chase 1998b); (3) le dard ne 

contient pas suffisamment de calcium pour pouvoir contribuer de manière significative à la 

production d’œufs. En effet, un dard contient en moyenne 0,369 mg de calcium soit à peu près 

la quantité que contient un seul œuf (0,411 mg). De plus, il a été confirmé chez l’espèce 

Cornu aspersum que l’embryon en développement épuise le calcium à partir de la coquille 

(Koene & Chase 1998b) comme a été rapporté aussi chez d’autres espèces (Tompa 1975, 

1980).  

I.4.1.e. Augmentation du succès reproducteur du receveur 

Une autre hypothèse, largement soutenue (Rogers & Chase 2001), stipule que le dard influe 

directement sur la physiologie reproductrice du partenaire d’accouplement. Cette idée a 

conduit Koene & Chase (1998a) à tester empiriquement l’effet probable du mucus transporté 

par le dard sur l’appareil reproducteur de l’espèce Cornu aspersum en appliquant des extraits 

des glandes multifides (=mucus) sur ce dernier in vitro. Le mucus appliqué a induit des 

contractions dans les parties femelles de l’appareil reproducteur qui ont causé l’obturation de 

l’entrée vers l’organe de digestion des spermatozoïdes.  Ceci est supposé faciliter l’absorption 

du spermatophore dans le diverticulum et par conséquence augmenter la quantité du sperme 

stockée dans la spermathèque. En effet, lors de leur expérience sur l’espèce Cornu aspersum  

Rogers & Chase (2001) ont pu établir un lien positif entre la réception d’un dard et le taux de 

stockage du sperme. Chez les escargots fécondés une fois, ils ont observé un taux de stockage 

d’environ 0,025% du nombre moyen des spermatozoïdes transférés; avec une augmentation 

d'environ 116% pour les escargots qui ont reçu un dard de leurs partenaires d’accouplement. 

De plus, la même étude a révélé que le succès reproducteur des escargots au tir de dard réussi, 

est souvent meilleur que celui des escargots qui ont raté leur tir confirmant ainsi son influence 
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positive. Au final, une telle augmentation du nombre de spermatozoïdes stockés double la 

paternité du tireur du dard (Landolfa et al. 2001) mais affecte négativement le succès 

reproducteur du receveur en diminuant son contrôle sur la fécondation (Rogers & Chase 2001, 

2002, Chase & Blanchard 2006). 

I.4.1.f. Signal ‘honnête’ pour le choix d’un partenaire d’accouplement 

Il a été suggéré, dans l’hypothèse qui précède, que le mucus transporté par le dard sert 

probablement à manipuler le partenaire d’accouplement en influant le processus de stockage 

du sperme transféré. Cependant, l’introduction de cette substance peut aussi simplement être 

considérée comme un signal pour le choix du partenaire d’accouplement (Koene 1999).  

Cette hypothèse a soulevé une question importante, à savoir ; si l’effet du tir du dard sur le 

succès reproducteur paternel est considéré comme une sorte de manipulation du partenaire ou 

simplement un moyen pour choisir le partenaire d’accouplement. Afin de résoudre cette 

question, Koene (1999) a appliqué « la théorie des jeux évolutionnistes » afin de démêler ces 

deux hypothèses alternatives. Les résultats obtenus, bien qu’ils prédisent différentes stratégies 

évolutives et stables pour les deux hypothèses lancées, mais ont révélé que le dard est utilisé 

principalement en tant qu’instrument pour manipuler l’appareil reproducteur du partenaire 

d’accouplement uniquement pour augmenter le succès reproducteur du tireur. 

I.4.2. Morphologie des dards 

Parmi les espèces possédant un dard, la morphologie de ce dernier est très variable et diffère 

généralement d’une espèce à une autre. La forme la plus commune semble être un stylet 

tranchant pointu et conique transportant les sécrétions des glandes multifides sur sa surface. 

Le nombre de dards chez un individu est également variable et va de un à huit dards. Les 

espèces Humboldtiana par exemple possèdent quatre sacs à dard, chacun contenant deux 

dards (Webb 1980, Schileyko 1989), arrangés autour du canal vaginal et situés sous un 

anneau de glandes multifides (Thompson & Brewer 2000).  

De plus, les dards diffèrent dans leur courbure. Ils peuvent être droits comme chez l’espèce 

Trichia hispida, courbés comme chez l’espèce Hygromia cinctella ou courbé et tordu comme 

chez l’espèce Leptaxis erubescens.  

Les dards peuvent aussi être équipés de lames comme c’est le cas de l’espèce Cepaea 

hortensis ou dépourvus de lames comme chez l’espèce Polymita picta (Koene & Schulenburg 
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2005). Quand les lames sont présentes, elles peuvent varier en nombre, en longueur ainsi 

qu’en la présence ou non de lames perpendiculaires supplémentaires. Ces dernières, quand 

elles sont présentes, sont supposées servir à augmenter la surface de dard et éventuellement la 

quantité de mucus transférée (voir Lodi & Koene 2016 pour revue).  

Les principales caractéristiques des dards ainsi que les différences de leurs traits observées 

entre les différentes espèces sont illustrées sur (fig.1.4). 

 

Fig.1.4. Diversité des dards. Photos prises au microscopique électronique, illustrant les 

différentes formes des dards. Les faces latérales (la barre d’échelle indique 500 µm) et  les 

sections transversales (la barre d’échelle indique 50 µm) des dards de différentes espèces sont 

représentées (Koene & Schulenburg 2005). 

I.4.3. Utilisation du dard  

Durant la phase qui précède l’accouplement et avant le transfert du spermatophore, le dard est 

rapidement expulsé du pore génital grâce à l’action musculaire du sac à dard. Il atteint le 

corps du partenaire d’accouplement où il reste incrusté et parfois internalisé (Koene & Chase 

1998b, voir fig.1.5). Parfois quand le tir n’est pas assez puissant, le dard risque de ne pas se 
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décoller du sac à dard et ne pas atteindre sa cible, un phénomène se produisant dans 8,3% des 

cas chez l’espèce Cornu aspersum (Koene and Chase 1998b). Après son utilisation, un autre 

dard est produit en 5-7 jours par le sac à dard (Cornu aspersum, Tompa 1981; Helix pomatia, 

Jeppesen 1976). Chez les hélicidés, le dard est généralement utilisé simultanément par les 

deux partenaires d’accouplement et constitue une composante intégrale des séquences 

d’accouplement. Une exception se produit chez l’espèce Arianta arbustorum qui utilise le 

dard uniquement dans 23–50% des accouplements (Baminger et al. 2000).  

Une différence majeure entre les hélicidés et d’autres familles possédant un dard (les 

Hygromiidae, les Bradybaenidae et les Helminthoglyptidae), est que ces dernières peuvent 

utiliser le même dard plus d’une fois vu qu’il reste attaché au sac à dard (voir Lodi & Koene 

2016).   

 

Fig.1.5 (A) un escargot Cornu aspersum ayant reçu un dard sur la tête (indiqué par une 

flèche). (B) profil du même individu, avec le dard empêchant le tentacule de s’étendre 

complètement de sorte qu’il parait plus court que l’autre (Lodi & Koene 2016).    

 

I.4.4. Transfert du mucus 

Le tir du dard facilite l’introduction d’une « allohormone » (Koene & ter Maat 2001), 

contenue dans le mucus, dans le corps du partenaire d’accouplement. Chez la plupart des 

espèces possédant un dard; le transfert du mucus qui est produit dans les glandes multifides 

sur la surface du dard a été clairement observé (Lodi & Koene 2016). Chez les familles qui 

utilisent le même dard à plusieurs reprises, ce dernier est d’abords enrobé dans le mucus avant  
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chaque utilisation (Koene & Chiba 2006). Il existe donc deux stratégies pour le transfert du 

mucus; soit en le tir répété d’un simple dard et le transfert de petites quantités de mucus à 

chaque fois ou via le tir du dard une seule fois mais avec puissance ; ce qui résultera en le 

transfert d’une quantité importante de mucus (voir Lodi & Koene 2016).  
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II. Stockage du sperme in vivo par les femelles 

II.1. Définition du stockage de sperme in vivo 

Les femelles de nombreux animaux à fertilisation interne, vertébrés (Diesel 1989, Taylor et 

al. 2000, Baer et al. 2003) et invertébrés (Gist  & Jones  1989, Krutzsch  &  Crichton 1991, 

Birkhead & Møller 1992) (fig.1.6), ont tendance à stocker le sperme reçu durant 

l’accouplement dans des organes spécialisés au sein de leur appareil reproducteur afin 

d’assurer la fécondation des ovules même en l’absence de partenaires sexuels.  Ceci s’avère 

très utile vue que le processus de l’insémination, naturel ou artificiel, ne soit pas toujours 

synchronisé avec  le moment de l’ovulation qui, lui est régulé par des facteurs endocriniens 

(Matsuzaki  et al. 2014). De ce fait, chez de nombreuses espèces animales, le stockage de 

sperme par les femelles semble être une partie intégrante de leur stratégie reproductrice 

(Neubaum & Wolfner 1999).   

 

Fig.1.6 Phylogénie montrant le processus de stockage de sperme, répandu et presque 

omniprésent chez les espèces à fertilisation interne. Les couleurs indiquent le nombre 

d’espèces exerçant le stockage de sperme. Le mode de fertilisation est indiqué par un I (pour 

fertilisation interne), E (pour fertilisation externe) ou la combinaison des deux avec le mode le 

plus commun cité en premier. La durée de stockage de sperme est indiquée en jours ainsi que 

le site de stockage quand il est connu (Orr & Brennan 2015). 
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II.2. Avantages du stockage de sperme in vivo 

Comme indiqué plus haut, la capacité de stockage de sperme représente une partie intégrante 

des stratégies reproductrices chez beaucoup d'espèces animales et peut fournir une multitude 

d'avantages (Neubaum & Wolfner 1999). 

II.2.1. Amélioration de la diversité génétique de la descendance 

Le stockage de sperme par les femelles est très fréquemment associé à la polyandrie, qui est 

un mode de reproduction où une femelle s'accouple avec plusieurs mâles au cours de la même 

saison de reproduction. Il en résulte d'une telle association, la création d'une banque riche en 

spermatozoïdes provenant de plusieurs mâles. Par conséquent, les femelles, en plus de 

pouvoir assurer la diversité génétique de leur descendance, gagnent l'opportunité de 

déterminer la paternité de cette dernière ; non seulement lors de leur choix de partenaires 

d’accouplement mais même au cours de tous les événements de reproduction.  

Un exemple dans ce contexte se produit chez la Scatophage du fumier. En fait, les 

environnements fréquentés par ces espèces nécessitent souvent des caractéristiques différentes 

et des traits spécifiques pour y survivre. Les femelles sont donc dotées de la capacité de 

fertiliser préférentiellement leurs ovules et de manipuler la diversité génétique de leur 

descendance d’une manière appropriée. En effet, il parait qu’elles soient en mesure de faire 

correspondre plusieurs spermatozoïdes provenant de différents mâles afin de réunir les gènes 

et les traits requis pour leur progéniture (Ward 2000).  

II.2.2. Extension du succès reproducteur  

Le stockage du sperme par la femelle est une solution évolutive pouvant séparer dans le temps 

les deux processus de l'insémination et la fertilisation quand leur union n’est pas avantageuse 

pour l’espèce. En effet, si l’on considère par exemple une espèce hypothétique chez laquelle 

les trois événements de reproduction à savoir ; l’accouplement, la fertilisation et la ponte sont 

liés d’une manière à ce que le dernier (la ponte) se produit toujours neuf mois après le premier 

(la fertilisation). En considérant, d’une part, que la descendance de cette espèce ayant un 

temps optimal de naissance, donc l’accouplement devra se réaliser neuf mois à l’avance. 

D’une autre part, si l’espèce dispose d’un temps optimal pour la recherche d’un partenaire 

d’accouplement qui ne soit pas neuf mois avant la saison de ponte optimale, un problème 
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surgit. La solution est donc le stockage du sperme jusqu’au moment idéal pour son utilisation 

(Birkhead & Møller 1993). 

D’une autre part, le stockage du sperme semble être indispensable chez les espèces aux deux 

mécanismes d’insémination et fertilisation naturellement séparés. Chez l’escargot 

hermaphrodite simultané Cornu aspersum par exemple, Madec et al. (1998) ont observé que 

la fécondation des ovules se produit généralement plusieurs heures voir quelques jours après 

l’accouplement. De même, l’espèce Arianta arbustorum s’accouple fréquemment après la 

période de ponte et des fois quelques jours avant l’hibernation les poussant ainsi à stocker le 

sperme jusqu’à la saison qui suit. Donc, il parait que les longues périodes d’estivation et 

d’hibernation que subissent ces animaux soient la cause principale de la séparation des deux 

processus d’insémination et de fécondation dans le temps (voir Minoretti et al. 2011).  Cela 

fait du stockage du sperme un processus indispensable chez ces espèces contribuant à 

l’extension de leur succès reproducteur.  

II.2.3. Prévention du vieillissement du sperme 

Le vieillissement causé par les radicaux libres provoque l'accumulation de dommages sur les 

spermatozoïdes conduisant subséquemment à leur dégradation. Par conséquent, ceci affecte 

négativement la fertilité féminine et diminue son succès reproducteur.  

Lors d’une étude menée par Ribou & Reinhardt (2012), les auteurs ont constaté que le 

sperme, une fois stocké, son métabolisme tend à se réduire de même que le taux de production 

de radicaux libres. Une telle réduction prévient probablement le vieillissement du sperme et 

les effets délétères y associés d’où l’intérêt de son stockage. 

II.2.4. Prévention de la polyspermie  

La polyspermie est un mode de fécondation fréquent chez beaucoup d’animaux. Il consiste en 

la pénétration de plus d’un spermatozoïde dans le cytoplasme des ovules. Ce mode de 

fécondation peut être considéré comme un phénomène régulier lorsqu’un seul spermatozoïde 

s'unit avec le nucléus. Cependant, il peut devenir pathologique et anormale lorsque plus d’un 

spermatozoïde fertilisent l’ovule. Parmi les facteurs conduisant à un tel phénomène, la 

présence d’un nombre élevé de spermatozoïdes sur le site de la fertilisation comme le cas du 

cochon ; qui présente un risque de polyspermie relativement élevé (Polge et al. 1970, Hunter 

& Léglise 1971, Hunter 1973). 
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Dans de telles situations, le processus de stockage du sperme est d'une grande utilité. En effet, 

il contribue à prévenir la polyspermie, probablement par un dégagement progressif de 

spermatozoïdes à partir des sites de stockage (Suarez 2008) évitant ainsi un éventuel excès.   

II.2.5. Prolongation des durées de reproduction 

Les femelles, en stockant le sperme, acquièrent une indépendance reproductrice en ayant 

toujours la possibilité de se reproduire même en l’absence de partenaire sexuel.  

Le stockage du sperme s'avère aussi très utile dans les cas où les ovules d’une espèce ne 

peuvent être fertilisés qu’au cours d’un intervalle de temps bien précis. Dans de telles 

situations, le stockage du sperme assure donc la disponibilité de sperme à tout moment.  

Ceci explique en partie la tendance de tous les oiseaux à stocker le sperme, vu que leurs 

ovules soient uniquement fertilisés durant les 20 minutes qui suivent leur ponte (Birkhead & 

Møller 1993). 

II.2.6. Modification du sex-ratio 

Chez certains animaux, tels que les guêpes et les abeilles, appartenant  à l'ordre des insectes 

Hyménoptères, le sexe des descendants est déterminé par un système particulier appelé 

haploploïdie. Ce dernier permet de contrôler le sex-ratio d'une manière à ce que ; les femelles 

se développent à partir de l'union d'un ovule et d'un spermatozoïde et sont donc diploïdes, 

tandis que les mâles se développent à partir d'œufs non fécondés et sont haploïdes. 

Cependant, ce système est prédit être responsable du développement, chez beaucoup 

d'insectes, de l'eusocialité ; qui est un mode d'organisation sociale suivant lequel un ensemble 

d'animaux vivant ensemble sont divisés en individus fertiles et non fertiles. 

Néanmoins, il semble que beaucoup d'hyménoptères sont en mesure de modifier le sex-ratio 

(Clausen 1939) probablement grâce au processus de stockage du sperme par les femelles leur 

permettant de contrôler la libération des spermatozoïdes et l'accès aux ovules. 

II.2.7. Régulation de la capacitation du sperme 

La capacitation est le premier processus que subit le sperme après son dégagement de 

l'appareil génital mâle. Il consiste en la déstabilisation de la membrane plasmique des 

spermatozoïdes leur permettant par la suite de subir une réaction acrosomique pour acquérir la 

capacité d’accéder au cytoplasme de l’oocyte. La capacitation est donc un pré-requis d’une 
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chaine entière d’événements menant à la fertilisation. Elle se déroule dans l’appareil 

reproducteur femelle, généralement dans l’oviducte, qui présente un environnement approprié 

pour le transport, stockage et capacitation du sperme chez beaucoup de mammifères (exp. 

vaches et cochons, voir Rodriguez-Martinez 2007). Le phénomène de la capacitation peut 

également être réalisé -in vitro- dans un milieu fluide simple. Cependant, le problème de la 

capacitation -in vitro- est que les spermatozoïdes se condensent au même temps; ce qui peut 

résulter en l'altération de leurs membranes plasmiques et conduire à leur dégradation. Par 

contre, s'ils sont stockés par les femelles, la déstabilisation de la membrane se produit 

sélectivement sous contrôle oviductale évitant ainsi leur dégradation (Rodriguez-Martinez 

2007). 

II.2.8. Augmentation de la proportion des mâles produits 

Selon une étude menée sur le lézard dragon d’Australie Ctenophorus pictus, Olsson et al. 

(2007) ont remarqué que les spermatozoïdes stockés ont une probabilité de 23% de plus pour 

générer des mâles que des femelles. Si répandu chez les autres espèces, cela peut être d’une 

grande utilité en termes de disponibilité de mâles et production de quantités suffisantes de 

sperme qui font défauts chez beaucoup de populations animales.   

II.2.9. Minimisation d’accouplements et les coûts y associés 

Les accouplements sont souvent accompagnés de coûts parfois délétères pour la femelle. 

Cependant, en stockant le sperme, la femelle minimise les accouplements avec beaucoup de 

mâles ; réduisant ainsi les coûts y associés mais tout en gardant un taux de succès 

reproducteur relativement élevé. 

II.3. Durée de stockage de sperme in vivo 

La durée de stockage du sperme varie considérablement d'une espèce à une autre et peut 

s’étendre sur quelques heures, quelques jours, des mois ou même des années. 

En effet, le sperme reste stocké par les femelles pour une durée généralement équivalente ou 

supérieure à la saison reproductrice des animaux et peut même se prolonger dans certains cas 

jusqu'à plusieurs saisons (Neubaum & Wolfner 1999). 

Certains mammifères par exemple stockent le sperme pour une période moins de 48 heures 

uniquement. Le stockage du sperme pour le long terme semble néanmoins très fréquent chez 

beaucoup d’espèces (Tompa 1984) comme c’est le cas chez les insectes. Ces derniers 
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présentent des durées de stockage impressionnantes avec la plus longue enregistrée chez 

l'espèce de fourmis Formica execta et qui peut atteindre les 30 années (Pamilo 1991, fig.1.7).  

 

Fig.1.7. L’espèce Formica execta à la plus longue durée de stockage de sperme, pouvant 

atteindre 30 ans. Photo par Alex Wild à téléchargement libre de Wikipedia. 

 

II.4. Sites de stockage de sperme in vivo 

Afin de stocker le sperme et le garder dans un état viable jusqu'au moment de la fertilisation, 

beaucoup d'espèces ont développé des organes spécialisés au sein de leurs appareils 

reproducteurs ayant une grande affinité pour le sperme. 

Plusieurs études explorant la structure et la physiologie de ces organes, spécialement leur 

implication probable dans les mécanismes de la sélection sexuelle, ont été entreprises sur 

plusieurs espèces animales. Ces études ont révélé que les organes de stockage de sperme 

présentent une variabilité inter- et intra-spécifique dramatique que ça soit en terme de nombre, 

taille, morphologie et même degrés de sophistication.  

II.4.1. Pas de site particulier de stockage 

Certaines espèces ne disposent d'aucun site particulier dédié au stockage de sperme. 

Cependant, elles ont la capacité de garder les spermatozoïdes en état viable pour des durées 

relativement longues pouvant atteindre plusieurs mois ; simplement en les accumulant dans 

des structures dans leur appareil reproducteur initialement évolués pour d'autres fonctions. 

Les chauves souris présentent le meilleur exemple de cette situation. En effet, ces dernières ne 

disposent d’aucun organe spécialisé pour le stockage mais peuvent néanmoins garder le 
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sperme viable pendant plusieurs mois en l’accumulant dans l’oviducte ou l’utérus durant toute 

la période d’hibernation et jusqu’au moment de la fertilisation (Racey et al. 1987, Bernard & 

Cumming 1997). En outre, du sperme a été trouvé dans les glandes utérines chez le chien 

(Whelan & Strong 2014), les glandes sécrétrices de l’albumine chez les tortues (Sarkar et al. 

2003) et les glandes oviductales chez les requins (Holt & Lloyd 2010) et même à l’intérieur 

des ovaires chez certains poissons (Vila et al. 2007). Ces organes, en plus de leur rôle initial, 

sont supposés servir de sites pour le stockage de sperme chez les animaux concernés. 

Cependant, la présence de spermatozoïdes dans ces organes n’est pas une preuve suffisante 

pour considérer ces derniers comme sites de stockage. Il se peut simplement que les 

spermatozoïdes soient piégés par hasard lors de leur passage, probablement suite à la structure 

et la position de ces organes (Gomendio et al. 1998). La meilleur évidence que ceux-ci soient 

des sites de stockage de sperme serait de savoir ; si le sperme y contenu est capable de 

fertiliser les ovules. En l’absence de telles données, un suivi de plusieurs individus pourrait 

révéler si les spermatozoïdes se dirigent toujours vers le même endroit. Un autre élément 

pouvant servir de preuve, serait probablement l’examen anatomique des différences 

épithéliales (=ultra-structure) dans les sites de stockage putatifs. A titre d’exemple, la 

présence de tissus glandulaires pourrait être considérée comme une source de nutrition pour le 

sperme.  

Une autre preuve que les femelles stockent le sperme en l’absence d’organes spécialisés 

pourrait  découler de l’examen des changements ontogéniques des sites putatifs de stockage 

de sperme. En effet, si les caractéristiques de stockage de sperme ne sont apparentes que 

lorsqu'une femelle atteint la maturité sexuelle, cela peut indiquer en quelque sorte que ces 

dernières jouent un rôle dans le processus de stockage de sperme. Cependant, les changements 

anatomiques et physiologiques qui surviennent dans l’appareil reproducteur après 

l’accouplement, peuvent résulter de la sélection sur les mâles et les femelles et les processus  

de coévolution (Orr & Brennan 2015). Des changements induits suite à l’accouplement ont 

été par exemple observés dans les plis épithéliaux chez l'opossum «Trichosurus vulpecula» 

(Jungnickel et al. 2000), les cellules sécrétrices chez la tortue à carapace molle «Lissemys 

punctata» (Sarkar et al. 2003), l'opossum gris à queue courte «Monodelphis domestica» 

(Kress & Morson 2007) ainsi que dans le col de l’utérus chez certains mammifères (Suarez & 

Pacey 2006). Intéressant à noter, si le mécanisme responsable de la modification de ces 

structures en vue de stocker le sperme dérive de changements anatomiques ou mécaniques se 

produisant durant l’accouplement; les mâles auront probablement le potentiel de manipuler les 

femelles pour un stockage préférentiel des spermatozoïdes (Orr & Brennan 2015).  
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II.4.2. Tubules de stockage de sperme (TSS) 

Chez les espèces aviaires par exemple, le sperme est stocké dans invaginations tubulaires 

spécialisées, appelées tubules de stockage de spermatozoïdes (TSS) qui se trouvent dans 

l'oviducte (Bobr et al. 1964, Brillard 1993) (fig.1.8). La présence de ces structures permet aux 

spermatozoïdes éjaculés dans l'appareil reproducteur féminin de survivre jusqu'à 2-15 

semaines chez les oiseaux domestiques, y compris les poules, dindes, cailles et canards (Bakst 

et al. 1994, Bakst 2011), en contraste à la durée de vie relativement courte des spermatozoïdes 

chez les mammifères qui est de quelques jours seulement. Les TSS sont localisées dans la 

lamina propria des plis muqueux de la jonction utéro-vaginale et dans l'infundibulum de 

l’oviducte (Burke & Ogasawara 1969, Brillard 1993) (fig.1.8). 

 

Fig.1.8. Dessin schématique d'un oviducte aviaire. Après l’ovulation, l’ovocyte est incorporé 

dans l'infundibulum de l’oviducte et le sperme où il est fécondé dans les 15 minutes suivant 

l’ovulation. Après fécondation, la surface du zygote est enveloppée dans de l’albumine, 

membrane de coquille et cuticule en passant par l’oviducte. La position de la jonction utéro-

vaginale est indiquée par une flèche. La durée approximative de la présence du zygote dans 

chaque partie est aussi indiquée (Sasanami et al. 2013). 

Jonction Utéro Vaginale 

Fertilisation 
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En outre, les tubules de stockage de sperme chez les oiseaux possèdent une seule ouverture et 

les spermatozoïdes s’alignent dans l’ordre de leur pénétration dans le tubule. Par conséquence 

les derniers spermatozoïdes à s’introduire sont les premiers à sortir ce qui crée la préséance du 

dernier sperme chez les oiseaux (Briskie 1996, Birkhead 1998b). La figure suivante illustre du 

sperme stocké dans un tubule chez un oiseau (fig.1.9). 

 

Fig.1.9. Observation de l’ultra-structure du sperme résidents dans les tubules de stockage de 

sperme (TSS) chez un oiseau. Echelle= 2.5 µm (Sasanami et al. 2013). 

 

II.4.3. Organes spécialisés et sophistiqués « les spermathèques » 

Les insectes, les mollusques, les vers oligochètes, certains amphibiens et beaucoup d’autres 

animaux, vertébrés et invertébrés, stockent le sperme dans des organes hautement 

sophistiqués. Dans la plupart des cas, il s’agit d’une « spermathèque » qui est généralement 

d’une structure très complexe et constituée principalement de plusieurs compartiments 

(Eberhard 1985, 1996). Une fonction probable d’une telle structure serait la ségrégation du 

sperme reçu de différents partenaires pour une utilisation différentielle subséquente. 

La spermathèque est également appelée réceptacle séminal et peut servir de site de 

fertilisation en plus de sa fonction de stockage de sperme. 

Certaines espèces animales ont développé plusieurs spermathèques. Les vers de terre par 

exemple, possèdent quatre paires de spermathèques, chacune située dans le sixième, septième, 

huitième et neuvième segment. Elles sont revêtues d’un épithélium et peuvent se présenter 

sous différentes formes à savoir; minces, enroulées…etc. (voir Pechenik 2010). 
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La spermathèque des gastéropodes, qui  a suscité beaucoup d’attention, se présente sous 

forme tubulaire avec un nombre très variable de tubules (discuté en-dessous). 

Elle est généralement située dans la partie distale de l’appareil reproducteur et y faisant partie 

d’un organe entier appelé poche de fertilisation pour former ce qui est connu sous le nom de 

« poche de fertilisation-complexe de la spermathèque » (voir fig.1.10) 

 

Fig.1.10. Reconstitution de la poche de fertilisation de l’espèce hermaphrodite simultanée 

Arianta arbustorum. Fc= chambre de fertilisation, t= tubules spermathécaux, hd= canal 

hermaphrodite, so= spermoviducte. Echelle: la barre indique 500 µm. (Haase & Baur 1995). 

 

II.4.4. Plus d’un type d’organes de stockage 

La possession de plus d’un type d’organe pour stocker le sperme est limité seulement pour 

quelques animaux comme c’est le cas chez les femelles de toutes les espèces de Drosophile. 

Ces dernières disposent d’un réceptacle séminal ventral dans lequel sont stockés environ 80% 

des spermatozoïdes reçus (Boulétreau-merle 1977) ainsi qu’une paire de spermathèques 

sphériques où sont stockés les 20% restants (Boulétreau-merle 1977) (fig.1.11). 
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Fig.1.11. Appareils reproducteurs femelles de Drosophila pseudoobscura (gauche) et 

Drosophila bifurca (droit) dessinés à la même échelle. Drosophila pseudoobscura possède un 

réceptacle- séminal de 0,41 mm et celui de Drosophila bifurca est de 81,67 mm. Les 

abréviations: o, ovaires; lo, oviducte latéral; co, oviducte commun; u, utérus; v, vagin; s, 

spermathèque; sr, réceptacle séminal; p, parovarium. (Pitnick et al. 1999). 

II.4.5. Plusieurs organes de stockage 

Chez quelques animaux, le stockage de sperme s’effectue dans une multitude d’organes. 

Certaines espèces de mouches et araignées par exemple possèdent respectivement de 3 à 100 

spermathèques dans leurs appareils génitaux (fig.1.12). Les oiseaux aussi peuvent détenir de 

500 à 20000 tubules de stockage de sperme dans leur jonction utéro-vaginale (Pitnick et al. 

1999). 

                  

Fig.1.12. Mouche Dryomyza anilis détenant 3 spermathèques. Photo par Kurt Hennige à 

téléchargement libre de Wikipedia (gauche). Araigné Mecysmaucheniid détenant plus de 100 

spermathèques. Photo par H. Wood à téléchargement libre de Wikipedia (droit).  
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II.5. Causes de la variabilité des organes de stockage de sperme  

De nombreuses hypothèses ont été émises dans le but d’expliquer les causes des divergences 

des organes de stockage de sperme citées ci-dessus. Cependant, les vraies raisons restent mal 

comprises. 

II.5.1. Corrélation avec la forme et taille des spermatozoïdes 

La divergence observée dans la morphologie et les dimensions des organes de stockage de 

sperme est supposée être liée à la grande variabilité observée dans la taille et la forme des 

spermatozoïdes chez différents groupes animaux (voir fig.1.13). Evidemment, puisque ces 

organes sont destinés à contenir le sperme, ils doivent adopter une forme et taille adéquates 

pour s’assortir avec la forme et la taille des spermatozoïdes.  

Effectivement, une corrélation positive entre la longueur des spermatozoïdes et la longueur 

des organes de stockage de sperme femelles a été établie pour les coléoptères, les oiseaux, les 

mouches et les drosophiles (cité par Pitnick et al. 1999) confirmant en quelque sorte cette 

hypothèse. 

 

Fig.1.13. Variation de la forme des spermatozoïdes chez les animaux (Pitnick et al. 2009) 
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II.5.2. Différences des traits d’histoire de vie 

La différence de la complexité des organes de stockage de sperme femelles peut être 

largement liée à la longévité des femelles, le nombre des œufs produits et même à leur volume 

(Pitnick et al. 1999). Les femelles à une durée de vie plus importante ou produisant un grand 

nombre d’œufs semblent opter pour le développement d'organes plus spécialisés avec une 

grande capacité de stockage et pouvant fournir une nutrition suffisante pour le sperme stocké. 

Cette hypothèse peut justifier en quelque sorte le développement des spermathèques très 

sophistiquées chez les populations d'escargots terrestres Hélicidés Cornu aspersum et Helix 

lucorum  qui ont besoin de stocker les spermatozoïdes pendant les longues périodes 

d'estivation qu'ils subissent. 

II.5.3. Sélection sexuelle 

En ce qui concerne l'augmentation de la complexité des organes de stockage de sperme, il a 

été largement soutenu qu'il s'agit d'une réponse évolutive à la sélection sexuelle post-

copulatoire dans un contexte de «compétition spermatique» et «choix cryptique des femelles».  

Cette complexité est traduite, chez certains animaux, par une évolution du nombre d'organes 

stockant les spermatozoïdes ou par leur sophistication quand l'animal ne possède qu’un seul 

organe de stockage de sperme.  

