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INTRODUCTION 

La recherche sur le muscle squelettique est un domaine vaste et très compliqué ; les 

évaluations structurelle et fonctionnelle de ce tissu, quantitativement et qualitativement 

important, restent difficiles. De ce fait, beaucoup de maladies musculaires demeurent une 

énigme, tout en inquiétant les scientifiques et laissant leurs victimes souffrir longtemps. En 

biologie musculaire, le déterminisme des caractéristiques morphologiques (nombre, aire de 

section transversale (AST), diamètre moyen de Ferret (DMF), périmètre) et physiologiques 

(type contractile et métabolique) des fibres musculaires constitue le moyen le plus important 

pour étudier ces maladies et aussi pour apprécier la qualité de la viande des animaux de 

boucherie. 

Beaucoup de recherches ont été faites sur les muscles du poulet de chair, principalement 

sur trois muscles dont la typologie est différente : le Pectoral superficiel ou major (Ps), le 

Sartorius (Sart) et le muscle Antérieur Latissimus Dorsi (ALD). Mais en raison de la difficulté 

du traitement d’image du tissu musculaire, la plupart de ces travaux ont été réalisés en 

minimisant le nombre de fibres à analyser (Shafiq et al., 1971 ; Smith et Fletcher, 1988 ; 

Papinaho et al., 1996), le nombre de répétitions (Kim et al., 2007), le nombre d’âges étudiés 

(Scheuermann et al., 2004 ; Verdiglione et Cassandro, 2013) ou le nombre de champs à analyser 

(Kim et al., 2007 ; Verdiglione et Cassandro, 2013 ; Koomkrong et al., 2015), ou encore en 

utilisant des forts grossissements qui ne permettent pas de visualiser un nombre acceptable de 

fibres (Donley, 2011). Bien que certains travaux n’aient pas mentionné tous les détails cités 

précédemment concernant le traitement d’image (Mclennan, 1983 ; Edman et al., 1988 ; 

Barbara et al., 1989 ; Papinaho et al., 1996 ; Brandstetter et al., 1997), le point du traitement 

d’image a été bien expliqué dans les travaux d'Achouri et al. (2021). 

Pour la plupart des recherches qui portent sur le muscle squelettique et qui se basent 

essentiellement sur le traitement de ses images histologiques et histochimiques, la taille de la 

fibre reste le critère étudié le plus important, mais, malheureusement, la manière dont cette 

grandeur est quantifiée varie considérablement (Meng et al., 2014). Depuis quelques décennies, 

le traitement des images histologiques s’est considérablement développé ; il s’agit d’un 

domaine très vaste qui englobe l’ensemble des méthodes et techniques opérant sur celles-ci, 

afin de rendre cette opération possible, plus simple, plus efficace et plus agréable, d’améliorer 

l’aspect visuel de l’image et d’en extraire des informations jugées pertinentes. Pour atteindre 

ces buts, un bon traitement de l’image du tissu musculaire pourrait ainsi être obtenu par trois 
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principaux déterminants : une meilleure acquisition de l’image, une parfaite segmentation et 

une adéquate mise en évidence des différents types de fibres musculaires 

Pour l’acquisition de l’image histologique du muscle, les différents grossissements 

habituels ont été appliqués par les scientifiques mais d’une manière variable ; les 

grossissements x10 (Meunier et al., 2010 ; Wicke et al., 2007 ; Markus et al., 2014), x5 (Sertel 

et al., 2011) et x4 (Garton et al., 2010) ont été moins utilisés par rapport au grossissement x20 

(Liu et al. 2013 ; Kim et al., 2007). Néanmoins, les chercheurs n’arrivent pas à capturer toute 

la surface d’une coupe colorée, qui peut être elle-même la surface totale d’un muscle, avec une 

seule capture d’image. Cela a obligé certains d’entre eux, comme Garton et al. (2010), à prendre 

plusieurs images de faible grossissement (x4) couvrant toute la surface du muscle, puis à les 

assembler pour former un montage d’une image complète à l'aide du logiciel Adobe Photoshop. 

De plus, il existe, dans certains muscles, une variabilité régionale considérable concernant la 

taille et le type des fibres, de sorte que la mesure ou l'échantillonnage de seulement quelques 

petites zones ne fournit pas nécessairement des mesures représentatives (Liu et al., 2013). 

Au cours des dernières années, les chercheurs en bioinformatique ont réussi à 

développer des scanners de diapositives qui numérisent les lames contenant des coupes colorées 

par des réactions histoenzymologiques (Ameisen et al., 2012 ; Kummel et al., 2012). Selon le 

site Réflexions (site de vulgarisation de l'Université de Liège, 2014), cela devrait reléguer le 

microscope au placard, et la microscopie classique sera oubliée par les prochaines générations. 

Comme son acquisition, la segmentation de l’image histologique musculaire en fibres 

distinctes n’est pas facile et les techniques simples de seuillage ou de morphologie ont une 

grande difficulté à séparer, avec précision, les fibres étroitement apposées (Dryden et al., 2006 ; 

Garton et al., 2010 ; Liu et al., 2013). Ces techniques qui sont, en général, des méthodes 

manuelles utilisées depuis 40 à 50 ans comprennent le traçage manuel des cellules ou 

l'utilisation d'un outil d'édition d'image à usage général (Janssens et al., 2013 ; Kostrominova 

et al., 2013) ; elles sont donc, selon Lei et al. (2019), extrêmement longues, coûteuses et 

contiennent de grandes variations entre observateurs. 

Pour surmonter ces limitations, les chercheurs font appel à des méthodes semi-

automatiques telles que Fiji (Schneider et al., 2012), Image Pro Plus 10 de « Media Cybernetics 

», Metamorph de « Universal Imaging Corporation », ainsi que des méthodes spécialisées 

comme Racin (Buche et al., 1997 ; Klemencic et al., 1998 ; Karen et al., 2009 ; Wang, 2016). 

Bien que largement utilisés, ces outils nécessitent toujours un prétraitement ; l'opérateur doit 

interagir manuellement avec l'ordinateur, utilisant un stylet numériseur ou une souris 
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d'ordinateur, pour éliminer les artefacts et les tissus non pertinents, et pour tracer les contours 

des fibres musculaires non segmentées (Mayachitra, 2006). Cette interaction rend l'analyse d'un 

grand nombre d'images fastidieuse et peu pratique (Janssens et al., 2013). En parallèle, le 

développement de méthodes entièrement automatiques progresse (Dryden et al., 2006 ; Brox et 

al., 2006 ; Kim et al., 2007 ; Sertel et al., 2011 ; Janssens et al., 2013 ; Liu et al., 2013 ; Strange 

et al., 2014 ; Sapkota et al., 2015 ; Lei et al., 2019). Ces techniques sont plus efficaces car elles 

exploitent les frontières entre les fibres musculaires de manière précise, fournissant ainsi des 

informations plus discriminantes. Cependant, elles présentent encore des inconvénients : elles 

sont souvent coûteuses, leur disponibilité peut être limitée, et plusieurs de ces programmes 

utilisent des raccourcis (par exemple, en supposant que les fibres sont des cercles ou des 

ellipses), ce qui peut rendre les mesures automatisées moins précises (Meng et al., 2014). 

Les méthodes de typage des fibres musculaires ont été développées par les chercheurs 

en biomédical et les ingénieurs des logiciels. Initialement, la méthode de spectro-photo-

microscopie a été utilisée pour mesurer la densité optique des fibres (Bye et al., 1989). Par la 

suite, des outils interactifs ont été introduits, utilisant des caméras vidéo CCD en mode vidéo 

en direct branchées au microscope pour classer les fibres selon les niveaux de gris des cellules 

musculaires (Buche & Mauron, 1996). Plus récemment, il y a eu l'émergence d'outils 

automatiques qui classent les fibres en superposant différentes coupes sériées colorées sur une 

image de référence (Kostrominova et al., 2013), en utilisant des logiciels qui déterminent la 

densitométrie des fibres, comme ceux utilisés par Meunier et al. (2010). Notons que ces derniers 

rencontrent des difficultés dans la classification de toutes les cellules musculaires, surtout dans 

les coupes où les fibres musculaires ne sont pas parallèles entre elles, changent de forme à 

travers une grande série de sections, ou si certaines fibres disparaissent de la section ou se 

divisent. Ces cas sont bien documentés dans notre travail et sont corroborés par les travaux de 

Karen et al. (2009). 

Notre étude est divisée en deux parties distinctes. La première partie vise à mettre en 

évidence les différents paramètres morphométriques des fibres musculaires pour chaque muscle 

étudié avec l’âge (nombre, AST, DMF et coefficient de variabilité), ainsi que le pourcentage 

des différents types de fibres et leur distribution spatiale au sein des muscles et des faisceaux 

musculaires. Nous utilisons les nouvelles approches de traitement d’image pour analyser toute 

la surface des muscles ALD et Sart, ainsi qu'une partie du muscle Ps, en réalisant dix répétitions 

pour chaque âge étudié. La deuxième partie de notre étude vise à contribuer au bon traitement 

de l’image histologique du tissu musculaire squelettique et à éclairer le chemin pour les 
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chercheurs intéressés. Nous avons réalisé une comparaison en deux axes : tout d'abord, le 

traitement des images histoenzymologiques classiques du tissu musculaire en termes 

d'acquisition d’image par microscopie optique et scanner de diapositives. Ensuite, une 

comparaison de la segmentation à l'aide de trois logiciels : deux semi-automatiques (Fiji et 

Image Pro Plus 10) et un automatique (Cytoinformatics LLC). Enfin, nous expliquons la 

méthode de mise en évidence de la typologie des fibres musculaires basée sur des images 

colorées en Azorubine, segmentées par Cytoinformatics LLC, qui sont ensuite utilisées comme 

référence par Fiji pour la sélection manuelle des différents types de fibres, en exploitant des 

images révélant les colorations SDH et ATPasique. 
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ÉTUDE BIBLIOGRAPHIQUE 

 RAPPELS ANATOMIQUES DES MUSCLES ETUDIES 

I.1 Définition du muscle 

Le système musculaire est constitué de masses charnues, chacune limitée par une 

enveloppe fibreuse appelée aponévrose. Ces masses charnues, appelées muscles, sont formées 

de filaments adjacents, qui peuvent à leur tour se décomposer en fibres très fines alignées côte 

à côte ; les filaments décomposables en fibres forment des faisceaux musculaires, et l'unité 

fondamentale est la fibre musculaire. Les muscles sont attachés aux os chez les animaux 

vertébrés dotés d'une colonne vertébrale et d'un squelette, ou sous la peau chez les animaux 

non vertébrés. La masse musculaire constitue ce que l'on appelle communément la chair 

(source : www.cosmovisions.com/muscle.htm). 

Le muscle squelettique a pour fonction principale la transformation de produits 

chimiques en énergie mécanique permettant la production de force pour la contraction et le 

maintien de la posture. De plus, les muscles squelettiques contribuent au métabolisme 

énergétique de base, à la thermorégulation et au stockage de substrats comme les glucides et les 

acides aminés. Toutes ces actions musculaires utilisent l'ATP qui est produit par trois voies 

énergétiques de base connues au cœur de la fibre musculaire (Picard et Gagaoua., 2020). 

I.2 Rappels sur la musculature du poulet de chair  

Le poulet de chair à croissance rapide, comme tous les oiseaux, se caractérise par une 

puissance musculaire presque entièrement localisée dans les membres thoracique et pelvien. 

Cette disposition résulte de la spécialisation de l’animal (Chatelain, 1986) ; nous allons décrire 

ci-après trois muscles de ces deux régions anatomiques chez cette espèce.   

I.2.1 Au niveau du membre thoracique  

I.2.1.1 Le muscle pectoral superficiel (Ps) 

La forme de la charpente osseuse supportant le membre thoracique résulte du rôle 

prépondérant du muscle pectoral superficiel (Ps), abaisseurs de l’aile (Chatelain, 1986). 

L'origine du Ps sur la clavicule et le sternum est directe et ferme, tandis que l'attache sur la cage 
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thoracique est faible et non directe sur les côtes mais à partir de la surface des muscles sous-

jacents (Figure 1). 

Ce gros muscle peut être subdivisé en trois couches, qui se superposent crânialement. 

Ces trois couches proviennent de zones différentes : I provenant de la partie la moins profonde 

de la clavicule uniquement, II de la partie la plus profonde de la clavicule et de la carène du 

sternum, et III du plan sternal et de la cage thoracique. Il était presque impossible de séparer I 

et II, tandis que la partie la plus profonde de III pouvait facilement être décollée de la surface 

dorsale de II (Figure 2). Tous les composants fusionnent distalement et s'insèrent sur la surface 

crâniale de Crista pectoralis ou crête deltoïde à l'extrémité proximale de l'humérus (Chatelain., 

1986 ; Mastuoka & Hasegawa, 2007) et il étend et stabilise le poignet lors des différentes phases 

du vol battu (Dial, 1992). 