Citons la spermathèque de certains pulmonés terrestres. Cette dernière se présente sous une 

structure tubulaire et le nombre de ces tubules varie considérablement; non seulement d'une 

espèce à une autre mais même entre les individus appartenant à la même espèce. Par exemple, 

3 à 5 tubules sont survenus chez l’espèce Helix pomatia (Lind 1973), 4-6 chez Cryptomphalus 

asperses (Brisson, Régondaud & Collin 1977),  2-8 chez des populations d'Arianta 

arbustorum étudiées par Haase & Baur (1995) et 2-9 chez d'autres étudiées par Baminger & 

Haase (1999). Staikou (2001) a compté 1-8 tubules dans la spermathèque de l’espèce Cepaea 

vindobonensis et 5-16 dans celle d’Helix lucorum. Dans certaines populations appartenant à 

l’espèce Cornu aspersum obtenues à partir de deux régions du sud de la Grèce, 4 à 19 tubules 

ont été enregistrés par Koemtzopoulos & Staikou (2007)  et 3-13 par Evanno & Madec (2007) 

chez d'autres populations de la même espèce (voir fig.1.14).   
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Espèce Nombre de tubules Auteurs 

Helix pomatia  

 

3-5 

 

 

Lind, 1973  

 

Arianta 

arbustorum     

 

2-8 

2-9 

 

Haase & Baur, 1995 

Baminger & Haase, 1999  

 

Cepaea 

vindobonensis  

 

1-8 

 

 

Staikou, 2001  

 

Helix 

lucorum   

 

5-16 

 

 

Staikou, 2001  

 

Cornu 

aspersum   

 

4-19 

 

 

Koemtzopoulos & Staikou, 

2007  

 

 

Fig.1.14. Variation du nombre de tubules spermathécaux chez quelques espèces d’escargots 

terrestres. 

 

Cette augmentation de la complexité de la spermathèque traduite par une discordance dans le 

nombre de tubules s'explique, dans le contexte de la sélection sexuelle post-copulatoire, en 

tant que stratégie adoptée par les femelles pour mieux contrôler le stockage et l'utilisation des 

spermatozoïdes. Ce contrôle semble être possible grâce à la ségrégation des spermatozoïdes 

reçus de différents partenaires dans les différents tubules spermathécaux. Ceci facilite 
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probablement l’application du choix de paternité  par la femelle (=choix cryptique de la 

femelle) en la libération des spermatozoïdes désirés pour la fécondation, par une simple 

contraction du muscle entourant le ou les tubules le contenant (fig.1.15) comme proposé par 

Bojat et al. (2001a) (voir aussi Haase & Baur 1995). 

 

Fig.1.15. Coupe transversale à 10 µm de la poche de fertilisation à quatre tubules 

spermathécaux de l’espèce Arianta arbustorum. L’actine F marquée avec la rhodamine-

phalloïdine et les noyaux avec le DAPI. Les flèches indiquent la gaine musculaire autour des 

tubules spermathécaux, les pointes de flèches entourent l’épithélium. Abréviations: ag, glande 

à albumine; fc, chambre de fertilisation; hd, canal hermaphrodite; t, tubule spermathecal. 

Echelle = 100 µm (Bojat et al. 2001a). 

 

Cependant, les résultats de certaines autres études ont soulevé des doutes quant à l'exactitude 

de cette hypothèse. Par exemple, Chase & Darbyson (2008) ont constaté que les 

spermatozoïdes reçus après un seul accouplement étaient répartis en moyenne sur 75% des 

tubules de l'escargot terrestre Cornu aspersum. Les auteurs ont donc suggéré que si la même 

distribution se produit après chaque accouplement, le sperme de plusieurs partenaires serait 

mélangé dans chaque tubule rendant ainsi le contrôle féminin de la paternité impossible à 

réaliser. D’une autre part et dans un contexte de compétition spermatique, l'évolution du 

nombre de tubules spermathécaux est supposé être une solution, dans des situations de 

compétition spermatique intenses, qui permet à la fonction femelle d'augmenter le taux de 

réception de spermatozoïdes. Cependant, certains auteurs ont complètement nié l'existence 
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d’une telle relation après avoir échoué d’établir une corrélation entre la densité de populations 

d’escargots (considérée comme estimation directe de l’intensité de la compétition 

spermatique)  et le nombre de tubules spermathécaux, suggérant ainsi que cette caractéristique 

de la spermathèque soit génétiquement déterminée (Baminger & Haase 1999, Koemtzoulous 

& Staikou 2007). 

II.6. Mécanismes de stockage de sperme 

Pour que le mécanisme de stockage de sperme soit efficace, les femelles doivent séquestrer 

les spermatozoïdes dans les organes de stockage ou réservoirs dédiés à cet effet et accomplir 

le stockage quelques heures après achèvement de l'accouplement. Les mécanismes adoptés 

pour cet effet semblent être aussi divers que la diversité du règne animal elle-même et il est 

largement admis que le stockage du sperme s’accomplit grâce à la contribution des mâles et 

les femelles ensemble. Ainsi, les mécanismes cités ci-dessous peuvent dans la pluparts des cas 

être utilisés en combinaison.  

II.6.1. L'anatomie mâle et femelle canalise le sperme vers les sites de stockage  

Un des moyens pour faciliter le stockage de sperme consiste simplement en le dépôt des 

spermatozoïdes le plus près possible des organes de stockage. En effet, beaucoup d'insectes 

possèdent des organes génitaux spécialisés pour un dépôt stratégique des spermatozoïdes dans 

ou près des organes de stockage de sperme. Le coléoptère Aleochara curtula par exemple 

introduit directement le spermatophore contenant le sperme dans le canal spermathecal au 

moyen d'un long organe d'intromission (Gack & Peschke 1994).  

Néanmoins, chez beaucoup d'animaux, la morphologie de l'appareil génital femelle en 

combinaison avec d'autres facteurs à savoir ; les gradients de température (Smith & 

Yanagimachi 1990), les sécrétions des muqueuses (Suarez et al. 1990) ainsi que les 

contractions musculaires (Hunter 1995) semblent être suffisantes et responsables de la 

détermination de l'emplacement du sperme reçu et son contrôle.  

II.6.2. Pompage du sperme par les contractions musculaires 

Un autre moyen largement utilisé par les animaux pour manipuler le processus de stockage de 

sperme ; consiste en les contractions musculaires de l'appareil génital femelle. L’occurrence 

de ce mécanisme a été examinée spécialement chez les diptères, les Orthoptères, les 

Lépidoptères ainsi que chez beaucoup d’autres animaux.  
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Les contractions des organes de stockage eux mêmes chez la plupart des insectes et de l'utérus 

et l'oviducte chez les mammifères et certaines espèces d’insectes, semblent pouvoir jouer un 

rôle important dans le déplacement et l'orientation du sperme vers les organes de stockage 

(Neubaum & Wolfner 1999). Chez la punaise Rhodnius prolixus, les mouvements rythmiques 

péristaltiques de l’oviducte causent des contractions de la bourse ainsi que de la 

spermathèque. Par conséquence, ces contractions entraînent la migration des spermatozoïdes 

dans le canal et réservoir de la spermathèque où ils sont stockés (voir Davey & Webster 

1967). Chez le coléoptère Callosobruchus maculatus, le sperme commence à s'introduire dans 

la spermathèque durant l'accouplement causant ainsi une élongation du muscle de cette 

dernière. À force de son élongation, ce muscle se contracte fortement résultant en l'expulsion 

du sperme déjà présent, donnant ainsi l'opportunité au nouveau sperme de s’introduire et se 

stocker (Eady 1994).  

Les contractions musculaires chez la femelle sont aussi d’une grande importance dans le 

processus de stockage de sperme chez les mammifères. Les contractions du muscle lisse 

semblent être le moyen de transport du sperme à travers l’appareil génital chez ces derniers 

(Drobnis & Overstreet 1992). Ces contractions sont probablement stimulées soit par 

l’accouplement lui-même ou sous l’effet de molécules présentes dans le liquide séminal 

(Hunter 1995).  

II.6.3. Facilitation du mouvement du sperme par le fluide séminal mâle 

Les composantes du liquide séminal du mâle peuvent probablement faciliter le stockage du 

sperme par différents moyens: 

II.6.3.a. Motilité 

Le liquide séminal des mouches, moustiques, papillons, mites et coléoptères semble contenir 

des substances pouvant activer la motilité du sperme (Davey 1965, Davis 1965). En effet,  

Davis (1965) a confirmé que le liquide séminal chez la punaise de lit Cimex lectularius 

contribue effectivement à l'activation des spermatozoïdes nécessaire pour leur migration du 

site d'insémination  au site de stockage. 

II.6.3.b. Association du sperme 

Chez les mammifères, les oiseaux et les insectes, les composantes du liquide séminal mâle 

peuvent s'associer avec les spermatozoïdes (voir Morris et al. 1987, Neubaum & Wolfner 
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1999). Bien que les fonctions spécifiques des molécules du liquide séminal liées aux 

spermatozoïdes ne soient pas connues; divers phénomènes importants leur ont été attribués. 

Chez les vertébrés par exemple, le passage du sperme à travers l'épididyme, où le liquide 

séminal se lie aux spermatozoïdes, s'est avéré indispensable pour l'acquisition des 

spermatozoïdes de la capacité à féconder (Moore 1981). De plus, la modification de la surface 

des spermatozoïdes, se produisant aussi dans l'épididyme, affecte la motilité de ces derniers et 

peut probablement altérer leur tendance d’agglutination avec d’autres spermatozoïdes ou 

modifier leur seuil de motilité (Moore 1981). 

II.6.3.c. Stimulation des contractions de l'appareil génital femelle 

Le liquide séminal des mammifères contient des hormones, des métabolites et des enzymes 

qui stimulent les contractions de l'appareil génital femelle ; nécessaires pour le transport du 

sperme (Drobnis & Overstreet 1992). Par exemple, les prostaglandines contenues dans le 

liquide séminal des mammifères et insectes peuvent stimuler les contractions du muscle lisse 

de l'appareil génital in vitro (Hunter 1988).  

II.6.3.d. Coagulation 

La localisation des constituants du fluide séminal chez les femelles accouplées peut jouer un 

rôle important dans le processus de stockage du sperme chez certains organismes (Neubaum 

& Wolfner 1999, Holt 2011).  

Dans une hypothèse intrigante, Bairati (1968) a suggéré que les sécrétions coagulantes du 

bouchon copulatoire (=l’une des stratégies de sélection sexuelle pré-copulatoire) chez la 

drosophile Drosophila melanogaster forment un support sur lequel les spermatozoïdes se 

déplacent vers l'utérus. Ces sécrétions sont aussi supposées pouvoir contribuer à confiner le 

sperme et le déplacer vers l’utérus tout près des organes de stockage du sperme  (Bertram et 

al. 1996). De plus, le sperme peut être empêché d’entrer dans l'oviducte suite à la présence 

d'une barrière dans ce dernier et dont les protéines des glandes accessoires peuvent en faire 

partie (Bertram et al. 1996). 

Les molécules du liquide séminal mâle aident probablement à confiner le sperme dans des 

régions bien limitées à l’intérieur de l’utérus, à partir desquelles le sperme rejoint les organes 

de stockage. Elles peuvent également participer à la formation de matrices qui serviront de 

supports à travers lesquelles le sperme peut se déplacer pour atteindre les organes de stockage 

(Neubaum & Wolfner 1999). 
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II.6.3.e. Osmose  

Un exemple illustrant le rôle de l’osmose dans l’introduction du sperme dans les organes de 

stockage se trouve chez le criquet Gryllus domesticus. Le mâle de ce dernier produit un 

spermatophore sophistiqué et spécialisé qu’il place dans la femelle avec sa tête insérée dans 

l’organe de stockage du sperme. Une fois dans la femelle, deux structures à pression se 

trouvant au centre du spermatophore absorbent le liquide à partir des autres parties de ce 

dernier. L’expansion résultante de la pression de ces deux structures, contribue à dégager le 

sperme contenu dans le spermatophore pour l’introduire dans la spermathèque (Holt 2011). 

II.6.4. Secrétions de l’appareil génital femelle 

Certaines secrétions de l’appareil génital de la femelle semble faciliter la libération du sperme 

à partir du spermatophore et faciliter son stockage dans les organes dédiés à cet effet en le 

dirigeant dans le sens adéquat (Neubaum & Wolfner 1999).  

II.6.5. Motilité du sperme 

Le sperme peut migrer vers les organes de stockage grâce à leur propre motilité. 

Effectivement, chez les mammifères, il est généralement accepté que la motilité du sperme 

seule joue un rôle actif dans leur déplacement dans l’appareil génital femelle (Longo 1997). 

Egalement, chez la poule et la dinde, la motilité des spermatozoïdes est nécessaire pour la 

traversée de la région vaginale (transport actif, Brillard 1990). Cependant, cette motilité n’est 

pas indispensable pour le franchissement de la partie supérieure de l’oviducte (transport 

passif, Brillard 1990). En effet, des spermatozoïdes morts déposés à l’entrée du vagin, 

n’atteignent jamais les glandes de la jonction utéro-vaginales, mais des spermatozoïdes morts 

ou privé de leur flagelle, placés dans l’utérus, sont retrouvés dans le pavillon chez la poule 

(Allen & Grigg 1957) et la dinde (Verma & Cherms 1966).  

II.6.6. Système nerveux femelle 

Chez les femelles d’insectes par exemple, Le système nerveux affecte de nombreux processus 

impliqués dans le processus de stockage du sperme. En effet, il a la capacité d’induction de 

contractions musculaires, d’absorption de liquide et de libération d'hormones, qui tous aident 

à déplacer le sperme vers les organes de stockage.  
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Lorsque le système nerveux de la Drosophile Drosophila melanogaster a été remplacé par un 

système nerveux d’un mâle à travers une manipulation génétique, le stockage du sperme a été 

affecté (Clark 2001). Cette observation confirme donc, que le système nerveux féminin de 

cette espèce est unique et sa présence est nécessaire pour un stockage efficace du sperme 

(Clark 2001).  

II.7. Maintenance de la survie du sperme dans les organes de stockage 

La fécondation chez les animaux se produit après l’accouplement à des intervalles de temps 

variables au sein des différentes espèces (exp. 18 h chez les vaches et jusqu'à 10 ans chez 

certains insectes sociaux, voir Eberhard 1996, Neubaum & Wolfner 1999, Holt & Lloyd 2010, 

Holt 2011). Pour cela, le sperme devrait rester viable dans les organes de stockage jusqu’au 

moment de la fertilisation et peut donc nécessiter un soutien physiologique pouvant inclure 

une protection contre le stress oxydatif ainsi que de la nourriture. 

La plupart des auteurs s'accordent sur le fait que les organes de stockage de sperme réalisent 

des activités d'alimentation et de protection des spermatozoïdes. Chez les insectes par 

exemple, le complexe spermathécal contient des cellules glandulaires; qui peuvent apparaître 

soit sous forme de cellules individuelles simples ou de glandes discrètes (Martoja 1977) dont 

les sécrétions sont principalement responsables de la nutrition du sperme. Chez la drosophile, 

la présence d'unités sécrétrices unicellulaires complexes, révélée lors de l'étude de la structure 

fine de sa glande spermathécale (Filosi & Perotti 1975), peut témoigner d’une telle activité. 

Cependant, beaucoup d'autres activités peuvent être accomplies grâce à ces sécrétions 

glandulaires; à savoir la maintenance des spermatozoïdes (exp. Hallberg 1984), l'activation du 

sperme et son transfert dans la spermathèque (exp. Anthonomus grandis, Villavaso 1975) et 

l’attribution de la capacité locomotrice aux spermatozoïdes (exp. les abeilles Apis mellifera, 

Ruttner & Koeniger 1971). 

Chez les animaux qui ne possèdent pas de glandes sécrétrices, la nutrition est assurée par 

l'organe de stockage de sperme lui-même. Le ver de terre Hormogaster elisae par exemple est 

en mesure de conserver le sperme reçu pendant de longues périodes, grâce à la nutrition 

fournie par les parois de sa spermathèque et l'environnement favorable et adéquat créé par 

ceux-ci (Novo et al. 2012). Ceci peut donc expliquer la tendance des escargots Hélicidés à 

stocker le sperme dans les extrémités  bulbeuses des tubules spermathécaux avec leurs têtes 

en contact étroit avec l'épithélium de ces derniers (Bojat et al. 2001b, Rogers & Chase 2002, 

fig.1.16). Cette tendance semble améliorer et étendre la survie des spermatozoïdes, à la fois en 
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recevant de la nutrition et en étant protégés, grâce à leur encrage à la surface de l'épithélium 

(Chase & Darbyson 2008). Par conséquent, il est supposé que les escargots avec un grand 

nombre de tubules seraient les mieux en termes de maintenance du sperme en état viable 

(Chase & Darbyson 2008). 

 

Fig.1.16. Coupe sagittale à travers la partie proximale de la poche de fertilisation de l’espèce 

Arianta arbustorum. A noter les différences de ciliation épithéliale. Abréviations: cd, Canal 

commun ; fc, chambre de fertilisation; l, tubule latéral; m, tubule principal (Bojat et al. 

2001b).  

 

Chez les espèces aviaires, les tubules de stockage de sperme (TSS) sont supposés fournir des 

nutriments aux spermatozoïdes et même éliminer les déchets métaboliques accumulés (Van 

Krey et al. 1967). Cependant, les mécanismes grâce auxquels le sperme est maintenu pendant 

de longues périodes n'ont pas encore été élucidés (Sasanami et al. 2013). Dans le lumen des  

tubules de stockage de sperme (TSS), les spermatozoïdes apparaissent groupés sous forme de 

faisceaux parallèles  avec leurs têtes dirigées vers les extrémités des tubules (Schuppin et al. 

1984, Ito et al. 2011). De plus, il est rapporté que ces spermatozoïdes stockés sont 

typiquement immotiles (Bakst 1985, Bakst & Richards 1985) donc probablement 

métaboliquement quiescents en raison de la consommation réduite d'ATP (Sasanami et al. 

2013). Ceci est une stratégie raisonnable car elle entraîne également une production réduite 

d’une sorte d’oxygène réactif (semblables aux radicaux libres synthétisés suite à la respiration 

des spermatozoïdes) réduisant ainsi d’éventuels dommages du sperme résident dans les 

tubules et résultant en sa maintenance (Sasanami et al. 2013). 
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Cependant, il s’avère difficile de confirmer que les femelles sécrètent des substances 

exclusivement pour la nutrition du sperme et non pas pour leur propre besoin. En effet, la 

présence de glandes aux endroits où les spermatozoïdes sont stockés est démontrée mais il 

n’existe pas une évidence convaincante que leur rôle est de fournir exclusivement une 

nutrition pour le sperme stocké.  
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L’escargot terrestre Helix aperta 

1. Position systématique (voir Solem 1978, Kerney & Cameron 1979) 

Embranchement Mollusques 

Classe Gastéropodes 

Sous-classe Pulmonés 

Super Ordre Stylommatophores 

Ordre Sigmurethra 

Sous-ordre Holopoda 

Super-famille Helicoïdae 

Famille Helicidae 

Sous-famille Helicinae 

Genre Helix 

           

2. Description de l’espèce 

Helix aperta (Born 1778) encore appelé Cantareus apertus (Born 1778) ou escargot naticoïde 

(Helix naticoides Draparnaud 1801) est une espèce d’escargot terrestre qui appartient à la 

famille des Helicidae. Il s’agit d’un gastéropode stylommatophore doté d’un poumon qui est 

constitué d’un épithélium tapissant la cavité palléale dans laquelle l’air pénètre à travers un 

orifice appelé pneumostome (Benbellil-Tafoughalt 2009). 

Morphologiquement et même phylogénétiquement, l’espèce Helix aperta est étroitement liée 

à l’espèce avoisinante Cornu aspersum (Germain 1930, 1931, Ktari & Rezig 1976, Koene & 

Schulenburg 2005). 

Sa coquille est globuleuse, de forme sphérique et de taille adulte moyenne (en moyenne 27 ± 

4 mm). Elle ne présente aucune bande clairement apparente (Yildirim 2004) (fig.2.1) ou du 

moins des bandes spirales très fines qui se sentent généralement au toucher. Le dernier tour 

est large, arrondi et légèrement penché vers le bas avoisinant ainsi l’ouverture de la coquille 

(Germain 1930, 1931, Ktari & Rezig 1976, Cesari 1978, Rezig 1979, Giusti et al. 1995). 
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Fig.2.1. Photo d’un escargot adulte Helix aperta à coquille globuleuse et sphérique, sans 

bandes et d’une couleur foncée. 

 

La couleur du corps et de la coquille varie du jaune verdâtre au vert foncé ou noir selon le 

stade de vie de l’animal (Benbelli-Tafoughalt 2009). En effet, les jeunes se présentent sous 

une couleur jaune verdâtre puis acquièrent un mélange d’une teinture marronnée en avançant 

dans l’âge pour devenir entièrement verts foncés, marrons foncés ou carrément noirs à l’âge 

adulte (fig.2.2).     

De plus, à l’état adulte, cette espèce présente une coquille plus ou moins dure par rapport à 

celle des juvéniles (observations personnelles), une caractéristique qui s’avère très utile lors 

de l’inspection d’individus adultes le cas échéant. 
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Fig.2.2. Photos d’individus Helix aperta de différents stades de vie. (A) escargot juvénile 

d’une couleur jaune verdâtre, (B) escargot juvénile avec une couleur jaune mixé avec du 

marron, (C) escargot adulte d’une couleur marron foncé. 

 

3. Origine, distribution et habitat 

Helix aperta est une espèce circum-méditerranéenne, c'est-à-dire originaire du bassin 

méditerranéen, généralement distribuée dans le sud de la France, Turquie, Chypre et Afrique 

du nord (Kerney & Cameron 1979, Schütt 2001) (fig.2.3). En Algérie, elle est fréquemment 

-A- -B- 

-C- 
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présente le long du littoral notamment dans les régions du centre et  de l’est de la Kabylie 

(Benbellil-Tafoughalt et al. 2009). 

Elle est subséquemment introduite en Amérique (Californie et Louisiane), Nouvelle-Zélande 

et Australie (Kerney & Cameron 1979, Schütt 2001). 

Dans son habitat méditerranéen et côtier, elle est adaptée à vivre sur le sol entre les herbes 

avec une préférence pour les endroits où sont présents des vignes et des olives (Giusti & 

Andreini 1988). Cependant, cette espèce ne se trouve jamais à des altitudes dépassant 900 

mètres (Germain 1930, 1931). 

La teneur du sol en calcium est encore un facteur déterminant de son habitat. En effet, il 

s’avère qu’elle soit complètement absente dans les milieux dépourvus de calcium comme 

c’est le cas de tous les Helicidae (Cameron 1973). 

 

Fig.2.3. Distribution géographique de l’espèce Helix aperta (selon Kerney & Cameron 

1979). 
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4. Rythme d’activité 

L’activité de cette espèce est très dépendante des conditions environnementales à savoir ; la 

température, l’humidité et la photopériode (Benbellil-Tafoughalt et al. 2009, 2011, Benbellil-

Tafoughalt & Koene 2015). Par conséquent, quand ces conditions ne lui sont pas favorables, 

elle peut passer de longues périodes d’estivation ou d’hibernation. Pour ce, elle s’enfouit dans 

le sol à une profondeur allant de 7 à 15 cm et entre dans un état de métabolisme ralenti tout en 

fermant l’ouverture de sa coquille avec un épais épiphragme d’une couleur blanchâtre 

(fig.2.4) d’où le nom de « l’escargot creuseur ». 

Elle reste dans cet état jusqu’à ce que la pluie ramollisse le sol provoquant ainsi son 

émergence et son lancement dans la reproduction et la recherche de la nourriture. 

 

Fig.2.4. Photo d’un escargot adulte Helix aperta en état de diapause, avec l’ouverture de sa 

coquille fermée par un épiphragme calcaire blanc. 
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5. Reproduction 

Helix aperta est une espèce hermaphrodite simultanée, néanmoins l’autofécondation n’a 

jamais été observée ; soit pour son absence ou à cause du peu d’études entreprises dans ce 

contexte sur cette espèce.   

Les individus Helix aperta s’accouplent plus fréquemment soit en adoptant un comportement 

de type mâle ou femelle, ce qui a induit probablement les différences observées dans la 

structure de l’appareil génital (de Vaufleury & Gimbert 2009) (fig.2.5). 

 

 

Fig.2.5. Appareils génitaux d’Helix aperta de Tunisie au moment des accouplements. Le 

tractus est 3,6 fois plus développé d’un individu de type femelle (2,45 g à gauche, avec une 

très grosse glande à albumine : 0,98 g) que celui d’un individu de type mâle (0,67 g à droite). 

(de Vaufleury & Gimbert 2009). 

 

La reproduction de cette espèce n’est que très peu étudiée. Des spécimens échantillonnés 

d’Italie et d’Algérie et étudiés au laboratoire, ont montré sa tendance de s’accoupler 

préférentiellement en automne qui s’étend, dans leurs habitats naturels, du début Octobre à 
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mi-Décembre sous des températures autour de 20°C et des photopériodes de 16 h Lumière: 8 

h Obscurité (Giusti & Andreini 1988, Benbellil-Tafoughalt et al. 2011). 

En Tunisie par contre, de Vaufleury & Gimbert (2009) ont rapporté que la reproduction de 

l’espèce survient à la fin de l’été sous des conditions de photopériode correspondant à 6 h 

Lumière: 18 h Obscurité. 

6. Morphologie de l’appareil reproducteur 

L’appareil reproducteur de l’espèce Helix aperta a été sujet à une description détaillée par 

plusieurs auteurs tout en le comparant à celui de l’espèce avoisinante Cornu aspersum (voir 

Germain 1930, 1931, Ktari & Rezig 1976, Giusti & Andreini 1988).  

Il s’avère que les appareils génitaux des deux espèces soient étroitement similaires (Ktari & 

Rezig 1976); avec celui d’Helix aperta présentant des différences dans la dimension de 

certains organes en fonction de la provenance des individus (Giusti et al. 1995).  

En suivant la description de Giusti & Andreini (1988) et à partir de nos observations 

personnelles, l’appareil reproducteur de l’espèce Helix aperta (voir fig.2.6) consiste 

essentiellement en un ovotestis dans lequel les ovules et le sperme sont produits. Celui-ci est 

relié à un premier canal hermaphrodite qui fonctionne habituellement comme une vésicule 

séminale destinée au stockage de l’auto-sperme (=sperme produit par l’individu lui-même).  

L’espèce est aussi dotée d’une sorte de sacs (=tubules de la spermathèque) ayant pour 

fonction le stockage de l’allo-sperme (=sperme reçu pendant l’accouplement) qui est utilisé 

ultérieurement pour la fertilisation des ovules au sein de la cavité de la poche de fertilisation 

(=la chambre de fertilisation).  

Cette dernière se trouve enfoncée dans une structure semi-lunaire bien développée constituant 

la glande à albumen. Cet organe est relié à un deuxième canal hermaphrodite appelé 

ovispermiduct ou spermoviducte où les deux parties, prostatique et utérine, se trouvent côte à 

côte. La partie utérine s’ouvre dans un petit canal communément appelé utérus libre ou canal 

utérin. Sur le point où ce dernier se termine, le canal de la bourse copulatrice ainsi que le 

vagin commencent. Le canal de la copulation bifurque pour former un long diverticulum ainsi 

que le canal de la bourse copulatrice. Ce dernier est relié au niveau de sa partie distale à une 

bourse copulatrice dont la fonction semble la digestion de l’excès et du vieux auto- et allo-

sperme.  
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Le vagin est un petit canal qui se trouve prés du pénis et de l’orifice génital, auquel est attaché 

une paire de glandes multifides et un sac à dart (=stylophore). Les glandes multifides 

consistent en une multitude de branches fines et le sac à dart en une structure d’une forme 

d’une bouteille dont la fonction est la production du dart. Le dart d’Helix aperta est une 

structure calcaire mince d’une longueur variant de 4.9 à 6.2 mm qui est « tiré » 

réciproquement (au moins dans les échantillons observés) par les deux partenaires sexuels 

pendant la parade qui précède l’accouplement.  

Sur la partie distale de l’ovispemiducte se forme un long canal connu sous le nom de vas 

deferens qui se termine à son tour par un autre canal appelé epiphallus. Ce dernier constitue 

une partie de ce qui est appelé « complexe pénien » qui se compose en plus de l’epiphallus 

d’un flagelle et du pénis lui-même.  

Le flagelle est une sorte de tubule qui se termine sur le point d’entrée du vas deferens dans 

l’epiphallus et qui, durant l’accouplement, secrète la queue du spermatophore. L’epiphallus, 

quant à lui, commence du point où le vas deferens se termine et s’étend  jusqu’à la jonction du 

muscle rétracteur du pénis et sa fonction semble être la sécrétion de la tête du spermatophore.  

Finalement, le pénis, qui s’ouvre dans le pore génital, a pour rôle le transfert du 

spermatophore (dans lequel se trouvent les spermatozoïdes) pendant l’accouplement.  
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Fig.2.6. Photo d’un appareil reproducteur d’un escargot adulte Helix aperta avec tous les 

organes le constituant (l’ovotestis est absent mais son emplacement est indiqué par un petit 

cercle). 
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7. Etapes de l’accouplement 

Giustini & Andreini (1988), lors de leur investigation de l’espèce Helix aperta, ont décrit en 

détails toutes les étapes de son accouplement. Ces étapes ont été aussi observées lors d’un 

petit suivi du comportement reproducteur de quelques spécimens échantillonnés dans la 

région de Bejaia à cet effet et dont les résultats n’ont pas été rapportés dans cette thèse. Ces 

étapes peuvent se résumer comme suit : 

7.1. Prélude 

Cette étape est initiée le plus souvent par un seul partenaire ayant la motivation 

d’accouplement et qui se reconnait par le dilatement de son orifice génital. Celui-ci se met 

donc à chercher activement un partenaire sexuel avec qui il établit un contact avec ses 

tentacules dès sa rencontre. Au cas où ce partenaire montre également une motivation à 

s’accoupler, un échange de touches avec les tentacules s’initie suivie par une longue période 

d’approchement corporelle qui s’établit entre les deux partenaires (fig.2.7). 

 

Fig.2.7. Photo illustrant le rapprochement de deux escargots adultes Helix aperta ayant la 

motivation à s’accoupler. 
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7.1.1. Comportement introductif 

Durant cette étape, les deux partenaires continuent l’échange des stimuli en touchant 

réciproquement les tentacules, les lèvres et même en se mordant l’un l’autre (fig.2.8).  

Des courtes périodes réfractaires se succèdent ; durant lesquelles les deux partenaires 

s’éloignent en suivant une trajectoire circulaire ; l’un dans le sens des aiguilles d’une montre 

et l’autre dans le sens inverse. Après une période variable, ils finissent par se rejoindre à 

nouveau et se mettre enfin en contact très étroit. 

 

 

Fig.2.8. Photo illustrant deux partenaires d’accouplement de l’espèce Helix aperta durant la 

phase introductive de l’accouplement. On note un rapprochement corporel étroit et un 

échange de touches de tentacules (voir le cercle). 
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7.2. «Tir du dard d’amour» 

Cette étape commence d’abords par l’intention du tir du « dard » qui s’exprime en se 

positionnant l’un contre l’autre et en ayant les organes y impliqués en contact étroit (fig.2.9). 

Les orifices génitaux sont ensuite dilatés au maximum et les dards sont poussés 

réciproquement (au moins chez les spécimens analysés par Giusti & Andreini 1988).  

Vu que ce comportement est souvent réalisé quand les individus sont collés l’un sur l’autre, il 

s’avère impossible de déterminer si les dards sont tirés avec force ou juste poussés.  

Une fois poussé, le dard s’incruste dans le corps du partenaire à des endroits variables 

(fig.2.10). 

 

Fig.2.9. Photo illustrant deux partenaires d’accouplement de l’espèce Helix aperta en phase 

de préparation au « tir du dard ». On note un contact très étroit des pieds des deux partenaires, 

position idéale pour le « tir du dard ». 
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Fig.2.10. Photo illustrant un individu adulte Helix aperta ayant reçu un dard tout prés du 

tentacule. 

7.3. Accouplement  

7.3.1. Tentatives d’accouplement 

Les deux partenaires procèdent directement aux tentatives d’accouplement sans aucun temps 

de pause après la phase du « tir du dard ».  

Les tentatives d’accouplement entre les deux partenaires sexuels impliquent le fléchissement 

altéré ou simultané des pénis suivi de périodes réfractaires courtes durant lesquelles les deux 

partenaires continuent la simulation réciproque à travers les touches et/ou les mords. 

7.3.2. Accouplement 

Durant cette étape, les pores génitaux des deux partenaires d’accouplement sont finalement 

parfaitement juxtaposés. Enfin, une pénétration réciproque se produit suivie d’un échange de 

spermatophores (fig.2.11).   
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Fig.2.11. Photos d’escargots Helix aperta en accouplement. (A) phase de rapprochement 

corporel et début de pénétration, (B) phase de pénétration. 

-A- 

-B-
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I. Echantillonnage  

Les escargots utilisés dans ce projet de recherche appartiennent tous à l’espèce Helix aperta et 

proviennent  de la wilaya de Bejaia au nord d’Algérie.  

Les travaux sont menés sur des escargots adultes, repérés grâce à la couleur et la rigidité de leur 

coquille. En effet, à l’état adulte, les escargots de cette espèce présentent une coquille plus ou 

moins rigide par rapport à celle des juvéniles et sub-adultes. De plus, ils présentent une coquille 

bordée possédant un petit retroussement ou bourrelet (c.à.d. épaississement du bord) appelé 

péristome (fig.3.1). Néanmoins, chez cette espèce il est moins prononcé et généralement 

difficile à observer contrairement à celui de l'espèce avoisinante Corn aspersum (fig.3.1) chez 

laquelle il représente exclusivement le critère de détermination des spécimens adultes.  

            

Fig.3.1. Photos illustrant le péristome bien prononcé chez l’espèce Cornu aspersum (à gauche) 

et moins prononcé et à peine visible chez l’espèce Helix aperta (à droite). 

 

Quant à la couleur, bien qu'elle ne soit généralement pas un critère de détermination; chez cette 

espèce les adultes présentent typiquement une couleur de coquille bien différente de celle des 

juvéniles et sub-adultes (fig.3.2). En effet, les escargots adultes Helix aperta possèdent une 

coquille d'une couleur unie allant du brun très foncé au noir (fig.3.2).  

La collecte des escargots a été effectuée au début du mois de Février de l’année 2016 en un 

intervalle de temps n’excédant pas les deux jours afin d’éviter tout éventuel changement lié aux 

variations saisonnières. En cette période, les escargots Helix aperta avaient déjà émergé de 

l’estivation et étaient actifs  sur le sol, ce qui a facilité leur collecte. Cette dernière s’est faite au 

hasard et selon disponibilité sur les sites de l’échantillonnage. 
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Fig.3.2. Photos illustrant des escargots Helix aperta de couleurs de coquille et corps 

divergentes selon la maturité sexuelle ou non. (A) escargot juvénile non mature sexuellement, 

(B) escargot sub-adulte non mature sexuellement, (C) escargot adulte mature sexuellement, (D) 

groupe d’escargot dont le seul adulte est celui encerclé.  

 

Au total, quatre sites ont été choisis pour l’échantillonnage (fig.3.3). Ces derniers sont 

suffisamment éloignés les uns des autres afin de pouvoir les caractériser de « populations » 

différentes étant donné que les escargots sont connus par leur faible aptitude de dispersion. 

De plus, les sites d’échantillonnage, bien qu’ils soient tous situés dans la même wilaya, ils 

présentent néanmoins des microclimats très divergents, notamment en termes d’humidité, ce 

qui influe probablement sur la densité des escargots coexistant. 

  -A-  -B- -C- 

-D- 
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Fig.3.3. Les quatre sites d’échantillonnage situés à Bejaia. SA, Sidi Ahmed; St, place du Stade; 

TH, Tala Hamza; Ba, Baccaro. Image obtenue de Google Earth.  

II. Description des sites d’échantillonnage 

La première population provenait d’une monoculture de "Cardon" (artichaut sauvage) située 

dans une région rurale côtière à Baccaro (coordonnées GPS : 36°39'6.10"N, 5°12'5.09"E) 

(fig.3.4). Ce milieu est très favorable à l’activité des escargots Helix aperta vue qu’il présente 

un taux d’humidité important; à la fois grâce à sa situation géographique près de la mer et 

l’irrigation régulière de la monoculture. 

 

Fig.3.4. Photo du premier site d’échantillonnage « Baccaro ». 
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La deuxième population provenait aussi d’une monoculture de "Cardon" (artichaut sauvage) 

mais cette fois située dans une région rurale exposée à Tala Hamza (coordonnées GPS : 

36°41'43.49"N, 4°59'17.49"E) (fig.3.5). Le taux d’humidité est aussi élevé dans cette région et 

surgie essentiellement des irrigations régulières et  l’ombre apportée par les arbres épars 

présentes.  

 

Fig.3.5. Photo du deuxième site d’échantillonnage « Tala Hamza » 

La troisième population quant à elle, provenait d’un jardin abandonné couvert d’arbustes, 

fougères, trèfles et renouées situé pas loin d’une route urbaine à « la place du Stade »  

(coordonnées GPS : 36°45'1.36"N, 5° 2'42.97"E) (fig.3.6).  

 

Fig.3.6. Photo du troisième site d’échantillonnage « la place du Stade » 
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Finalement, la quatrième population, provenait d’une prairie naturelle exposée située à 

proximité d’une zone urbaine à Sidi Ahmed (coordonnées GPS : 36°45'26.10"N, 5° 3'53.40"E) 

(Fig.3.7). Celle-ci est caractérisée par sa dense couverture en végétation à savoir ; des 

graminées, trèfles et buissons éparses.  

 

Fig.3.7. Photo du quatrième site d’échantillonnage « Sidi Ahmed » 

III. Quantification de l’intensité de la compétition spermatique 

Dans ce projet, la densité des escargots est utilisée comme estimation de l’intensité de la 

compétition spermatique. L’hypothèse lancée stipule qu’une population à forte densité en 

escargots et/ou peuplant un habitat à un taux d’humidité élevé; présenterait un risque plus 

important d’accouplements multiples et un plus grand nombre de donneurs de sperme ; 

résultant probablement en une compétition spermatique plus intense (voir aussi Baminger & 

Haase 1999, Koemtzopoulos & Staikou 2007). 

En effet, une relation positive entre la densité locale et l’intensité de la compétition spermatique 

a été détectée chez plusieurs groupes animaux à savoir ; des gastéropodes prosobranches 

(Oppliger et al. 1998), insectes (Gage 1995), oiseaux (Birkhead & Møller 1992), mammifères 

(Møller & Birkhead 1989), annélides (Tan et al. 2004) et amphibiens anoures (Buzatto et al. 

2015). Chez les escargots terrestres cependant, aucune étude n’a été entreprise dans ce sens.  
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La seule évidence qui existe provient de l'étude de Koemtzopoulos & Staikou (2007), qui ont 

observé une différence des fréquences d'accouplement, parmi plusieurs populations d'escargots 

Cornu aspersum présentant des densités locales contrastées, et qui persiste même chez la 

première génération de descendants. 

Ces observations peuvent confirmer en quelque sorte notre hypothèse et justifier notre choix 

d’utilisation de la densité comme estimation directe de l’intensité de la compétition 

spermatique. 

III.1. Estimation de la densité : Méthode des quadras 

Dans ce travail, la densité des escargots est exprimée en nombre d’individus adultes/m2. Elle a 

été mesurée dans chacun des sites d’échantillonnage précédemment cités en adoptant la 

méthode des quadras.  

L’échantillonnage aux quadras est une méthode utilisée depuis longtemps notamment en 

écologie végétale (exp. Weaver 1918, Gleason 1920). Cette méthode consiste en l’utilisation de 

cadres rigides de dimensions définies qui sont directement posés sur la zone à inspecter afin de 

délimiter une partie (Henderson 2003). Les espèces d’intérêt présentes dans cette dernière sont 

ensuite recensées et/ou collectées (Henderson 2003) et une liste est dressée à cet effet.  

En biologie, l’échantillonnage aux quadras est l’une des méthodes les plus robustes pour 

évaluer la richesse et l’abondance des espèces (Krebs 1999) et l’exploration de microhabitats 

souvent négligés. Cependant, son efficacité dépend essentiellement de la taille et comportement 

des organismes à recenser. En effet, cette méthode demeure moins performante quand il s’agit 

d’organismes actifs et/ou d’une grande taille tels que les criquets, les grillons, les blattes…etc. 

L’estimation a été effectuée une seule fois à la fin de l’automne (au début du mois de 

Décembre 2015) au moment de l’inspection en vue de sélectionner des sites adéquats pour 

l’échantillonnage. À ce moment de cette année, les escargots Helix aperta émergeaient déjà de 

l’estivation et étaient en pleine activité à la surface du sol. Ceci nous a permis de les repérer 

facilement, chose qui s’avère impossible aux périodes d’estivation durant lesquelles ils 

s’enfoncent  profondément dans le sol. 
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Dans chacun des quatre sites sélectionnés, la densité est estimée en suivant ces étapes : 

Installation au hasard de carrés (quadras) de 0.25 x 0.25 m chacun (comme indiqué sur 

fig.3.8) sur le site donné. Pour commencer, un nombre de dix quadras par site suffit. 

Dénombrement d’individus adultes Helix aperta emprisonnés à l’intérieur de chaque 

quadra tout en prenant notes. 

Détermination du nombre d’unités (quadras) nécessaires pour chaque site en appliquant 

la méthode d’Elliot (1971) pour une erreur inférieure à 20%.  

 

Fig.3.8. Quadra installé sur un site d’échantillonnage. Image de Wikipedia 

III.2. Application de la méthode d’Elliot (1971) 

Comme indiqué en haut, l'application de la méthode d'Elliot est importante afin d'estimer le 

nombre de quadras nécessaires pour chaque site. 

Le nombre d’individus recensés dans chacun des quadras installés est noté séparément pour 

chaque site. 

La formule suivante est ensuite appliquée :  

n = 25 s2/moy2 

Où n représente le nombre de quadras placés sur le site;  

s2 étant la variance et moy est la moyenne. 
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Ceci est un exemple pour mieux illustrer la méthode : 

Admettons que 10 quadras sont placés dans un site et les nombres d’individus représentés dans 

le tableau suivant sont obtenus: 

 

Quadrat n° nombre d’individus 

adultes 

 1 4 

2 8 

3 2 

4 0 

5 7 

6 12 

7 5 

8 2 

9 14 

10 10 

 

Afin de diminuer le taux d’erreur à moins de 20%, le nombre d’unités utilisées peut être 

augmenté.  

Dans cet exemple, il semble plus logique d’utiliser 10 unités de plus (comme indiqué sur le 

tableau qui suit) puis recalculer le nombre d’unités nécessaires à nouveau. 

 

 

 

 

Dans cet exemple : 

n = 10 

Σx = 64 

Moyenne = 6.4 

Ecart-type = 4.62 

Variance s2 = 21.38 

En appliquant la formule on obtient 

25 x 21.38/6.42 = 13.05 

Cela signifie qu’il en faut 13 unités au lieu de 10 pour une 

erreur de 20%. 
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Quadrat n° nombre d’individus 

adultes 

Quadrat 

n° 

nombre d’individus 

adultes 

 1 4 11 3 

2 8 12 2 

3 2 13 13 

4 0 14 9 

5 7 15 5 

6 12 16 11 

7 5 17 15 

8 2 18 7 

9 14 19 9 

10 10 20 4 

Le résultat signifie donc que 10 unités sont largement suffisantes pour cet exemple.  

Calcul de l’erreur de l’échantillonnage 

Il ne reste qu’à calculer le taux d’erreur maintenant que le nombre d’unités utilisées est 

augmenté. Cela se fait en appliquant la formule indiquée ci-dessous: 

Erreur = 1/moyenne x ���/� 

Dans le cas de l’exemple précédent l’erreur est de :  

Erreur = 1/7,1 x ���. ��/�� = 0.139 

Cela signifie qu’il y a un taux d’erreur de 14 % approximativement dans l’estimation de la 

densité dans cet exemple. 

III.3. Calcul de la densité d’escargots adultes par mètre carré 

Finalement, la densité d’escargots n’est que la moyenne calculée par quadra. 

Cependant, le but est d’obtenir le nombre d’individus adultes par mètre carré et non par quadra 

de 0.25 x 0.25 m. Il suffit donc de multiplier par le nombre 4 qui est le nombre de quadras de 

0.25 x 0.25 m nécessaire pour former un mètre carré.  

Dans ce cas, on obtient : 

n = 20 

Σx = 142 

Moyenne = 7.1 

Ecart-type = 4.44 

Variance s2 = 19.67 

En appliquant la même formule on 

obtient : 

25 x 19.67/7.12 = 9.76 
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Dans le cas de l’exemple précédemment cité, la densité est de 7.1 escargots adultes/quadra à 

savoir 28.4 individus adultes/m2. 

IV. Conditions d’élevage 

IV.1. Acclimatation 

Les escargots échantillonnés de chaque site ont été immédiatement transférés au laboratoire où 

ils ont subi une période d’acclimatation d'une durée d'une semaine.  

L'acclimatation est le fait, pour les animaux, de récupérer suite au transport et s'adapter à la 

nourriture et le nouveau environnement au laboratoire. Dans cette étude, bien qu'elle soit 

facultative, elle est néanmoins appliquée afin d'éviter au maximum d'éventuelles mortalités qui 

peuvent en survenir. 

Pour ce faire, les escargots appartenant à chaque population sont logés  dans une boite en 

plastique transparent mesurant 20 cm x 20 cm x 40 cm (fig.3.9). Chaque boite est tapissée de 

papier absorbant mouillé afin de maintenir l'humidité à un niveau élevé (90% 

approximativement) et placée dans une pièce sous des conditions naturelles de température et 

photopériode. L'eau et la nourriture (laitue) sont fournies régulièrement ad libitum. 

 

Fig.3.9. Photo illustrant les escargots échantillonnés logés dans des boites en plastique pour 

subir une période d’acclimatation.   
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IV.2. Isolement  

Après écoulement de la période d'acclimatation, les escargots ont été isolés chacun dans une 

boite en plastique transparente mesurant 90 X 60 X 90 mm (fig.3.10) sous des conditions 

contrôlées de température (20° C) et photopériode (16h de lumière, 8 h d’obscurité). Ces 

condition sont démontrées optimales pour l’activité de cette espèce (Benbellil-Tafoughalt et al. 

2009, Benbellil-Tafoughalt & Koene 2015). Chaque boite est tapissée de papier absorbant 

mouillé afin de maintenir l’humidité à un niveau élevé, et les escargots nourris de laitue ad 

libitum. Deux fois par semaine, les boites sont nettoyées, la nourriture et le papier absorbant 

renouvelés. 

Chaque boite est libellée comportant le nom de la station d’échantillonnage ainsi qu’un numéro 

pour designer l’individu. 

L’isolement a été maintenu pour une période de 10 jours, temps nécessaire pour le 

renouvellement du "dard" au cas où il a déjà été utilisé lors d’éventuels accouplements 

ultérieurs (Tompa 1984, Giusti & Andreini 1988). 

L’étape de l’isolement est nécessaire pour la deuxième partie du travail portant sur l’étude des 

"dards" où la présence de ces derniers est nécessaire.  

 

Fig.3.10. Photo illustrant l’isolement des escargots chacun dans une boite en plastique 

individuelle. 
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V. Dissection des escargots 

Après l’écoulement de la période d’isolement, les escargots sont disséqués pour extraire les 

organes d’intérêt tout en passant par les étapes décrites ci-dessous:  

V.1. Mesures de la coquille 

A l’aide d’un pied à coulisse, le diamètre et la hauteur de la coquille sont mesurés pour chaque 

individu à 0.5 mm près comme indiqué sur (fig.3.11). 

La hauteur est mesurée le long de l’axe de la coquille et représente sa dimension antéro-

postérieure. Elle est définie comme étant la distance entre les deux plans perpendiculaires  à 

l’axe de la coquille et touchant les extrémités de cette dernière; à savoir l’apex et l’extrémité 

opposée (Cox 1960). 

Le diamètre quant à lui, représente la longueur d’une perpendiculaire entre deux lignes 

parallèles à l’axe et tangente respectivement à la saillie extérieure et au côté opposé de la 

coquille (Cox 1960).  

 

Fig.3.11. Dessin schématique d'une coquille du genre Helix. La hauteur (L) et le diamètre (D) 

sont définis perpendiculaires et parallèles à l'axe d'enroulement (Van Osselaer & Tursch 2000). 
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V.2. Anesthésie 

Cette étape est indispensable avant de procéder aux dissections. Elle permet à la fois 

d’euthanasier les animaux pour faciliter leur manipulation et de gonfler leurs corps mou, qui est 

avantageux lors de la dissection.   

Vu que les escargots se rétractent dans leur coquille, il est important avant d'entamer la 

dissection que le pied soit totalement tendu et apparent. Pour ce, chaque escargot est d’abords 

placé dans une cuvette contenant un peu d’eau et laissé quelques secondes jusqu'à extension 

total du pied et son expulsion de la coquille (fig. 3.12). 

 

 

Pour anesthésie, 4 à 5 ml d’une solution MgCl2H2O à 50 mM est injectée via le coté dorsal de 

l’arrière du pied de chaque escargot (fig.3.13).  

 

Fig.3.13. Photo d’un escargot adulte Helix aperta subissant une anesthésie. 

Après environ ±2 minutes, l'escargot ne réagit plus au toucher des tentacules ce qui indique son 

euthanasie (fig.3.14). 

Fig. 3.12. Photo d’un escargot adulte Helix aperta au pied complètement apparent 
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Fig.3.14. Photo d’un escargot adulte Helix aperta euthanasié suite à l’injection de MgCl2H2O. 

V.3. Extirpation de la coquille 

L’extirpation de la coquille se fait à l’aide d’une pince à dissection forte après euthanasie et 

immobilisation complète de l’escargot. 

La coquille est d’abords découpée depuis le péristome vers l’apex (sommet de la coquille) en 

suivant la ligne de suture représentée en ligne rouge sur (Fig.3.15). 

La partie bulbeuse de la coquille est découpée latéralement en petits morceaux qui sont ensuite 

arrachés minutieusement en prenant soin de ne pas abimer les tissus (lignes vertes, fig.3.15). 

Arrivé à l’apex (sommet de la coquille), une pince fine  est utilisée pour ôter le dernier tour de 

la coquille en découpant petit à petit le bord d’enroulement de ce dernier. 

Après ces étapes, le corps est toujours enroulé autour de l’axe de la coquille appelé columelle 

qui doit être extrait à son tour. Pour ce faire, le corps est d’abords libéré en le tirant 

délicatement et la columelle est enfin retirée.  

 

Fig.3.15. Photo illustrant les lignes à suivre pour extirpation stratégique et facile de la coquille  
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Après extirpation de la coquille, l’escargot est prêt pour la dissection (fig.3.16).  

 

Fig.3.16. Photo illustrant un individu adulte Helix aperta après extirpation de la coquille 

 

V.4. Isolement de l’appareil reproducteur 

Le prélèvement le l’appareil reproducteur s’effectue préférentiellement  le plutôt possible après 

euthanasie des animaux. 

Dans une cuvette à dissection, l’animal à disséquer est d’abords fixé en l'étirant puis l’épinglant 

très antérieurement et postérieurement du pied et de la tête (fig.3.17) 

 

Fig.3.17. Photo illustrant la fixation d’un escargot sur un support pour la dissection 
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Dans un premier temps, une incision cutanée antéro-postérieure est réalisée tout au long du 

corps à l’aide de ciseaux fine en démarrant de l’orifice génital, situé sur le coté droit de la tête 

derrière les tentacules, et en passant par le manteau (en suivant la ligne rouge sur fig.3.18). 

 

Fig.3.18. Photo illustrant la dissection d’un escargot Helix aperta. La ligne rouge indique la 

première incision à réaliser. 

A l’aide de deux pinces fines, la fine membrane qui enveloppe la masse viscérale est dilacérée 

délicatement afin d’avoir accès aux organes désirés. 

Les volets tégumentaires du pied ainsi que les bordures du manteau sont ensuite écartés, 

rabattues vers l’extérieur puis épinglées de part et d’autre sur la cuvette afin de faciliter 

l’extraction de l’appareil reproducteur (fig.3.19). 

 

Fig.3.19. Photo illustrant un escargot Helix aperta disséqué, avec tous les organes apparents 
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L’appareil reproducteur est extrait sous une loupe binoculaire à l’aide d’une pince fine pas trop 

tranchante pour éviter toute rupture d’organes qui doivent être prélevés intacts. Les escargots 

pour lesquels un organe (ou plus) est coupé durant la dissection, sont exclus de l’étude.  

Les premiers organes repérés sont le pénis, la poche à dard ainsi que les glandes multifides 

situés tout près de la tête (fig.3.20). Ils sont retirés délicatement en les libérant petit à petit des 

adhérences qui les maintiennent.  

 

Fig.3.20. Photo d’un escargot Helix aperta disséqué, et repérage des premiers organes 

reproducteurs; sac à dard, pénis et glandes multifides (encerclés) 

 

Suivre l’extraction des autres organes à savoir, l'épiphallus, le flagellum mâle, le canal déférent, 

et le vagin ; en les saisissants d’abords avec la pince puis en tirant soigneusement vers le haut 

sans couper. Les organes génitaux des escargots sont tous liés les uns avec les autres ce qui 

facilite leur repérage. 

Le spermoviducte (=canal godronné), qui apparait sous la forme d'un tube à aspect festonné, est 

ensuite repéré et retiré délicatement à son tour tout en sectionnant d'éventuels organes (non 

reproducteurs) à qui le spermoviducte peut être adhéré (fig.3.21). 
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Fig.3.21. Photo illustrant le repérage et l’extraction du spermoviducte 

A l'extrémité du spermoviducte est attachée la glande à albumen, qui est libérée avec prudence 

vu sa structure très fragile (fig.3.22). Il est important de l'extraire intacte et ne pas l'abimer vu 

que la poche de fertilisation d'intérêt se trouve enfoncée dedans.  

 

Fig.3.22. Photo illustrant le repérage de la glande à albumen 

Une fois la glande à albumen retirée, la bourse copulatrice apparait en dessous (fig.3.23). 

Elle est délicatement libérée en prenant soin de ne pas abimer son canal très fin (=canal de la 

bourse copulatrice). Ce dernier est ensuite détaché à son tour des adhérences conjonctives qui 

le maintiennent. 
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Fig.3.23. Photo illustrant le repérage et l’extraction de la bourse copulatrice et son canal. 

Ensuite, le diverticulum (=flagellum femelle), situé près du spermoviducte en jonction avec le 

réceptacle séminal, est dégagé en tirant délicatement pour le libérer des adhérences avec la 

glande à albumen et le spermoviducte. 

A l'extrémité du tortillon viscéral, dégager avec beaucoup de soin le canal hermaphrodite, très 

fin et très flexueux, qui nous servira de repère pour la dissection de la poche de fertilisation 

ultérieurement. 

Finalement, une fois que tous les organes sont repérés et libérés, ils sont tous extraits à la fois.  

V.5. Mesures des organes reproducteurs  

Une fois retiré, l’appareil génital de chaque escargot est transféré dans une boite de pétri 

contenant une goutte d’eau distillé afin de faciliter l’étalement des organes et éviter leur 

dessèchement.   

Les organes considérés dans cette étude concernaient : 

Des organes mâles : L’épiphallus, le flagellum, le sac à dard et les glandes multifides 

et ;  

Des organes femelles : Le diverticulum et le canal de la bourse copulatrice (voir 

fig.3.24). 
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Avant de procéder à la mesure, chaque organe est d’abords étendu tout droit sans convolution 

puis sa longueur mesurée à l’aide d’un pied à coulisse. Trois mesures sont effectuées pour 

chacun et la médiane est ensuite calculée pour une utilisation ultérieure dans les analyses 

statistiques. Pour les glandes multifides, qui se présentent en paire, la longueur de chacune est 

d'abords mesurée puis la moyenne des deux calculée. 

Le choix de se focaliser sur ces organes particuliers n’est pas fortuit, mais motivé par le fait 

qu’ils soient probablement impliqués dans les mécanismes de la sélection sexuelle post-

copulatoire. Plus intéressant encore, ils sont supposés interagir et co-évoluer avec la 

morphologie des organes de stockage du sperme (Baminger & Haase 2000, Davison et al. 

2005, Koene & Schulenburg 2005). 

 

Fig.3.24. Photo d’un appareil génital d’Helix aperta illustrant les organes reproducteurs 

considérés dans cette étude. 

En effet, lors de l’accouplement, ces espèces échangent le sperme via une sorte de sac appelé 

« spermatophore ». Ce dernier consiste en une « queue » formée au niveau du flagellum, une 
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«tête » ainsi qu’une partie médiane contenant le sperme, toutes les deux formées au niveau de 

l’épiphallus (Baminger & Haase 2000). Chez l’espèce Arianta arbustorum, le nombre de 

spermatozoïdes transportés par le spermatophore était positivement corrélé avec la taille de sa 

partie dédiée à cet effet (c.à.d. la partie médiane) (Baur, Locher & Baur, 1998) et la taille totale 

du spermatophore peut vraisemblablement influencer la quantité du sperme pouvant atteindre 

les organes de stockage du sperme (Lind 1973). Ceci s’avère intéressant vu que la quantité du 

sperme transmise durant la copulation constitue un élément important dans le processus de la 

compétition spermatique (Exp. Parker 1984, 1998).  Ainsi, le spermatophore et tous les organes  

impliqués dans sa formation (cités précédemment) peuvent probablement être sujets aux 

mécanismes de la sélection sexuelle (Baminger & Haase 2000).  

Ceci peut également être le cas pour le « sac à dard », l’organe producteur du « dard », et les 

glandes multifides y associées. Le « dard », dont la fonction exacte reste controversée 

(Kothbauer 1988), semble être responsable de la transmission d’une phéromone synthétisée au 

niveau des glandes multifides (Koene & Chase 1998a). L’application in vitro de cette dernière 

sur l’appareil reproducteur de l’espèce Cornu aspersum, a provoqué le rétrécissement du canal 

conduisant à la bourse copulatrice qui est l’organe de digestion du sperme (Koene & Chase 

1998a). Par conséquent, ceci peut résulter en une plus grande quantité de sperme atteignant les 

organes de stockage ayant ainsi une plus grande chance pour la fertilisation (Koene & Chase 

1998a). Hypothétiquement, des dards et glandes d’une plus grande taille sont supposés pouvoir 

synthétiser et transmettre respectivement une quantité plus importante de phéromone facilitant 

ainsi le passage vers les organes de stockage de sperme.  

Du point de vue de la fonction femelle, la longueur du diverticulum et du canal de la bourse 

copulatrice semblent également être soumis à la pression de la sélection sexuelle. 

Effectivement, ces organes jouent le rôle de récepteurs du spermatophore, et leur longueur peut 

être critique dans le contrôle de la quantité de sperme atteignant les organes de stockage du 

sperme. 

VI. Investigation des poches de fertilisation et spermathèques 

La structure de la poche de fertilisation et celle de la spermathéque sont investiguées au moyen 

de coupes histologiques en série. Cette méthode est la plus adéquate vu la structure de la 

spermathèque qui se présente en un système compliqué de tubules dont les longueurs sont très 

divergentes.  
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La coupe en série est la méthode la plus largement utilisée et la plus accessible pour la 

reconstruction d’organes en 3 dimensions. Néanmoins, son seul inconvénient réside dans le 

volume de l’échantillon inévitablement consommé et utilisé. Ceci exclut donc tout réexamen et 

réutilisation du matériel après l’analyse. 

Cette technique consiste d’abords en la préparation des tissus en passant par toutes les étapes 

utilisées en histologie standard et qui sont décrites ci-dessous. Par la suite, la réalisation de 

coupes sériées en 2 dimensions et la préparation de lames histologiques sont effectuées.   

VI.1. Extraction  des poches de fertilisation 

La poche de fertilisation encore appelée « poche de fertilisation-complexe de la spermathèque » 

est un organe complexe constitué d’une chambre de fertilisation et d’un système de tubules 

formant la spermathéque, l’objet principal de cette étude. 

La poche de fertilisation est située dans la partie distale de l’appareil reproducteur et est 

entièrement enfoncée dans la glande à albumen (fig.3.25). 

 

 

Fig.3.25. Photo d’un appareil reproducteur d’Helix aperta illustrant l’emplacement de la poche 

de fertilisation et qui est indiqué par le carré rouge. 
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L'extraction de la poche de fertilisation s’est déroulée sous une loupe binoculaire au 

grossissement 10 en l’utilisation de deux pinces trop fines et pointues et de ciseaux tranchants 

et fins (fig.3.26). 

 

Fig.3.26. Photo du matériel utilisé pour l’extraction des poche de fertilisation; ciseaux de 

dissection et deux pinces fines et pointues. 

Dans un premier temps, la glande à albumen est isolée du reste de l'appareil reproducteur 

(fig.3.27). Le spermoviducte et le canal hermaphrodite, qui débouchent dans la poche de 

fertilisation, sont coupés très près de la glande à albumen en gardant une petite partie de chacun 

qui nous servira par la suite d'indice pour avoir accès à l'emplacement exact de l'organe 

d'intérêt (poche de fertilisation) (fig.3.27). 

 

Fig.3.27. Photo illustrant une glande à albumen isolée avec des petites parties du spermoviduct 

et canal hermaphrodite. 
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Les tissus découpés sont ensuite transférés dans une petite cuvette à dissection afin d'extraire la 

poche de fertilisation. 

L'extraction de la poche de fertilisation s'est réalisée en écartant délicatement les tissus de la 

glande à albumen tout en prenant le canal hermaphrodite et le spermoviducte comme indices de 

son emplacement exact.  

Dans la pluparts des cas, les poches de fertilisation étaient difficiles à repérer du fait de leur 

enfoncement profond dans la glande à albumen, comme déjà mentionné plus haut, et de sa 

couleur transparente. Dans de telles situations,  toute la partie de la glande à albumen où elle se 

trouve est délimitée puis extraite afin de ne risquer de perdre aucune de ses parties ou de la 

détruire (fig.3.28). 

 

Fig.3.28. Photo illustrant la délimitation de l’emplacement de la poche de fertilisation (lignes 

rouges). 

 

A chaque fois qu’une poche de fertilisation est extraite, elle est immédiatement fixée puis 

conservée jusqu'à achèvement de toutes les dissections afin d’entamer ensuite l'étude 

histologique. 
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VI.2. Préparation histologique des poches de fertilisation 

VI.2.1. Fixation des tissus 

La fixation est une étape indispensable dans le processus de la préparation des échantillons 

histologiques. Elle est préférentiellement réalisée immédiatement après prélèvement des tissus 

afin d'éviter leur dégradation et conserver les tissus dans un état le plus proche possible de leur 

état vivant. Le but principal de cette étape est d'immobiliser les constituants des tissus afin de 

garder leur structure et morphologie intactes. De plus, ça prévient l’autolyse cellulaire et la 

putréfaction bactérienne post-mortem. 

Les fixateurs les plus couramment utilisés sont le formol 10% tamponné, le formaldéhyde 36%, 

le formaldéhyde 4% ou le liquide de Bouin, qui est un mélange de formol et d'acide picrique. 

Dans cette étude, le fixateur utilisé est l'AFA (Alcool Formolé Acétique) dans lequel les poches 

de fertilisation disséquées sont incubées pour une durée de 24 heures. Ce fixateur est préparé 

extemporanément à partir de 330 ml d'Ethanol à 95%  + 220 ml de formol pur  + 115 ml 

d'Acide acétique et 335 ml d'eau distillée. 

Le fixateur AFA est facile à préparer, pénètre rapidement et d’une manière homogène et ne 

cause pas la rétraction des tissus. De plus, sa couleur transparente, permet une bonne visibilité 

des colorations réalisées assurant ainsi la conservation d’une image fidèle des tissus étudiés 

tout en révélant les structures latentes recherchées. 

Les tissus à fixer sont donc plongés chacun dans un volume de fixateur dix fois plus important 

que sa taille en veillant à ce qu’ils n’adhèrent pas au fond ni aux parois des récipients (agitation 

possible) (fig.3.29). 

 

Fig.3.29. Photo montrant la fixation des poches de fertilisation dans le fixateur AFA. 
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VI.2.2. Déshydratation 

La déshydratation a pour but d’éliminer le fixateur et toute l’eau contenus dans les tissus. Cette 

étape est préparatoire à celle de l'inclusion dans la paraffine. La paraffine étant hydrophobe et 

pas miscible à l’eau, les pièces fixées devront être déshydratées au préalable.  

La déshydratation se fait progressivement pour ne pas causer la distorsion ou le durcissement 

des tissus.  