 

Figure 1: Origine et insertion des muscles pectoraux superficiel et profond (Achouri, 2008) 
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Figure 2: Muscles pectoraux du Cygnus cygnus (Matsuoka & Hasegawa, 2007) 

Il est bien connu que les muscles peuvent être fonctionnellement subdivisés en régions 

ou compartiments ayant des fonctions spécifiques (English & Letbetter, 1982). Par exemple, le 

pectoral aviaire a deux régions primaires avec des innervations discrètes, des orientations de 

fascicules et des modèles de recrutement (Dial et al., 1988), et il a été démontré qu'il possède 

des sous-régions supplémentaires avec des innervations distinctes (Boggs & Dial, 1993) .  

I.2.1.2 Le muscle antérieur Latissimus dorsi (ALD) ou Grand Dorsal :  

Le muscle ALD est le plus superficiel du dos, visible comme un muscle blanc sur le dos 

de l'oiseau (Matsuoka & Hasegawa, 2007). Il a une forme triangulaire (Barone, 2000). Il prend 

origine à partir de l'apophyse épineuse d'un nombre variable de vertèbres cervicales et des 

premières vertèbres thoraciques (Baumel et al., 1993). Matsuoka et Hasegawa (2007) ont 

observé chez le cygne chanteur (Cygnus cygnus) que ce muscle se développe à partir des 

processus épineux de trois vertèbres thoraciques. Malgré cela, il reste le muscle le plus 

superficiel et son attache aponévrotique ne semble pas se fixer directement sur les os, mais 

semble s'attacher secondairement aux processus épineux, avec les aponévroses des muscles 
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sous-jacents situées entre eux. Il se termine entre les têtes scapulaire et humérale du muscle 

triceps brachial.  

Ce muscle agit en tirant l'aile caudalement, en fléchissant et en élevant l'humérus, et en 

contrôlant ainsi le mouvement de l'humérus lors de la contraction des muscles pectoraux et 

supra-coracoïde (Zimermann et al., 2012). Cela maintient ce muscle presque toujours contracté 

pour maintenir les ailes contre le corps (Wessel et al., 2010). Le grand dorsal aviaire est d'une 

grande importance pour les biologistes musculaires et les chercheurs travaillant dans les 

domaines de la dystrophie musculaire et des interactions neurotrophiques (Geyukoulu et al., 

2005). Ce muscle joue un rôle crucial dans la locomotion aviaire et est souvent étudié pour 

comprendre les mécanismes sous-jacents à ces conditions pathologiques et aux interactions 

complexes entre le système nerveux et les muscles. 

I.2.2 Au niveau du membre pelvien 

I.2.2.1 Au niveau de la cuisse  

Les muscles de la cuisse sont puissants, allant d’un bout à l’autre du bassin et même le 

dépassant, pour se terminer à hauteur du genou (Chatelain, 1986). 

I.2.2.1.1 Le muscle Sartorius (Sart) 

Appelé aussi muscle iliotibial crânial, le muscle Sart appartient au groupe musculaire 

iliotibial qui contient en outre le muscle pectiné, le muscle iliotibial latéral, le muscle iliotibial 

médial et le muscle biceps fémoral (James et Gart.,1993). Il existe des variations selon les 

espèces aviaires dans les attachements proximaux de ce muscle aux vertèbres thoraciques 

caudales, au synsacrum et au préacétabulaire de l’ilium. Ce muscle peut présenter plus d’une 

tête (Baumel et al., 1993). Le Sart est un muscle en forme de lanière qui provient de la crête 

iliaque antérieure et s'insère sur le ligament rotulien, fonctionnant pour l’extension du fémur 

(Torella et al., 1996). Tandis que McFarland et al. (2008) ont dit que le Sart provient de la face 

crâniale de la crête iliaque, via un tendon court. Il longe le bord crânial de la cuisse et passe 

médialement pour s'insérer sur le bord antérieur du tibiotarse, en profondeur jusqu’au muscle 

gastrocnémien médial, il participe à la flexion de la hanche. Il est largement considéré comme 

le principal protracteur de la hanche (Smith et al., 2007). 

 



 9 

 MISE EN PLACE ET DEVELOPPEMENT DES MUSCLES 

DU POULET DE CHAIR 

Chez le poulet, le mésoblaste se segmente en somites à partir de la 20ème heure. La région 

dorsolatérale va former le derme et le myotome. Les cellules du myotome donneront les 

muscles paravertébraux, intercostaux et abdominaux. De la région ventrolatérale du 

dermomyotome migrent des cellules donnant les myoblastes qui coloniseront les bourgeons des 

membres (Ott et al., 1990). L’analyse de la myogenèse embryonnaire des vertébrés a permis 

d’émettre l’hypothèse selon laquelle les myoblastes suivent une séquence chronologique 

d’apparition, toutes comme les fibres musculaires, et diffèrent les uns des autres en fonction 

des stades de développement (stade embryonnaire, fœtal, néonatal et adulte) (Stockdale, 1990). 

Robelin et al. (1993) suggèrent que cette chronologie est fonction de la durée de la gestation et 

du poids de l'animal à la naissance. 

La cinétique d'apparition des deux populations (primaire et secondaire) varie selon la 

maturité des différentes espèces (Picard et al., 2002), ainsi chez le poulet les fibres primaires 

apparaissent entre 3 et 7 jours avant éclosion, par contre les fibres rapides entre 8 et 16 jours 

avant éclosion. Les myotubes primaires présentent des caractéristiques fonctionnelles qui 

correspondent à celles des fibres rapides. À leur suite apparaissent les fibres secondaires qui 

entourent les myotubes primaires, ces dernières ont une taille inférieure aux moyotubes 

primaires (Remignon, 1993). 

Chez toutes les espèces, les myotubes de la génération primaire représentent une 

proportion limitée des fibres futures, tandis que ceux de la génération secondaire qui les utilisent 

comme échafaudage constituent une population beaucoup plus importante (Soussi-Yanicostas, 

1991; Stål et al., 1994). On pense généralement que les fibres primaires deviennent des fibres 

lentes de type I chez l'adulte, cependant, dans les muscles entièrement rapides, elles donnent 

naissance à des fibres rapides. Les fibres secondaires se transforment principalement en fibres 

rapides dans les muscles rapides et en fibres rapides ou lentes dans les muscles mixtes 

(Lefaucheur et al., 1995 ; Picard et al., 1995). 
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 CLASSIFICATION DES FIBRES MUSCULAIRES 

Le muscle squelettique est constitué de différents types de fibres qui interviennent dans 

la contraction, la détermination de leurs caractéristiques joue un rôle majeur dans les études 

physiologiques sur le muscle tout comme dans l’étude des mécanismes de transformation des 

muscles en viande (Meunier et al., 2010). La contraction musculaire nécessite de l’énergie sous 

forme d’ATP, dont les besoins diffèrent fortement selon les types de fibres. Deux voies 

majeures de régénération de l’ATP sont utilisées dans le muscle : la voie oxydative (aérobie) et 

la voie glycolytique (anaérobie). L’importance relative de ces deux voies détermine le type 

métabolique des fibres : oxydatives (rouges car riche en myoglobine qui est le transporteur 

d’oxygène et pigmente le muscle en rouge), et glycolytiques (blanches presque dépourvues de 

myoglobine car les besoins en oxygène sont très limités) (Listrat et al., 2015). 

Les techniques utilisées classiquement dans les différentes espèces pour le typage des 

fibres reposent sur des méthodes histochimiques appliquées sur des coupes de muscles (Picard 

et al., 1998). Comme chez les mammifères, les fibres musculaires du poulet peuvent être 

classées sur la base de leurs propriétés contractiles par l’inhibition sélective de l’activité 

ATPasique myofibrillaire située au niveau des têtes des chaines lourdes de myosine (MyHC) 

qui est la seule protéine myofibrillaire présentant une activité enzymatique (type contractile lent 

/rapide)(Brooke et Kaiser., 1970) et/ou sur la Co révélation de l’activité d’une enzyme de leur 

métabolisme énergétique , la succinate déshydrogénase (type métabolique 

oxydatif/glycolytique).  

Les techniques de coloration histochimique peuvent être utilisées pour décrire les 

caractéristiques complexes du muscle et pour identifier différents types de fibres musculaires 

(Morita et al., 2000 ; Ozawa et al., 2000). Différentes méthodes d'identification histochimique 

des types de fibres musculaires ont été introduites au fil des ans. Les différentes classifications 

des types de fibres se sont concentrées sur un ou quelques aspects des performances contractiles 

et métaboliques et ont défini les types de fibres en fonction de paramètres sélectionnés 

(Bottinelli et Reggiani., 2000).  

III.1 Classification des fibres musculaires selon leur activité contractile 

C’est Engel en 1962 qui a été le premier à proposer de distinguer les fibres musculaires 

en fonction de leur activité à pH 9,4. Il a alors identifié deux types de fibres, I et II, montrant 

respectivement des activités faibles et fortes après une incubation à ce pH. Cette réaction 
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s’inverse après une préincubation acide (Herbison et al., 1982). Plus tard, Brooke et Kaiser 

(1970) ont proposé d'ajouter un deuxième pH de préincubation acide qui leur a permis de 

distinguer trois sous-groupes parmi les fibres de type II (IIA, IIB et IIC). Le premier pH de 

préincubation acide permet de différencier les fibres lentes de couleur noire (de type I) des 

fibres rapides de couleur blanche (ou de type II). Le deuxième pH de préincubation acide révèle 

des fibres noires (identifiées précédemment comme étant de type I), des fibres peu inhibées qui 

apparaissent en gris (classées comme fibre IIA) et des fibres qui restent claires, classées comme 

fibres de type IIB. 

Ce mode de classification est aujourd’hui largement accepté et trouve sa réalité 

physiologique dans les propriétés contractiles du muscle. En effet, les fibres présentant une 

activité ATPasique faible à pH alcalin et forte à pH acide sont celles qui ont une vitesse de 

contraction lente (type I). À l’inverse, celles qui présentent une activité ATPasique faible à pH 

acide et forte à pH alcalin sont présentes dans les muscles à vitesse de contraction rapide (type 

II). Parallèlement à cette vitesse de contraction, une variabilité de la fatigabilité du muscle est 

observée : les muscles rapides sont facilement et fortement mobilisables mais très fatigables ; 

à l’inverse, les muscles lents sont capables de se contracter de façon plus prolongée mais sont 

moins mobilisables rapidement (Mayene et al., 1991). 

III.2 Classification des fibres musculaires selon leur métabolisme énergétique 

Ashmore et Doerr (1970) ont proposé de classer les fibres musculaires sur la base de la 

vitesse de contraction, de la couleur et de leur métabolisme énergétique (Tableau 1). Pour cela, 

ils utilisent une préincubation acide et une autre alcaline qui après révélation de l’activité 

ATPasique leur permet de distinguer des fibres à vitesse de contraction lente (β) et des fibres à 

vitesse de contraction rapide (α). Leur étude se poursuit par la révélation de l’activité de la 

succinate déshydrogénase (SDH), Celle-ci permet de classer les fibres en trois sous-groupes : 

- Les fibres de type (βr) ou rouge lente, caractérisées par une vitesse de contraction lente 

et un métabolisme oxydatif dominant, (coloration bleu foncé) 

- Les fibres de type (αr) ou rouge rapides caractérisées par une vitesse de contraction 

rapide et un métabolisme à la fois oxydatif et glycolytique, (coloration bleue faible) 

- Les fibres de type (αw) ou blanches rapide caractérisées par une vitesse de contraction 

rapide et un métabolisme glycolytique dominant (Joandel, 1997). 
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Tableau 1: Nomenclature des fibres musculaires chez les oiseaux (Berri & Duclos, 2003) 

Type selon Ashmore et Doerr (1971) αw αr Βr β’ α' 

Type selon Barnard et al. (1982) IIB IIA I IIIb IIIa 

ATPase (pH acide) - - + + +/- 

ATPase (pH basique) + + - + +/- 

Succinate déshydrogénase (SDH) + ++ ++ ++ ++ 

 

Selon leur activité ATPasique, les fibres du muscle squelettique ont été classées dans 

les catégories I, IIA et IIB (Brooke et Kaiser, 1970), qui semblent correspondre assez 

étroitement à la classification métabolique décrite par Peter et al. (1972) respectivement en 

fibres à oxydation lente (SO), fibres oxydatives glycolytiques rapides (FOG) et fibres 

glycolytiques rapides (FG). Les chercheurs (Cordonnier et al., 1995 ; Singh et al., 2002) ont 

utilisé cette dernière classification dans leurs travaux. Cependant, Fuentes et al. (1998) ont 

classé les myocytes des muscles biceps et triceps brachial du rat et du lapin en fibres lentes 

(SO), glycolytiques rapides (FG), glycolytiques oxydatives rapides (FOG et FOg) et fibres 

oxydatives rapides (FO). Les deux classifications précédentes, considérées équivalentes, se sont 

rapidement révélées divergentes, aboutissant à l’identification d’autres sous-types (Pette & 

Staron, 1990). 

Parallèlement à ces classifications les plus couramment employées, certains auteurs ont 

décrit diverses variantes des sous-types plus ou moins bien définis. C’est le cas de Khan (1976) 

qui a distingué sept types de fibres chez le poulet, ou de Swatland (1980) qui a observé chez le 

poulet quatre types de fibres dans le muscle pectoral superficiel et sept dans le muscle sartorius. 

Gollnick et Oakley (1983), quant à eux, ne distinguent que deux sous-types parmi les fibres de 

type I, ce qui les amène à une classification comportant cinq classes de fibres. Susuki et al. 

(1985) décrivaient six types de fibres dans les muscles de la cuisse du poulet (dont quatre sont 

de type I). 

La multiplicité des classifications existantes et leur mise en évidence sous-entend de la 

conversion possible d’un type de fibre à l’autre (tant au niveau des types contractiles que 

métaboliques) et donc l’existence à un moment donné de plusieurs sous-types intermédiaires 

avec des limites entre classes non résolues (Staron & Pette, 1987). Ces fibres diffèrent les unes 

des autres par des caractéristiques morphologiques, physiologiques et biochimiques. Par 

conséquent, chaque type musculaire présente des caractéristiques structurales et biochimiques 

spécifiques adaptées à sa fonction. Les sources d’énergie sont notamment différentes ; ainsi, les 
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cellules musculaires adaptent leur équipement enzymatique à leur source d’énergie. Par 

exemple, les muscles blancs utilisent la voie de la glycolyse pour la production d’énergie, tandis 

que les muscles rouges ont un métabolisme oxydatif et utilisent le cycle de Krebs (Joandel, 

1997). Cela renforce alors l’idée que le muscle est dans un état dynamique et que de nombreux 

facteurs peuvent intervenir dans sa mise en place définitive (Remignon, 1993). 

III.3 Détermination des différents types de fibres musculaires chez le poulet 

Chez les oiseaux comme chez les mammifères, les muscles sont soit formés d’un seul 

type de fibre soit, et c’est la majorité des cas, d’une mosaïque de fibres lentes et rapides dans 

des proportions variables (Berri & Duclos, 2003). Les travaux de Barnard et al. (1982) ont 

permis d’établir une classification similaire à celle employée chez les mammifères, mais tenant 

compte des spécificités aviaires (Tableau 1). Cinq types de fibres sont alors décrits en fonction 

de l’activité ATPasique des myofibrilles : deux d'entre elles sont à contraction rapide (types IIA 

et IIB), tandis que les trois autres sont des fibres à contraction lente (types I, IIIa et IIIb). La 

classe additionnelle par rapport aux mammifères est celle des fibres toniques multi-innervées 

regroupées dans le groupe III. Cette classe de fibres est rarement présente chez les mammifères.  

De plus, les fibres de type I chez les oiseaux sont multi-innervées et rares, alors qu’elles 

sont plus nombreuses et mono-innervées chez les mammifères (Remignon, 1993). Ces fibres 

lentes toniques de type IIIa et IIIb ne sont pas retrouvées chez les mammifères mais se trouvent 

dans des muscles tels que le muscle plantaire et l’Antérieur Latissimus Dorsi (ALD) des oiseaux 

(McKee, 2003). Ce muscle reste contracté la plupart du temps parce que sa fonction est de 

maintenir les ailes des oiseaux contre le corps (Goldspink, 1999 ; Wessel et al., 2010). 

la masse corporelle et assurent la fonction locomotrice de vol (Rosser et al., 1996). En 

comparant les muscles pectoraux de 31 espèces aviaires, ces auteurs ont pu mettre en évidence 

une très grande hétérogénéité en isoformes de MyHC rapides au sein des fibres, correspondant 

aux différentes propriétés contractiles requises pour le mode de vol de chacune des espèces. 

Ainsi, les muscles pectoraux des espèces domestiques ou non migratrices contiennent 

exclusivement des fibres rapides glycolytiques (IIB ou αw), capables de fournir une série de 

contractions rapides et puissantes mais pendant un temps bref.  

À l’opposé, les muscles pectoraux des oiseaux migrateurs contiennent des fibres rapides 

oxydatives glycolytiques (IIA ou αr), caractérisées par des propriétés contractiles légèrement 

moins rapides et puissantes mais, en raison de leur meilleure résistance à la fatigue, à même de 
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soutenir un effort prolongé. Smith et al. (1988) ont trouvé dans la partie profonde des muscles 

pectoraux des fibres lentes (I ou βr) capables de maintenir une activité contractile modérée mais 

prolongée. Chez le poulet ou la dinde, la proportion de ces dernières est très faible (1%), mais 

chez certaines espèces comme l’autruche, elle peut atteindre 39% (Rosser et George, 1995). 

Par contre les muscles de la cuisse et les pattes sont généralement décrites comme étant 

de type lent oxydatif (I ou βr) (Rémignon & Desrossiers, 1998) ; ce dernier type de fibre (I ou 

βr), qui rentre dans la composition de la plupart des muscles de posture, est le plus souvent 

localisé dans les régions riches en fibres rapides oxydo-glycolytiques « IIA ou αr » (Rosser et 

al., 1987). 

 VARIABILITE INTER ET INTRA MUSCULAIRE 

Notre point de vue est que chaque muscle humain est unique en ce qui concerne son 

complément de types de fibres (Thornell et al., 2015). Selon Bottinelli et Reggiani (2000) ainsi 

que Pette et Staron (2001), le muscle squelettique est un tissu très hétérogène, composé d'une 

mosaïque de types de fibres fonctionnellement diverses qui contribuent à une variété de 

capacités fonctionnelles. Cependant, la composition des types de fibres peut varier 

considérablement selon l’espèce, le type de muscle et sa fonction (Klont et al., 1998). Choi et 

Kim (2009) ont cité qu’il existe des différences marquées dans les caractéristiques 

histochimiques entre les muscles et à l'intérieur de ceux-ci.  

IV.1 Variabilité inter musculaire 

Hunt et al. (1977) ont confirmé des différences intermusculaires dans la distribution des 

différents types de fibres musculaires chez cinq muscles des bovins (longissimus, glutéal 

moyen, psoas majeur, semi-membraneux et semi-tendineux). Duchamp et al. (1992) ont 

également approuvé que les muscles des pattes aviaires ont une distribution hétérogène de fibres 

oxydatives, glycolytiques et oxydatives glycolytiques. Torella et al. (1996), dans une étude sur 

six muscles répartis sur l’aile et la patte des canards colverts (ps, extenseur radio-métacarpe, 

scapulohuméral caudal, triceps scapulaire, sartorius et gastrocnémien latéral), ont trouvé que 

les trois types de fibres (SO, FG et FOG) présentaient une répartition inégale dans tous les 

muscles étudiés. 

La répartition des types de fibres au sein de chaque muscle est liée principalement au 

rôle joué par chaque muscle au niveau du corps et cela est constaté par Goldspink et Yang 
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(1999). Les fibres de type IIA se trouvent dans les muscles qui se déplacent rapidement de façon 

répétitive comme la partie mixte du muscle Sart ; par conséquent, ils ne se fatiguent pas aussi 

facilement que le type IIB glycolytique, qui subissent une contraction rapide mais sont plus 

facilement fatigables que les fibres de type IIA et de type I. En raison de sa distribution 

régionale dans le muscle, il est postulé que les fibres lentes I (SO) jouent un rôle important dans 

le maintien de la posture (Suzuki et al., 1982 ; Torella et al., 1996) alors que les fibres rapides 

restantes sont inactives (McFarland et al., 2008). 

Les fibres lentes toniques de type IIIA et IIIB ne sont pas retrouvées chez les 

mammifères mais dans des muscles tels que le muscle plantaire et le muscle grand dorsal (ALD) 

de l'espèce aviaire (Goldspink & Yang, 1999). Les muscles biceps brachial et brachial bovin 

ont des pourcentages élevés de fibres rouges à contraction lente aux alentours de 50%, avec des 

pourcentages plus faibles dans les muscles longissimus dorsal et biceps fémoral (environ 22,3% 

et 10,5 %, respectivement) (Kirchofer et al., 2002).  

IV.2 Variabilité intra musculaire  

Il est bien connu que les muscles peuvent être fonctionnellement subdivisés en régions 

ayant des fonctions spécifiques (Boggs & Dial, 1993). La proportion et la distribution régionale 

des types de fibres dans le muscle semblent être liées au degré de complexité fonctionnelle 

(Fuentes et al., 1998). Hunt et al. (1977) ont confirmé des différences intra musculaires dans la 

répartition des différents types de fibres musculaires entre la partie interne et externe des 

muscles semi membraneux et semi tendineux chez les bovins. Par contre Brandstetter et al. 

(1997) ont trouvé chez la même espèce une diminution des activités glycolytiques et 

simultanément une augmentation de la capacité oxydative des fibres du muscle semitendineux 

de l’extrémité proximale → médiale → distale en début de croissance mais à l'âge d'abattage 

(16 mois), aucune différence entre les trois parties n'a été détectée.  

Les types de fibres dans les muscles des membres sont souvent disposés de telle sorte 

que le pourcentage de fibres SO et les FOG vers les régions les plus profondes du muscle, près 

de l'os, tandis que le pourcentage de fibres FG augmente vers les zones superficielles du muscle 

(Acosta & Roy, 1987). Dans les muscles du rat, la zone musculaire la plus profonde a une plus 

grande proportion de fibres de type I et une capacité oxydative plus élevée que la zone plus 

externe (Philippi & Sillau, 1994). Chez les porcs, de nombreux muscles ont une distribution 

unique de fibres, où les fibres de type I sont regroupées en grappes et les fibres de type IIA sont 
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à proximité immédiate, et ces dernières sont ensuite coiffées de fibres de type IIB (Henckel et 

al., 1997).  

Des différences importantes dans la distribution régionale de l’ensemble des fibres 

musculaires ont été observées entre le rat et le lapin par Fuentes et al. (1998) ; Chez le rat, les 

fibres de SO étaient limitées aux régions profondes des muscles biceps et du triceps brachial, 

alors que les fibres de FG étaient situées dans les régions intermédiaires et superficielles (les 

régions superficielles contenaient les pourcentages les plus élevés de fibres de FG). Chez le 

lapin, les fibres SO et FG s'étendent sur tout le muscle, bien que les fibres SO et FG soient plus 

abondantes dans les régions profondes et superficielles, respectivement. Ces résultats indiquent 

que le biceps et le triceps brachial sont plus régionalisés chez le rat que chez le lapin. 

Un travail a été publié sur la proportion des types de fibres de 22 muscles couvrant les 

articulations de l'épaule et / ou du coude de trois singe de type Macaca mulatta réalisé par Singh 

et al. (2002) ; dans la plupart des muscles, les fibres de FG prédominaient, mais les proportions 

allaient de 25 à 67% dans différents muscles. Les fibres SO étaient moins abondantes sauf dans 

quelques petits muscles profonds où elles constituaient jusqu'à 56% des fibres. Dans une 

recherche portée sur 11 muscles du membre postérieur d’un oiseau de rivage (Échasse à col 

noir), McFarland et al. (2008) ont constaté que la plupart des muscles examinés montraient une 

régionalisation des fibres lentes cohérente d'un individu à l'autre.  

Certains muscles ont montré un mélange de fibres lentes et rapides le long de la moitié 

médiale du muscle, mais aucune fibre lente latéralement, d’autres muscles ont montré des fibres 

musculaires lentes exclusivement latérales au tendon interne, et fibres mixtes rapides et lentes 

en dedans du tendon. De plus, la plus faible variabilité des ratios de types de fibres (fibres 

lentes/ fibres rapides) a été observée dans les muscles les plus gros (gastrocnémien et 

iliotrochantericus caudalis), tandis que les petits muscles (le muscle plantaire et 

iliotrochantericus medius), avaient une plage beaucoup plus large de fibres lentes. Il semble 

que l’entrainement modifie la composition fibrillaire du muscle squelettique équin selon un 

ordre de conversion que voici : IIX→ IIA→ I (Cotrel, 2004). 