Pour ce, les tissus sont incubés et passés dans des bains d’alcool de degrés croissants à savoir : 

Etape                   durée d'incubation 

Ethanol 70%       1 heure  

Ethanol 80%       1 heure   

Ethanol 90%       1heure  

Ethanol 100%      ½ heure  

Ethanol 100%      ½ heure 

De cette manière, l’eau et le fixateur sont éliminés et remplacés par l’alcool. 

VI.2.3. Eclaircissement (clarification)  

Cette étape consiste à imprégner les tissus dans un solvant miscible à la paraffine pour à la fois; 

éliminer l’alcool contenue dans les tissus et préparer ces derniers à recevoir la paraffine.  

Les échantillons sont donc transférés à : 

1- Un mélange d’Ethanol 100% et d’Acétate d'amyle en quantités égales pour une durée 

d’une ½ heure puis ; 

2- Une solution d’Acétate d'amyle pendant ½ heure avec renouvellement. 
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VI.2.4. Imprégnation à chaud  

Cette étape s'est déroulée à l’intérieur de l’étuve réglée à 60°C. Elle est principalement destinée 

à remplacer l’éthanol et l’Acétate d'amyle contenus dans les tissus par de la paraffine, qui 

servira à les solidifier.   

Les tissus sont d'abords imprégnés dans un mélange d’Amyle acétate et paraffine fondue à 

quantités égales et laissés s'équilibrer à l'étuve pendant une ½ heure. 

Par la suite, ils sont transférés dans de la paraffine fondue où ils sont incubés pour une durée 

d’une heure. 

Les étapes décrites jusqu'à présent peuvent être aussi réalisées automatiquement dans un 

automate d’inclusion (fig.3.30). Cet appareil permet la déshydratation et l’infiltration des tissus 

biologiques de façon automatique et fait gagner énormément de temps.  

 

Fig.3.30. Photo d’un automate d’inclusion Leica. 

Il est composé de 12 cuves en verres remplies avec des solutions d’alcool à concentrations 

croissantes (70 à 100%), de xylène et de la paraffine maintenue en état liquide. 

Dans un premier temps, chaque échantillon est placé dans une cassette numérotée et 

comportant le nom du site de provenance de l’échantillon (fig.3.31). 
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L’ensemble de cassettes est ensuite placé dans un panier (fig.3.31) qui est successivement 

transféré d’un bain à l’autre selon un programme prédéfini par l’utilisateur.  

                        

Fig.3.31. Photos d’un échantillon placé dans une cassette histologique (gauche) et d’un 

ensemble de cassettes introduites dans la corbeille pour la porter sur l’automate d’inclusion 

(droite). 

A la fin du programme, qui dure généralement moins de 12 heures, les échantillons sont 

récupérés ; avec toute l’eau y contenue remplacée par de la paraffine qui se solidifie à la sortie 

de l’automate.   

VI.2.5. Inclusion (enrobage) et préparation des blocs 

Avant de procéder à la réalisation de coupes histologiques, les organes doivent être enrobés 

dans un matériau (médium) qui servira de support  pendant le processus de découpage.   

Le Collodion, la celloïdine, l'Esterwax, les Résines Epoxy, les Gommes, les Gels de silice et la 

Gélatine sont des exemples de médiums utilisés, ayant essentiellement pour but de solidifier les 

tissus pour pouvoir confectionner des coupes tissulaires minces. 

Dans cette étude, la paraffine est utilisée à cet effet vu qu'elle soit la plus adéquate à la nature 

des tissus étudiés. De plus, elle est utilisée avec la pluparts des fixateurs. 

Cette étape consiste en l'inclusion de chaque organe à étudier dans un moule rempli de 

paraffine chauffée. L'organe est placé dans le moule selon un certain angle ou une certaine 

position afin de pouvoir réaliser les coupes selon l’orientation désirée (longitudinale ou 

transversale) pour ensuite avoir accès à toutes les structures recherchées lors de l'examen 

microscopique. 
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Dans cette étude, des boites de pétri compartimentées sont utilisées comme des moules vu 

qu'elles permettent après solidification de décoller facilement le bloc de paraffine. 

Dans chaque boite, est versée une quantité de paraffine qui est ensuite laissée fondre sur une 

plaque chauffante. 

Une fois que la paraffine est complètement fondue, chaque organe est transféré rapidement et 

délicatement dans un compartiment de la boite de pétri (fig.3.32) à l'aide d'une pince. 

 

 

Fig.3.32. Photo des poches de fertilisation dans des boites de pétri contenant de la paraffine et 

fondue placées sur une plaque chauffante. 

 

Les boites de pétri sont laissées sur la plaque chauffante pour une durée de deux heures afin de 

permettre à la paraffine de bien pénétrer dans les tissus. 
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Passées ces deux heures, les moules sont retirés de la plaque chauffante et gardés à température 

ambiante pour refroidissement et séchage de la paraffine (fig.3.33). 

 

Fig.3.33. Photo des blocs de paraffine durcie   

Après refroidissement, des blocs de paraffine ayant un aspect dur sont obtenus, à l'intérieur de 

chacun la pièce prélevée (poche de fertilisation ou fragment de glande à albumen) est incluse 

(fig.3.34). 

 

Fig.3.34. Photo montrant l’aspect des blocs après inclusion en paraffine (les poches de 

fertilisation ou fragments des glandes à albumen apparaissent en jaune). 
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Un dégrossissage au scalpel est réalisé pour chaque bloc visant à atteindre l'organe inclus. Au 

final, des petits blocs sont obtenus comme illustré sur (fig.3.35). 

 

Fig.3.35. Photo de deux blocs de paraffine après dégrossissage, avec les poches de fertilisation 

incluses. 

 

Les blocs sont ensuite placés sur une  plaque réfrigérante afin de laisser l'eau pénétrer dans les 

tissus. Ceci sert à gonfler ces derniers ce qui facilite leur découpage par la suite. 

Au cours de la réalisation des coupes histologiques, un nouveau refroidissement du bloc peut 

s'avérer nécessaire si la face de celui ci devient chaude afin d'obtenir des coupes les plus 

homogènes possibles. 

VI.2.6. Microtomie « réalisation de coupes sériées »   

Les coupes histologiques sont réalisées en l'utilisation d'un microtome motorisé HM 355 S 

(Microm). Il s'agit d'un microtome rotatif automatique muni d'un mode de "coupes sériées" 

ainsi que d'un compteur de coupes et cumul de leur épaisseur, qui facilitera par la suite le calcul 

de la longueur des organes à étudier. De plus, il est doté d'une pince porte-objet à orientation 

fine avec "position 0", ce qui permettra de placer l'échantillon selon l'orientation désirée. 

Dans un premier temps, le bloc est fixé sur la pince porte-objet en suivant une orientation qui 

permettra par la suite de réaliser des coupes transversales (fig.3.36). Pour ce, la face du bloc à 

coller est d'abords chauffée au bec benzène pour adhérer à la pince. 
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Fig.3.36. Photo d’un bloc collé à la pince porte-objet du microtome 

Une fois le bloc fixé sur la pince porte-objet, cette dernière est montée (installée) sur le 

microtome pour la réalisation de coupes (Fig.3.37). 

                 

Fig.3.37. Photos illustrant le bloc monté sur le microtome 
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Le principe de fonctionnement du microtome est d’entrainer un couteau sur la surface du bloc 

de la paraffine, produisant ainsi des coupes fines d’épaisseur bien précise définie au préalable. 

Dans cette étude, des coupes sériées de 7 µm d'épaisseur sont réalisées. Il s'agit de coupes 

reliées entre elles sous forme d'un ruban continu permettant la reconstruction en 3D des 

structures observées.  

La réalisation des coupes sériées doit se faire soigneusement et systématiquement en plans 

parallèles jusqu'à épuisement de l'organe (Fig.3.38). 

   

Fig.3.38. Photos illustrant la réalisation de coupes sériées et l’obtention de rubans 

 

VI.2.7. Préparation des lames histologiques 

Les lames utilisées sont d'abords identifiées, chacune comportant la date, numéro et provenance 

de l'échantillon. Un nombre de 15 jusqu’à 20 lames (des fois plus) est destiné pour chaque 

échantillon vu qu’il est coupé sur toute sa longueur. Pour cela, chaque lame est aussi numérotée 

afin de garder l’ordre des coupes (fig.3.39). 
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Fig.3.39. Photo d’une lame identifiée comportant son numéro (1), la date de la réalisation des 

coupes (06.06.2015), la provenance de l’échantillon (B=Baccaro) et le numéro de l’individu 

(13) 

Chaque lame est ensuite recouverte d’une solution visqueuse, préparée en diluant 1/2 ml de 

blanc d'œuf dans 50 ml d'eau distillée. Cette solution a pour but de permettre aux coupes 

histologiques de bien se glisser sur la lame (fig.3.39). 

A chaque fois qu’un ruban comportant de 10 à 12 sections est réalisé, il est directement coupé 

et recueilli sur une lame en retenant l’ordre de coupes. Un nombre de 2 à 3 rubans consécutifs 

sont déposés sur chaque lame (fig.3.40).  

 

Fig.3.40. Photo de lames avec rubans placés en ordre 
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Afin de bien coller les coupes et les étaler sur les lames, une technique appelée « flottage » est 

adoptée en histologie standard. Elle a aussi pour but de redonner à la coupe ses dimensions 

originales en l’étirant et la rendant totalement plate. 

Cette technique consiste à tremper les lames verticalement dans un bain-marie à 37°C pour 

libérer les coupes, les laisser flotter, puis les récupérer en les laissant adhérer à la surface de la 

lame. 

Néanmoins, dans le cas de coupes sériées, cette technique de flottage ne peut être réalisée (ou 

du moins difficile à accomplir) vu que l’ordre des coupes peut facilement être perdu lors de la 

libération des rubans sur la surface de l’eau. 

Pour ce, l’étalement des coupes se fait sur une platine chauffante pour histologie (fig.3.41).  

 

Fig.3.41. Photo d’une platine chauffante pour histologie 

La lame est déposée sur cette dernière, et à l’aide d’un pinceau la solution visqueuse est 

déplacée petit à petit vers les extrémités de la lame jusqu'à étalement des coupes.  

VI.2.8. Séchage des lames 

Les lames sont d’abords égouttées et débarrassées de la solution visqueuse en l’aspirant à l’aide 

d’une pipette disposable. 

Elles sont ensuite rangées en position à plat sur des portes lames (fig.3.42) et incubées dans 

l'étuve à 37°C pendant 2 nuits (fig.3.42) où sont laissées sécher afin que les coupes adhérent 

parfaitement aux lames. 
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Fig.3.42. A gauche, photo de lames en position à plat sur un porte-lames; à droite, photo des 

portes- lames incubées dans une étuve à 37°C. 

 

Il est important de maintenir une température de 37°C (ou un peu moins) dans l’étuve car une 

température trop élevée peut bouillir les gouttelettes d'eau sous les coupes causant ainsi leur 

endommagement. 

VI.2.9. Coloration 

La coloration a pour but d'accentuer les contrastes afin de pouvoir identifier les tissus 

recherchés. La coloration réalisée dans cette étude est dite "de routine" ou "topographique", 

réalisée en utilisant les colorants: Hématoxyline et Éosine. 

Les lames sont d'abords insérées dans des corbeilles compartimentées en verre spécialement 

conçues à cet effet, et ces dernières placées dans des cuves contenant la solution adéquate selon 

l'étape à réaliser. L’utilisation de ce matériel fait gagner énormément de temps tout en 

protégeant les lames. 

La coloration histologique s’effectue en suivant plusieurs étapes : 
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VI.2.9.a. Déparaffinage 

La paraffine étant hydrophobe et les colorants hydrophiles, l’étape du déparaffinage suivie 

d’une réhydratation sont indispensables avant de procéder à la coloration et permettre aux 

colorants de pénétrer dans les tissus.   

Le déparaffinage, qui consiste en l’élimination de la paraffine restante sur les lames, s’effectue 

en incubant ces dernières dans du xylène (dans lequel la paraffine est soluble) pour une durée 

minimale d'1/2 heure jusqu’à dissolution totale de la paraffine.  

VI.2.9.b. Réhydratation 

Cette étape est assurée par une succession de bains d’alcool de titre décroissant puis d’eau (voir 

ci-dessous) assurant la réhydratation finale. 

Etape                        durée d'incubation 

Ethanol 100%          3 minutes  

Ethanol 90%            3 minutes   

Ethanol 80%            3 minutes  

Ethanol 70%            3 minutes  

Eau déminéralisé     3 minutes 

Il est important de procéder très délicatement lors du trempage dans les différentes solutions 

afin de minimiser les pertes de sections. 

VI.2.9.c. Coloration 

Une fois la déshydratation achevée, les lames sont incubées pour une durée de 10 à 15 minutes 

dans le colorant Hématoxyline de Mayer.  

Ecoulée cette durée, les lames sont transférées dans une cuve placée sous le robinet (sous faible 

débit pour ne pas détacher les tissus) pendant 10 à 15 minutes jusqu'à ce que l’eau dans la cuve 

soit claire et les coupes soient légèrement colorées en bleu.  

Les lames sont par la suite incubées durant une minute dans de l’eau distillée et 30 secondes 

dans l'Ethanol 96% avant de procéder à la coloration à l’éosine. 
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Cette dernière se fait en versant quelques gouttes d’éosine directement sur chaque lame tout en 

décantant l’excès.  

Après 2 minutes de coloration, les lames sont rincées à l’eau courante.  

La figure ci-dessous (fig.3.43) représente un cliché montrant l’ensemble du matériel en place 

pour les opérations décrites précédemment. 

 

Fig.3.43. Photo illustrant le matériel et les solutions utilisés pour la réalisation des opérations 

allant de la réhydratation jusqu’à la coloration. 

 

VI.2.9.d. Déshydratation 

La déshydratation est l’étape finale avant d’entamer le montage des lames et leur préparation 

pour les observations microscopiques. Elle est réalisée en plongeant les lames successivement 

dans les solutions suivantes pendant les durées indiquées:  

Ethanol 70%               05-10 bains  

Ethanol 85-95%         10 bains   

Ethanol 100%            02 minutes  

Ethanol 96%              lavage 

Xylène                       01 minute 
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VI.2.10. Montage des lames 

En cette étape, qui a pour but principale la préservation des préparations, chaque lame est 

couverte d'une lamelle sur la face où sont déposées les coupes. 

Une goutte de résine (le Malinol est utilisé dans cette étude) est déposée sur la lame et une 

lamelle est placée délicatement d’une manière à étaler la résine sur toute la surface et en faisant 

attention à ne pas former des bulles d’air qui rendent l’observation microscopique désagréable.  

Le Malinol sert d'adhésif qui colle la lame et la lamelle et fixe les coupes davantage. 

Après le montage, les lames sont rincées dans du xylène puis pressées contre un bout de papier 

absorbant afin de les sécher. 

Les lames sont désormais prêtes pour les observations microscopiques (fig.3.44). 

 

Fig.3.44. photo de lames montées prêtes pour les observations microscopiques 

VI.2.11. Observations microscopiques 

L’observation microscopique est effectuée sous un microscopique photonique (de marque 

Olympus) lié à une caméra numérique (fig.3.45) et visualisant les images sur la plate-forme 

CellSens Olympus. Le grossissement 10 est utilisé vu qu’il soit suffisant pour le repérage des 

structures désirées et l’accomplissement des taches prévues. 
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Fig.3.45. Photo du microscope photonique «Olympus » lié à une caméra, utilisé pour les 

observations des lames préparées. 

 

Lors de cette étape, la structure de la poche de fertilisation est examinée pour chaque individu 

en observant les lames réalisées pour chacun, une par une et par ordre. 

Chaque lame est observée sur toute sa surface section par section, toujours en suivant l'ordre 

des coupes.  

La structure de la poche de fertilisation et celle de la spermathèque est examinée en détails pour 

chaque individu afin de détecter leur morphologie complète et les variations éventuelles entre 

les différentes populations et probablement entre les individus également.  

Les tubules spermathécaux sont dénombrés, qui est en fait l'objectif principal de cette étude, en 

suivant leur mode de branchement. En effet, les sections sur lesquelles un tubule apparait sont 

dénombrées en commençant par la section dans laquelle le tubule est clairement bifurqué (du 

tubule principal, d'un autre tubule latéral ou parfois même de la chambre de fertilisation) et en 

s’arrêtant quand le tubule n’apparait plus et qu’un autre commence à apparaitre (fig.3.46).  

On note, pour tous les individus, que la chambre de fertilisation apparait sur toutes les coupes, 

ce qui signifie que c’est la plus longue structure. Sa longueur représente donc la longueur totale 

de la poche de fertilisation.  

Le schéma suivant illustre la méthode suivie pour le dénombrement des tubules spermathécaux. 
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Fig.3.46. A gauche, est un dessin schématique de la poche de fertilisation et les traits rouges 

représentent l’orientation des coupes sériées réalisées. A droite, est un schéma explicatif de la 

méthode suivie pour le dénombrement des tubules de la spermathèque. A noter, fc = chambre 

de fertilisation; t1, t2, t3, t4, t5 = tubules spermathécaux. 

 

La longueur de chaque structure de la poche de fertilisation et de chaque tubule spermathecal 

est ensuite calculée.  

Ceci est effectué en multipliant le nombre de sections sur lesquelles est apparue la structure 

d'intérêt, par l'épaisseur des coupes qui est de 7µm. 

Finalement, une description détaillée de la spermathèque et de la poche de fertilisation est  

réalisée, en prenant en compte les différentes sous-unités, leur arrangement et spécialement le 

nombre des tubules spermathécaux ainsi que leurs longueurs. 

VII. Investigation des dards et glandes multifides 

Durant la parade nuptiale qui précède l’accouplement, le sac dard, dans lequel le dard est 

produit puis stocké, est vigoureusement éversé du pore génital provoquant ainsi l’expulsion du 

dard. Ce dernier est d’abords couvert de mucus provenant des glandes multifides, associées au 

sac à dard, qui est subséquemment introduit dans le sang du partenaire sexuel (Adamo & Chase 

1990).  
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Les substances bioactives (=allohormones) contenues dans le mucus, provoquent un 

changement morphologique du système reproducteur femelle ayant pour conséquence 

l’augmentation de la quantité du sperme stockée (chez l’espèce Cornu aspersum, Koene & 

Chase 1998b).  

Un conflit sexuel résulte donc entre le donneur et le receveur du sperme. En effet, la fonction 

mâle gagne probablement en paternité, emportant de ce fait la compétition spermatique, alors 

que la fonction femelle subit des dommages et des risques d’infections. De plus, le processus 

de stockage de sperme est amélioré ce qui interfère avec le choix cryptique de la femelle.  

Un tel conflit sexuel chez les escargots terrestres hermaphrodites, semble mener à l’évolution 

de contre-adaptations pouvant engendrer un changement de la morphologie des organes 

femelles receveurs du spermatophore en parallèle avec l'évolution de dards et glandes plus 

élaborés (Koene & Schulenburg 2005).  

Chez les escargots terrestres possédant un dard, se produit une large diversité de la forme et 

taille de ces dernier d'où leur utilisation dans la reconstitution de la phylogénie de ces espèces. 

De plus, hypothétiquement, une telle variation peut directement être liée aux mécanismes de la 

sélection et conflits sexuels. 

Dans cette partie du travail, la structure du dard et des glandes multifides de l'espèce 

hermaphrodite simultanée Helix aperta est décrite en détail. Par la suite, les variations 

éventuelles  de leur morphologie et taille sont explorées chez des escargots appartenant à 

plusieurs populations présentant des densités divergentes, qui traduisent probablement 

différentes intensités de compétition spermatique. 

Ceci est réalisé en suivant une méthode de quantification des dards et glandes développée au 

laboratoire d'Ecologie Animale de l'université Vrije d'Amsterdam (Pays Bas) 

VII.1. Dissection des poches à dards et glandes multifides 

Vu que les dards ne sont produits qu'après le premier accouplement (Chung 1986), les 

escargots collectés sont supposés s'être accouplés au moins une fois, du moment qu'ils sont  

tous ramassés de la nature à l'état adulte. 
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Pour chaque escargot, le sac à dard ainsi que les glandes multifides sont disséqués depuis 

l'appareil reproducteur précédemment isolé en utilisant des ciseaux fins et tranchants. 

VII.2. Estimation du taux de production de mucus (quantification des glandes multifides)   

La quantité de mucus produite par les glandes est difficile à quantifier in vivo. Pour ce, vu que 

le mucus est produit par les glandes multifides, la longueur moyenne de chaque paire ainsi que 

le nombre de branches les constituant, sont utilisés comme estimation de la quantité de mucus 

produit.  

Pour chaque glande, la longueur de la plus longues branche est mesurée à l'aide d'un pied à 

coulisse et la moyenne est calculée par la suite. 

Quant au nombre total des branches, il est compté pour les deux glandes sous une loupe 

binoculaire. 

VII.3. Estimation de la quantité de mucus transférée par les dards (quantification des 

dards) 

La quantité de mucus transférée lors de chaque accouplement ne peut aussi être quantifié ou du 

moins difficile à réaliser. Vu que la fonction du dard semble être le transfert de cette substance 

au partenaire sexuel, sa taille est supposée corréler positivement avec la quantité transférée. 

La taille totale du dard est considérée comme la surface disponible pour transporter le mucus. 

Elle concerne; la longueur du dard, le périmètre de sa section transversale ainsi que la longueur 

de chacune des deux lames de cette dernière.  

La longueur de chacune de ces entités est calculée pour chaque individu en passant par les 

étapes décrites ci-dessous. 

VII.3.1. Extraction des dards depuis les sacs à dards 

Les dards ont une nature calcaire les rendant très fragiles et difficiles à manipuler.  

Pour les extraire intacts, les sacs à dards sont d'abords incubés pendant deux nuits (voir plus 

pour certains) dans une solution 2N NaOH (Reyes-Tur & Koene 2007). Cette solution dissout 

les tissus et le mucus mais garde le dard intact.  

Une fois récupérés, les dards sont lavés à l'eau distillée et nettoyés de tout éventuels débris de 

tissus puis remis dans une solution fraiche 2N NaOH où ils sont incubés pendant une nuit.  
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VII.3.2. Mesure de la longueur des dards 

Comme indiqué plus haut, la longueur du dard est utilisée comme l'un des indices de sa 

capacité de transport du mucus.  

Le dard de chaque individu est d'abords photographié à l'aide d'une caméra connectée à un 

stéréo microscope puis sa longueur mesurée sous le logiciel de traitement d'images ImageJ 

(Abramoff et al. 2004). 

La manipulation de ce logiciel est expliquée en détails ci-dessous. 

VII.3.3. Réalisation de sections transversales des dards 

Cette étape consiste à réaliser des coupes transversales des dards dans le but de détecter leur 

morphologie puis mesurer le périmètre considéré comme un autre indice de la capacité de 

transport de mucus.   

VII.3.3.a. Préparation des blocs 

Dans un premier temps, les dards sont émergés dans de la résine transparente dans le but de 

préparer des blocs facilitant la réalisation de coupes. 

Des petits moules en plastique sont utilisés à cet effet (fig.3.47). 

 

Fig.3.47. Photo d’un moule en plastique utilisé pour la préparation des blocs de résine 

 

 



Chapitre III                                                                          Matériel et méthodes 

 

 

108 

Ils sont d'abords remplis à environs 1/5 avec deux composantes d'époxy (®Epoxycoating, 

Polyestershoppen B.V) à raison de 60% d'Araldite D et 40% de durcisseur (harder H956) 

(fig.3.48) puis laisser durcir la résine à température ambiante (fig.3.49). 

 

Fig.3.48. Photo de la résine utilisée pour la préparation des blocs 

 

Cette première couche est réalisée afin de déposer les dards en dessus les empêchant ainsi 

d'adhérer directement aux fonds des moules (fig.3.49). 

 

Fig.3.49. Photo d’un moule rempli à 1/5 de résine (flèche rouge) pour servir de support au dard 
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Chaque dard est ensuite transféré dans un moule, où il est collé horizontalement sur la surface 

de la résine en utilisant une goutte d'Araldite transparente rapide. Cette étape a pour but d'éviter 

que le dard ne soit déplacé en versant la deuxième couche de résine.  

Une fois que le dard est bien adhéré sur la surface, une deuxième couche de résine est déversée 

délicatement pour éviter la formation de bulles et d'une manière à couvrir toute la surface du 

dard. 

Une fois durci, un bloc de résine dur au milieu duquel le dard est horizontalement positionné 

est obtenu (fig.3.50). 

 

Fig.3.50. Photo d’un dard émergé dans de la résine 

 

VII.3.3.b. Réalisation des coupes 

Les coupes sont effectuées à l'aide d'une scie circulaire électrique qui consiste en une lame 

d'une épaisseur de 0.5 mm activée par un moteur électrique (Fig.3.51).  

Les blocs circulaires sont d'abords décollés des moules puis dégrossis tout prés des dards y 

inclus (fig.3.52). 
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Fig.3.51. Photo d’une scie liée à un moteur électrique utilisée pour la réalisation des coupes du 

dard 

 

Fig.3.52. Photo d’un bloc de résine, avec dard inclus, prêt à la coupe 

Les coupes sont réalisées au niveau de la plus large partie des dards (à approximativement 1/3 

de sa longueur), où les lames de sa section transversale sont plus longues.  
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Au final, deux coupes sont obtenus pour chaque dard (fig.3.53).  

 

Fig.3.53. Photo des deux coupes obtenues pour chaque bloc 

La surface de la coupe est ensuite polis afin de l'homogénéiser ce qui permettra d'obtenir des 

images plus nettes et claires lors des observations. 

VII.3.3.c. Réalisation des mesures  

Les coupes transversales sont photographiées à l'aide d'une caméra liée à un stéréo-microscope 

sous une lumière diffuse et un grossissement de X50. 

Au cas où le périmètre n'est pas visible ou peu clair, son contour est d'abords mis en évidence à 

l’aide de l'outil de sélection rapide sous Photoshop tout en accentuant le contraste. En plus, 

l'arrière plan est assombris ce qui rend le contraste plus évident et le périmètre plus apparent 

(fig.3.54). 

Le périmètre du dard (fig.3.55) ainsi que la longueur des lames (la plus petite = longueur 1, la 

plus longue = longueur 2; fig.3.55) de sa section transversale sont enfin mesurés sous le logiciel 

de traitement d'images ImageJ (Abramoff et al. 2004).  
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Fig.3.54. Photos de sections transversales du dard de l’espèce Cornu aspersum avant et après 

les retouches. (A) est la photo prise par la caméra liée au microscope, (B) montre l’accentuation 

du périmètre réalisée sous Photoshop, (C) montre le changement de l’arrière plan réalisé avec 

ImageJ pour obtenir un périmètre plus apparent (Lodi et al. 2017). 

 

Mesure Organe 

 

 

Longueur moyenne des glandes multifides et 

Nombre total des branches 
 

 

 

Longueur du dard 

 

 

 

 

Périmètre du dard et longueur des lames 

 

 

Fig.3.55. Visualisation des mesures des dards et glandes multifides réalisées. Notez que sur la 

troisième ligne, les pointillées représente l’emplacement de coupe du dard pour l’obtention des 

sections transversales. Sur la dernière ligne, les pointillés indiquent le périmètre de la section 

transversale (Lodi et al. 2017). 
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VIII. Manipulation du logiciel de traitement d'images ImageJ 

VIII.1. Calibrage du programme 

Avant son utilisation, le programme doit d'abords être calibré. 

Dans le cas où la caméra utilisée pour photographier les échantillons est montée sur un 

microscope (comme c’est le cas dans cette étude), il est important de considérer la calibration 

du grossissement utilisé plus tard. 

Au moment de la prise des photos pour les échantillons, en prendre aussi quelques unes pour 

quelques graduations d'une règle (fig.3.56) avec le même grossissement, pour servir plus tard 

d’échelle.  

 

Fig.3.56. Graduations d’une règle photographiées avec une caméra liée à un stéréo-microscope 

sous le même grossissement utilisé pour les échantillons. 

Il est préférable de prendre plusieurs photos de l'échantillon et l'échelle (5 au minimum) afin 

d'augmenter la précision par la suite.  

Une fois que toutes les photos sont prises, démarrer le logiciel ImageJ et ouvrir les photos de 

l'échelle soit avec CTRL+O ou directement via l'onglet File/Open.  

Le bouton indiqué avec la flèche (fig.3.57) est activé afin de mesurer l'échelle (pas nécessaire 

de mesurer toute la règle mais juste un ou quelques millimètres). Ceci est réalisé en maintenant 

le bouton gauche de la sourie du début de l'échelle jusqu'à sa fin (fig.3.58). La mesure sera plus 

précise si la ligne est absolument droite d'où l'utilité de l'utilisation d'une règle à cet effet. 
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Fig.3.57. Capture d’écran du logiciel ImageJ montrant le bouton utilisé pour mesurer les 

Fig.3.58. Capture d’écran du logiciel ImageJ 

Par la suite, cliquer sur le bouton 

(fig.3.59). 

Dans cette dernière sont affichées 

La longueur (Length, voir flèche sur 

de l'échelle.   
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Capture d’écran du logiciel ImageJ montrant le bouton utilisé pour mesurer les 

différentes structures. 

Capture d’écran du logiciel ImageJ montrant la mesure de l’échelle, 

calibration du programme.  

sur le bouton Analyze/Measure et une fenêtre de résultats 

fichées plusieurs données relatives à l'échelle mesurée

flèche sur fig.3.59) réfère au nombre de pixels du début jusqu'à la fin 
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Capture d’écran du logiciel ImageJ montrant le bouton utilisé pour mesurer les 

 

montrant la mesure de l’échelle, utilisée pour la 

e fenêtre de résultats apparait 

à l'échelle mesurée.  

réfère au nombre de pixels du début jusqu'à la fin 
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Fig.3.59. Capture d’écran du logiciel ImageJ montrant les données obtenues pour l’échelle 

La même procédure est suivie pour toutes les autres photos prises pour l’échelle

données obtenues sont enregistrées

Fig.3.60. Capture d’écran du logiciel ImageJ montrant la méthode d’enregistrement de toutes 

les mesures obtenues pour l’échelle.

Il faut d’abords choisir le format idéal pour l’enregistrement à savoir le format .xls qui semble 

être le plus convenable (fig.3.60

Il est aussi important de cocher «

Après avoir obtenu ce fichier, la valeur moyenne de la longueur est nécessaire

l'utilisation de plus d'une photo de l'échelle (qui est préférable). 
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Capture d’écran du logiciel ImageJ montrant les données obtenues pour l’échelle 

mesurée 

La même procédure est suivie pour toutes les autres photos prises pour l’échelle

données obtenues sont enregistrées sous l’onglet Results/Options (fig.3.60).

Capture d’écran du logiciel ImageJ montrant la méthode d’enregistrement de toutes 

les mesures obtenues pour l’échelle. 

Il faut d’abords choisir le format idéal pour l’enregistrement à savoir le format .xls qui semble 

fig.3.60). 

Il est aussi important de cocher « copy column headers » (fig.3.60). 

Après avoir obtenu ce fichier, la valeur moyenne de la longueur est nécessaire

l'utilisation de plus d'une photo de l'échelle (qui est préférable).  Cette 
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Capture d’écran du logiciel ImageJ montrant les données obtenues pour l’échelle 

La même procédure est suivie pour toutes les autres photos prises pour l’échelle, puis les 

). 

 

Capture d’écran du logiciel ImageJ montrant la méthode d’enregistrement de toutes 

Il faut d’abords choisir le format idéal pour l’enregistrement à savoir le format .xls qui semble 

Après avoir obtenu ce fichier, la valeur moyenne de la longueur est nécessaire dans le cas de 

Cette valeur moyenne en 
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pixels indique simplement la longueur de l'échelle dans l'environnement virtuel. Il est 

cependant important de noter que cette valeur est uniquement appropriée pour le même 

grossissement utilisé lors de la prise des photos. S

sera donc nécessaire. 

VIII.2. Réglage des paramètres 

Une fois en disposition de toutes les images à analyser, l'échelle interne du programme ImageJ 

doit être d'abords définie. 

Pour ce faire, ouvrir une image 

scale (voir les captures d’écran précédentes).

La fenêtre suivante (fig.3.61) s'affiche, 

précédemment obtenue pour l'échelle.

La longueur réelle de l’échelle 

distance cell (fig.3.61). Finalement la vérification Global (

l’analyse de fonctionner.   