 

 



 17 

 MESURE DES PARAMETRES MORPHOMETRIQUES DES FIBRES 

MUSCULAIRES 

V.1 Nombre total des fibres musculaires (nbFT) d’un muscle 

Il est bien connu que le nombre de fibres musculaires, la taille et la composition en fibres 

sont étroitement liés les uns aux autres (Ryu et al., 2004). L'augmentation de la masse 

musculaire squelettique est influencée par les caractéristiques de la fibre musculaire (Bee et al., 

2006 ; Puolanne et al., 2006 ; Chen et al., 2007). Le taux de croissance postnatal de la fibre 

musculaire individuelle est plus faible lorsqu'il y a un grand nombre de fibres et plus élevé 

lorsqu'il y a un faible nombre de fibres. Ceci peut être conclu du fait que le nombre de fibres 

musculaires est inversement corrélé à l'épaisseur des fibres musculaires à la fin de la période de 

croissance intensive (Rehfeldt et al., 2000).  

V.1.1 Techniques utilisées pour calculer le nombre total des fibres musculaires 

(nbFT)  

Plusieurs techniques ont été utilisé pour estimer le nombre total de myocytes dans les 

muscles ; Gollnick et al. (1983) ont effectué des comptages directs de ce nombre sur des fibres 

disséquées du muscle ALD après digestion à l'acide nitrique, toutes les fibres qui possédaient 

des appendices ou des clivages centraux, même lorsque les appendices résultants se sont ensuite 

réunis pour former une seule fibre, ont été classées comme fibres bifurquées. La fréquence des 

fibres bifurquées dans les muscles a été déterminée en examinant les fibres sur toute leur 

longueur chez les oiseaux dont les sections médianes n'ont pas été prélevées pour l'analyse 

histochimique en se basant sur des recherches précédentes qui ont dit que la prolifération des 

fibres a été attribuée à une division longitudinale des fibres préexistantes. 

Remignon (1993) ; Remignon et al. (1995), ont calculé ce nombre à partir de la surface 

transversale moyenne des fibres et de la surface musculaire totale après soustraction de la 

surface en pourcentage occupée par le tissu conjonctif par l’application de l’équation suivante : 

nbF= A x (100-TC)/S où nbF = nombre total des fibres, A = aire de section du muscle, 

TC = pourcentage du tissu conjonctif et S = surface moyenne d’une fibre. 

La surface moyenne d’un champ, le nombre de fibres par champ et l’aire de section du 

muscle sont obtenus par analyse d’images, le pourcentage du tissu conjonctif est estimé à l’aide 

d’un oculaire à grille. Scheuermann et al. (2004) ont estimé ce paramètre en calculant le nombre 
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total apparent de myofibres (MFN) par la multiplication du nombre moyen de myofibres sur la 

surface du champ microscopique par la surface totale de la section transversale du muscle, 

obtenue à l'aide d'un planimètre Ott. Le nombre total des fibres a été dénombré aussi en divisant 

la surface maximale d’un muscle déterminée par imagerie résonance magnétique, sur la surface 

moyenne des fibres du même muscle calculée après une biopsie musculaire (Macdougall et al., 

1984 ; Matoba et al., 1985 ; KLEIN., 2003). Mais ces biopsies peuvent être sous-optimales pour 

les études de caractérisation primaires en raison de problèmes d'échantillonnage (Hui Meng et 

al., 2014). 

Néanmoins, les chercheurs n’arrivent pas à capturer toute la surface d’une coupe 

colorée, qui peut être elle-même la surface totale d’un muscle, avec une seule capture d’image 

ce qui a obligé certains d’eux à faire plusieurs images, de faible grossissement (x4) comme 

Garton et al. (2010)  ou (x20) comme Wen et al. (2018), couvrant toute la surface du muscle 

puis les assembler pour former un montage d’une image complète à l'aide de Photoshop. De 

l’autre côté, il existe, dans certains muscles, une variabilité régionale considérable concernant 

la taille des fibres, de sorte que la mesure ou l'échantillonnage de seulement quelques petites 

zones ne fournira pas, nécessairement, des mesures représentatives (Liu et al., 2013). 

V.1.2 Facteurs qui influencent le nombre total des fibres musculaires (nbTF) par 

muscle  

En principe chaque muscle d’un être vivant a un nombre fixe de myocytes, et la 

croissance postnatale est due seulement à la croissance radiale et longitudinale et pas à 

l’augmentation des fibres musculaires, mais le nombre total de fibres musculaires pour chaque 

muscle est influencé par plusieurs facteurs comme le muscle, l’espèce, l’activité physique, le 

sexe, la sélection génétique et l’âge.   

V.1.2.1 Muscle 

Chaque être humain possède plus de 600 muscles squelettiques (Bruce, 2019). Selon 

Choi et Kim (2009), la taille et le nombre des fibres musculaires sont des facteurs qui 

influencent la masse musculaire. Au cours du développement postnatal, lorsque le nombre de 

fibres musculaires est élevé, les fibres se développent généralement plus lentement. 

Inversement, les fibres poussent plus rapidement lorsque le nombre de fibres est faible dans la 

volaille. 
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A notre connaissance aucune étude n’a été faite jusqu’à présent pour compter le nombre 

total des fibres musculaires existantes au niveau de chaque muscle pour un être vivant, et la 

plupart des recherches qui ont été réalisées ont ciblé seulement des muscles qui ont un intérêt 

scientifique ou économique. En principe la taille des muscles est positivement liée à la taille de 

l’animal, le nbFT est variable d’un muscle à l’autre chez le même sujet vu la taille et la 

morphologie différente de l’ensemble de ses muscles. Singh et al. (2002) ont illustré le nbFT 

de 22 muscles couvrant les articulations de l'épaule et / ou du coude d’un singe de type 

« Macaca mulatta », ce nombre selon ces auteurs est très variable selon le type du muscle, il 

varie de 347 à 9837 fibres/muscle. 

V.1.2.2 Espèce 

L’effet d’espèce sur le nbTF de chaque muscle n’a pas été bien étudié par les chercheurs, 

mais les données existantes ont confirmé qu’il y’a eu des différences concernant ce nombre 

entre les espèces. Selon Rehfeldt et al. (1999) les bovins présentent un nombre de fibres 3 à 4 

fois plus élevé que les porcs pour les muscles semitendineux et longissimus, mais avec des 

fibres musculaires de même taille ou même plus petites. Ces mêmes chercheurs ont trouvé que 

le nbTF pour le muscle long extenseur des doigts est 3 à 4 fois supérieur chez le rat que chez la 

souris. En conclusion, les différences de masse musculaire spécifiques aux espèces sont 

principalement dues à des différences dans le nombre total de fibres musculaires. 

V.1.2.3 Activité physique 

Des résultats contradictoires ont été signalés pour le nbTF après une activité physique ;  

Gollnick et al. (1983) ont confirmé que l’hypertrophie du muscle ALD du poulet en réponse à 

une surcharge chronique après un accrochement des poids de 100 ou 200 g selon la taille 

corporelle du poulet sur l’aile, est due à une hypertrophie des fibres préexistantes et non à des 

fibres nouvellement formées. Par contre Shorey et Cleland (1983) ; Giddings et Gonyea (1992) 

ont rapporté qu’un étirement de l’aile, induit par une surcharge pondérale expérimentale, 

entraine une augmentation du nombre total de fibres dans le muscle ALD du poulet. Tamaki et 

al (1992) ont dit que l’exercice imposé au muscle peut aussi être un moyen pour augmenter le 

nombre de fibres musculaires chez le rat, mêmes constatations observées par McCormick et 

Schultz (1992), ces derniers auteurs ont précisé que le mécanisme de formation des fibres de 

novo est induit par la migration de cellules satellites mais restent différent de celui de la 

régénération musculaire.  
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Il est clair que la mise en œuvre précoce de l'exercice en tant que modification du mode 

de vie devrait se traduire par un meilleur maintien des types de fibres musculaires responsables 

du métabolisme oxydatif (Lowenthal et al., 2006). L'hypertrophie des fibres associée à 

l'exercice est généralement de type II et cet élargissement des fibres II peut expliquer la 

différence normale entre le muscle du mâle (dans lequel les fibres de type II sont plus grosses 

que le type I) et le muscle de la fémelle (dans lequel elles sont grossièrement de taille égale) 

(Dubwitz et al., 2013). 

V.1.2.4 Sexe 

Deux théories contradictoires ont été rapportées concernant la détermination du nombre 

de fibres musculaires selon le sexe ; les adeptes de la première théorie ont dit que le nbFT n’est 

pas affecté par le sexe, citant des recherches qui ont été réalisées chez plusieurs espèces : 

plusieurs muscles de souris (Nimmo & Snow, 1983), le muscle pectiné de chien (Ihemelandu, 

1980), le muscle vaste latéral de l’homme (Schantz et al., 1983), le muscle longissimus du porc 

(Rehfeldt, 1995). Chiang et al. (1995) ont constaté que le sexe des poulets n'avait aucune 

influence sur la proportion de types ou de zones de fibres musculaires.  

Par contre les partisans de la deuxième théorie ont affirmé une différence dans le nbFT 

entre les mâles et les femelles, des différences liées au sexe dans le nbFT ont été signalées chez 

les humains (Henriksson-Larsén, 1985), les rats (Joubert et al., 1994 ; Rehfeldt et al., 1994), les 

bovins (Papstein et al., 1999) et les poulets (Rehfeld et al., 1997). Dans ces cas, les mâles 

présentaient un nombre de fibres musculaires plus élevé que les femelles. Scheurmenn et al. 

(2004) ont signalé que le poulet de chair mâle avait une plus grande densité de fibres 

musculaires dans le muscle pectoral que le poulet de chair femelle. Des différences liées au 

sexe dans le nombre de fibres musculaires ont été trouvées pour le muscle extenseur hallucis 

longus du poulet (Tůmová & Teimouri, 2009). 

V.1.2.5 Race et sélection génétique 

Les augmentations génétiquement programmées de la masse musculaire doivent être 

dues à un plus grand nombre de myofibres, à des myofibres plus grandes ou à une combinaison 

de ces deux facteurs (Smith, 1963). Une partie de chercheurs ont pensé que l’augmentation de 

la masse musculaire des animaux modifiés ou sélectionnés génétiquement est due à une 

augmentation du nbFT ; Mizuno et Hikami (1971) ont également signalé que les différences de 

volume musculaire entre le type de ponte et le type de viande chez les poulets résultent 
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principalement des différences de nombre de fibres. Fowler et al. (1980) ont découvert que la 

différence de taille du muscle semi-membraneux entre une lignée de caille japonaise à gros 

corps et la lignée à petit corps était principalement due au nombre de cellules plutôt qu'à la taille 

des cellules.  

Le nombre de myofibres diffère d'une race à l'autre, quel que soit le traitement 

nutritionnel et le sexe, ce nombre reste constant pendant la croissance jusqu'au poids de marché 

(Swatland, 1984). Burke et Henry (1997) ont montré que le nbFT de fibres musculaires du 

muscle semi-membraneux dans le poulet à chair était deux fois plus supérieur que le nbFT du 

même muscle chez le poulet Bantam. De plus, Scheurmenn et al. (2004) ont évalué que le 

nombre de myofibres apparentes dans les muscles du bréchet était plus élevé chez les poulets 

de chair que chez les poulets de type Leghorn, et le rendement élevé des souches de poulets de 

chair pourrait être attribuable à l'augmentation du nombre de myofibres apparentes. 

Une autre partie de chercheurs ont confirmé que l’augmentation de la charge musculaire 

chez les animaux de croissance rapide est causée par une élévation du diamètre moyen des 

fibres et pas au nombre de fibres ; Aberle et Stewart (1983) ont étudié les caractéristiques des 

fibres musculaires de poulets à griller et de poulets pondeurs âgés de 3 à 11 semaines, les 

myofibres des muscles des poulets de chair avaient un diamètre transversal supérieur à ceux de 

la souche pondeuse. Horak, (1989) quant à lui n’a pas observé cette différence numérique en 

comparant les muscles postérieur latissimus dorsi et ALD chez quatre souches de poules (chaire 

et pondeuses). Dransfield et Sonnicki (1999) ont signalé que les poulets mâles à croissance 

rapide avaient des fibres musculaires pectorales trois à cinq fois plus larges que les poulets à 

croissance lente. En revanche Prentis et al. (1984) ont démontré que la différence de race dans 

le poids musculaire du muscle iliotibialis lateralis résultait de différence aux diamètres des 

fibres, tandis que, contrairement à cela, la différence de race dans le muscle Ps était due à un 

nombre différent de fibres. 

La troisième partie des chercheurs ont trouvé que les deux facteurs, nombre et diamètre 

sont responsables sur la différence en masse musculaire en faveur des animaux et/ou des races 

à croissance rapide. Remignon et al. (1995) après avoir comparé la croissance musculaire de 

deux souches l’une à croissance rapide et l’autre de croissance lente, ont trouvé que nbFT dans 

un muscle est toujours plus élevé chez les oiseaux à croissance rapide, quel que soit le muscle 

(Ps ou ALD) ce qui les a laissés penser que l'augmentation du taux de croissance résulte d'une 

augmentation à la fois de la taille et du nombre de fibres, malgré ils n’ont pas constaté une 

augmentation significative du nombre total de myocytes dans ces deux muscles au cours de la 
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croissance. La sélection pour augmenter le taux de croissance a entraîné des changements 

concomitants du nombre et de la taille des fibres musculaires chez les porcs (Choi et al., 2013 

; Kim et al., 2013). 

V.1.2.6 Age  

Rehfeldt et ses collaborateurs (2000) ont confirmé que la croissance postnatale du 

muscle squelettique est principalement réalisée par l'augmentation de la longueur et de la 

circonférence des fibres musculaires, mais pas par l'augmentation du nombre de fibres 

musculaires. Le nombre total de fibres musculaires reste inchangé chez les animaux et l’homme 

et qu’aucun changement significatif du nombre de fibres postnatales n'a été observé chez : le 

rat (Rosenblatt & Woods, 1992 ; Schadereit et al., 1995), les bovins (Wegner et al., 2000 ; 

Picard et al., 2003), le poulet (Gollnick et al., 1983 ; Swatland, 1984), l’homme (Klein et al., 

2003). Ces derniers auteurs ont estimé que le nombre de fibres musculaires n'était pas 

significativement différent entre les jeunes hommes et les personnes âgées concernant le biceps 

brachial, par conséquent la vieillesse n'est pas associée à un nombre réduit de fibres musculaires 

dans ce muscle et que la réduction du nombre de fibres lors de l’atrophie musculaire liée à l'âge 

pourrait être dépendre du muscle.  

En revanche, chez certains poissons, le nbFT augmente encore au cours de la vie 

postnatale (Picard et al., 2003). 

A l’inverse des deux points de vue précédents, Grimby et saltin (1983) ont trouvé que 

le nombre total de fibres musculaires, chez l’homme, décroit de la naissance jusqu’à l’âge 

adulte, ces résultats sont approuvés par les travaux de Rehfeldt et al. (1999) et Thompson (2002) 

qui ont trouvé que le nombre total de fibres musculaires est considérablement réduit avec l'âge, 

à partir d'environ 25 ans et progressant à un rythme accéléré par la suite. Le taux de croissance 

postnatal de la fibre musculaire individuelle est plus faible lorsqu'il y a un grand nombre de 

fibres et plus élevé lorsqu'il y a un faible nombre de fibres. Ceci peut être conclu du fait que le 

nombre de fibres musculaires est inversement corrélé à l'épaisseur des fibres musculaires à la 

fin de la période de croissance intensive (Rehfeldt et al., 2000).  

V.2 Aire de Section Transversale (AST) 

Le poids du muscle dépend du nombre total de fibres (TNF), de la section transversale 

des fibres (AST) et de la longueur (Tůmová & Teimouri, 2009). Les espèces aviaires 

sélectionnées sur le critère de croissance élevée se caractérisent par un développement 
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musculaire important dès la première semaine de vie. Le processus de développement et de 

maturation des fibres musculaires, important chez le poulet de chair, sont extrêmement 

précoces, limité dans le temps et les deux premiers jours semblent être une période cruciale 

pour le développement musculaire du poussin (Bigot et al., 2001). 

Selon Roy et al. (1996) la taille des fibres est une mesure plus précise que le poids 

musculaire en raison des changements potentiels absolus et relatifs du liquide interstitiel, du 

tissu conjonctif et d'autres éléments non musculaires associés à l'atrophie et à l'hypertrophie. 

Une mesure couramment utilisée de la taille de la fibre qui est l’AST, notamment parce que les 

chercheurs effectuant des études physiologiques normalisant leurs résultats aux mesures de 

l’AST obtenues avec leurs instruments  

Malheureusement, bien que les mesures de l’AST puissent refléter avec précision la 

taille de la fibre dans des sections transversales parfaites, elles dépendent largement de 

l'orientation de la fibre (dans la mesure où les fibres longitudinales ou à section oblique auront 

des mesures d’AST artificiellement élevées) et ne sont donc pas idéales pour la taille de la fibre 

(Meng et al., 2014).   L’AST des fibres individuelles est une mesure importante de la plasticité 

des muscles squelettiques et pour déterminer la réponse atrophique ou hypertrophique d'un 

muscle squelettique (Roy et al., 1991).  

V.2.1 Techniques de mesure de l’Aire de Section Transversale (AST)  

L’AST du muscle ALD a été estimé par Gollnick et al. (1980) à partir de 50 fibres pour 

chaque type de fibre mesurée dans trois endroits différents de la section par un planimètre 

associé à un analyseur d'images numériques sur des images projetées directement à partir de la 

lame histochimique. L’AST des myocytes a été obtenu en imprimant l'image de la section 

transversale de chaque muscle sur une seule page de papier. Ce papier a été ensuite coupé pour 

se conformer aux limites musculaires photographiées. La masse de la photographie a été 

comparée après à la masse de papier représentative de 1 mm2, obtenue en utilisant la barre 

d'échelle pré-photographiée (McFarland et al., 2008). Après il a eu l’émergence des logiciels 

universels et spécialisés qui utilisent des algorithmes capables de compter automatiquement ce 

paramètre à partir des images histoenzymologiques des tissus musculaires. 
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V.2.2 Facteurs qui influencent l’aire de section transversale (AST)  

Ce paramètre est influencé par plusieurs facteurs citant :  

V.2.2.1 Espèce   

La typologie des fibres est très variable selon l’espèce, le type de muscle et sa fonction 

(Klont et al., 1998), ceci est prouvé par les travaux de Picard et Cassar-Malek (2009) qui ont 

trouvé que les trois isoformes de MyHC rapides adultes ne sont pas présentes dans les muscles 

matures de toutes les espèces de mammifères malgré la présence des gènes. En effet, la MyHc 

IIb n’est pas exprimée chez le mouton et le cheval et a été mise en évidence chez certains bovins 

avec de fortes différences entre races. Lorsqu’on a pris en compte l’AST, il a été constaté que 

les fibres FG constituaient plus de 50% de l’AST musculaire totale dans presque les 22 muscles 

étudiés chez le singe Macaca mulatta (Singh et al., 2002). Rehfeldt et al. (1999) ont indiqué 

que les différences de taille corporelle ne sont pas suffisamment reflétées par des différences 

de taille des fibres musculaires dans le muscle Longissimus de petits et grands animaux 

(volailles et mammifères).  

V.2.2.2 Age   

L’augmentation de la section transversale musculaire totale est principalement due à 

une augmentation de l’AST plutôt que le nombre de myofibres (Velloso, 2008). Il est bien 

connu que l’AST des différents types de fibres est augmenté régulièrement avec l’âge chez 

toutes les espèces mais avec des vitesses variables (Yamaguchiv et al., 1993 ; Remignon, 1993 ; 

Berri et al., 2002 ; Cotrel, 2004). 

V.2.2.3 Race  

La comparaison entre les races de poulets aux mêmes âges d’étude a reflété que l’AST 

des fibres est toujours en faveur des races ou bien des souches de croissance rapide puis croisée 

et en dernière position lente (Remignon et al., 1995 ; Burke et al., 1997 ; Berri et al., 2002 ; 

Jaturasitha et al., 2008 ; Lee et al., 2016 ; Picard & Gagaoua, 2020). 

A poids vif égaux, les poids des muscles Ps sont égaux, mais la taille des fibres de la 

souche de croissance lente sont significativement plus grandes que celles de la souche de 

croissance rapide, sans doute parce que ces derniers possèdent un nombre total de fibres 

musculaires plus élevé (Remignon, 1995). Le nombre de fibres est négativement corrélé avec 
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la surface de la fibre, alors que le nombre et la surface des fibres sont corrélés positivement 

avec la masse musculaire dans le poulet de chair (Rehfeldt et al., 2004).  

Les poulets de type Leghorn avaient une densité myofibrillaire plus élevé (c'est-à-dire 

plus de myofibres par millimètre carré à cause de la section transversale plus petite de leurs 

fibres) par rapport aux poulets de chair dans l’âge précoce (J7), pour rattraper après aux âges 

(J21 et J35) et devenir presque identiques (Scheurmenn et al., 2004).  

V.2.2.4 Entre les sujets maigres et obèses de la même race  

Les muscles avec de grandes sections transversales physiologiques ont tendance à 

contenir une plus grande proportion de fibres plus grandes et plus rapides (Burkholder et al., 

1996). Mais Berri et al. (2003), dans un travail sur l’effet de la pression de sélection sur les 

muscles du filet a aussi eu des conséquences sur le muscle Sart de la cuisse, qui en plus d’un 

développement supérieur présenterait une réduction de la surface relative occupée par les fibres 

blanches glycolytique.  

Dans une étude sur des poulet (lignée commerciale lourde  « Hubbard Europe »), l’AST 

des fibres est phénotypiquement relié au poids vif et au poids du muscle. L’augmentation de 

l’AST des fibres chez les sujets lourds n’a pas d’incidence sur la surface occupée par le tissu 

conjonctif (Berri et al., 2006).  

V.2.2.5 Sexe 

On n’a pas étudié l’effet de sexe sur l’AST dans cette thèse, mais on a discuté l’effet de 

sexe sur le DMF dans la partie bibliographique. Baeza et Brillard (2004) ont constaté que 

malgré un effet du sexe important sur le poids vif et le rendement du filet au bénéfice des mâles, 

l’AST des myocytes du Ps, chez les mâles et les femelles, est équivalente. Le sexe n'a pas 

affecté la densité des myofibres, alors qu'il affectait la taille de la fibre, qui était plus elevé chez 

la femelle que chez le mâle (Verdiglione & Cassandro, 2013). Par contre Scheurmenn et al. 

(2004) en comparant les sexes, ont aussi rapporté que les femelles avaient plus de myofibres 

par millimètre carré à J21 que les mâles (donc moins d’AST pour les femelles que les mâles), 

mais ces chercheurs n’ont pas fait des expérimentations aux âges plus avancés pour voir à ce 

que la densité myofibrillaire reste au profit des femelles ou bien les choses vont s’inverser au 

profit des mâles. 
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V.2.2.6 Entre les muscles d’un même animal 

Il a été postulé que la force musculaire totale était proportionnelle à sa section 

transversale (Bruce et al., 1997). Les études sur la force musculaire entière normalisent souvent 

la force maximale à l’AST du muscle entier, un concept connu sous le nom de force spécifique 

(Frontera et al., 2010). C’est-à-dire la petite fibre confère une moindre force de contraction du 

fait de la diminution du nombre de protéines contractiles, or il faut plus d’unités motrice soient 

recrutées pour maintenir une même force lorsque la taille des fibres diminue (Cotrel, 2004).  

V.2.2.7 Type de fibre 

La diversité des muscles squelettiques peut être attribuée aux caractéristiques 

hétérogènes des fibres musculaires individuelles et à la composition en mosaïque des nombreux 

types de fibres (Bottinelli & Reggiani, 2000).  Il est bien connu que la croissance musculaire 

postnatale est principalement réalisée par une augmentation de la taille des fibres musculaires 

et un changement du type de fibre musculaire vers le type glycolytique qui présente la plus 

grande AST selon la plupart des études (Chen et al., 2007). 

D'une façon générale, les fibres rouges oxydatives ont une AST inférieure à celle des 

fibres blanches glycolytiques. Toutefois, la hiérarchie de taille entre types de fibres peut parfois 

varier en fonction du muscle considéré et au sein d’un même muscle (Listrat et al., 2015). Même 

Singh et al. (2002) ont constaté que la taille des fibres ne soit pas toujours constante entre les 

muscles, la taille relative des fibres glycolytiques étaient généralement plus grandes que celles 

des fibres rapides oxydo-glycolytiques et les fibres lentes oxydatives au sein du même muscle. 

L’AST des trois types de fibres a été mesuré dans six muscles différents. Les fibres 

glycolytiques avaient tendance à être les plus grandes, tandis que les fibres lentes oxydatives 

étaient les plus petites. Tandis que la taille de type de fibre ne soit pas toujours constante entre 

les muscles, ainsi chez le porc, l’AST des fibres oxydatives est supérieure à celle des fibres 

glycolytiques dans la partie rouge du muscle Semitendineux (Realini et al., 2013).  