Fig.3.61. Capture d’écran d’une fenêtre du logiciel ImageJ montrant 

relatives à l’échelle pour la calibration du programme.

Après ces étapes, le programme est prêt pour effectuer les analyses. Cependant, il est important 

de redéfinir l'échelle à chaque redémarrage du programme.
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pixels indique simplement la longueur de l'échelle dans l'environnement virtuel. Il est 

cependant important de noter que cette valeur est uniquement appropriée pour le même 

é lors de la prise des photos. Si ce dernier est modifié, un nouveau calibrage 

Réglage des paramètres du programme 

de toutes les images à analyser, l'échelle interne du programme ImageJ 

Pour ce faire, ouvrir une image dans le programme sur File/Open puis cliquer sur Analyse/Set 

scale (voir les captures d’écran précédentes). 

) s'affiche, sur laquelle est introduite la valeur moyenne en pixels 

obtenue pour l'échelle. 

de l’échelle en millimètre est également introduite dans la case Known 

Finalement la vérification Global (fig.3.61) est cochée 

 

Capture d’écran d’une fenêtre du logiciel ImageJ montrant l’introduction des données 

relatives à l’échelle pour la calibration du programme.

Après ces étapes, le programme est prêt pour effectuer les analyses. Cependant, il est important 

helle à chaque redémarrage du programme. 
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pixels indique simplement la longueur de l'échelle dans l'environnement virtuel. Il est 

cependant important de noter que cette valeur est uniquement appropriée pour le même 

est modifié, un nouveau calibrage 

de toutes les images à analyser, l'échelle interne du programme ImageJ 

s cliquer sur Analyse/Set 

sur laquelle est introduite la valeur moyenne en pixels 

introduite dans la case Known 

) est cochée pour permettre à 

l’introduction des données 

relatives à l’échelle pour la calibration du programme. 

Après ces étapes, le programme est prêt pour effectuer les analyses. Cependant, il est important 
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VIII.3. Réalisation des mesures des échantillons  

Après le calibrage, l'image à analyser est d'abords ouverte et visualisée sur le programme.  

Sélectionner ensuite Segmented line, qui sera utilisé pour la mesure des structures (fig.3.62). 

 

Fig.3.62. Capture d’écran du logiciel ImageJ montrant l’option utilisée pour la mesure des 

structures. 

La ligne segmentée sélectionnée est ensuite positionnée sur toute la longueur à mesurer 

(fig.3.63).  

 

Fig.3.63. Capture d’écran du logiciel ImageJ montrant la méthode de mesure des structures  

En cliquant ensuite sur l'onglet Analyse/Measure (voir les captures d’écran précédentes), la 

longueur de la structure mesurée est automatiquement affichée. 

 



Chapitre III                                                                          Matériel et méthodes 

 

 

118 

 

IX. Analyses statistiques des résultats 

La version 5.0.1 du logiciel J.M.P ainsi que le programme Xlstat 2009 sont utilisés pour la 

réalisation des tests statistiques. 

Toutes les données obtenues sont d'abords soumises au test Shapiro-Wilk de normalité afin de 

déterminer les tests statistiques à appliquer à savoir; des tests paramétriques ou non-

paramétriques.  

IX.1. Tailles des coquilles  

Afin de détecter de potentielles variations de la taille de la coquille (diamètre et hauteur) entre 

les quatre populations étudiées, une analyse de la variance ANOVA à un facteur a été 

appliquée; aux cas où les distributions suivent une loi normale et un test Kruskal-Wallis quand 

celles-ci ne suivent pas une loi normale. 

L’éventuelle relation entre le diamètre et la hauteur de la coquille est testée en appliquant le test 

de corrélation Pearson, pour les variables à distributions normales, et Spearman quand les 

variables ne répondent pas aux lois normales. 

Au cas où la corrélation entre les deux est significativement positive, le diamètre seul peut 

représenter la taille de la coquille dans le reste des analyses vu que celui-ci est le plus 

largement considéré chez les pulmonés (voir Baminger & Haase 2000). 

L’effet de la densité sur la taille de la coquille a été investigué en l’application des tests de 

corrélations Pearson ou Spearman. 

IX.2. Poches de fertilisation, spermathèques et organes reproducteurs mâles et femelles 

Les tests ANOVA à un facteur ou Kruskal-Wallis sont aussi appliqués pour comparer les 

différentes populations en termes de la longueur des différentes structures de la poche de 

fertilisation à savoir; la chambre de fertilisation, le tubule principal, les tubules latéraux ainsi 

que le nombre des tubules spermathécaux.  

Les mêmes tests sont aussi utilisés pour tester la variation de la longueur des organes 

reproducteurs considérés dans cette étude à savoir; les organes mâles: L’épiphallus, le 
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flagellum, le sac à dard et les glandes multifides; et les organes femelles: Le diverticulum et le 

canal de la bourse copulatrice. 

Des tests de corrélation, Pearson ou Spearman, sont appliqués pour détecter d’éventuelles 

relations entre les différentes structures de la poche de fertilisation elles mêmes, entre les 

différents organes reproducteurs mâles et femelles, et entre les structures de la poche de 

fertilisation et les organes reproducteurs mâles et femelles considérés.  

Les tests de corrélation, Pearson ou Spearman, sont également utilisés pour détecter l’effet 

potentiel de la taille de la coquille et/ou la densité sur la longueur des organes reproducteurs 

mâles et femelles considérés dans l’étude.  

Finalement, afin d'étudier l'effet de la densité, de la taille de la coquille et l'interaction des deux 

sur les différentes structures de la poche de fertilisation; deux modèles statistiques sont utilisés: 

un modèle de régression linéaire simple, pour les variables qui suivent une distribution 

normale, et un modèle linéaire généralisé, pour les variables qui ne suivent pas une distribution 

normale.  

Pour les deux modèles, la densité locale et le diamètre de la coquille sont considérés comme 

facteurs fixes ou variables explicatives, alors que les structures de la poche de fertilisation ainsi 

que les organes reproducteurs comme  variables dépendantes ou de réponse. 

IX.3. Dards et glandes multifides 

La variation, entre les quatre populations, des différents traits concernant les dards et les 

glandes multifides est exploré à travers les tests d’ANOVA à un facteur ou Kruskal-Wallis.  

Ces traits concernent: La longueur des dards, le périmètre des sections transversales réalisées, 

les longueurs des deux lames constituant ces sections, la longueur des glandes multifides ainsi 

que le nombre de leurs branches. 

L’effet potentiel de la taille de la coquille (diamètre) et de la densité locale sur les traits des 

dards et glandes multifides est testé en appliquant les tests de corrélations Pearson ou 

Spearman. 

Les mêmes tests sont également appliqués pour détecter d’éventuelles relations entre les 

différents traits des dards et ceux des glandes multifides. 
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I. Densités des populations 

Les quatre populations d’escargots étudiées diffèrent clairement en termes de densité qui est 

exprimée dans cette étude en nombre d’individus adultes par mètre carré (Tableau 4.1). 

Tableau 4.1. Densités enregistrées chez les quatre populations d’escargots étudiées. 

Populations Densités (individus adultes/m2) 
Baccaro 22.4 
Tala Hamza 18 
Place du Stade 3.6 
Sidi Ahmed 7.2 
 

La population présentant la densité la plus élevée étant celle provenant de Baccaro (monoculture 

située près de la mer), alors que la plus faible densité est enregistrée chez la population 

provenant de la Place de stade (jardin abandonné situé dans un milieu urbain). 

II. Taille des escargots 

II.1. Variation de la taille de la coquille 

Les analyses de variance ont révélé des différences significatives de la hauteur (F = 9.581, P = 

0.0001, ddl. = 3, 48) et diamètre (F = 5.715, P = 0.002, ddl. = 3, 48) de la coquille entre les 

quatre populations d’escargots étudiées (Tableau 4.2). 

Tableau 4.2. Hauteur et diamètre des coquilles de quatre populations d’escargots Helix aperta 

(valeurs moyennes en mm ± écart type). Les valeurs F et P proviennent des tests de 

comparaisons ANOVA à un facteur ou Kruskal-Wallis. N désigne le nombre d’individus (taille 

de chaque population). Populations: Ba, Baccaro; SA, Sidi Ahmed; St, place de Stade; TH, Tala 

Hamza. 

 Population F P 
 Ba SA St TH   
N 11 15 08 18   
Taille coquille (mm)       
Hauteur 22.65±0.57 26.93±0.63 25.02±0.5 23.90±0.53 9.58 <0.0001 

Diamètre 18.75±0.54  21.87±0.62 21.12±0.42 20.25±0.44 5.71 0.002 
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Les escargots présentant une taille de coquille plus importante appartiennent à la population 

provenant de Sidi Ahmed (prairie exposée située pas loin d’un milieu urbain) avec une moyenne 

de 26.92 mm pour la hauteur et 21.87 mm pour le diamètre (Tableau 4.2). 

A l’opposé, la population provenant de la Place du Stade comprend des escargots ayant la plus 

faible taille de coquille en comparaison aux trois autres populations (Tableau 4.2).  

D’un autre coté, la hauteur moyenne de la coquille pour les quatre populations est positivement 

corrélé avec le diamètre moyen (corrélation de Pearson, r = 0.653, N = 52, P<0.0001). Donc, il 

suffit dans le reste de l’étude de considérer uniquement le diamètre comme la mesure 

représentante de la taille de la coquille vu que qu’il soit le trait le plus largement utilisé chez les 

pulmonés (voir Baminger & Haase 2000). 

II.2. Relation densité-taille de la coquille 

En testant les quatre populations simultanément, on détecte une corrélation significative négative 

entre la taille de la coquille (diamètre) et la densité locale des escargots adultes des populations 

étudiées (corrélation Spearman: r = -0.467, N = 52, P = 0.001). 

Une diminution de la taille de la coquille avec l’augmentation de la densité a été rapporté chez 

plusieurs espèces d’escargots (Baur 1988a, b, Williamson et al. 1976, Oosterhoff 1977).  

Dans la présente étude et en analysant les populations séparément, cette tendance est détectée 

spécialement entre les trois populations qui proviennent de la Place du stade, Tala Hamza et 

Baccaro. En effet, en considérant ces trois populations, une relation inverse est détectée entre la 

taille de la coquille et la densité des escargots.  

Néanmoins, les escargots ayant une taille de coquille plus importante appartiennent à la 

population provenant de Tala Hamza, tel est indiqué plus haut, bien qu’elle ne soit pas celle qui 

présente la densité la plus élevée.  
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III. Organes reproducteurs mâle et femelle 

III.1. Variation de la longueur des organes reproducteurs  

Les organes de reproduction mâles et femelles considérés dans cette étude, sont théoriquement 

supposés être impliqués dans les mécanismes de la sélection et conflit sexuels (voir la section 

matériel et méthodes). Ils sont également supposés pouvoir influencer le processus de stockage 

du sperme ; conduisant ainsi à l’évolution de contre-adaptations par la fonction femelle. 

Subséquemment, le développement d’organes de stockage de sperme plus performants et 

sophistiqués davantage est probablement attendu. 

Dans la présente étude, aucune différence significative n’est détectée entre les quatre populations 

étudiées concernant la longueur de ces organes (Tableau 4.3), à savoir les organes Mâles 

(épiphallus, flagellum, sac à dard et glandes multifides) et femelles (diverticulum et canal de la 

bourse copulatrice). 

Tableau 4.3. Comparaison des longueurs des organes reproducteurs entre les quatre populations 

Helix aperta en appliquant les tests ANOVA à un facteur ou Kruskal-Wallis. Les moyennes en 

mm ± écart type sont indiquées. N réfère au nombre d’individus dans les populations (taille des 

échantillons). Les populations: Ba, Baccaro; SA, Sidi Ahmed; St, Stade; TH, Tala Hamza. 

 Population F P 
 Ba SA St TH   
N 11 15 08 18   
Organes reproducteurs (mm)       
Diverticulum 34.36±2.91     44.00±3.11 38.14±4.63 37.11±2.67 1.70 0.19 
Canal bourse copulatrice 15.50±0.89   16.85±0.95 16.46±1.88 15.18±0.72 0.68 0.57 
Sac à dard 8.93±0.24 9.78±0.41 9.27±0.65 9.62±0.29 0.93 0.43 
Epiphallus 11.51±0.98 12.32±0.80 11.73±1.44 13.80±0.59 1.60   0.20 
Flagelle 18.24±1.29 21.35±0.91       17.95±1.16 19.82±0.76 2.33 0.09 
Glandes multifides 6.49±0.53   6.27±0.53  5.68±0.97   6.57±0.32   0.44     0.73 
 

III.2. Relation entre les organes de reproduction mâles et femelles 

Des corrélations positives significatives sont détectées entre la pluparts des organes de 

reproduction considérés dans cette étude (Tableau 4.4).  
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Remarquablement, la longueur du sac à dard est positivement corrélée avec la longueur de tous 

les autres organes à savoir ; le diverticulum, le canal de la bourse copulatrice, l’épiphallus, le 

flagellum ainsi que les glandes multifides (Tableau 4.4). 

 

Tableau 4.4. Coefficients de corrélation et valeurs P des différents organes reproducteurs 

considérés. Les valeurs en gras désignent les corrélations significatives. Abréviations: canal 

copul., canal de la bourse copulatrice; glandes m., glandes multifides. 

  Diverticulum Canal copul. Sac à dard Epiphallus Flagelle Glandes m. 
Diverticulum r 1 0,637 0,633 0,182 0,264 0,390 

P 0 < 0,0001 < 0,0001 0.196 0.059 0.004 
Canal copul. r 0,637 1 0,483 0,212 0,200 0,302 

P < 0,0001 0 0.000 0.132 0.155 0.029 
Sac à dard r 0,633 0,483 1 0,298 0,302 0,582 

P < 0,0001 0.000 0 0.032 0.030 < 0,0001 
Epiphallus r 0,182 0,212 0,298 1 0,518 0,287 

P 0.196 0.132 0.032 0 < 0,0001 0.039 
Flagelle r 0,264 0,200 0,302 0,518 1 0,199 

P 0.059 0.155 0.030 < 0,0001 0 0.157 
Glandes m. r 0,390 0,302 0,582 0,287 0,199 1 

P 0.004 0.029 < 0,0001 0.039 0.157 0 

 

III.3. Effet de la taille de la coquille sur la longueur des organes reproducteurs 

La taille de la coquille n’a eu aucun effet sur la longueur d’aucun des organes reproducteurs 

considérés dans cette étude.  

En effet, aucune corrélation significative n’a été détectée entre le diamètre de la coquille, qui 

représente sa taille, et la longueur d’aucun des organes de reproduction mâles et femelles 

(Tableau 4.5). 

Tableau 4.5. Coefficients de corrélation et valeurs P de la taille de la coquille et les longueurs 

des organes reproducteurs. Abréviations: Canal copul., canal de la bourse copulatrice; Glandes 

m., glandes multifides. 

  Diverticulum Canal copul. Sac à dard Epiphallus Flagelle Glandes m. 
Diamètre de 
la coquille 

r 0,116 0,147 0,165 0,075 0,149 -0,111 
P 0.414 0.298 0.244 0.596 0.293 0.432 
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III.4. Effet de la densité sur la longueur des organes reproducteurs 

Aucune corrélation significative n'a été détectée entre la densité locale et la longueur d’aucun des 

organes reproducteurs mâles et femelles considérés dans cette étude (Tableau 4.6). 

Tableau 4.6. Coefficients de corrélation et valeurs P de la densité locale et les longueurs des 

organes reproducteurs. Abréviations: Canal copul., canal de la bourse copulatrice; Glandes m., 

glandes multifides. 

  Diverticulum Canal copul. Sac à dard Epiphallus Flagelle Glandes m. 
Densité 
locale 

r -0,235 -0,176 -0,107 0,074 -0,111 0,135 
P 0.093 0.211 0.452 0.602 0.434 0.340 

 

IV. Investigation des poches de fertilisation et spermathèques 

IV.1. Morphologie de la poche de fertilisation et de la spermathèque 

Les observations histologiques entreprises dans cette étude révèlent que la poche de fertilisation, 

encore appelée poche de fertilisation-complexe de la spermathèque, de l'espèce Helix aperta est 

un organe complexe situé dans la partie distale de l'appareil reproducteur et est totalement 

enfoncé (intégré) dans la glande à albumen, au même titre que chez d’autre gastéropodes (fig.4.1). 

 

Fig.4.1. Représentation schématique de l’appareil reproducteur d’un gastéropode 

stylommatophore. Le schéma indique l’emplacement exact de la poche de fertilisation-complexe 

de la spermathèque ainsi que les différentes structures les constituant à savoir; HD=canal 

hermaphrodite, FP=chambre de fertilisation, ST=tubules de la spermathèque (Beese et al. 2008). 
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La poche de fertilisation consiste en une "chambre de fertilisation" dans laquelle s'ouvrent la 

spermathèque et le canal hermaphrodite (fig.4.2).  

 

Fig.4.2. Dessin schématique représentant la reconstitution de la poche de fertilisation d’Helix 

aperta: fc, chambre de fertilisation; hd, canal hermaphrodite; so, spermoviduct; mt, tubule 

principal; lt, tubules latéraux (numérotés de 1-6). On note que la chambre de fertilisation est 

clairement la plus longue structure de toute la poche de fertilisation.  

 

La chambre de fertilisation est la plus longue structure de la poche de fertilisation chez tous les 

individus des quatre populations analysées (Fig.4.2) et apparaît plus ou moins en forme de C 

dans les sections transversales (fig.4.3). 

Selon Haase & Baur (1995) il s'agit du site au sein duquel les ovules sont fécondés avec le 

sperme stocké dans la spermathèque. 

Cette dernière, quant à elle, se compose d'un nombre variable de tubules ayant tous une entrée 

commune (fig.4.3). 

Le plus long tubule est considéré comme "tubule principal" conformément aux descriptions 

antérieures de Baminger & Haase (1999) pour Arianta arbustorum et Koemtzopoulos & Staikou 

(2007) pour Cornu aspersum. Celui-ci est se ramifie toujours de la chambre de fertilisation chez 

tous les individus des quatre populations analysées.  
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Tous les autres tubules sont considérés comme "tubules latéraux" (voir aussi Baminger & Haase 

1999, Koemtzopoulos & Staikou 2007). Ils se ramifient soit du tubule principal; ou parfois quand 

un tubule latéral apparait, un autre se ramifie directement de ce dernier.  

Cependant, dans environ 14% des spermathèques analysées, quelques tubules latéraux se 

détachent directement de la chambre de fertilisation au même point de ramification du tubule 

principal. 

 

Fig.4.3. Photo d’une coupe transversale de la poche de fertilisation d’Helix aperta. La chambre 

de fertilisation (CF) apparait en forme d’un C. Echelle: 100 µm  

 

La longueur des tubules latéraux varie considérablement entre les différents individus des quatre 

populations de même que leur nombre. En effet, un nombre allant de 3 à 9 tubules sont trouvés 

dans les différentes populations. On note que les tubules latéraux de la spermathèque 

n’apparaissent pas tous au même temps et sur la même section histologique, ce qui explique 

d’ailleurs le choix d’utilisation des coupes histologiques en série pour l’investigation de la 

spermathèque et non pas la technique d’histologie standard.  
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Les images suivantes représentent quelques sections transversales d’une poche de fertilisation, 

illustrant le mode de  branchement et d’apparition des tubules spermathécaux. Elles montrent 

également un aperçu sur la méthode utilisée pour le dénombrement de ces tubules lors des 

observations microscopiques (expliquée dans la partie matériel et méthodes) (Fig.4.4). 

                

-A- 

 

 

         

 

   

-B- -C- 

-D-  -E-  -F- 
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Fig.4.4. Photos de quelques coupes transversales d’une poche de fertilisation d’Helix aperta 

montrant l’apparition de ses différentes structures. (A), début d’apparition de la chambre de 

fertilisation; (B), début de bifurcation du tubule principal indiqué par une flèche; (C), bifurcation 

du tubule principal à partir de la chambre de fertilisation; (D), apparition nette du tubule 

principal de la spermathèque; (E), début de bifurcation d’un premier tubule latéral de la 

spermathèque (indiqué par une flèche) directement à partir du tubule principal; (F), apparition 

nette du tubule latéral à coté du tubule principal; (G), début de bifurcation d’un deuxième tubule 

latéral à partir du tubule principal; (H), apparition nette du deuxième tubule latéral à coté du 

tubule principal et premier tubule latéral; (I), apparition d’un troisième tubule latéral; (J), 

disparition du premier tubule latéral; (K), disparition du deuxième tubule latéral. Echelle: 100 

µm  

 

 

-G-  -H- -I- 

-J- -K- 
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IV.2. Variation des structures de la poche de fertilisation 

IV.2.1. Nombre de tubules spermathécaux 

Comme prévu, le nombre des tubules spermathécaux est divergent entre les différentes 

populations étudiées et même au sein des individus appartenant à une même population (fig.4.5). 

Le nombre varie de 3 à 9 tubules avec une moyenne de 6 tubules approximativement. Cependant, 

contrairement à l'hypothèse émise, la variation du nombre des tubules spermathécaux  n’est pas 

significative lors de l’application du test non paramétrique de comparaison Kruskal-Wallis 

(H=7.815, P=0.668 voir Tableau 4.7). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

      

 

 

 

 

 

 

Fig.4.5. Distribution des fréquences du nombre de tubules spermathécaux (principal et latéraux) 

dans les quatre populations d’escargots Helix aperta analysées. 
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IV.2.2. Longueur des structures de la poche de fertilisation (chambre de fertilisation, 

tubule principal et tubules latéraux) 

Dans cette étude, la longueur de la chambre de fertilisation (Kruskal-Wallis, H=8.25, N=52, 

P=0.041), la longueur du tubule principal (ANOVA, F=4.73, P=0.006, d.d.l.=3, 48), ainsi que la 

longueur moyenne des tubules latéraux (Kruskal-Wallis, H=38.63, N=52, P<0.0001), varient 

significativement entre les quatre populations investiguées (voir Tableau 4.7 et Fig.4.6).  

Hypothétiquement, cette variation peut être due soit à l'effet de la densité ou à la taille de la 

coquille qui, tous les deux, diffèrent entre les quatre populations étudiées (voir plus haut). 

 

Tableau 4.7. Nombre de tubules spermathécaux, leur longueurs (principal et latéraux) et 

longueur de la chambre de fertilisation chez quatre populations Helix aperta. Les populations 

sont comparées en appliquant les tests ANOVA à un facteur ou Kruskal-Wallis. Abréviations des 

noms des populations: Ba, Baccaro; SA, Sidi Ahmed; St, place de Stade; TH, Tala Hamza. 

 Population  P 
 Ba SA St TH   
Nombre de tubules 6 (3-9) 6 (3-8) 5.5 (4-9) 5 (3-8) H=1.56 0.668 
Longueur chambre de 
fertilisation 

2.22±0.11 1.92±0.05 1.86±0.11 2.19±0.10 H=8.25 0.041 

Longueur tubule principal 1.80±0.14 1.53±0.09 1.48±0.09 1.95±0.09 F=4.73     0.006          
Longueur moyenne tubules 
latéraux 

0.73±0.16 0.57±0.05                                                 0.46±0.14                        1.02±0.19                   H=8.63        <0.0001                                                                   

 

IV.3. Relation entre les différentes structures de la poche de fertilisation 

Des corrélations significatives positives ou négatives sont détectées entre la pluparts des 

structures de la poche de fertilisation (Tableau 4.8). 

Cependant, les seules corrélations non significatives trouvées sont celles entre le nombre de 

tubules spermathécaux et la longueur de la chambre de fertilisation (Spearman: r = 0.070, N = 

52, P = 0.621) et la longueur du tubule principal (Spearman: r = 0.033, N = 52, P = 0.817). 
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Tableau 4.8. Coefficients de corrélation et valeurs P des différentes structures de la poche de 

fertilisation. Les valeurs en gras indiquent des corrélations significatives. Abréviations: CF, 

longueur de la chambre de fertilisation; TP, longueur du tubule principal; LMTL, longueur 

moyenne des tubules latéraux; NT, nombre des tubules spermathécaux. 

  CF (mm) TP (mm) LMTL (mm) NT  
CF (mm) r 1 0.884 0.287 0.070 

P 0 <0.0001 0.040 0.621 
TP (mm) r 0.884 1 0.413 0.033 

P <0.0001 0 0.003 0.817 
LMTL (mm) r 0.287 0.413 1 -0.407 

P 0.040 0.003 0 0.003 
NT  R 0.070 0.033 -0.407 1 

P 0.621 0.817 0.003 0 
 

IV.4. Relation entre les structures de la poche de fertilisation et les organes reproducteurs  

Aucune corrélation significative n’a été établie entre la longueur et le nombre d’aucune des 

structures de la poche de fertilisation et la longueur d’aucun organe de reproduction, mâle ou 

femelle, considéré dans la présente étude (Tableau 4.9). 

 

Tableau 4.9. Coefficients de corrélation et valeurs P des structures de la poche de fertilisation et 

les organes reproducteurs mâles et femelles. Abréviations: CF, longueur de la chambre de 

fertilisation; TP, longueur du tubule principal; LMTL, longueur moyenne des tubules latéraux; 

NT, nombre des tubules spermathécaux; Canal copul., canal de la bourse copulatrice; Glandes 

m., glandes multifides. 

  CF TP LMTL NT 

Diverticulum r -0,032 -0,055 -0,233 0,266 
P 0.821 0.699 0.096 0.057 

Canal copul. r 0,111 -0,031 -0,112 0,079 
P 0.432 0.826 0.429 0.577 

Sac à dard r -0,025 -0,09 -0,06 0,042 
P 0.858 0.525 0.672 0.766 

Epiphallus r 0,006 0,028 0,207 -0,031 
P 0.968 0.841 0.141 0.827 

Flagelle r -0,091 -0,062 -0,035 0,069 
P 0.519 0.663 0.803 0.626 

Glandes m. r 0,027 0,171 0,213 -0,111 
P 0.850 0.224 0.130 0.431 
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IV.5. Effet de la densité, de la taille de la coquille (diamètre) et de leur combinaison sur les 

structures de la poche de fertilisation 

Les résultats des modèles de régression linéaire, simple et généralisé, utilisés pour examiner la 

dépendance probable du développement des structures de la poche de fertilisation de la taille de 

la coquille et la densité locale, sont résumés dans le Tableau 4.10. 

Tableau 4.10. Résultats des modèles utilisés pour tester l'effet des facteurs fixes, densité de 

chaque population et diamètre de la coquille des individus, sur les mesures des structures de la 

poche de fertilisation (variables de réponse).  

 Densité Diamètre coquille Densité x diamètre 

 ddl F ou χ2 P ddl F ou χ2 P ddl F ou χ2 P 

Nombre de tubules 3, 44 0.910 0.823 1,44 0.001 1.000 3, 44 1.058 0.78 
Longueur chambre de 
fertilisation 

3, 44 14.799 0.0020 1,44 0.190 0.662 3, 44 0.975 0.80 

Longueur tubule principal 3, 44 5.452 0.0028 1,44 1.587 0.214 3, 44 0.223 0.88 
Longueur moyenne tubules 
latéraux 

3, 44 101.41 0.0001 1,44 1.021 0.312 3, 44 1.898 0.59 

 

D’après les résultats, seulement la densité locale a eu un effet significatif sur la longueur de la 

chambre de fertilisation, celle du tubule principal ainsi que sur la longueur moyenne des tubules 

latéraux (Tableau 4.10). En effet, la longueur des trois, a tendance à augmenter avec 

l’augmentation de la densité locale (fig.4.6). 

Cependant, ni la densité, ni la taille de la coquille n’a eu un effet sur le nombre des tubules 

spermathécaux. 
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Fig.4.6. Comparaison des longueurs de la chambre de fertilisation, tubule principal et tubules 

latéraux entre les quatre populations d’Helix aperta analysées présentant différentes densités. Les 

box-plot montrent la médiane, le 1er et 3ème quartiles et le rang. 
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V. Investigation des dards et des glandes multifides  

V.1. Morphologie des dards et des glandes multifides de l'espèce Helix aperta  

L'espèce Helix aperta possède un seul dard, contenu dans un sac à dard, qui se présente sous 

forme d'un simple stylet conique, tranchant et légèrement courbé (fig.4.7).  

Il est de nature calcaire avec une surface lisse et une longueur moyenne de 7,26 mm. 

 

Fig.4.7. Photo montrant une vue latérale d’un dard d’amour de l’espèce Helix aperta prise avec 

un stéréo-microscope liée à une caméra. 

 

La coupe transversale réalisée sur le dard de l’espèce Helix aperta a révélé que cette dernière est 

composée de lames (fig.4.8) dont les longueurs divergent considérablement entre les différents 

individus appartenant au quatre populations étudiées.   

L'espèce Helix aperta possède une paire de glandes multifides attachée au sac à dard.  

Elles sont de longueur moyenne de 6,33 mm et constituées principalement de branches d'un 

nombre variant de 29 à 130. 



Chapitre IV                                                                                             Résultats 

 

135 

 

 

Fig.4.8. Photo d’une coupe transversale d’un dard de l’espèce Helix aperta prise avec un stéréo-

microscope liée à une caméra.  

 

V.2. Effet de la taille de la coquille sur les traits des dards et des glandes multifides 

D'après les tests de corrélation réalisés, la taille de la coquille (diamètre) n'a aucun effet 

significatif sur aucun des traits des dards et ceux des glandes multifides dans toutes les 

populations étudiées (Tableau 4.11). 

Tableau 4.11. Coefficients de corrélation de la taille de la coquille (diamètre) et les différents 

traits des dards et des glandes multifides. Abréviations: L., longueur; Périm., périmètre du dard; 

Nbre. Branch., nombre de branches des glandes multifides. 

  Dards Glandes multifides 

  L. dard Lame 1 Lame 2 Périm. L. glandes Nbre. Branch. 

Diamètre  r -0,142 -0,006 0,039 -0,075 -0,111 0,047 

coquille p 0,317 0,967 0,780 0.595 0,432 0,741 
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V.3. Variation des traits des dards et des glandes multifides entre les quatre populations  

Les tests de comparaison appliqués, ANOVA et Kruskal-Wallis, ont révélé une différence 

significative de la longueur du dard entre les quatre populations investiguées (voir Tableau 4.12). 

Cependant, aucune différence significative n’a été détectée d’aucun des autres traits du dard; à 

savoir les longueurs des lames et le périmètre, ni des traits des glandes multifides; à savoir leur 

longueur et le nombre de branches les constituant (voir Tableau 4.12). 

Tableau 4.12. Comparaison des différents traits des dards et glandes multifides entre les quatre 

populations Helix aperta en appliquant les tests ANOVA à un facteur ou Kruskal-Wallis. Les 

moyennes en mm ± écart type sont indiquées. N réfère au nombre d’individus dans les 

populations (taille des échantillons). Les populations: Ba, Baccaro; SA, Sidi Ahmed; St, Stade; 

TH, Tala Hamza. Les valeurs significatives sont marquées par *. 

 Populations  P 
 Ba SA St TH   
L. dard 7.69±0.1      7.2±1.39      6.3±1.15      7.47±0.74      F=2.929 0.043* 
Lame 1 0.73±0.13     0.70±0.11      0.69±0.10     0.64±0.06     H=5.358 0.147 
Lame 2 0.79±0.17     0.74±0.10      0.75±0.11      0.69±0.06      H=3.871 0.276 
Périm. 2.35±0.51     2.16±0.34      2.02±0.73      2.04±0.18      H=2.059 0.560 
L. glandes 6.49±1.75     6.27±2.06      5.68±2.75      6.57±1.34      F=0.437 0.728 
Nbr. branch. 49.47±12.3     60.66±17.5     50.75±15.3     57.94±24.6     H=2.880 0.05 
 

V.4. Effet de la densité locale sur les traits des dards et des glandes multifides 

Les résultats des tests de corrélation, Pearson et Spearman, appliqués afin de détecter l’effet 

potentiel de la densité locale sur le développement des différents traits des dards et des glandes 

multifides sont résumés dans le Tableau 4.13. 

Seulement la longueur du dard semble être influencée par la densité locale. En effet, une 

corrélation positive significative est établie entre ce trait et la densité des escargots. 