De même dans le muscle rectus abdomis (bavette de flanchet) de bovins, les fibres 

rouges oxydatives ont une AST bien supérieure à celle des fibres blanches glycolytiques 

(Guillemin et al., 2009). Singh et al. (2002) ont aussi constatés que la taille d'un type de fibres 

donné variait d'un muscle à l'autre, de sorte que les fibres FG dans certains muscles étaient plus 

petites que les fibres FOG dans un autre muscle.     
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Enfin, les fibres musculaires sont des structures dynamiques qui peuvent passer d’un 

type à l’autre selon le schéma de transition suivant I ↔ IIA ↔ IIX ↔ IIB (Listrat et al., 2015). 

Peu de travaux qui ont suivi l’évolution de l’AST des myocytes des muscles avec l’âge chez le 

poulet de chair, mais on a récapitulé les données disponibles de l’AST des fibres des trois 

muscles du poulet qui nous a intéressés pour notre travail dans le tableau suivant :  
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Tableau 2: Valeurs moyennes des poids des poulets et des muscles, AST des fibres des muscles (Ps, ALD et Sart) citées dans la bibliographie 

Références Race/souche et âge (jour) 
Poids vif 

(gr) 
Muscle 

Poids muscle 
gr 

IIB 
µm2 

I µm2 
IIA 
µm2 

IIB 
µm2 

IIIA 
µm2 

IIIB 
µm2 

Remignon (1993) 
Lignée de croissance 

rapide 

0J 

40 Ps / 20 137     
Sart M /  93 109   
Sart R /   116   
ALD /   137  137 

7J 

 Ps / 62      
Sart M /  65 91 123   
Sart R /  / 113 119   
ALD /   0  230 232 

21J 

 Ps 8,88 244      
Sart M 0,66  189 233 281   
Sart R   / 179 273   
ALD 0,09   0  676 592 

35J 

 Ps 24,62 537      
Sart M 1,67  410 470 502   
Sart R   /     
ALD 0,24   2,24  1007 889 

63J 

 Ps 84,16 1256      
Sart M 5,87  944 869 1087   
Sart R        
ALD 0,86   6,87  2053 1578 

Remignon et al. (1996) 

Y33 lignée sélectionnée 49J 
 Ps  2184      

Sart M   1362 1461 1402   
Sart R    1534 1715   

Y11 lignée non 
sélectionnée 

49J 
 Ps  2234      

Sart M   1255 1340 1418   
Sart R    1437 1573   

Papapinaho (1996) Poulets mixtes Ross 208 37J  Ps  2170      
Berri et al. (2006)  Hubbard europe   

42J 

1861,40 Ps  1257      
2025 Ps  1582      

2208,42 Ps  1812      
2247,98 Ps  2048      
2327,65 Ps  2447      

Berri et al. (2003) Lignée sélectionnée 
J0 44,4 Ps  104,2      

14J 252,4 
Ps  378      

Sart   175 319,7 309,5   
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J28 858,6 
Ps  986,4      

Sart   620,4 802,6 790,2   

J42 1419 
Ps  1585      
sart   697,6 846,4 728,4   

Berri et al. (2003) Lignée contrôlée 

J0 38,6 Ps  91,3      

14J 252,4 
Ps  334,8      

Sart   107,2 200,7 220,5   

J28 858,6 
Ps  820,2      

Sart   404 608,8 632   

J42 1419 
Ps  1234,2      
sart   432,2 611,4 541   

Dransfield  et Sosnicki 
(1999) 

Lignée de croissance  rapide 70J  Ps  1256      

Chen et al. (2007) Arbor Acres 

1J  Ps  19,35      
14J  Ps  358,74      
28J  Ps  553,08      
42J 1517 Ps + 

Pp 
195 715,04      

56J 2614 Ps + 
Pp 

305 845,45      

Jaturasitha et al. (2008) 

Black- boned 16S 
 Ps   21,5    
 Ps  47,8      

Thai- native 16S 
 Ps   17,7    
 Ps  45,7      

Bresse 16S 
 Ps   26,3    
 Ps  52,5      

Rhode island 16S 
 Ps   36,5    
 Ps  48,9      

Koomkrong et al. (2015) Arbor Acres 45J 2156,28 Ps 385,54 2860,5      
Huo et al. (2022)  Ross 308 J0 43,3 Ps  29,44      

  Pp : pectoral profond, S : semaine, g : gramme 
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 DIAMETRE MOYEN DE FERET (DMF) 

Il est bien connu que le nombre de fibres musculaires chez les poulets est établi avant 

l'éclosion. Ainsi, toute augmentation de la masse musculaire post-éclosion dépend de 

l'augmentation de la longueur et du diamètre des fibres musculaires (Chen et al., 2007, 

Verdiglione & Cassandro, 2013). Tůmová & Teimouri, (2009) ont considérés que la croissance 

de la fibre musculaire est contrôlée par une augmentation du diamètre et un allongement dû à 

l'addition de sarcomères nouvellement formés aux extrémités. Cela peut se faire par une simple 

mesure du diamètre des fibres les plus petites et/ou les plus grandes avec un micromètre oculaire 

pour établir la plage de tailles ; comme l’ont fait Toutant et al. (1980) par la mesure de diamètres 

avec un micromètre oculaire étalonné.  

Pour chaque fibre, ils ont pris la moyenne de deux mesures perpendiculaires l'une à 

l'autre à raison de cinquante mesures pour chaque type de fibre dans un muscle. Smith et 

Fletcher (1988) en mesurant le diamètre de dix fibres provenant de deux champs distincts par 

emplacement avec un micromètre négatif (ou à étage), sachant que le diamètre était défini selon 

eux comme la section transversale la plus courte de chaque fibre. Une tablette numérique 

connectée à un micro-ordinateur a été utilisée pour déterminer la taille de fibre par Edman et 

al. (1988). Les mesures du diamètre des fibres d'un muscle ont été obtenues en faisant la 

moyenne des parties les plus étroites et les plus larges de chacune des 100 fibres sélectionnées 

au hasard par muscle, les diamètres ont été comparés à l'aide d'un test T apparié pour échantillon 

indépendant (McFarland et al., 2008). Le diamètre des cellules musculaires a été mesuré aussi 

comme la moyenne des lignes les plus longues tracées sur la longueur et la largeur de leurs 

sections transversales (Žikić et al., 2016).  

Une évaluation plus détaillée et plus précise peut être réalisée en préparant un 

histogramme des diamètres des fibres et en le comparant aux données relatives à un muscle 

normal de même sexe et de même âge. Un certain nombre de travaux ont tenté pour automatiser 

et informatiser la quantification des tailles de fibre, en fonction du diamètre de la fibre ou de la 

surface de la fibre en section transversale, mais cela prend du temps et toutes les méthodes 

nécessitent un certain degré d'implication manuelle (Dubowitz et al., 2013). Le DMF (Diamètre 

minimal de Feret) mathématiquement a été défini selon Hosdez (2017) comme la distance entre 

les deux points les plus proches sur les frontières de l’objet contrairement au DMaxF (Diamètre 

maximal de Feret) qui a été défini comme la distance entre les deux points les plus éloignés 

(Figure 03). 
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Figure 3 : Définition des DMF et DMaxF selon Hosdez (2017) 

En biologie musculaire le DMF est la mesure du diamètre mineur dans la cellule 

musculaire. C’est une mesure préférable de la taille de la fibre musculaire qui dépend moins de 

sa surface transversale. (Lawlor et al., 2011 ; Meng et al., 2014). Il a été défini aussi comme le 

diamètre maximum du petit côté de la fibre musculaire (Dubowitz et al., 2013). Contrairement 

aux autres paramètres morphométriques des fibres, le DMF est très robuste contre les erreurs 

expérimentales telles que l'orientation de l'angle de sectionnement. De plus, le DMF détermine 

de manière fiable des phénotypes normaux dans un ensemble représentatif de muscles (Ruegg 

& Meinen, 2014). 

Le DMF est beaucoup moins utilisé par la communauté des chercheurs des muscles 

malgré il est très résistant aux erreurs expérimentales telles que l'orientation de l'angle de 

section selon Liu et al. (2013), et il est recommandé par Ruegg et Meinen (2014) ; Meng et al. 

(2014) qui ont encouragé les chercheurs à adopter cette technique. Cette mesure est comme le 

montre la Figure (04) ne dépend que légèrement de l'orientation de la fibre et constitue 

généralement la norme de référence clinique en matière de mesure de la fibre mieux que l’AST. 

Cependant, il est influencé par la technique de segmentation car il mesure le petit diamètre dans 

la cellule musculaire (Meng et al., 2014). 

D’autres outils graphiques et des méthode analytiques pourraient être utilisés pour 

compléter les études de biopsie musculaire afin de mesurer le diamètre et la surface de la fibre 

musculaire à partir du potentiel d’action enregistré lors des examens électromyographiques à 
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fibre unique pour calculer la force spécifique des fibres (Frontera et al., 2010 ; Zalewska et al., 

2012). 

 

Figure 4: Schéma montrant l'importance de mesurer le petit diamètre de chaque fibre. C'est la 
seule mesure non altérée par la section oblique ou le vrillage des fibres (Dubowitz et al., 

2013). 

VI.1 Facteurs qui influencent le diamètre moyen de Feret (DMF) des fibres 

musculaires  

En général, le diamètre des fibres varie de 10 à 100 μm mais dépend de facteurs tels que 

la santé, l'espèce, la race, le sexe, l'âge et le plan de nutrition (Choi & Kim, 2009), ajoutant à ça 

la forme des muscles et la sélection génétique : 

VI.1.1 Morphologie du muscle  

Les muscles striés squelettiques sont classés selon l’agencement des constituants en 

muscles fusiforme, penné, semi penné et multi penné (Barone, 2000), tous conçus pour 

maximiser l'efficacité de certaines fonctions mécaniques. Non seulement la forme externe, mais 

aussi l'architecture interne d'un muscle ont un effet profond sur la quantité et la direction de la 

tension développée par les fibres musculaires en contraction (Bruce & Carlson, 2019). Le 

muscle penniforme a des fibres plus courtes et font un angle avec le grand axe du muscle, il 

génère plus de force musculaire globale, en raison de ce qu'on appelle la surface de section 

physiologique, qui est mesurée perpendiculairement à l'axe des fibres musculaires, et non à 

l'axe longitudinal du muscle entier (Figure 4). Ainsi, si deux muscles avaient une surface de 
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section égale, un muscle penné serait plus fort qu'un muscle à fibres parallèles en raison de sa 

plus grande surface de section physiologique (Bruce & Carlson, 2019). 

Selon Bruce et al. (1997) la force musculaire totale est proportionnelle à la section 

transversale, Krivickas et al. (2011) ont dit que la force spécifique musculaire entière est 

étroitement liée à la force spécifique de la fibre musculaire, cette force peut être normalisée au 

diamètre de fibre (Zalewska et al., 2012) plutôt qu'à la section transversale. Beaucoup de 

difficultés tiennent debout devant l’étude de la force spécifique d’un muscle in vivo comme la 

pennation des fibres intramusculaires, la présence de tissu conjonctif intramusculaire, des 

différences dans l'effet de levier mécanique lié à la position de l'articulation, la coactivation 

possible des muscles antagonistes lors des tests de force et la variation des schémas de 

recrutement des unités motrices (Bruce & Carlson, 2019), de la pulsion centrale et de la 

motivation du sujet (Krivickas et al., 2011). Donc la préparation de fibres musculaires à peau 

unique chimiquement est devenue de plus en plus populaire pour étudier les propriétés 

contractiles des muscles au niveau cellulaire et comment elles sont affectées par le 

vieillissement et la maladie (Trappe et al., 2003 ; Malisoux et al., 2007). 

Afin de n’est pas calculer des valeurs aberrantes pour les paramètres morphométriques 

des fibres musculaires (nombre, AST et DMF..), le choix du muscle à étudié et la connaissance 

préalable de sa morphologie est très indispensable pour avoir des valeurs réelles de ses 

paramètres qui doivent être calculés après la réalisation des coupes perpendiculaire à l’axe 

longitudinal des fibres musculaires (Figure 05 et 06). La taille moyenne des fibres varie d’un 

muscle à l’autre chez la même espèce et dans le même âge (Papinah et al., 1996 ; Berri et al., 

2002 ; GEYİKOĞLU et al., 2005 ; Cotrel, 2004). Papinah et al. (1996) ont trouvé que le 

diamètre moyen des cellules musculaires à J37 est différent entre les muscles du bréchet et ceux 

de la cuisse chez un poulet de chair de race Ross 208. 
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Figure 5: Types fondamentaux d'architecture interne dans les muscles squelettiques (Bruce & 
Carlson, 2019). 