Cependant, les autres traits du dard (périmètre et longueurs des lames) ainsi que tous les traits 

des glandes multifides (longueur et nombre total des branches) ne semblent pas dépendre de la 

densité (voir Tableau 4.13). 
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Tableau 4.13. Coefficients de corrélation et valeurs P de la densité locale et les différents traits 

des dards et glandes multifides. Les valeurs en gras désignent les corrélations significatives. 

  Dards Glandes multifides 

  L. dard Lame 1 Lame 2 Périm. L. glandes Nbre. Branch. 

Densité r 0,371 -0,009 -0,030 0,089 0,116 -0,108 

locale p 0,004 0,947 0,831 0.528 0,412 0,443 

 

V.5. Relations entre les traits des dards et des glandes multifides 

Les résultats des tests de corrélation, Pearson et Spearman, effectués pour détecter d’éventuelles 

relations entre les différents traits des dards et glandes multifides sont résumés dans le Tableau 

4.14. 

Les seules relations significatives sont établies entre les longueurs des deux lames du dard, les 

longueurs des lames et le périmètre du dard (corrélations positives), ainsi qu’entre la longueur 

des glandes multifides et le nombre de leurs branches (corrélation négative) (voir Tableau 4.14).  

Tableau 4.14. Coefficients de corrélation et valeurs P entre les différents traits des dards et 

glandes multifides. Les valeurs en gras indiquent les corrélations significatives. Abréviations: L. 

dard, longueur du dard; Périm., périmètre du dard; L. glandes, longueur des glandes multifides; 

Nbre. Branch., nombre de branches des glandes mutifides.   

  L. dard Lame 1 Lame 2 Périm. L. glandes Nbre.branch. 
L. dard r 1 0,142 0,098 0,263 0,191 -0,064 

P 0 0,314 0.486 0.059 0.174 0.652 
Lame 1 r 0,142 1 0,937 0,782 0,112 -0,061 

P 0.314 0 < 0,0001 < 0,0001 0.429 0.664 
Lame 2 r 0,098 0,937 1 0,801 0,053 -0,100 

P 0.486 < 0,0001 0 < 0,0001 0.707 0.478 
Périm. r 0,263 0,782 0,801 1 0,085 -0,129 

P 0.059 < 0,0001 < 0,0001 0 0.547 0.361 
L. glandes r 0,191 0,112 0,053 0,085 1 -0,410 

P 0.174 0.429 0.707 0,547 0 0.003 
Nbre.branch. r -0,0064 -0,061 -0,100 -0,129 -0,410 1 

P 0.652 0.664 0.478 0.361 0.003 0 
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I. Densités des populations 

Les densités d’escargots sont remarquablement différentes entre les quatre populations étudiées. 

Ceci semble évident vue la localisation géographique des sites d’échantillonnage ainsi que les 

microclimats très divergents auxquels sont confrontés les escargots dans ces derniers.   

En effet, la population provenant de Baccaro fait face au microclimat le plus humide par rapport 

aux autres. Le haut degré d’humidité dans ce site, en plus de sa localisation géographique près de 

la mer, provient essentiellement de l’arrosage régulier de la monoculture. Ces deux facteurs sont 

donc probablement responsables de la création d’un tel microclimat très favorable à l’activité de 

l’espèce d’intérêt et des escargots terrestres en général.  

Cependant, la population provenant de la Place du stade est confrontée à un microclimat très 

critique à l’activité des escargots. En effet, le site est situé dans une région urbaine où l’activité 

de l’espèce reste limitée aux périodes de précipitations qui s’étalent sur de courtes durées dans 

l’année d’où la faible densité des escargots enregistrée dans ce dernier.  

II. Taille des escargots 

II.1. Variation de la taille de la coquille 

La variation de la taille de la coquille entre les quatre populations d’escargots étudiées, peut être 

due aux différences de densités, de microclimats ou l’interaction des deux. 

La corrélation positive significative détectée entre la hauteur et le diamètre de la coquille indique 

probablement un développement parallèle des deux paramètres.  

II.2. Relation densité-taille de la coquille 

La corrélation inverse détectée entre la taille de la coquille et la densité locale, confirme les 

résultats obtenus lors de quelques études antérieures sur d’autres espèces d’escargots 

investiguées sur le terrain ou en laboratoire (Williamson et al. 1976, Oosterhoff 1977, 

Tattersfield 1981, Baur 1988, Perry & Arthur 1991). 
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Afin d’expliquer une telle relation, Baur (1988) a proposé que ce soit probablement due à la 

dégradation de la qualité des aliments suite aux dépôts de mucus dont les quantités augmentent 

avec l’augmentation de la densité des escargots. Il en résulte donc un ralentissement de la 

croissance des juvéniles, menant à des adultes de tailles réduites et même à une réduction 

potentielle subséquente de la fécondité.  

En revanche, Baminger & Haase (1999) n’ont trouvé aucune forme de dépendance entre la taille 

de la coquille et la densité locale chez des populations d’escargots Arianta arbustorum, obtenues 

de six localités différentes aux Alpes orientales en Autriche. La cause la plus probable de tels 

résultats, est l’influence des facteurs environnementaux notamment l’humidité (voir Goodfriend 

1986 pour une revue) pouvant  se superposer avec les effets potentiels de la densité sur la taille 

de la coquille (tel expliqué par Baminger & Haase 1999).  

De même, Koemtzopoulos and Staikou (2007) n’ont pas parvenu à établir une telle relation chez 

certaines populations Cornu aspersum provenant de sites à hauts degrés d’humidité ; ce qui 

confirme en partie l’interprétation de Baminger & Haase (1999). 

III. Organes reproducteurs mâles et femelles 

III.1. Variation de la longueur des organes reproducteurs mâles et femelles et leur relation 

avec la densité locale 

Les organes de reproduction considérés dans cette étude à savoir; les organes mâles (sac à dard, 

glandes multifides, épiphallus et flagellum) et les organes femelles (canal de la bourse 

copulatrice et diverticulum), supposés être impliqués dans les mécanismes de la sélection 

sexuelle, notamment la compétition spermatique, et interagir avec le processus de stockage de 

sperme, n’ont montré aucune variabilité significative de longueur entre les quatre populations 

étudiées. De plus, aucune corrélation significative n’a été établie avec la longueur d’aucun de ces 

organes et la densité locale; ce qui contredit l’hypothèse émise. 

En revanche, les longueurs des mêmes organes étaient inversement liées à la densité locale chez 

des populations d’escargots Arianta arbustorum provenant de  six localités différentes aux Alpes 

orientales en Autriche investiguées par Baminger & Haase (2000). 
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Ces auteurs ont attribué l’occurrence d’une telle relation à l’effet inhibiteur potentiel des dépôts 

importants du mucus, tel expliqué plus haut pour la relation entre la densité et la taille de la 

coquille. Par conséquent, il ne leur a pas été possible de déterminer, sans ambiguïté, l’effet 

possible de la compétition spermatique sur la variation des organes d’intérêt, qui était en fait 

l’objectif prioritaire de leur étude.    

III.2. Effet de la taille de la coquille sur la longueur des organes reproducteurs 

Dans cette étude, aucune corrélation significative n’a été établie entre la taille de la coquille et la 

longueur d’aucun des organes reproducteurs, mâles et femelles, considérés. Ce résultat indique 

probablement le développement de ces organes indépendamment de la taille des escargots. 

IV. Poches de fertilisation et spermathèques 

IV.1. Morphologie de la poche de fertilisation et de la spermathèque 

Cette étude est la première à fournir la description de la poche de fertilisation-complexe de la 

spermathèque de l’escargot terrestre hermaphrodite simultané Helix aperta. 

La structure morphologique globale de la poche de fertilisation de cette espèce s'avère assez 

similaire à celle de quelques autres espèces d'escargots hermaphrodites à savoir ; Arianta 

arbustorum (Haase & Baur 1995, Baminger & Haase 1999) et Cornu aspersum (Evanno & 

Madec 2007, Koemtzopoulos & Staikou 2007). De plus, le même profil morphologique est 

conservé chez toutes les quatre populations étudiées, ce qui concorde avec les résultats antérieurs 

rapportés pour l'espèce Cornu aspersum. Celle-ci présente une structure de la poche de 

fertilisation qui reste inchangée même au cours de deux générations consécutives 

(Koemtzopoulos & Staikou 2007) ce qui peut probablement indiquer l'existence d'une base 

génétique pour ce trait (Koemtzopoulos & Staikou 2007).  

A l’instar de l’étude de Baminger & Haase (1999) sur l’espèce Arianta arbustorum et celle de 

Koemtzopoulos & Staikou (2007) sur Cornu aspersum, la spermathèque de l’espèce Helix aperta 

consiste en un tubule principal et un nombre de tubules latéraux. 

Le tubule principal, défini comme le plus long des tubules de la spermathèque, est toujours plus 

court que la chambre de fertilisation qui elle, est la plus longue structure de toute la poche de 
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fertilisation. Cette tendance est également rapportée pour l'espèce Cornu aspersum 

(Koemtzopoulos & Staikou 2007), mais pas pour Arianta arbustorum chez laquelle la longueur 

du tubule principal dépassait celle de la chambre de fertilisation dans la plupart des cas étudiés 

(Baminger & Haase 1999). 

Dans la majorité des spermathèques analysées, les tubules latéraux se ramifient du tubule 

principal ou à partir d’autres tubules latéraux. Cependant, des exceptions sont survenues dans 

environ 14% des spermathèques ; dans lesquelles certains tubules latéraux bifurquent 

directement de la chambre de fertilisation. 

Bien que la même tendance soit aussi observée chez l'espèce Cornu aspersum (Koemtzopoulos 

& Staikou 2007), aucune explication biologique significative n'a été et ne peut être proposée à 

cet effet. 

IV.2. Variation des structures de la poche de fertilisation entre les quatre populations et 

leur relation avec la densité locale 

IV.2.1. Nombre de tubules spermathécaux 

Comme prévu, le nombre de tubules spermathécaux est variable (3-9 tubules) et correspond 

approximativement au nombre de tubules de la spermathèque de l'espèce Arianta arbustorum qui 

variait de 2 à 9 lors d'une étude entreprise par Baminger & Haase (1999). 

Une telle variabilité intra-spécifique, a déjà été rapportée chez de nombreuses autres espèces. En 

effet, 3-5 tubules sont trouvés chez Helix pomatia (Lind 1973), 4-6 chez Cryptomphalus 

asperses (Brisson, Régondaud & Collin 1977), 2-8 chez des populations Arianta arbustorum 

étudiées par Haase & Baur (1995) et 2-9 chez d’autres étudiées par Baminger & Haase (1999).  

De son coté, Staikou (2001) a compté 1-8 tubules chez l’espèce Cepaea vindobonensis et 5-16 

chez Helix lucorum. Tandis que chez quelques populations Cornu aspersum obtenues de deux 

regions différentes du sud de la Grèce, un nombre de 4-19 tubules sont enregistrés par 

Koemtzopoulos & Staikou (2007) alors qu’Evanno & Madec (2007) ont compté un nombre de 3-

13 tubules chez d’autres populations de la même espèce. 
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Cependant, contrairement à l’hypothèse émise, la variation du nombre des tubules 

spermathécaux n’est pas significative. De plus, aucune corrélation significative n’est établie 

entre le nombre de ces tubules et la densité locale ou la taille de la coquille. 

Ces résultats sont consistants avec ceux de deux autres études similaires entreprises 

antérieurement sur six populations d’escargots de l'espèce Arianta arbustorum, échantillonnés 

dans les Alpes orientales en Autriche (Baminger and Haase 1999), et cinq populations 

d’escargots Cornu aspersum obtenues de Grèce (Koemtzopoulos and Staikou 2007). 

Selon les mêmes auteurs, l'absence d'une variation significative peut probablement être due à la 

grande diversité du nombre de tubules spermathécaux se produisant au sein d'une même 

population, comme indiqué plus haut.  

En outre, au moment où la quantité du sperme stockée dans les différents tubules spermathécaux 

n'est pas quantifiée dans cette étude; chez l'espèce Arianta arbustorum celle-ci n'a pas également 

été significativement divergente entre les différentes populations étudiées par Baminger & Haase 

(1999). 

Ces résultats peuvent probablement indiquer que le nombre des tubules de la spermathèque ne 

dépend pas de l'intensité de la compétition spermatique et n'est donc pas sujet aux mécanismes 

de la sélection sexuelle ; notamment la compétition spermatique.  

Dans deux autres propositions respectivement par Koemtzopoulos & Staikou (2007) et Baminger 

& Haase (1999), le nombre des tubules de la spermathèque est probablement génétiquement 

contrôlé et/ou dépend de l'âge ou la maturité de l'individu. Si c'est le cas pour l'espèce 

investiguée dans cette étude, ça peut en quelques sortes expliquer l'absence de différence 

significative concernant le nombre de tubules entre les quatre populations qui présentent des 

densités différentes. De plus, ça peut également expliquer l'absence de corrélation significative 

entre la densité locale et le nombre de tubules spermathécaux. 

Néanmoins, une étude de l'ontogenèse de la spermathèque de l'espèce Arianta arbustorum, a 

révélé que le développement des tubules spermathécaux ne se fait pas simultanément ; mais 

bifurquent successivement du tubule principal qui se développe en premier (Baminger & Haase 

2002). De plus, la même étude a révélé que le nombre final des tubules spermathécaux est atteint 
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chez les individus sub-adultes (Baminger & Haase 2002), ce qui indique que ce dernier reste 

inchangé après la maturité. 

Enfin, le nombre de tubules constituant la spermathèque, bien qu’il soit divergent chez beaucoup 

d’espèces, comme indiqué plus haut, il peut également être un caractère stable chez d’autres 

(voir Koemtzopoulos & Staikou 2007). De plus, les spermathèques très complexes et 

sophistiquée retrouvées chez les espèces Cornu aspersum et Helix lucorum par exemple, peuvent 

simplement être due à leur besoin de stockage du sperme pour de longues périodes. Ces espèces 

(ou du moins les spécimens étudiés), ont une répartition plus méridionale/méditerranéenne et 

sont donc confrontées à des conditions plus sèches ; ce qui les oblige à estiver durant tous les 

longs mois d’été. De plus, les premiers accouplements s’effectuent généralement à la fin du 

printemps (Staikou et al. 1988), suivis d’une période d’estivation de Juin ou Aout jusqu’au mois 

de Septembre, au cours de laquelle les escargots stockent les spermatozoïdes dans leurs 

spermathèques.  

La période de reproduction principale s’effectue à la fin de l’été (pour certaines populations 

nordiques d’Helix lucorum, Staikou et al. 1988) et en automne (pour Cornu aspersum). Un tel 

comportement reproducteur peut donc justifier la demande d’un plus grand espace de stockage 

de sperme (Staikou et al. 1988). 

IV.2.2. Longueurs des structures de la poche de fertilisation 

Les résultats révèlent une relation positive significative entre la densité locale et la longueur de la 

chambre de fertilisation, la longueur du tubule principal de la spermathèque, ainsi que la 

longueur moyenne des tubules latéraux. 

Ces résultats contredisent ceux des deux autres études antérieurs similaires sur les deux espèces 

Arianta arbustorum (Baminger & Haase 1999) et Cornu aspersum (Koemtzopoulos & Staikou 

2007). En effet, chez ces deux espèces, la densité locale n’a eu aucun effet sur la longueur 

d’aucune structure de la poche de fertilisation. 

Dans ce contexte, il est nécessaire de noter que les densités des populations, dans ces deux études 

et la présente, sont clairement différentes (Baminger & Haase 1999: 0.9-39.8 adultes/m2; 

Koemtzopoulos & Staikou 2007: 11.4-42.3 adultes/m2). Cependant, ce n'est probablement pas 
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suffisant pour expliquer cette différence entre ces espèces. Bien sur, il n’est pas également à 

exclure que cela peut être simplement due à des différences entre les espèces comme a rapporté  

Lodi et al. (2017)  sur d'autres caractères reproducteurs chez les escargots terrestres. 

En outre, dans la présente étude et même dans les deux précédentes, la densité locale est utilisée 

comme indicateur de l’intensité de la compétition spermatique. En effet, une relation positive 

significative a été détectée entre la densité et l’intensité de la compétition spermatique chez de 

nombreux groupes animaux tels que ; les gastéropodes prosobranches (Oppliger et al. 1998), les 

insectes (Gage 1995), les oiseaux (Birkhead & Møller 1992), les mammifères (Møller & 

Birkhead 1989), les annélides Hirudinea (Tan et al. 2004), et les amphibiens anoures (Buzatto et 

al. 2015). Toutefois, la seule évidence pour une telle relation chez les escargots terrestres, 

provient des différences observées dans la fréquence d’accouplement parmi des populations 

d’escargots Cornu aspersum de densités contrastées et qui persistent même chez la génération F1 

(Koemtzopoulos & Staikou 2007).  

Par conséquent, différentes densités peuvent vraisemblablement refléter différentes intensités de 

compétition spermatique chez l’espèce étudiée, mais cela nécessite vraiment une confirmation 

par des analyses de paternité.  De plus, afin de valider cette hypothèse, il est nécessaire d’en 

disposer d’informations détaillées sur les accouplements multiples de cette espèce et si la 

fréquence de ces derniers a tendance à augmenter avec l’augmentation de la densité de la 

population (comme l’ont également souligné Baminger & Haase, 2000 pour Arianta 

arbustorum). 

Un autre point important à tenir en compte, est le fait que la densité locale ne soit probablement 

pas une entité stable et fixe dans le temps chez les populations étudiées ; et sa fluctuation 

entrainerait certainement une fluctuation de l’intensité de la compétition spermatique comme l’a 

indiqué également Baminger & Haase (2000). 

L’une des explications les plus probables d’avoir des organes de stockage d’une longueur 

importante, serait une amélioration de la capacité de stockage du sperme (Pitnick et al. 1999, 

Miller & Pitnick 2003). En effet, lors de leur tentative d’expliquer le mode d’utilisation du 

sperme chez les escargots Cornu aspersum, Rogers & Chase (2002) ont proposé un mécanisme 

basé sur le mouvement du sperme reçu dans la spermathèque. 
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Ces auteurs ont suggéré que les mouvements unifiés et simultanés des flagelles des 

spermatozoïdes stockés dans la spermathèque, génèrent une résistance qui empêchent les 

spermatozoïdes d’autres mâles d’y accéder et d’être stockés. Hypothétiquement, il parait que 

cette  résistance devient plus puissante en la présence d’un nombre plus élevé de spermatozoïdes 

dans les organes de stockage (Beese et al. 2006a). En contrepartie, ceci peut résulter 

probablement en l’augmentation de la longueur des tubules spermathécaux (Beese et al. 2008). 

En effet, ça peut expliquer l'association entre la longueur des spermatozoïdes et la longueur des 

organes de stockage de sperme femelles observée chez certains escargots terrestres et également 

chez d'autres taxons animales (Dybas & Dybas 1981, Briskie & Montgomerie 1992, Pitnick et al. 

1999, Presgraves et al. 1999, Morrow and Gage 2000). 

Comme résultats d’une éventuelle augmentation de la longueur des tubules spermathécaux, un 

plus grand nombre de spermatozoïdes peuvent être stockés, possiblement aussi de plus de 

partenaires sexuels (voir Baminger & Haase 1999, Pitnick et al. 1999, Miller & Pitnick 2003).  

En effet, chez les escargots terrestres, les spermatozoïdes sont stockés avec leurs têtes en contact 

direct avec l’épithélium des tubules spermathécaux (Arianta arbustorum: Bojat et al. 2001b, 

Cornu aspersum: Rogers & Chase 2002, Bradybaena fruticum: Bojat et al. 2002). Evidemment, 

en partant de ce principe, des tubules spermathécaux de longueurs plus importantes peuvent 

fournir une plus grande surface pour l’ancrage et le stockage d’un plus grand nombre de 

spermatozoïdes (Bojat et al. 2001b). 

Chez les espèces à sexes séparés (=gonochoriques), suite à une amélioration de la qualité de 

stockage de sperme, les femelles peuvent bénéficier d’une capacité plus importante de contrôle 

des processus de fécondation (Pitnick et al. 1999, Miller & Pitnick 2003) et éventuellement 

l’exercice du choix cryptique de la femelle (Simmons 2001).   

Lors des études antérieures entreprises dans le même contexte sur l’espèce Arianta arbustorum, 

le seul changement signalé concernant la taille de la spermathèque, est l’expansion du volume de 

cette dernière qui se produit après réception du sperme (voir Beese & Baur 2006). Cependant, 

d’après ces auteurs, il s’agissait d’une expansion du diamètre des tubules et non de leur longueur. 

Néanmoins, dans la présente étude, le diamètre des tubules n’est pas pris en considération.  
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De plus, la quantité du sperme stockée n’est pas connue ou quantifiée spécialement parce que 

l’étude a porté sur des escargots à histoire d’accouplements inconnue.  

Finalement, les causes de variabilité des organes de stockage de sperme, en termes de complexité 

et sophistication, et leur éventuel effet sur le succès reproducteur restent à explorer d’avantage et 

à confirmer chez les escargots terrestres (voir aussi Baminger & Haase 1999).  

Chez ces derniers, une variation considérable est rapportée lors de l’exploration des modes 

d’utilisation du sperme chez des escargots ayant accouplés deux ou trois fois (Murray 1964, Baur 

1994, Evanno et al. 2005, Garefalaki et al. 2010) d’une part. D’une autre part, selon les études 

entreprises jusqu'à présent, l’augmentation du taux de paternité (=succès reproducteur) semble 

être principalement lié à certains traits comportementaux et anatomiques (Landolfa et al. 2001, 

Rogers & Chase 2002, Garefalaki et al. 2010) qui agissent probablement sur la quantité du 

sperme transférée et stockée. Hypothétiquement, cela peut suggérer que la résolution de la 

compétition spermatique peut être déterminée par la représentation proportionnelle des 

spermatozoïdes dans l’organe de stockage de sperme, aux cas où ces derniers sont sélectionnés 

au hasard tel ont proposé Landolfa et al. (2001). Cependant, ça reste également à démontrer. 

IV.3. Effet de la taille de la coquille sur les structures de la poche de fertilisation 

L’absence de corrélation significative entre la taille de la coquille et la longueur des différentes 

structures de la poche de fertilisation ou encore le nombre de tubules spermathécaux, peut 

probablement indiquer un développement indépendant de ces structures chez l’espèce Helix 

aperta. Ce résultat correspond parfaitement à ceux de la pluparts des études antérieures dans ce 

contexte (Haase & Baur 1995, Baminger & Haase 1999, 2002, Bojat & Haase 2002, 

Koemtzopoulos & Staikou 2007).  

Cependant, une exception s’est produite dans l’étude de Beese et al. (2006a) sur l’espèce Arianta 

arbustorum ; où la taille de la coquille a été positivement corrélée avec la longueur de la 

spermathèque et son volume. Pour expliquer une telle association, les auteurs l’ont assimilé à  

l’association positive également détectée entre le volume de la spermathèque et le nombre de 

spermatozoïdes stockés. Selon eux, cette dernière liaison est fortement liée à la fertilité ; de sorte 

qu’une augmentation du nombre d’ovules produits par la femelle, requiert toujours 

l’augmentation de la quantité du sperme nécessaire pour la fécondation. Par conséquent, une 
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augmentation du volume des organes de stockage de sperme ; peut exercer une selection  sur les 

mâles les poussant à produire des masses plus importantes d’éjaculats pour remplir les organes 

de stockage (Minder et al. 2005). 

IV.4. Relation entre les organes reproducteurs et les structures de la poche de fertilisation 

Contrairement à l’hypothèse lancée, aucune corrélation significative n’a été détectée entre aucun 

des organes de reproduction, considérés dans cette étude, et la longueur d’aucune structure de la 

poche de fertilisation, ni le nombre de tubules spermathécaux de l’espèce Helix aperta. 

Ce résultat peut probablement indiquer une absence de la coévolution prédite entre ces organes. 

En revanche, les preuves de l’existence d’une évolution corrélée et répétée ; spécialement entre 

les deux traits mâles à savoir, la morphologie du dard et la complexité des glandes multifides ; 

avec les organes femelles receveurs du spermatophore (diverticulum et canal de la bourse 

copulatrice) ont été trouvées chez le groupe des Helicoidea (Koene and Schulenburg 2005). 

Similairement, une étude phylogénique antérieure portant sur 47 espèces de Gastéropodes 

Stylommatophores, a pu établir une association positive entre la structure complexe de la 

spermathèque et l’occurrence de dards, de longs flagelles ainsi que d’autres structures 

copulatrices auxiliaires (Beese et al. 2008).  Selon ces auteurs, en raison de la possibilité d’un 

contrôle de la paternité par les femelles en la présence de la spermathèque, il est fort probable 

que la coexistence de cette dernière avec les structures auxiliaires mâles notamment le dard, 

résulte de la sélection sexuelle post-copulatoire y compris le conflit sexuel.     

Bien que ces résultats puissent indiquer une association évolutive entre ces différentes structures 

reproductrices entre les espèces, une telle relation n’est pas retrouvée dans la présente étude dont 

l’investigation s’est portée sur une seule espèce.  

V. Dards et glandes multifides 

V.1. Morphologie des dards et des glandes multifides 

Parmi les espèces possédant un dard, la forme de ce dernier est très variable d'une espèce à une 

autre (voir fig.5.1). Ils peuvent différer essentiellement dans la courbure ; allant de droit comme 
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celui de l'espèce Trichia hispida, incurvé comme celui de Hygromia cinctella à incurvé et tordu 

comme celui de Leptaxis erubescens (voir fig.5.1).  

   

   

   

 

Fig.5.1. Principales caractéristiques du dard. La première ligne indique q’un ou plusieurs dards 

peuvent être présents et contenus dans un ou plusieurs sacs à dard. La deuxième ligne illustre les 

différentes formes des dards. La dernière ligne montre des sections transversales de dards et 

indique que la surface de ces derniers peut être lisse, élargie avec des lames ou même avec des 

lames perpendiculaires supplémentaires. Des exemples d’espèces avec le nom de leur famille 

(entre parenthèse) sont indiqués. Notez que, en principe, toutes les combinaisons de lignes sont 

possibles (Lodi & Koene 2016).  

 

Egalement, le nombre des dards qu’une espèce peut posséder peut être variable allant 

généralement de un à huit ; avec la pluparts ne possédant qu’un seul. 

Un seul dard (dans le sac à 

dard) 

Plusieurs dards (chacun dans 

un sac à dard) 

Plusieurs (dans un seul sac à 

dard) 

Droit Incurvé Incurvé et tordu 

Sans lames Avec lames Avec d'autres lames sur les 

lames 

N
om

br
e 

de
 d

ar
ds

 
D

eg
ré

 d
e 

co
ur

bu
re

 
C

ou
pe

 t
ra

ns
ve

rs
al

e 



Chapitre V                                                                                             Discussion 

 

149 

Les escargots Helix aperta des quatre populations investiguées dans cette thèse ; possèdent tous 

un seul dard contenu dans un seul sac à dard. Il est d’une longueur moyenne et d’une forme 

légèrement incurvée.   

Chaque escargot possède une seule paire de glandes multifides, attachée au sac à dard, 

constituées d’un nombre variable de branches.   

La forme des dards et glandes de l’espèce Helix aperta s’avère très similaires à celle de plusieurs 

autres espèces d’escargots terrestres à savoir; Cornu aspersum, Helix lucorum et Cepaea 

nemoralis (voir Lodi et al. 2017). 

V.2. Effet de la taille de la coquille (diamètre) sur les traits des dards et des glandes 

multifides 

Comme indiqué dans la partie résultats, la taille de la coquille représentée par son diamètre, ne 

semble avoir aucun effet significatif sur aucun des traits relatifs aux dards et glandes multifides.  

Ces résultats sont consistants avec ceux d’une étude récente entreprise par Lodi et al. (2017). Ces 

auteurs ont investigué la variation intra-spécifique des traits des dards et des glandes multifides 

et leur relation avec la taille du corps chez quatre populations différentes de chacune des espèces 

d’escargots terrestres suivantes; Cornu aspersum, Helix lucorum, Cepaea nemoralis et Arianta 

arbustorum. La taille corporelle dans cette étude est représentée par le volume de la coquille, 

obtenu à partir des mesures de sa hauteur, largeur et longueur.  

Similairement à notre étude, la taille du corps n’a été corrélée avec aucun des traits relatifs aux 

dards et glandes multifides et ce, chez toutes les populations des quatre espèces étudiées. Cela 

peut signifier que le développement de ces traits se fait, probablement, indépendamment de la 

taille corporelle.  

V.3. Variation des traits des dards et des glandes multifides entre les quatre populations, et 

leur relation avec la densité locale 

Une variation significative de la longueur des dards est détectée entre les quatre populations 

investiguées. De plus, une corrélation significative positive est établie entre ce trait et la densité 

locale des escargots. Néanmoins, tous les autres traits des dards (périmètre et longueurs des 
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lames) et des glandes multifides (longueur et nombre des branches) ; n’ont montré aucune 

variabilité apparente entre les quatre populations, ni de corrélation significative avec la densité 

des escargots.  

Lors de l’étude portant sur les dards et les glandes multifides chez quatre espèces d’escargots 

terrestres, précédemment citée, Lodi et al. (2017) sont parvenus à trouver des variations 

significatives relatives à ces traits. En comparant les populations aux densités élevées avec celles 

aux faibles densités, traduisant probablement différentes intensités de compétition spermatique, 

plusieurs combinaisons des traits des dards et des glandes multifides par espèce sont détectées ; 

ce qui peut probablement résulter en l’augmentation de la quantité du mucus transférée (Lodi et 

al. 2017).  En effet, chez l’espèce Cornu aspersum par exemple, les populations aux plus grands 

nombre de branches et les dards aux plus longues lames peuvent refléter une plus grande 

capacité de production et transfert du mucus (Lodi et al. 2017). Chez Helix lucorum, la 

divergence de la longueur et d’élaboration des glandes, détectée entre les populations, sans 

néanmoins aucune différence de la longueur des dards, peut refléter une production différentielle 

de mucus. Finalement, chez l’espèce Cepaea nemoralis, le nombre de branches et la longueur 

des dards restent inchangés entre les populations étudiées, mais la longueur des glandes est 

divergent ; ce qui peut traduire une plus grande quantité de mucus produite quand cette longueur 

est plus importante (Lodi et al. 2017). 

En suivant de telles interprétations, la corrélation positive entre la densité locale et la longueur 

des dards, détectée dans la présente thèse, peut donc signifier que la capacité de transport du 

mucus est en quelque sorte dépendante de l’intensité de la compétition spermatique. 

Néanmoins, tous les autres traits des dards et glandes multifides semblent ne pas être affectés par 

l’intensité de la compétition spermatique. Similairement, aucune différence de ces traits, ni 

d’ailleurs de la longueur des dards, n’a été détectée chez les quatre populations de l’espèce 

Arianta arbustorum investiguées par Lodi et al. (2017).  Il est cependant à noter, que cette 

espèce utilise son dard facultativement dans environ 30% uniquement des accouplements 

(Baminger et al. 2000). Par conséquent, la sélection sexuelle chez cette espèce peut être faible ou 

cible probablement d’autres caractères que ceux relatifs aux dards et glandes multifides (Beese et 

al. 2006b).  
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En général, la capacité de transfert d’une plus grande quantité de mucus peut probablement être 

avantageuse pour le donneur du sperme ; spécialement dans des situations de compétition 

spermatique intenses. Cependant, pour le moment, il n’existe aucune évidence empirique de 

l’augmentation des chances de fécondation avec le transfert de plus de mucus. De plus, il n’est 

pas également connu si des glandes plus élaborées; à savoir d’une longueur plus importante et/ou 

possédant un plus grand nombre de branches; produit plus de mucus pouvant assurer une 

manipulation plus importante du partenaire.  

V.4. Relation entre les traits des dards et des glandes multifides 

Comme indiqué dans la partie résultats, des corrélations significatives positives sont détectées 

entre la longueur des deux lames du dard et entre la longueur de ces dernières et le périmètre ; 

alors qu’une corrélation significative négative est établie entre la longueur des glandes multifides 

et le nombre de leurs branches.  

De tels résultats signifient probablement un développement connexe des différents traits des 

dards et des glandes multifides. Une tendance similaire est détectée également chez les 

populations des quatre espèces d’escargots terrestres investiguées par Lodi et al. (2017). En effet, 

une corrélation significative est détectée entre le nombre des branches, le périmètre et la 

longueur des lames des dards des espèces Cornu aspersum et Helix locurum (Lodi et al. 2017). 
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Conclusions générale  

La sélection sexuelle post-copulatoire est théoriquement supposée être responsable de 

l’évolution de la grande diversité de traits reproducteurs ; retrouvés chez de nombreux taxons  

de même que chez les espèces hermaphrodites simultanées, qui expriment les deux fonctions 

mâle et femelle à la fois (Schilthuizen 2005). 

L’objectif prioritaire de la présente thèse était d’établir, empiriquement, une relation entre le 

mécanisme le plus largement étudié de la sélection sexuelle post-copulatoire; à savoir la 

compétition spermatique ; et l’évolution de certains traits reproducteurs extravagants et 

hautement sophistiqués chez une espèce hermaphrodite simultanée appartenant au groupe de 

gastéropodes stylommatophores.  

Chez ces derniers, les accouplements multiples au cours de la même saison reproductrice, 

suivie d’un stockage du sperme reçu dans leurs appareils génitaux, semblent avoir contribué à 

l’évolution d’adaptations visant essentiellement à augmenter le succès reproducteur du 

donneur de sperme (Parker 1970, Andersson 1994). En contrepartie, la présence d’organes de 

stockage de sperme complexes  et sophistiqués, semble améliorer le contrôle des processus de 

fécondation par la fonction femelle, ce qui conduit à des conflits entre les deux fonctions, 

mâle et femelle. 

Ce projet est le premier à s’intéresser aux aspects reproducteurs de l’espèce méditerranéenne 

Helix aperta, notamment d’un point de vue évolutif.  L’organe de stockage de sperme ainsi 

que le dard de cette espèce sont étudiés pour la première fois ; tout en essayant d’établir des 

liens probables entre leur développement et le mécanisme de la compétition spermatique, qui 

est théoriquement suggéré être  une force évolutive majeure même chez les espèces 

hermaphrodites simultanées.  

Les résultats obtenus, indiquent que l’organe de stockage de sperme « spermathèque » de 

l’espèce Helix aperta est d’une morphologie complexe et sophistiquée. Il est principalement 

constitué de tubules dont la longueur varie, non seulement entre les quatre populations 

étudiées, mais même entre les individus appartenant à une même population.  

La spermathèque fait partie d’un organe entier appelé poche de fertilisation, pour former un 

complexe connu sous le nom de « poche de fertilisation-complexe de la spermathèque ».  
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La poche de fertilisation, en plus d’une spermathèque, est constituée d’une chambre de 

fertilisation ; qui est probablement le site de fertilisation des ovules en l’utilisation du sperme 

stocké dans les tubules spermathécaux.  

Bien que la variabilité remarquable du nombre des tubules spermathécaux, retrouvée même 

chez d’autres espèces d’escargots terrestres, soit théoriquement connectée à différentes 

intensités de compétition spermatique, nous n’avons néanmoins parvenu à établir aucun lien 

dans ce sens. En effet, le nombre des tubules spermathécaux dans cette étude n’était pas 

significativement corrélé à la densité locale des escargots, qui est considérée comme 

estimation directe de l’intensité de la compétition spermatique. 

Ce résultat peut probablement indiquer que soit; la complexité de la spermathèque n'est pas 

influencée par l'intensité de la compétition spermatique, ou que l'humidité du microclimat 

et/ou la densité locale ne sont pas des mesures fiables de l'intensité de la compétition 

spermatique. 

Cependant, nous avons pu établir un lien entre la densité locale et la longueur des tubules 

spermathécaux qui s’avère être un résultat très intéressant; puisque, non seulement la 

complexité, mais même la taille des organes de stockage de sperme est supposée être soumise 

aux pressions de la sélection sexuelle. En effet, l’évolution d’organes plus larges pour le 

stockage de sperme, pourrait permettre à la fonction femelle de recevoir plus de sperme et/ou 

de sélectionner les spermatozoïdes en fonction de leur qualité ; bénéficiant ainsi des 

accouplements multiples et d'un meilleur contrôle du processus de fécondation (voir Eberhard 

1996, Pitnick et al. 1999, Miller & Pitnick 2002). 

En somme, nos résultats sur l’espèce Helix aperta, suggèrent que la sélection sexuelle peut 

effectivement agir sur la structure de la spermathèque de cette dernière. Cette étude contribue 

donc à une meilleure compréhension de l’évolution de la diversité et de la complexité des 

organes de stockage de sperme observées chez les escargots terrestres et même chez beaucoup 

d’autres espèces animales.  

Clairement, des études ultérieures sur d’autres organismes tout en incluant d’autres aspects, 

tels que les caractères comportementaux par exemple (voir Garefalaki et al. 2017 pour 

l’espèce Cornu aspersum) peuvent encore élargir notre compréhension des mécanismes de 

stockage de sperme chez les animaux en général.  
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La deuxième partie du projet consistait en l’investigation des dards et des glandes multifides 

de l’espèce Helix aperta. En général, chez les espèces possédant un dard, la forme de ce 

dernier, ainsi que celle des glandes multifides, présente une grande variabilité  qui peut être 

expliquée par des différences d’intensité de la compétition spermatique auxquelles elles sont 

confrontées (voir Lodi et al. 2017).   En effet, au sein des populations présentant des densités 

importantes, les escargots font face à de nombreux compétiteurs pouvant ainsi bénéficier du 

transfert, vers le partenaire sexuel, de plus grandes quantités de mucus vu que l’effet de ce 

dernier semble être lié à la dose transmise (voir Koene & Chase 1998b). 

Les résultats obtenus indiquent une différence significative dans, uniquement, la longueur des 

dards entre les quatre populations étudiées. Vu que ces dernières présentent des densités 

différentes, traduisant probablement différentes intensités de compétition spermatique, on 

peut conclure que la longueur des dards est positivent liée à cette dernière. L’intérêt d’avoir 

des dards d’une longueur plus importante, réside probablement dans l’amélioration de leur 

capacité de transport de mucus. Ceci peut s’avérer d’une grande utilité notamment dans des 

situations de compétition spermatique intenses. 

Finalement, la conclusion la plus importante à tirer de la présente thèse, est que la sélection 

sexuelle sous forme de compétition spermatique peut également affecter les espèces 

hermaphrodites simultanées de même que les gonochoriques, malgré l’union des deux 

fonctions mâle et femelle dans le même individu. Par conséquent, les adaptations pouvant 

s’en engendrer, semblent permettre aux individus de faire face à la compétition sur la 

paternité de la descendance et de favoriser les uns par rapport aux d’autres. Cependant, il est 

difficile de confirmer que la compétition spermatique seule, soit responsable de toutes ces 

adaptations vu que le rôle du choix cryptique de la femelle n’est pas également à négliger 

(voir Eberhard 1996, Birkhead & Pizzari 2002, Snook 2005, Anthes et al. 2008, Orr & 

Brennan 2015). Il est donc important de ne pas considérer la compétition spermatique et le 

choix cryptique de la femelle comme deux mécanismes antinomiques et pouvant s’exclure 

mutuellement, mais qu’ils sont difficile à séparer l’un de l’autre.  

Perspectives  

En se basant sur les résultats obtenus dans la présente thèse, beaucoup de suggestions de 

travaux ultérieurs peuvent être proposées.  
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Par exemple, la coévolution probable entre les adaptations de la fonction femelle avec celles 

de la fonction mâles serait un sujet intéressant à explorer. En effet, la morphologie complexe 

de la spermathèque chez ces espèces, peut vraisemblablement être liée à des dards et des 

glandes multifides plus élaborés. L’établissement d’une telle relation peut donc témoigner de 

l’existence d’une coévolution antagoniste entre ces traits chez cette espèce.   

Une autre question d’une grande importance, concerne le mode de stockage et d’utilisation du 

sperme reçu de plusieurs partenaires chez ces espèces. Bien qu’un nombre d’hypothèses 

existent, néanmoins, aucune étude empirique n’a pu clarifier ce point. 

Le mode de stockage et d’utilisation du sperme reçu, pourra être révélé, pour cette espèce,  

en réalisant des croisements ou des inséminations artificielles diverses, puis le suivi du 

sperme transféré afin de détecter son mode de distribution à travers les différents tubules de la 

spermathèque. Une fois la descendance engendrée, des analyses de paternité seront réalisées à 

l’aide de marqueurs microsatellites afin de déterminer le mode d’utilisation du sperme.  

Enfin une question énigmatique, est la capacité de ces espèces à stocker le sperme dans un 

état viable pour de longues périodes. L’hypothèse théorique propose un rôle important de 

l’épithélium de la spermathéque, qui assure probablement la nutrition et la protection aux 

spermatozoïdes stockés (Bojat et al. 2001b). La révélation de la technique utilisée par ces 

animaux pour la maintenance du sperme, est prometteuse pour le développement de nouvelles 

techniques de conservation de cellules, tissus et sperme à part celles se basant sur la 

cryoconservation. 
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Annexe 1 : Données relatives à l’estimation de la densité dans les quatre 

sites d’échantillonnage 

 

Le tableau montre le nombre de quadras utilisés pour chaque site d’échantillonnage ainsi que 

le nombre d’individus capturés par chaque quadra. 

 Baccaro Sidi Ahmed Stade Tala Hamza 
Quadra 1 7 3 2 6 
Quadra 2 6 2 1 5 
Quadra 3 9 1 0 7 
Quadra 4 8 0 1 3 
Quadra 5 7 2 0 7 
Quadra 6 4 3 1 3 
Quadra 7 6 1 1 5 
Quadra 8 2 3 2 2 
Quadra 9 4 1 0 4 
Quadra 10 3 2 2 3 
Quadra 11   1  
Quadra 12   0  
Quadra 13   2  
Quadra 14   0  
Quadra 15   1  
Quadra 16   0  
Quadra 17   2  
Quadra 18   1  
Quadra 19   0  
Quadra 20   1  
 

 

 

 

 

 

 

 

 



Annexes 

 

 

Annexe 2 : Taille de la coquille des individus des quatre populations 

1- Hauteur de la coquille  

 Baccaro Tala Hamza Sidi Ahmed Place de Stade 
Individu 1 23,15 23,12 25,21 24,54 
Individu 2 19,93 28,6 25,34 25,6 
Individu 3 21,13 21,33 26,38 23,17 
Individu 4 24,24 24,95 24,17 26,9 
Individu 5 25,56 21,03 32,43 25,65 
Individu 6 24,06 22,85 29,15 26,39 
Individu 7 22,7 22,14 22,89 24,93 
Individu 8 21,97 24,42 25,25 22,97 
Individu 9  24,94 26,17  
Individu 10  23,43 29  
Individu 11  20,67 26,54  
Individu 12  26,66 25,82  
Individu 13  24,08 27,08  
Individu 14  24,33   
Individu 15  28,52   
Individu 16  22,83   
Individu 17  23,82   
Individu 18  22,44   
 

2- Diamètre de la coquille 

 Baccaro Tala Hamza Sidi Ahmed Place de Stade 
Individu 1 20,15 18,01 18,87 21,7 
Individu 2 16,87 24 20,5 20,01 
Individu 3 18,94 18,32 20,06 20,91 
Individu 4 20,79 18,28 20 20,43 
Individu 5 21,22 18,49 24,74 21,93 
Individu 6 17,96 19,09 26,44 21,6 
Individu 7 18,8 19,11 18,13 23,08 
Individu 8 19,76 19,73 23,1 19,34 
Individu 9 16,15 20,37 20,23  
Individu 10  20,56 22,48  
Individu 11  18,27 22,23  
Individu 12  23,11 21,1  
Individu 13  21,48 23,74  
Individu 14  21,29   
Individu 15  23,44   
Individu 16  20   
Individu 17  21,5   
Individu 18  19,55   
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Annexe 3 : Longueurs des organes reproducteurs mâles et femelles des 

individus des quatre populations. 

Pop. Individus Diverticulum Canal 
copulatoire 

Sac à 
dard 

Epiphallus Flagellum Glandes 
multifides 

 ind. 1 14,11 16,55 8,29 10,46 14,43 7,8 
ind. 2 37,33 12,87 9,04 7,99 13,19 8,35 
ind. 3 40,13 18,81 8,6 14,2 20,55 6,89 
ind. 4 44,79 19,34 10,12 11,93 18,6 6,03 
ind. 5 25,95 14,81 8,99 12,07 13,72 9,09 
ind. 6 35,05 18,62 9,21 17,09 24,71 7,45 
ind. 7 45,73 15,13 9,44 10,48 20,62 5,59 
ind. 8 38,83 15,46 9,18 11,07 22,18 6,07 
ind. 9 34,77 16,53 9,59 9,14 13,44 4,74 
ind. 10 22,75 12,81 7,05 15,92 23,33 2,84 
ind. 11 38,58 9,53 8,8 6,22 15,93 6,52 

 ind. 1 49,27 15,7 10,68 11,74 27,21 8,17 
ind. 2 49 15,77 10,88 10,01 20,5 10,73 
ind. 3 44,15 12,27 8,8 8,43 16,62 4,48 
ind. 4 31,32 13,19 9,24 9,86 20,44 6,41 
ind. 5 28,17 13,79 10,48 11,86 21,11 4,66 
ind. 6 49,03 15,65 9,27 15,26 26,54 6,97 
ind. 7 68,72 20,3 9,83 15,97 19,32 7,86 
ind. 8 47,58 21,96 11,23 13,85 19,88 6,34 
ind. 9 42,53 17,93 10,1 17,68 21,81 4,86 
ind. 10 58 21,16 11,6 9,19 20,77 5,88 
ind. 11 49,81 16,19 10,23 12,93 27,73 8 
ind. 12 39,62 17,51 10,95 9,62 19,7 6,45 
ind. 13 50,18 24,43 10,69 17,57 23,32 7,18 
ind. 14 25,59 12,19 6,89 11,42 19,57 3,12 
ind. 15 26,97 14,78 5,89 9,41 15,77 2,9 

 ind. 1 38,1 15,39 11,61 20,61 22,85 10,34 
ind. 2 44,86 25,94 9,41 8,57 19,01 8,25 
ind. 3 38,91 15,91 9,75 9,4 13,75 6,45 
ind. 4 24,68 11,67 7,34 11,69 20,34 3,3 
ind. 5 26,22 12,81 7,45 9,65 15,05 2,85 
ind. 6 22,42 12,59 6,9 8,02 14,35 2,57 
ind. 7 51,85 13,88 11,23 12,11 20,41 6,47 
ind. 8 58,1 23,49 10,5 13,83 17,88 5,21 

 ind. 1 40,08 17,78 10,18 18,09 26,85 6,56 
ind. 2 39,21 18,1 10,94 7,84 21,38 3,96 
ind. 3 36,3 13,36 8,62 12,93 23,53 6,39 
ind. 4 33,14 11,85 9,69 16,14 20 6,07 
ind. 5 34,5 16,03 8,44 12,47 18,11 6,6 
ind. 6 23,31 12,14 9,02 14,69 23,85 6,12 
ind. 7 26,98 12,99 9,81 13,25 19,2 6,14 
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ind. 8 49,79 21,08 11,2 16,46 22,75 6,85 
ind. 9 34,54 14,08 10,29 14,46 18,81 7,82 

 ind. 10 33,24 14,23 6,3 11,46 18,07 4,14 
ind. 11 34,37 12,17 9,09 14,26 15,72 5,27 
ind. 12 39,66 12,56 9,69 15,97 17,43 6,26 
ind. 13 43,74 16,62 9,45 13,23 15,42 7,27 
ind. 14 33,45 14,78 9,5 10,33 15,32 6,09 
ind. 15 74,6 22,17 11,98 15,88 19,5 9,32 
ind. 16 25,55 12,86 9,53 15,88 21,5 7,9 
ind. 17 29,36 13,63 10,6 13,46 17,12 7,05 
ind. 18 36,24 16,9 8,93 11,68 22,3 8,44 

*Suite de l’annexe 2 
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Annexe 4 : Données relatives à l’investigation des poches de fertilisation et 

des spermathèques des individus des quatre populations 

 

Les données concernent les longueurs en mm pour chaque individu de ; la chambre de 

fertilisation (FC), le tubule principal (TP) et les tubules latéraux (T1, T2, T3,…etc.) ; ainsi 

que le nombre total des tubules spermathécaux (#T). 

Population de Sidi Ahmed 

 FC TP T1 T2 T3 T4 T5 T6 T7 T8 #T 
Ind.1 1.65 1.39 0.61 0.55 0.52      4 
Ind.2 2.04 1.96 0.84 0.47 0.59 0.32 0.35    6 
Ind.3 1.78 1.48 0.91 0.74 0.36 0.3 0.44 0.78   7 
Ind.4 1.77 1.43 0.61 0.55       3 
Ind.5 1.94 1.62 0.43 0.63 0.44 0.48     5 
Ind.6 1.96 1.64 0.68 0.58       3 
Ind.7 2.13 1.79 0.73 0.45 0.84 0.53 0.45    6 
Ind.8 1.98 1.61 0.63 0.66 0.29      4 
Ind.9 1.92 0.51 0.46 0.73 0.49 0.56 0.49    6 
Ind.10 1.87 1.53 0.51 0.62 0.78 0.63 0.68 0.64   7 
Ind.11 1.83 1.51 0.99 0.45 0.41 0.87 0.48 0.59   7 
Ind.12 1.91 1.54 1.08 0.86 0.43 0.44 0.42 0.43 0.48  8 
Ind.13 1.73 1.42 0.52 0.68 0.55 0.4 0.41    6 
Ind.14 2.43 2.01 0.95 0.47 0.43 0.74 0.5 0.54   7 
Ind.15 1.87 1.46 0.88 0.74 0.37 0.45 0.28    6 
 

Population de Baccaro 

 FC MT T1 T2 T3 T4 T5 T6 T7 T8 #T 
Ind.1 1.97 1.68 1.12 0.8 0.56      4 
Ind.2 2.31 2.03 1.16 0.78 0.78      4 
Ind.3 2.62 2.41 0.37 0.37 0.78 0.74 0.76    6 
Ind.4 1.96 1.15 0.47 0.86 0.69 0.49 0.39 0.29 0.35 0.39 9 
Ind.5 2.83 2.37 0.53 0.42 0.82 0.83 1.07    6 
Ind.6 1.74 1.34 1.14 0.93       3 
Ind.7 2.32 1.97 1.02 0.92 0.49 0.36 0.33 0.3   7 
Ind.8 2.47 2.19 0.9 0.46 0.89 0.78 0.7    6 
Ind.9 1.99 1.13 0.79 0.81 0.81      4 
Ind.10 2.48 2.01 0.96 0.73 0.65 0.68 0.49    6 
Ind.11 1.71 1.51 0.55 0.99 0.48 0.55 0.61 0.49   7 
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Population de Tala Hamza 

 FC MT T1 T2 T3 T4 T5 T6 T7 T8 #T 
Ind.1 2.25 1.96 0.59 1.21 1.03 0.67 0.49    6 
Ind.2 2.49 1.99 1 1.17 0.79 0.79     5 
Ind.3 2.76 2.49 1.34 1.05 0.44 0.61 0.85 0.43 0.66  8 
Ind.4 1.96 1.78 0.97 0.95 0.84 0.7 1.02    6 
Ind.5 1.8 1.69 0.82 0.87 0.86 1.22     5 
Ind.6 1.6 1.26 1.03 0.73 1.03 0.89     5 
Ind.7 2.34 2.11 1.11 0.84 1.34 0.74 0.71    6 
Ind.8 2.64 2.36 1.6 0.95 0.61 0.68     5 
Ind.9 2.54 2.16 1.38 1.42 0.8      4 
Ind.10 2.34 2.27 0.71 0.94 1.01 0.84 1.15    6 
Ind.11 1.61 1.37 1.16 1.39 1.12      4 
Ind.12 1.9 1.66 1.06 0.89 1.23 0.8 0.8    6 
Ind.13 2.15 1.98 0.69 1.25 0.78 0.79 0.8 0.66   7 
Ind.14 2.86 2.65 1.3 1.67 0.83      4 
Ind.15 2.35 2.14 1.14 1.4 0.73 0.58 0.75    6 
Ind.16 2.5 2.27 1.11 1.4 1.47      4 
Ind.17 1.76 1.55 1.27 1.12 1.31      4 
Ind.18 1.57 1.4 1.41 1.39       3 

 

Population de Place du Stade 

 FC MT T1 T2 T3 T4 T5 T6 T7 T8 #T 
Ind.1 1.61 1.22 0.55 0.32 0.65 0.24 0.53 0.44 0.35 0.35 9 
Ind.2 1.98 1.63 0.38 0.38 0.05 0.62 0.37 0.48 0.83  8 
Ind.3 2.31 1.83 0.79 1.18 0.31      4 
Ind.4 1.54 1.22 0.24 0.48 0.65 0.64 0.34    6 
Ind.5 2.33 1.77 0.36 0.57 0.24 0.07     5 
Ind.6 1.6 1.23 0.43 0.13 0.43 0.29     5 
Ind.7 1.86 1.56 0.41 0.71 0.43 0.25     5 
Ind.8 1.69 1.36 1.15 0.69 0.08 0.29 0.12    6 
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Abstract In the majority of internally fertilizing animals,

females are equipped with sperm storage organs where

they store the sperm received during copulation. In many

simultaneously hermaphroditic pulmonates, these organs

consist of complex spermathecae that show inter- and intra-

specific variation in their structure. This variability is the-

oretically predicted by postcopulatory sexual selection in

the context of sperm competition and cryptic female

choice. In this study, the variation in the structure of the

spermatheca was investigated in the land snail Helix aperta

from four natural populations near Bejaia in northern

Algeria. The populations were different in local snail

density, probably also reflecting the intensity of sperm

competition. We tested whether the spermatheca showed

differences that are predicted by sperm competition theory.

In addition, we tested whether the spermathecal structure

depends on the shell size and/or is correlated with other

reproductive organs that are thought to be affected by

sexual selection. We found that the fertilization pouch of

H. aperta consists of a simple fertilization chamber and

3–9 spermathecal tubules. The four populations did not

differ significantly in the mean number of these tubules.

However, significant differences were found in the length

of the main tubule, the length of the fertilization chamber,

and the average length of lateral tubules. In addition, strong

associations were detected between the lengths of these

structures and the local snail density, while no effect of

shell size or reproductive organs was found. Our results

indicate that the intensity of sperm competition may not

affect the total number of spermathecal tubules, but may

increase their lengths. This increase in spermathecal length

may reflect an improved sperm storage capacity that is

probably beneficial in situations of high sperm competi-

tions intensity.

Keywords Helix aperta � Fertilization pouch �
Spermatheca � Reproductive organs � Sperm competition

Introduction

Sperm storage is a common phenomenon in many animals

including earthworms, molluscs, arthropods, birds, reptiles,

amphibians, fish, and mammals (Birkhead and Møller

1993; Holt 2011; Orr and Zuk 2012). It is generally defined

as the retention and preservation of the sperm received

during copulation inside the female reproductive tract for

an extended period of time (Orr and Zuk 2012, 2014) that

can range from weeks to months and even years before

being used for fertilization (e.g., Parker 1970; Pamilo 1991;

Sever et al. 2001, 2003; for reviews, see also Neubaum and

Wolfner 1999; Suarez 2008). This process seems to be the

result of the timing of insemination and ovulation no longer

being synchronized in females of some animals (reviewed

in Sasanami et al. 2013), the diversity of their life histories,

scarcity of mating opportunities, or simply the need to

avoid repeated and possibly unsafe matings that can
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experience many animals (reviewed in Holt 2011). As a

result, in many species, sperm storage constitutes an inte-

gral part of their reproductive strategy.

Sperm storage clearly provides several advantages. For

example, the prolonged storage of received sperm allows

for assurance of reproductive success and a lengthening of

the breeding season (see Conner and Crews 1980; Sever

and Brizzi 1998). In addition, it can help in minimizing the

number of matings, and thus any costs associated with that,

and can also facilitate colonization (reviewed in: Neubaum

and Wolfner 1999; Eckstut et al. 2009; see also: Kalb et al.

1993; Tram and Wolfner 1999; Liu and Kubli 2003; Peng

et al. 2005). Furthermore, sperm storage implies protection

for the sperm, thus sustaining their viability for long

periods (e.g., Ribou and Reinhardt 2012). Besides the

summary above, more details about female sperm storage

advantages have been reviewed previously by many

authors (e.g., see Neubaum and Wolfner 1999; Bloch Qazi

et al. 2003).

To store sperm, many species have developed dedicated

structures in their reproductive tract. These structures range

frommore or less complex tubules (e.g., in birds: Bakst 1987;

Birkhead and Møller 1992; Brillard 1993; Sasanami et al.

2013; Holt and Fazeli 2016 and some reptiles: Pearse and

Avise 2001; Han et al. 2008) to highly sophisticated organs

containing multiple compartments (Eberhard 1985, 1996;

e.g., the spermathecae of amphibians: Sever

1991, 1997, 2002; insects: Bloch Qazi et al. 1998; Baer et al.

2006; Córdoba-Aguilar et al. 2003 and gastropods: Bamin-

ger and Haase 1999; Koemtzopoulos and Staikou 2007;

Whelan and Strong 2014; annelids: Novo et al. 2013).

Interestingly, large interspecific divergence in morphology,

size, complexity, and even number of these organs have been

reported.Hypothetically, these differencesmay be explained

by the large variation in sperm size and shape (e.g. Walker

1980; Keller and Reeve 1994; Pitnick et al. 1995; Minoretti

andBaur 2006) and the differences in life history traits and/or

habitat specificity occurring among such species (reviewed

in Pitnick et al. 1999; Beese et al. 2008).

Another widely supported explanation supposes that the

sperm-storage organs’ morphology and/or number evolve

in response to postcopulatory sexual selection (e.g. Hell-

riegel and Ward 1998; Pitnick et al. 1999). In such cases,

multiple matings take place and multiple ejaculates overlap

within the female tract prior to egg production, thus

enhancing sperm competition (i.e., establishment of the

conditions outlined by Parker 1970, 1984). Clearly, the

latter introduces variation in male reproductive success and

leads to postcopulatory intra-sexual selection, thus pro-

moting morphological, physiological, and behavioural

traits that may increase the fertilization success of an

ejaculate under competitive conditions (Pizzari and Parker

2009). In contrast, given that females are generally the sex

that invests more in reproduction (Parker 1984), they are

also expected to try to control the outcome of sperm

competition in favor of the sperm of certain males they

copulated with. They can potentially do this by selectively

using sperm, a mechanism known as cryptic female choice

(Eberhard 1996). In the light of this hypothesis, the evo-

lution of sperm-storage organs can also be explained as a

female adaptation that allows for greater control over off-

spring paternity (Eberhard 1996).

In the context of sperm storage, the pulmonate land

snails (Stylommatophora) are an interesting group to study,

as they are known to mate promiscuously and are her-

maphroditic. Moreover, they are known to store sperm for

long periods of time (Baur 1998) and some possess rather

sophisticated spermatheca (see Tompa 1984, Beese et al.

2008). In these species, the spermatheca forms part of a

more or less complex system of tubules of an organ often

referred to as fertilization pouch or fertilization pouch–

spermatheca complex (Tompa 1984). The structure of the

fertilization pouch has been studied in many gastropods

(Tompa 1984; Beese et al. 2008) with less attention paid to

land snails (reviewed in Koemtzopoulos and Staikou

2007), except of two species: A. arbustorum (Haase and

Baur 1995; Baminger and Haase 1999; Beese et al. 2006)

and C. aspersum (Koemtzopoulos and Staikou 2007).

In general, a land snail’s fertilization pouch consists of a

fertilization chamber and a spermatheca, which can be made

up of a variable number of tubules (e.g., one tubule in

Bradybaena fructicum, Schileyko and Schileyko 1992;Bojat

et al. 2002; two in Succinea putris, Rigby 1965: 34 in Dry-

maeus papyraceus, van Mol 1971). The number of sper-

mathecal tubules also varies within species (e.g., 3–5 tubules

in H. pomatia, Lind 1973; 2–9 in A. arbustorum, Baminger

and Haase 1999; 1–8 in Cepaea vindobonensis, Staikou

2001; and 5–16 inHelix lucorum Staikou 2001). The tubular

structure of the spermatheca has been suggested to allow for

spatial segregation of the sperm from different partners, thus

offering the opportunity for cryptic female choice (Haase

and Baur 1995). The only suggestive evidence for such an

ability, however, comes from ultrastructural investigations

of the epithelium and the surrounding musculature of the

spermatheca of A. arbustorum (Bojat et al. 2001a, b). Since

postcopulatory sexual selection, in the form of sperm com-

petition and cryptic female choice, seems to be a strong

evolutionary force, it is likely to be accompanied by a male–

female coevolution of other behavioural and anatomical

traits related to reproduction (Arnqvist and Rowe 2002;

Pitnick et al. 2003). Indeed, the presence and complexity of

sperm-storage organs has been shown to co-evolve with

other reproductive organs in snails (see Beese et al. 2008).

The variation in spermathecae cited above has been

predicted to be mainly influenced by the level of sperm

competition and is thus expected to result in increased
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complexity of the spermatheca, for example in terms of

number of tubules, under more intense sperm competition

(reviewed in Baminger and Haase 1999; Koemtzopoulos

and Staikou 2007). However, the empirical studies under-

taken by the same authors investigating the relation

between the complexity of the spermatheca and density, as

a proxy for sperm competition intensity, among different

populations of A. arbustorum and C. aspersum did not

reveal any correlation. Given that this was only tested in

two species so far, in the present study, we decided to focus

on the simultaneously hermaphroditic land snail H. aperta.

We started out by examining and describing, for the first

time, the fertilization pouch and spermatheca of this spe-

cies. Subsequently, we investigated the morphological

variation in the spermatheca of this species in four different

populations that differed in snail densities, using the latter

as a proxy for sperm competition intensity. While this is

not a direct measure of sperm competition, in many her-

maphroditic animals, increases in density result in more

frequent multiple matings (Michiels 1998), so we assume

here that a higher population density also represents more

frequent mating. Finally, we tested for correlations

between the morphology of the spermatheca with other

male (epiphallus, flagellum, dart sac, and digitiform

glands) and female (diverticulum and bursa stalk) repro-

ductive organs. We chose to focus on these particular

organs, because they are thought to be implicated in

postcopulatory sexual selection and could thus be expected

to interact with the morphology of the sperm-storage organ

(Baminger and Haase 2000; Davison et al. 2005; Koene

and Schulenburg 2005).

Materials and methods

Study organism

Helix aperta, sometimes also referred to as Cantareus

apertus (Born 1778) or Helix naticoides (Draparnaud

1801), is a circum-mediterranean hermaphroditic land snail

species, generally distributed in the south of France, Tur-

key, Cyprus, and North Africa (Kerney and Cameron 1979;

Schütt 2001). In Algeria, it is frequently encountered in the

coastal part of the country, especially in the region of

Kabylia (Benbellil-Tafoughalt et al. 2009). This species is

also introduced in America (California and Louisiana),

New Zealand, and Australia (Kerney and Cameron 1979;

Schütt 2001). The shell of this species is spherical, of a

moderate adult size (on average 27 ± 4 mm) and without

any banding (Yildirim 2004). The body color of these

snails varies from greenish yellow to dark green or black

according to the lifestage of the animal (Benbellil-

Tafoughalt et al. 2009). In its Mediterranean and coastal

habitats, it is adapted to live on the soil, among grasses and

with a preference for vineyards and olive orchards (Giusti

and Andreini 1988). In general, it does not occur above

altitudes of 900 ma.s.l. (Germain 1930, 1931). The activity

of this species is very much dependent on environmental

conditions such as temperature, photoperiod, and humidity

(Benbellil-Tafoughalt et al. 2009, 2011; Benbellil-

Tafoughalt and Koene 2015). Hence, it can spend long

periods of aestivation or hibernation underground when

conditions are not right. Under such circumstances, it

burrows 7–15 cm deep, closes off its shell with a thick

whitish epiphragm, and enters into a state of metabolic

slowdown. As a result of this habit, it is known as the

‘‘burrowing snail’’. Morphologically and phylogenetically,

this species is closely related to Cornu aspersum (Germain

1930, 1931; Ktari and Rezig 1976; Koene and Schulenburg

2005). H. aperta from Italy and northern Algeria were

reported to preferably mate in autumn, which in its

investigated habitats means from the beginning of October

up to the second half of December, with temperatures

around 20 �C and long days (16 h L: 8 h D) (Giusti and

Andreini 1988; Benbellil-Tafoughalt et al. 2011). How-

ever, in Tunisia, they were found to mate at the end of

summer under short-day conditions (6 h L: 18 h D; de

Vaufleury and Gimbert 2009). Benbellil-Tafoughalt et al.