 

Figure 6: Architecture fonctionnelle des muscles fléchisseurs (ischio-jambiers) par rapport 
aux muscles extenseurs (quadrilatères) de la cuisse humaine (Bruce & Carlson, 2019). 
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VI.1.2 Espèce  

La taille et le poids corporel des vertébrés sont connus pour être remarquablement 

différents. Les différences de masse musculaire sont liées au nombre ou à la taille des fibres 

musculaires. Une collection de données montrant les diamètres des fibres musculaires des petits 

et grands animaux (volailles et mammifères) indique que les différences de taille corporelle ne 

sont pas suffisamment reflétées par des différences de taille des fibres musculaires. Les 

diamètres moyens varient entre les espèces d'environ 20 à 80 µm. Cependant, la comparaison 

entre un animal de grande taille et un autre de moyenne ou petite taille comme la baleine et le 

porc, fait intéressant, les fibres musculaires du longissimus les plus grosses ne proviennent pas 

de la baleine (55 μm) en tant que plus grand mammifère, mais du porc (72-85 μm), même 

constatations pour le daim « Fallow-Deer » (19 μm) et le poulet (20 μm) (Rehfeldt et al., 1999). 

Jimenez et Williams. (2014) dans étude ont aussi cité les diamètres moyens de fibres 

musculaires du muscle Ps de 32 oiseaux tropicaux et tempérés appariés phylogénétiquement. 

Ces oiseaux, et malgré leurs petites tailles par rapport au poulet de chair, ont un diamètre de 

fibres supérieur à celui du poulet de chair comme, White-tipped dove « 51.24 ± 1.94 », 

Mourning dove « 51,07 ± 1.96», Eastern whip-poor-will « 46.33 ± 1.09 ». 

VI.1.3 Race et sélection génétique 

Le diamètre des fibres musculaires est plus grand chez les animaux à croissance rapide 

par rapport aux animaux à croissance lente et cela était confirmé par la quasi-totalité des travaux 

qui ont été effectués sur ces types de comparaison (Remignon et al., 1995 ; Berri et al., 2002 ; 

Cotrel, 2004 ; Dale zotte et al., 2005 ; Berri et al.,2006 ; Chen et al., 2007 ; Jaturasitha et al., 

2008 ; Khoshoii et al., 2013 ;  Jimenez & Williams, 2014 ; Koomkrong et al., 2015 ; Picard & 

Gagaoua, 2020 ; Huo et al., 2021). Citant comme exemple Dransfild et Sonnicki (1999) ont 

signalé que les poulets mâles à croissance rapide avaient des fibres musculaires pectorales trois 

à cinq fois plus larges que les poulets à croissance lente.   

Par contre Prentis et al. (1984) ont montré que la variation du poids musculaire du 

muscle iliotibialis lateralis entre les races était attribuable à des différences de diamètre des 

fibres. En revanche, pour le muscle de Ps, cette variation était due à un nombre différent de 

fibres.  

Berri et al. (2000) quant à eux aussi, dans une étude sur la viande de poitrine de poulet, 

ont constaté que la sélection visant à augmenter la masse musculaire n'avait aucun effet sur le 
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type de fibres, leur diamètre, ou la qualité de la viande. Tandis que chez les dindes, 

l'amélioration de la croissance et du rendement de la viande qui est basée sur une augmentation 

de la taille de la fibre a donné une qualité de viande détériorée.  

VI.1.4 Sexe  

Des recherches ont supposé que les mâles et les femelles avaient le même diamètre de 

fibres musculaires ; Smith et Fletcher (1988) ont constaté que les poulets mâles étaient 

significativement plus lourds que les femelles du même âge, mais qu'il n'y avait pas de tendance 

constante dans le diamètre des fibres musculaires en fonction du sexe. Alors que d’autres 

travaux ont confirmé que le diamètre moyen des fibres est plus grand chez le femelles que chez 

les mâles ; fait intéressant, malgré leur poids supérieur, les mâles présentaient des fibres 

musculaires plus petites que les femelles. Cela suggère un plus grand nombre de fibres 

musculaires chez les poulets de chair mâles (Scheurman et al., 2004). Dransfield et Sosnicki 

(1999) ont dit que des diamètres de fibres plus petites peuvent permettre une densité de 

tassement fibrillaire plus élevée. Scheurman et al. (2004) ont signalé que le poulet de chair mâle 

avait une plus grande densité de fibres musculaires dans le muscle pectoral que le poulet de 

chair femelle et cela pourrait être dû au fait que la masse musculaire est principalement 

influencée par le nombre total des fibres (TNF) qui est compensée par une augmentation du 

diamètre des fibres chez les femelles. 

VI.1.5 Age  

Il est bien connu que le nombre de myofibres chez les poulets est établi avant l'éclosion. 

Ainsi, toute augmentation du poids musculaire après l'éclosion dépend de l'augmentation de la 

longueur et du diamètre des myofibres (Chen et al., 2007). Le diamètre moyen des fibres est 

augmenté progressivement avec l’âge (Dransfield & Sosnicki, 1999). Selon Smith et Fletcher 

(1988) il semble que les diamètres des fibres musculaires sont plus influencés par l'âge que par 

la taille du corps. Toutes les recherches réalisées jusqu’à présent ont confirmé l’augmentation 

du diamètre des fibres avec l’âge (Gille et al., 1998 ; Chen et al., 2007). 

VI.1.6 Etat de santé  

La restriction de l'alimentation en quantité et en qualité entraîne une diminution du 

diamètre des fibres musculaires (Rehfeldt et al., 2004). Selon Tůmová et Teimouri (2009) la 

malnutrition postnatale à induire une perte de fibres musculaires qui semble dépendre à la fois 
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de l'intensité et de la durée de la restriction alimentaire, une restriction sévère semble provoquer 

une perte de fibres, alors qu'une dénutrition modérée affecte exclusivement l’hypertrophie des 

fibres par une réduction de l'accumulation nucléaire et protéique. En d'autres termes, un retard 

de croissance musculaire postnatale du muscle gastrocnémien à court terme chez les poulets de 

chair causé par une restriction alimentaire peut induire une hypertrophie des myofibres à long 

terme (Li et al., 2007). 

VI.2 Relation entre le diamètre moyen de Feret (DMF) et le nombre total des 

fibres musculaires (nbFT)  

Certains chercheurs ont confirmé que l’augmentation de la masse musculaire chez les 

animaux de croissance rapide est due à une élévation du diamètre moyen des fibres et non au 

nombre de fibres ; Aberle et Stewart (1983) ont étudié les caractéristiques des fibres 

musculaires de poulets à griller et de poulets pondeurs âgés de 3 à 11 semaines, les myofibres 

des muscles des poulets de chair avaient un diamètre transversal supérieur à ceux de la souche 

pondeuse. Prentis et al. (1984) ; Horak et al. (1989) quant eux n’ont pas observé cette différence 

numérique en comparant les muscles PLD et ALD chez quatre souches de poules pondeuses et 

poulet de chair. Les ressources bibliographiques concernant l’évolution du diamètre moyen des 

fibres sont minimes, les données disponibles sur le diamètre moyen des fibres des trois muscles 

du poulet qui nous ont intéressés pour notre travail sont récapitulées dans le tableau ci-dessous 

:  
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Tableau 3: Valeurs moyennes des poids des poulets et le DMF des fibres des muscles (Ps, ALD et Sart) cités dans la bibliographie 

Auteurs Race ou souche Age 
Poids vif 

(g) 
Muscle 

IIB 
(µm) 

I 
(µm) 

IIA 
(µm) 

IIB 
(µm) 

IIA 
(µm) 

IIIA 
(µm) 

IIIB 
(µm) 

Smith et Fletcher 
(1988) 

Peterson-Arbor Acre 
(croissance rapide) 

55 J  Ps 43-59       

Papapinaho et al. 
(1996)  

Poulets mixtes Ross 208 37J  Ps 59,7       

Miraglia et al. 
(2006) 

Kabir (croissance 
intermédiaire)  

87J 252,4 Ps 54,2       

Ross (croissance rapide)  54J 858,6 Ps 69,4       

Chen et al. (2007)  

Arbor acre (croissance 
rapide) 

J1  Ps 8.40       
J14  Ps 24.19       
J28  Ps 32.01       

42J 1517 Ps 40.69       
56J 2614 Ps 47.25       

Franco et al. 
(2012)  

Cobb broiler (reproducteur 
chair) 

21J 747,85 Ps 33,95       

Koomkrong et al. 
(2015) 

Arbor Acres (croissance 
rapide) 

45J 2156,28 Ps 52,31       

Poulets indigènes thaïlandais 
(croissance lente)  

112J 1394.80 Ps 33,31       

Dragan Žikić et 
al. (2016)  
Pas de différence 
sig ds le diamètre 

Banat naked neck (croissance 
lente)  

12S  Ps 51.41       

Sombor crested (croissance 
lente)  

12S  Ps 55.14       

Red-bro (croissance 
moyenne)  

9S  Ps 50.62       

Huo et al.  (2022)  
Ross 308  

J0 post 
éclosion 

43,3 Ps 6,6       
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 COEFFICIENT DE VARIABILITE 

En plus du diamètre moyen des fibres, il est important d'évaluer la variabilité. Un chiffre 

utile qui est le coefficient de variabilité, calculé comme suit : Standard de déviation x 

1000/diamètre moyen de fibres. Dans le muscle normal, le coefficient de variabilité est inférieur 

à 250 et tout échantillon ayant un coefficient de variabilité supérieur à celui-ci est considéré 

comme démontrant une variabilité anormale de la taille des fibres. Chez l'enfant, il faut tenir 

compte de l'augmentation progressive de la taille avec l'âge (Dubowitz et al., 2013). 

 PERIMETRE 

Il est beaucoup moins utilisé par la communauté de chercheurs par rapport à l’AST ou 

DMF puisqu’il est très influencé par la technique de segmentation.  

 RELATION ENTRE LES CARACTERISTIQUES DE LA 

FIBRE MUSCULAIRE ET LA QUALITE DE LA VIANDE  

Relever le défi d'optimiser l'efficacité de la croissance musculaire et la qualité de la 

viande nécessite une compréhension approfondie des processus impliqués dans le 

développement des fibres musculaires et la diversification des espèces productrices de viande 

(Picard et al., 2002). Ces dernières années de nombreuses recherches ont été lancées pour 

vérifier la corrélation entre la qualité de la viande et les propriétés biochimiques et histologiques 

des fibres musculaires. Les chercheurs ont été divisés en deux groupes concernant l’effet de la 

taille de la fibre sur la qualité de la viande : le premier a confirmé que l’augmentation de la 

taille de la fibre avec l’âge, avec ou sans l’effet de la sélection génétique, conduit soit à une 

viande dure à la mastication (Chen et al., 2007 ; Zhao et al., 2011), soit à une chair contenant 

des fibres géantes responsables de l’hypercontraction (Chiang et al., 1995 ; Sosnicki et al., 1998 

; Miraglia et al., 2006), soit à une viande sombre avec un pH très élevé (Berri et al., 2007). En 

revanche, les scientifiques du deuxième groupe ont constaté que les viandes avec des fibres 

grandes seraient donc mieux adaptées aux processus de transformations (pH élevé, viande 

tendre et moins sombre) par rapport aux viandes avec de petites fibres (Duclos et al., 2007, 

Choi & Kim, 2009 ; Bünger et al., 2009). 

Le type et les caractéristiques des fibres musculaires ont aussi un effet sur la qualité de 

la viande comme la tendreté et la saveur selon certains chercheurs. Une corrélation négative 
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entre la section transversale des fibres et la tendreté a été rapportée chez les porcs et les bovins 

(Renand et al., 2001). Ryu et al. (2008) ont conclu que la composition des fibres musculaires 

peut expliquer en partie la variation de la qualité de la viande entre et au sein des races des 

porcs. Une valeur de pH élevée chez les porcs Berkshire est due à un pourcentage élevé de 

fibres de type I et à un faible pourcentage de fibres de type IIb. Les muscles oxydatifs 

contiennent généralement des niveaux plus élevés de lipides en faveur d'une meilleure saveur 

comme chez le mouton (Valin, 1998). Plus d'informations sont nécessaires pour évaluer les 

caractères affectant la qualité de la viande. Des études futures sont nécessaires pour déterminer 

le rôle d'autres composants musculaires comme le tissu conjonctif intramusculaire et les 

adipocytes (Verdiglione & Cassandro, 2013). 

 TRAITEMENT D’IMAGE DU TISSU MUSCULAIRE 

Un bon traitement de l’image du tissu musculaire pourrait ainsi être obtenu par trois 

principaux déterminants : une meilleure acquisition de l’image, une parfaite segmentation et 

une adéquate mise en évidence des différents types de fibres musculaires. 