2009 (see also Benbellil-Tafoughalt and Koene 2015) also

revealed that reproduction and growth are strongly affected

by the length of the photoperiod as well as temperature.

Population sampling

Samples of 10–18 adult Helix aperta were randomly col-

lected during rainy weather conditions at four different

localities (referred to as populations) from the region of

Bejaia in northern Algeria. The sampling was done at the

beginning of February 2016 within 2 days to avoid any

influence of seasonal variation. Two populations came

from irrigated agricultural monocultures, situated in a rural

coastal region at Baccaro (36�3906.1000N, 5�1205.0900E) and
an exposed rural region at Tala Hamza (36�41043.4900N,
4�59017.4900E). The third population came from an aban-

doned garden in an urban area at ‘‘place du Stade’’

(36�4501.3600N, 5�2042.9700E) that was covered with ferns,

bushes, and clovers, while the fourth population came from

an exposed natural meadow in front of an urban area at Sidi

Ahmed (36�45026.1000N, 5�3053.4000E) and was densely

covered with grasses, clovers, and sparse shrubs.

The density of each population was expressed as the

number of adult snails/m2 and estimated by means of

random quadrat sampling (0.25 9 0.25 m). The estimation

was performed once at the end of autumn during the

selection of suitable populations for the study (early

December 2015). At that time, H. aperta emerges from
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aestivation and is active above ground. To obtain a reliable

measure, we adopted the Elliot’s method (1971) to deter-

mine the necessary number of sampling units per site for an

error lower than 20%.

Measurements and histology

The collected snails were transported to the laboratory on the

sameday and their shell’smaximumdiameter and heightwere

measured using Vernier calipers with an accuracy of 0.1 mm.

After subsequent anesthesia by injection of 50 mMMgCl2 via

the dorsal side of back of the foot and fixation in 70% ethanol,

we removed the shell of each snail and dissected out the distal

parts of its genitalia (excluding two dissections where some

organs were ruptured). For each individual, the following

anatomical reproductive traits were measured to the nearest

0.1 mm using Vernier calipers: ‘‘male tract organs’’ (dart sac,

digitiform glands, epiphallus, and flagellum) and ‘‘female

tract organs’’ (bursa copulatrix tract/bursa stalk and divertic-

ulum). Before measuring, each structure was extended

straight without any convolutions in a petri dish with distilled

water and its length was thenmeasured three times. Themean

(for digitiform glands, the mean of the mean of both glands)

was then calculated and used for statistical analyses. Although

the presence of these organs has been established forH. aperta

(Giusti and Andreini 1988), no quantitative measurements of

their size are available so far, while their function is assumed

to be similar to those in related species.

The fertilization pouches, sometimes together with

small parts of spermoviduct and hermaphroditic duct, were

dissected out and fixed in Davidson’s Fixative (AFA fixa-

tive) for 24 h. Because the fertilization pouch of H. aperta

turned out to be relatively deeply embedded in the albumen

gland, some remains of this gland were also always dis-

sected along. Fertilization pouches where embedded in

paraffin, serially sectioned at 7 lm and stained with

Hematoxylin–eosin. The sections were always made along

the cross-sectional plan of the organ. The structure of each

spermatheca was examined by counting the number of

spermathecal tubules and observing their branching pat-

tern. The length of each tubule was approximated by

counting the number of cross sections in which it appeared,

starting from the section in which the tubule was clearly

separated from the tubule from which it branched off, and

multiplying it by the section thickness (7 lm). The length

of the fertilization chamber was estimated for each indi-

vidual in the same way.

Statistical analyses

We used one-way ANOVAs or Kruskal–Wallis tests to test

for possible differences in shell size (height and diameter)

and spermathecal structures (length and number) among

the populations.

To study the effects of population density and shell size

(diameter) and their interaction on spermathecal structures

and the reproductive organs considered, we used a linear

regression model for response variables that were normally

distributed. In this model, density and diameter were con-

sidered as fixed factors, while the spermathecal structures

and reproductive organs were used as response variables.

For non-normally distributed response variables, we used a

generalized linear model with the same fixed factors. Note

that we chose to use diameter as the representative measure

of body size, which is widely used in pulmonates (reviewed

in Baminger and Haase 2000), but the same models were

also run with shell height as a fixed factor instead.

Finally, possible relationships between spermathecal

structures and the reproductive organs, as well as between

the spermathecal structures themselves, were investigated

through Pearson or Spearman correlations.

Statistical analyses were performed using Xlstat 2009

and JMP 9. All variables were initially tested for normality

and non-parametric tests were used when needed. Means

and standard deviations (± SD) are reported unless other-

wise stated.

Results

Our histological observations revealed that the fertilization

pouch of H. aperta is a complex organ located in the distal

part of the reproductive tract. We found that it consists of a

blind-ended fertilization chamber into which the her-

maphroditic duct and the spermatheca open (see Fig. 1).

The fertilization chamber is the longest structure of the

fertilization pouch and appears more or less c-shaped in the

cross sections. According to Haase and Baur (1995), this is

the site where the eggs are fertilized by the sperm stored in

the spermatheca. We found that the spermatheca consists of

several tubules with one common entrance (Fig. 1). The

longest tubule, which always branched off the fertilization

chamber, was considered as the ‘‘main tubule’’

Fig. 1 Schematic drawing of the fertilization pouch of H. aperta: fc

fertilization chamber, mt main spermathecal tubule, lt lateral

spermathecal tubules (numbered 1–6); hd hermaphroditic duct, so

spermoviduct
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(conforming to earlier descriptions in A. arbustorum

Baminger and Haase 1999 and C. aspersum Koemt-

zopoulos and Staikou 2007). All other tubules were con-

sidered as ‘‘lateral tubules’’ (see Baminger and Haase1999;

Koemtzopoulos and Staikou 2007). The latter either bran-

ched off from the main tubule or from other lateral tubules.

In 14% of the spermathecae, some lateral tubules were seen

to branch off from the fertilization chamber directly at the

same point where the main tubule branched off. This pat-

tern was observed in all four populations. The lengths of

tubules were found to vary considerably within individuals.

The main tubule was always shorter than the fertilization

chamber. The number of spermathecal tubules also varied,

ranging from 3 to 9 across the different populations stud-

ied. The four populations did not differ significantly in the

number of spermathecal tubules (Kruskal–Wallis,

H = 7.815, P = 0.668 see Table 1).

Interestingly, the length of the fertilization chamber

(Kruskal–Wallis, H = 8.25, N = 52, P = 0.041), the

length of the main tubule (ANOVA, F = 4.73, P = 0.006,

df = 3, 48), and the average length of lateral tubules

(Kruskal–Wallis, H = 38.63, N = 52, P\ 0.0001) were

seen to vary significantly among the four populations (see

Table 1 and Fig. 2 for post hoc test results). Moreover,

ANOVAs revealed significant differences in shell height

(F = 9.581, P = 0.0001, df = 3, 48) and diameter

(F = 5.715, P = 0.002, df = 3, 48) between the popula-

tions (see Table 1). The mean shell height was significantly

correlated with the mean shell diameter (Pearson correla-

tion, r = 0.653, N = 52, P\ 0.0001) over the four pop-

ulations. In addition, no significant differences were

detected in the length of any of the reproductive organs

considered (see ANOVA results in Table 1).

The populations’ local snail density ranged from 3.6 to

22.4 adult individuals/m2 and was inversely correlated with

shell diameter (Spearman rank correlation, r = -0.467,

N = 52, P = 0.001). However, it was not correlated with

any of the reproductive organs studied (Spearman rank

correlation, all P[ 0.05, see Supplementary Table 1).

The linear regression models investigating the depen-

dence of the spermathecal structures on shell size and

population density are summarized in Table 2. Only the

populations’ local density had a significant effect on the

length of the fertilization chamber, the length of the main

tubule, and the average length of lateral tubules (see

Table 2). All three increased with increasing population

density. In addition, neither the density nor the shell size

(diameter) affected the number of spermathecal tubules.

Table 1 Comparison of shell size, reproductive organs, fertilization chamber length, and both number and length of spermathecal tubules of four

populations of H. aperta using either ANOVA or Kruskal–Wallis tests (respectively, H- and F-values indicated)

Population F or H P

Stade Sidi Ahmed Tala Hamza Baccaro

N 8 15 18 11

Density 3.6 7.2 18 22.4

Shell size (mm)

Height 25.02 ± 0.5 26.93 ± 0.63 23.90 ± 0.53 22.65 ± 0.57 9.58 \ 0.0001

Diameter 21.12 ± 0.42 21.87 ± 0.62 20.25 ± 0.44 18.75 ± 0.54 5.71 0.002

Male tract organs (mm)

Dart sac 9.27 ± 0.65 9.78 ± 0.41 9.62 ± 0.29 8.93 ± 0.24 0.93 0.432

Epiphallus 11.73 ± 1.44 12.32 ± 0.80 13.80 ± 0.59 11.51 ± 0.98 1.60 0.202

Flagellum 17.95 ± 1.16 21.35 ± 0.91 19.82 ± 0.76 18.24 ± 1.29 2.33 0.086

Digitiform glands 5.68 ± 0.97 6.27 ± 0.53 6.57 ± 0.32 6.49 ± 0.53 0.44 0.728

Female tract organs (mm)

Diverticulum 38.14 ± 4.63 44.00 ± 3.11 37.11 ± 2.67 34.36 ± 2.91 1.70 0.179

Bursa stalk 16.46 ± 1.88 16.85 ± 0.95 15.18 ± 0.72 15.50 ± 0.89 0.68 0.567

Fertilization chamber length (mm) 1.86 ± 0.11 1.92 ± 0.05 2.19 ± 0.10 2.22 ± 0.11 8.25 0.041

Spermathecal structures

Number of tubules 5.5 (4–9) 6 (3–8) 5 (3–8) 6 (3–9) 1.56 0.668

Length of main tubule 1.48 ± 0.09 1.53 ± 0.09 1.95 ± 0.09 1.80 ± 0.14 4.73 0.006

Average length of lateral tubules 0.46 ± 0.14 0.57 ± 0.05 1.02 ± 0.19 0.73 ± 0.16 8.63 \ 0.0001

Descriptive statistics (mean ± SE) are presented for each population. Information about the sampling sites is mentioned in the ‘‘Materials and

methods’’

H values are indicated in italic
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Similarly, no significant correlations were found between

any of the reproductive organs considered in this study and

the length or number of the spermathecal structures (all

P[ 0.06, see Supplementary Table 1).

Significant correlations were found between the lengths

of most spermathecal structures (all P\ 0.040, see Sup-

plementary Table 1). The only non-significant correlations

were the ones between the number of spermathecal tubules

and both the length of the fertilization chamber (Spearman:

r = 0.070, N = 52, P = 0.621) and the length of the main

tubule (Spearman rank correlation: r = 0.033, N = 52,

P = 0.817), while a negative correlation was found

between the average length of the lateral tubules and the

number of spermathecal tubules (Spearman rank correla-

tion: r = -0.407, N = 52, P = 0.03).

Discussion

This study provides the first description of the fertilization

pouch–spermatheca complex of the simultaneously her-

maphroditic land snail H. aperta. The overall morpholog-

ical structure of these organs turns out to be fairly similar to

those of other Stylommatophora land snails (e.g., A.

arbustorum: Haase and Baur 1995; Baminger and Haase

1999; C. aspersum: Evanno and Madec 2007; Koemt-

zopoulos and Staikou 2007). We also found same mor-

phological pattern among the four populations, which

agrees with the previous findings on C. aspersum that

reported a consistent spermatheca structure even over

consecutive generations, indicating that this has a genetic

basis (Koemtzopoulos and Staikou 2007). Similar to the

studies of Baminger and Haase (1999) and Koemtzopoulos

and Staikou (2007), we could distinguish a main tubule and

a number of lateral tubules. The main tubule, defined as the

longest tubule in the spermatheca, was always shorter than

the fertilization chamber. This was also reported for C.

aspersum (Koemtzopoulos and Staikou 2007), but not for

A. arbustorum where the main tubule was longer than the

fertilization chamber in most cases (Baminger and Haase

1999). In the majority of the analyzed spermathecae, the

lateral tubules either branched off from the main tubule or

from other lateral tubules; however, exceptions to this

occurred in 14% of spermathecae where some lateral

tubules branched off directly from the fertilization cham-

ber. Although we have no biologically meaningful expla-

nation for this, a similar pattern was reported for C.

aspersum (Koemtzopoulos and Staikou 2007).

As expected, the total number of tubules in the sper-

matheca of H. aperta was variable (3–9 tubules) and was

almost similar to that of A. arbustorum (2–9 tubules,

Baminger and Haase 1999). Such an intra-specific vari-

ability has been previously reported in many other species

(see ‘‘Introduction’’). This large variation within each

population may explain why we did not find the hypothe-

sized difference in tubule numbers between the four pop-

ulations, and thus densities, that we studied (see also

Baminger and Haase 1999). This is consistent with earlier,

similar studies on six populations of A. arbustorum from

the Eastern Alps in Austria (Baminger and Haase 1999)

and five populations of C. aspersum from Greece

(Koemtzopoulos and Staikou 2007). While we did not

evaluate the amount of sperm stored, in A. arbustorum, this

was also found not to differ or to correlate with density

(Baminger and Haase 1999). This may suggest that the

Fig. 2 Comparison of shell diameter and the lengths of the fertiliza-

tion chamber, main tubule, and average lateral tubules between the

four populations of H. aperta with different local densities. Boxplots

show the median, the 1st and 3rd quartiles, and the range. The small

circles indicate the individual data points. The letters indicate

significant differences between the densities based on parametric

Tukey or non-parametric Wilcoxon multiple comparison post hoc

testing (P\ 0.05; see ‘‘Results’’)
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actual number of spermathecal tubules does not reflect the

outcome of sperm competition and may not be subject to

sexual selection (cf. Baminger and Haase 1999; Koemt-

zopoulos and Staikou 2007). Moreover, if the number of

spermathecal tubules is genetically controlled or depends

on an individual’s age or maturity (as proposed by

Koemtzopoulos and Staikou 2007 and Baminger and Haase

1999, respectively), this could also explain the absence of a

correlation between population density and the number of

spermathecal tubules. However, a study of the spermathe-

cal ontogeny of individuals of A. arbustorum revealed that

the development of lateral tubules is not simultaneous, but

that these branch off successively from the main tubule,

which develops first (Baminger and Haase 2002). Fur-

thermore, and importantly, that study revealed that the final

number of spermathecal tubules is already reached in sub-

adult individuals (Baminger and Haase 2002). The latter

indicates that the number of spermathecal tubules probably

does not change after maturity is reached.

Interestingly, our data reveal a significant positive rela-

tionship between the average length of the fertilization

chamber, main tubule, and lateral tubules with population

density. This contradicts the findings of the previous studies

on both A. arbustorum and C. aspersum (Baminger and

Haase 1999; Koemtzopoulos and Staikou 2007) in which

density was found not to have any effect on the length of

spermathecal structures. In this context, it is noteworthy that

the populations’ densities in the two previous studies and the

present one are clearly different (Baminger and Haase 1999:

0.9–39.8 adults/m2; Koemtzopoulos and Staikou 2007:

11.4–42.3 adults/m2), although this is probably not enough

to explain the difference between the species. Of course, this

could also simply be due to differences between the species,

as Lodi et al. (2017/in press) also reported for other repro-

ductive traits in land snails.

Moreover, it should be noted that in the previous studies

and in the present one, snail density was used as a proxy for

sperm competition intensity. Although there generally

seems to be a positive relation between density or group

size and sperm competition in many animals (prosobranch

gastropods: Oppliger et al. 1998; insects: Gage 1995; birds:

Birkhead and Møller 1992; mammals: Møller and Birkhead

1989; Hirudinea annelids: Tan et al. 2004; anuran

amphibians: Buzatto et al. 2015), the only evidence that we

have for land snails is the difference observed in mating

frequencies among populations of C. aspersum from con-

trasting local densities, which also persisted in the F1

generation snails (Koemtzopoulos and Staikou 2007).

However, density and the minimum number of estimated

fathers do seem to be positively correlated in egg clutches

of other snails (e.g., Lymnaea stagnalis: Nakadera et al.

2017). Therefore, density may reflect different sperm

competition intensities in the species studied here, but this

really needs to be confirmed by a paternity study. So far,

we have no detailed information about multiple matings in

H. aperta and whether mating frequency tends to increase

with increasing population density (as also pointed out for

A. arbustorum, see Baminger and Haase 2000). Moreover,

it should also be taken into account that population density

may not be stable over time in the populations, which

would result in fluctuating sperm competition intensity (as

also argued by Baminger and Haase 2000).

One likely explanation for having longer sperm storage

organs would be a higher sperm storage capacity (Pitnick

Table 2 Summary of the models used to test the effect of the fixed factors: density of each population and diameter of the shell of individuals on

the measurements of the spermathecal structures and the reproductive organs (response variables)

Density Shell diameter Density 9 shell diameter

df F or v2 P df F or v2 P df F or v2 P

Spermathecal structures

Number of tubules 3, 44 0.910 0.823 1, 44 &0.001 &1.000 3, 44 1.058 0.787

Length of fertilization chamber 3, 44 14.799 0.0020 1, 44 0.190 0.6629 3, 44 0.975 0.8072

Length of main tubule 3, 44 5.452 0.0028 1, 44 1.587 0.2144 3, 44 0.223 0.8803

Average length of lateral tubules 3, 44 101.41 \ .0001 1, 44 1.0215 0.3122 3, 44 1.898 0.5938

Reproductive organs

Diverticulum 3, 44 2.327 0.0877 1, 44 0.466 0.4983 3, 44 2.115 0.1119

Bursa stalk 3, 44 0.137 0.9871 1, 44 0.338 0.5611 3, 44 0.477 0.9240

Dart sac 3, 44 0.856 0.4713 1, 44 0.111 0.7410 3, 44 0.781 0.5108

Epiphallus 3, 44 1.030 0.3885 1, 44 0.077 0.7833 3, 44 1.306 0.2844

Flagellum 3, 44 1.023 0.3918 1, 44 0.024 0.8772 3, 44 0.995 0.4039

Digitiform glands 3, 44 0.393 0.7584 1, 44 0.0001 0.9911 3, 44 0.371 0.7741

The 9 in the last column indicates the tested interaction between the fixed factors

v2 values are indicated in italic
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et al. 1999; Miller and Pitnick 2003). When attempting to

explain the patterns of sperm utilization in C. aspersum

snails, Rogers and Chase (2002) proposed a mechanism

based on the activity of the allosperm in the spermatheca.

The authors suggested that the unified beating of the flag-

ella of the resident sperm would generate resistance to

incoming sperm from subsequent mates (Rogers and Chase

2002), with this resistance becoming stronger when the

sperm numbers are higher (Beese et al. 2006). In turn, this

may have favored the increase in the length of spermath-

ecal tubules (Beese et al. 2008), which would predict that

more sperm can be stored, possibly also from more mating

partners (see Baminger and Haase 1999; Pitnick et al.

1999; Miller and Pitnick 2003). Indeed, in land snails,

sperm has been reported to be stored with their heads in

tight contact with the epithelium of the spermathecal

tubules (A. arbustorum: Bojat et al. 2001b; C. aspersum:

Rogers and Chase 2002; Bradybaena fruticum: Bojat et al.

2002). Hence, longer spermathecal tubules may provide a

larger surface area for sperm anchoring (Bojat et al.

2001b). In separate-sex species, as a result of an enhanced

sperm storage capacity, females may benefit from a greater

control over the fertilization process (Pitnick et al. 1999;

Miller and Pitnick 2003) and possibly enhance cryptic

female choice (Simmons 2001). In the previous studies, the

only reported change was the volume expansion in the

spermatheca of A. arbustorum snails occurring after sperm

uptake. However, it was an expansion in the diameter of

tubules and not their length (see Beese and Baur 2006). In

our case, we did not consider the diameter of the tubules

and we did not quantify the amount of sperm stored, since

we sampled snails with an unknown mating history.

Ultimately, the actual effect of such complex sper-

mathecae, and their variability, on paternity success

remains to be demonstrated in land snail species (see also

Baminger and Haase 1999). On one hand, considerable

variation in sperm utilization patterns has been reported in

investigations of double or triple mated snails (Murray

1964; Baur 1994; Evanno et al. 2005; Garefalaki et al.

2010). On the other hand, so far, increase in paternity

success seems to be mostly linked to behavioural and some

anatomical traits (Landolfa et al. 2001; Rogers and Chase

2002; Garefalaki et al. 2010) which act mainly on the

number of sperm transferred and stored. This could suggest

that the outcome of sperm competition may be determined

by the proportional representation of sperm in the sperm-

storage organ if sperm are randomly selected for use, as

proposed by Landolfa et al. (2001), but this also remains to

be demonstrated.

The inverse correlation that we found between shell size

and population density confirms the findings on other snail

species investigated either in the field or laboratory (Wil-

liamson et al. 1976; Oosterhoff 1977; Tattersfield 1981;

Baur 1988; Perry and Arthur 1991). Baur (1988) hypoth-

esized that food unpalatability caused by mucus deposition

slows down juvenile growth rate in high density popula-

tions, resulting in small adults and even reduced fecundity

in subsequent years. In contrast, Baminger and Haase

(1999) did not find any density dependence of shell breadth

in their study on A. arbustorum, probably because of the

influence of environmental factors. Similarly, Koemt-

zopoulos and Staikou (2007) did not find such a relation in

their populations of C. aspersum from the highest humidity

sites, which may partly confirm the interpretation of

Baminger and Haase (1999).

The lengths of the reproductive organs considered in this

study (dart sac, digitiform glands, epiphallus, flagellum,

bursa copulatrix tract/bursa stalk, and diverticulum), which

were expected to interact with the sperm-storage organs

morphology (see ‘‘Materials and methods’’), were not seen

to vary significantly among the different populations

investigated. Furthermore, they were not correlated with

snail density. On the contrary, in A. arbustorum, the size of

the same organs was found to be inversely related to local

snail density in six natural populations (Baminger and

Haase 2000). As mentioned above, these authors also

attributed such a relation to the potential inhibitory effect

of the presence of lots of snail mucus. As a consequence,

they could not unambiguously determine the possible

effect of sperm competition on the variation of these

organs, which was the main goal of their study.

Given that we found no effect of shell size, this seems to

indicate that the sperm storage organ is developmentally

independent from body size in H. aperta, which is in

agreement with most previous studies (Haase and Baur

1995; Baminger and Haase 1999, 2002; Bojat and Haase

2002; Koemtzopoulos and Staikou 2007; but see Beese

et al. 2006). In addition, contrary to our expectations, no

correlation was detected between any of the reproductive

organs considered and the spermathecal structures of H.

aperta. In contrast, phylogenetic study on the presence and

complexity of the spermatheca in 47 Stylommatophora

gastropods found that the complexity of this organ was

associated with the occurrence of love darts and long

flagella Beese et al. (2008). While this indicates an evo-

lutionary association between these reproductive structures

across species, we do not find this same relationship back

when comparing within a single species.

Overall, our findings in H. aperta are suggestive of

sexual selection acting on the structure of the spermatheca.

Hence, these results contribute to a better understanding of

the evolution of the diverse and complex sperm-storage

organs seen in land snail species and even in other animal

groups. Clearly, studies on these aspects in more organ-

isms, with the inclusion of other factors such as beha-

vioural traits as was done very recently in C. aspersum
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(Garefalaki et al. 2017), can still further expand our

understanding of sperm storage.

Acknowledgements We thank K. Montagne-Wajer from the Vrije

Universiteit and the team of the laboratory ‘‘Anatomie Pathologique’’

of the University of Bejaia/Algeria for the assistance and help in

histological work. We also thank A. Staikou for sharing her density

estimation method and V. Zizzari for the valuable comments on the

manuscript.

References

Arnqvist G, Rowe L (2002) Antagonistic coevolution between the

sexes in a group of insects. Nature 415:787–789

Baer B, Armitage SAO, Boomsma JJ (2006) Sperm storage induces

an immunity cost in ants. Nature 441:872–887. doi:10.1038/

nature04698

Bakst MR, Bird DM (1987) Location of oviductal sperm-storage

tubules in the American kestrel. Auk 104:321–324

Baminger H, Haase M (1999) Variation in spermathecal morphology

and amount of sperm stored in populations of the simultaneously

hermaphroditic land snail Arianta arbustorum. J Zool Lond

249:165–171. doi:10.1111/j.1469-7998.1999.tb00754.x

Baminger H, Haase M (2000) Variation of distal genitalia in the

simultaneously hermaphroditic land snail Arianta arbustorum

(Pulmonata, Stylommatophora) caused by sexual selection? Biol

J Linn Soc 71:599–613. doi:10.1006/bijl.2000.0453

Baminger H, Haase M (2002) Development of the sperm storage

organ in Arianta arbustorum (Stylommatophora: Helicidae).

J Moll Stud 68:192–194. doi:10.1093/mollus/68.2.192

Baur B (1988) Population regulation in the land snail Arianta

arbustorum: density effects on adult size, clutch size and

incidence of egg cannibalism. Oecologia 77:390–394. doi:10.

1007/BF00378049

Baur B (1994) Multiple paternity and individual variation in sperm

precedence in the simultaneously hermaphroditic land snail

Arianta arbustorum. Behav Ecol Sociobiol 35:413–421. doi:10.

1007/BF00165844

Baur B (1998) Sperm competition in molluscs. In: Birkhead TR,

Møller AP (eds) Sperm competition and sexual selection.

Academic Press, San Diego, pp 255–305. doi:10.1016/B978-

012100543-6/50033-7

Beese K, Baur B (2006) Expandable spermatheca influences sperm

storage in the simultaneously hermaphroditic snail Arianta

arbustorum. Invert Reprod Dev 49:93–101. doi:10.1080/

07924259.2006.9652198

Beese K, Beier K, Baur B (2006) Coevolution of male and female

reproductive traits in a simultaneously hermaphroditic land snail.

J Evol Biol 19:410–418. doi:10.1111/j.14209101.2005.01022.x

Beese K, Armbruster GFJ, Beier K, Baur B (2008) Evolution of

female sperm-storage organs in the c arrefour of stylom-

matophoran gastropods. J Zool Syst Evol Res 47:49–60.

doi:10.1111/j.1439-0469.2008.00491.x

Benbellil- Tafoughalt S, Sahnoune M, de Vaufleury A, Moali A

(2009) Effects of temperature and photoperiod on growth and

reproduction of the land snail Helix aperta Born (Gastropoda,

Pulmonata). Rev Ecol (Terre et Vie) 64:207–219

Benbellil-Tafoughalt S, Koene MJ (2015) Influence of season,

temperature, and photoperiod on growth of the land snail Helix

aperta. Invert Reprod Dev 59:37–43. doi:10.1080/07924259.

2014.996300

Benbellil-Tafoughalt S, Sahnoune M, de Vaufleury A, Moali A (2011)

Influence of sampling date on reproduction in the land snail

Helix aperta kept under controlled conditions of temperature and
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Córdoba-Aguilar A, Uhı́a E, Cordero Rivera A (2003) Sperm

competition in Odonata (Insecta): the evolution of female sperm

storage and rivals’ sperm displacement. J Zool 261:381–398.

doi:10.1017/S0952836903004357

Davison A, Wade CM, Mordan PB, Chiba S (2005) Sex and darts in

slugs and snails (Mollusca: Gastropoda: Stylommatophora).

J Zool Lond 267:329–338. doi:10.1017/S0952836905007648

de Vaufleury A, Gimbert F (2009) Obtention du cycle de vie complet

d’Helix aperta Born de sites tunisiens en conditions contrôlées:
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Résumé. Les résultats de la présente thèse sont suggestifs que la sélection sexuelle ; sous 

forme de compétition spermatique ; peut agir sur les traits reproducteurs des espèces 

hermaphrodites simultanées et résulte en l'évolution d'adaptations par les deux fonctions mâle 

et femelle. La variation morphologique de la poche de fertilisation est étudiée chez 4 populations de 

l'escargot terrestre hermaphrodite Helix aperta provenant de Bejaia/Algérie. Les populations étudiées 

diffèrent en termes de densité d'escargots (3,6-18 individus/m2) et microclimat, donc probablement en 

l’intensité de la compétition spermatique. Le nombre de tubules spermathécaux varie de 3 à 9. 

Cependant, les 4 populations ne diffèrent pas significativement dans le nombre moyen de ces tubules. 

Des différences significatives sont détectées dans la longueur du tubule principal, la longueur de la 

chambre de fertilisation et la longueur moyenne des tubules latéraux. De plus, des associations 

significatives sont établies entre la longueur de ces structures et la densité locale des escargots. Nos 

résultats indiquent que l'intensité de la compétition spermatique peut ne pas affecter le nombre total de 

tubules spermathécaux, mais peut augmenter leurs longueurs. Une telle augmentation de la longueur 

de la spermathèque peut refléter une meilleure capacité de stockage de sperme qui est probablement 

bénéfique dans les situations où l'intensité de compétitions spermatiques est élevée.  

Mots clés : Helix aperta, poche de fertilisation, spermathèque, compétition spermatique. 

Abstract. The results of this thesis are suggestive of sexual selection; in the form of sperm 

competition; being able to act on the reproductive morphologies of simultaneous hermaphroditic 

species, resulting in the evolution of adaptations by both male and female functions. The 

morphological variation of the fertilization pouch was studied in four populations of the 

simultaneously hermaphroditic land snail Helix aperta from Bejaia in northern Algeria. The 

populations studied differed in snail density (range: 3.6–18 individuals/ m2) and habitat humidity 

regimes, thus in sperm competition intensity. The number of spermathecal tubules ranged from 3 to 9. 

However, the four populations did not differ significantly in the mean number of spermathecal tubules. 

Significant differences were found in the length of the main tubule, the length of the fertilization 

chamber, and the average length of lateral tubules. In addition, strong associations were detected 

between the lengths of these structures and the local snail density. Our results indicate that the 

intensity of sperm competition may not affect the total number of spermathecal tubules, but may 

increase their lengths. Such an increase in spermathecal length may reflect an improved sperm storage 

capacity that is probably beneficial in situations of high sperm competitions intensity. 

Key words: Helix aperta, fertilization pouch, spermatheca, sperm competition. 

تلعب دورا ھاما في عملیة الانتقاء    « spermathèque »  تخزین الحیوانات المنویة عضو مورفولوجیایعُتقد أن  نظریا، . ملخص

و بین  ختلف بین الفصائل الحیوانیةی عدد ذو أنابیب من تخزین الحیوانات المنویة عضو یتكون . اللافقاریات عند الجنسي ما بعد التلقیح

 4 عند ، تخزین الحیوانات المنویة ،المتضمن لعضو لعضو التخصیب تمت دراسة الاختلاف المورفولوجي  .أفراد الفصیلة الواحدة

   من حیث  تختلف المجموعات   ھذه  .شمال الجزائر/ بجایةمنطقة  من Helix aperta   من نوع أرضیة حلازین مجموعات

مع ذلك،  .٩إلى  ٣عدد الأنابیب یتراوح من  .و من المحتمل في شدة المنافسة المنویة الموضعي، والمناخ)   2م/فرد ١٨- ٦،٣ (الكثافة

 الأنبوب في طول كبیرة اختلافاتبینما وجدت  .متوسط عدد ھذه الأنابیب في بشكل ملحوظ فإن المجموعات الأربعة لا تختلف

 بین ھذه الصفات و الكثافة فقد وجدت ارتباطات إیجابیة بالإضافة، .الرئیسي، طول حجرة التلقیح و متوسط طول الأنابیب الثانویة

المنویة ، ولكنھا قد  تشیر نتائج ھذه الدراسة إلى أن شدة المنافسة المنویة قد لا تؤثر على إجمالي عدد أنابیب تخزین الحیوانات .المحلیة

ھذه الزیادة في طول عضو تخزین الحیوانات المنویة قد تعكس قدرة أفضل على التخزین ما قد یكون مفیدا في حالات  .تزید من أطوالھا

 .الشدیدة المنافسة المنویة

 Helix aperta  التخصیب، عضو ، شدة المنافسة المنویة ،  تخزین الحیوانات المنویة عضو .البحث كلمات
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