X.1 Acquisition des images 

Différents grossissements ont été utilisés par les scientifiques du muscle, le plus 

fréquemment utilisé est le grossissement x20 (Liu et al., 2013 ; Kim et al., 2007) les autres 

grossissements sont moins utilisés : le grossissement x10 (Meunier et al., 2010 ; Wicke et al., 

2007 ; Franco et al., 2012 ; Markus et al., 2014),  le grossissement x5 (Sertel et al., 2011) et le 

grossissement x4 (Garton et al. 2010). Néanmoins, les chercheurs n’arrivent pas à capturer toute 

la surface d’une coupe colorée, qui peut être elle-même la surface totale d’un muscle, avec une 

seule capture d’image ce qui a obligé certains d’eux comme Garton et al., (2010) à faire 

plusieurs images, de faible grossissement (x4), couvrant toute la surface du muscle puis les 

assembler pour former un montage d’une image complète à l'aide de Photoshop. De l’autre côté, 

il existe, dans certains muscles, une variabilité régionale considérable concernant la taille des 

fibres, de sorte que la mesure ou l'échantillonnage de seulement quelques petites zones ne 

fournira pas nécessairement des mesures représentatives (Liu et al., 2013). 

Les deux dernières décennies connaissent l’émergence des scanners des lames qui 

numérisent les lames portantes des coupes colorées par des réactions histoenzymologiques 

(Ameisen et al., 2012 ; Kummel et al., 2012). Ce développement qu’a connu le domaine de la 

bio-informatique qui évolue vite et acquiert rapidement de solides lettres de noblesse devra 
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envoyer, selon le site Réflexions (site de vulgarisation de l'Université de Liège., 2014), le 

microscope au placard et la microscopie classique sera oubliée par les prochaines générations.  

X.2 La segmentation  

La segmentation des images du tissu musculaire en fibres distinctes n’est pas facile et 

les techniques simples de seuillage ou de morphologie ont une grande difficulté à séparer les 

fibres étroitement apposées (Dryden et al., 2006 ; Garton et al., 2010 ; Liu et al., 2013). Ces 

techniques qui sont, en général, des méthodes manuelles utilisées depuis 40 à 50 ans incluent 

le traçage manuel des cellules ou l'utilisation d'un outil d'édition d'image à usage général 

(Janssens et al., 2013 ; Kostrominova et al., 2013 ; Lei et al ., 2019) ; elles sont, par conséquent, 

extrêmement longues, coûteuses, contiennent de grandes variations entre observateurs et ne 

permettent pas de séparer avec précision les amas de cellules complexes qui apparaissent 

généralement dans les tissus musculaires (Kostrominova et al., 2013). 

Pour surmonter ces limitations, les chercheurs utilisent des méthodes semi-automatiques 

et automatiques plus efficaces qui exploitent de manière précise les frontières entre les fibres 

musculaires, fournissant ainsi des informations plus discriminantes. Les approches courantes 

pour la segmentation automatisée des sections transversales des fibres musculaires vont de 

simples stratégies basées sur le seuillage à des méthodes plus avancées, notamment le contour 

actif et les algorithmes basés sur les bassins versants (Stevens et al., 2020). Les outils de 

segmentation d’images musculaires sont classés selon différents critères (degré 

d’automatisation, outil universel ou spécialisé, type de l’image traitée, l’algorithme utilisé 

« technique de traitement d’image » et les critiques qu’a reçu le logiciel) en :  

X.2.1 Logiciels semi-automatiques  

Les outils semi-automatiques, qui sont encore largement utilisées dans les recherches 

sur les muscles squelettiques, nécessitent toujours un traitement préalable ; l'opérateur doit 

interagir manuellement avec l'ordinateur, à l’aide d’un stylo numériseur ou une souris 

d'ordinateur, pour supprimer les artefacts et les tissus non pertinents et tracer les contours des 

fibres musculaires non segmentées (Mayachitra, 2006). Cette interaction de l’utilisateur rend 

l'analyse d'un grand nombre d'images fastidieuse et peu pratique (Janssens et al., 2013). Ces 

logiciels peuvent être classés en logiciels universels et spécialisés. 
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X.2.1.1 Logiciels semi-automatiques universels 

Wiesmann et al. (2014) ont développé un catalogue de critères pour évaluer 15 logiciels 

libres basés sur Matlab et ImageJ pour la segmentation et l'analyse des micrographies cellulaires 

en fonction des exigences structurelles, de la fonctionnalité et de la convivialité; d'après ce 

catalogue, ils ont pu classer ImageJ/Fiji et CellProfiler parmi les premiers logiciels en termes 

de segmentation. Par contre, dans une étude comparative de Janssens et al. (2013), CellProfiler 

(Carpenter et al., 2006) a été classé le dernier dans la segmentation du tissu musculaire par 

rapport à son logiciel (Charisma) et deux autres logiciels Wang classes 2 et 3  (Wang et al., 

2012). Cette étude et une autre de Lei et al. (2019) ont confirmé que CellProfiler ne permet pas 

de gérer correctement les agrégats cellulaires complexes, les artefacts d’imagerie, les tissus non 

pertinents, et les cellules dégradées.  

Selon Kostrominova et al. (2013) ; Wiesmann et al. (2014) le logiciel le plus utilisé 

actuellement est Image J de National Institutes of Health (NIH USA), puisque la communauté 

d'utilisateurs est vaste et en croissance, beaucoup de scientifiques développent leurs propres 

plugins. Ainsi, Schneider et al. (2012) ont développé la version Fiji avec un menu plus étendu, 

des mises à jour automatiques et des méthodes variées d'analyse d'images et de segmentation 

cellulaire pour faciliter l'utilisation d'ImageJ. Signalons ici que d'autres analyseurs d'images 

semi-automatisés similaires comme Image-Pro de Media Cybernetics et MetaMorph sont 

fréquemment utilisés dans l’étude du muscle. (Kostrominova et al., 2013). La structure de menu 

des Fiji est plus étendue que celle d'ImageJ, car elle intègre des méthodes supplémentaires. 

X. 2. 1. 2. Logiciels semi-automatiques spécialisés  

Ce groupe de logiciels utilise des approches plus avancées qui peuvent être divisées, 

selon Strange et al. (2014) en : 

 Méthodes de détection de bord (détection de crête) utilisant la détection de bord 

pour identifier le périmysium ou l’endomysium (limites des myofibres) ; 

 Méthodes utilisant des modèles déformables pour identifier les myofibres, tels 

que les contours actifs. 

X.2.2 Logiciels automatiques spécialisés 

L'automatisation complète de l'analyse histologique des images musculaires joue un rôle 

clé dans l'avancement des techniques de recherche. Mais cette approche nécessite des 

conditions indispensables comme le coût, la disponibilité et la vérification de l'exactitude des 
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mesures. De nombreuses études rapportent ces dernières à l'aide de méthodes de quantification 

automatisées fournies par des logiciels d'imagerie exclusifs. Malheureusement, bien que 

plusieurs approches de traitement d'images pour l'analyse des coupes musculaires aient été 

décrites dans la littérature, à ce jour, seul un nombre limité de groupes de recherche ont rendu 

leur code informatique disponible pour une utilisation générale par la communauté de recherche 

(Stevens et al., 2020).  

X.3 Mise en évidence des différents types de fibres musculaires 

Différents algorithmes ont été développés par les chercheurs en biomédecine et les 

ingénieurs de logiciels pour le typage des différents types de fibres musculaires. Ils ont 

commencé avec la méthode de spectro-photo-microscopie qui mesure la densité optique des 

fibres (Bye et al., 1989), puis sont apparus des outils interactifs utilisant des caméras vidéo CCD 

en mode vidéo direct, connectées au microscope pour classifier les fibres en fonction des 

niveaux de gris des cellules musculaires (Buche & Mauron, 1996). Ensuite, il y a eu l'émergence 

d'outils automatiques qui classent les fibres en superposant les différentes coupes sériées 

colorées différemment sur une image de référence (Kostrominova et al., 2013), en utilisant des 

logiciels qui déterminent la densitométrie des fibres, comme celui utilisé par Meunier et al. 

(2010). 

Notons que ces derniers ont des difficultés de la classification de toutes les cellules 

musculaires surtout dans les coupes où les fibres musculaires ne sont pas parallèles entre elles 

ou elles changent de forme à travers une grande série de sections, ou si certaines fibres 

disparaissent de la section ou se divisent. Ces aspects font l’objet de notre travail expérimental 

et sont déjà prouvés par les travaux de Karen et al. (2009). 
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MATÉRIEL ET MÉTHODES 

 ÉTUDE MORPHOMETRIQUE 

I.1 Matériel   

I.1.1 Les animaux  

L’ensemble des travaux porte sur l’analyse des effets de la croissance sur le 

développement musculaire du poulet de chair (Gallus gallus domesticus). Les expériences ont 

été réalisées sur des poulets appartenant à une race de type chair à croissance rapide (Hubbard 

F-15). Les 220 poussins de l’expérience ont été élevés au sol dans un bâtiment, dans de bonnes 

conditions d’élevage (alimentation appropriée, abreuvement ad libitum, suivi sanitaire). 

Le poulailler est implanté à la commune de TAXLENT. Les poussins sont pesés et 

identifiés individuellement dès leur arrivage avec des boucles dans les pieds, les poids des 

poussins et la consommation journalière sont calculés quotidiennement à 18:00 h et ont reçu ad 

libitum un aliment granulé dont le taux d’incorporation dans 100 Kg de ses composants sont 

inclus dans le tableau suivant :  

Tableau 4 : Composition de l’aliment destiné aux animaux pendant la période d’élevage. 

Composants 

Aliment de 
démarrage 
(J1 – J28) 

(%) 

Aliment de 
croissance 
(J28 – J56) 

(%) 
Maïs 63 65 
Soja 29 27 
Gros son 5 5 
Phosphate 1 1 
Calcaire 1 1 
CMV 1 1 

 

I.1.2 Instruments  

Pour la réalisation de ce travail, le matériel suivant a été utilisé : 

- Balance électronique (ACS-L), max : 30 kg (AC power supply : 220V/50Hz). 

- Balance électronique de précision avec trois chiffres après la virgule et qui porte la 

désignation suivante : 
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     - Type : OHAUS. 

     -Modèle : GT410. 

     -Power requirements 50/60Hz 20A. 

- Pied à coulisse électronique (G.T. TOOLS, 0-200mm/8’’×0,01). 

- Loupe. 

- Trousse de dissection (porte lames, lames de Bistouri, pinces, ciseaux, couteaux). 

I.2 Méthodes  

I.2.1 Préparation des muscles à la dissection  

Dix sujets cliniquement saints subissant un jeûne de douze heures (de 18 : 00 h du soir 

à 6 : 00 h du matin) ont été choisis au hasard de chaque âge étudié qui sont respectivement J0, 

J7, J14, J21, J28, J35, J42, J49 et J56. Pour chaque sujet, trois muscles (Ps, ALD et Sart) du 

côté gauche ont été isolés. Les mêmes muscles du membre controlatéral ont été isolés et 

conservés comme réserve. 

 ÉTUDE HISTOLOGIQUE ET HISTOCHIMIQUE DES MUSCLES 

ETUDIES  

Notre travail a porté sur l’étude de la morphométrie et la typologie de la cellule 

musculaire chez une souche de poulet de chair dans trois muscles typologiquement différents. 

Cent vingt poussins élevés dans les mêmes conditions, l’étude a été réalisée sur 90 sujets de 

poulet de chair de race ISA (Hubbard F-15) de croissance rapide à raison de 10 sujets 

sélectionnés au hasard pour chaque âge étudié (J0, J7, J14, J21, J28, J35, J42, J49 et J56). 

II.1 Prélèvement des échantillons  

II.1.1 Matériel  

- Cryostat (SLEE). 

- BT de stockage d’azote liquide. 

- Congélateur (-80°C). 

- Boites de conservation des lames. 
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II.1.2 Calcul du poids vif et du taux de croissance  

L’évolution du taux de croissance des animaux d’un stade d’âge à l’autre a été mesuré selon la 

formule suivante : [(X2-X1)/X1] x 100.  

X1 : poids relatif de l’animal au stade d’âge n. 

X2 : poids relatif de l’animal au stade d’âge n+1. 

II.1.3 Isolement et stockage des fragments destinés à l’étude histologique  

Cette étude a été réalisée sur des poulets appartenant aux âges post éclosion : J0, J7, J14, 

J21, J28, J35, J42, J49 et J56, à raison de 10 sujets pour chaque âge étudié. Les trois muscles à 

étudier ont été récupérés de la partie gauche de la carcasse de chaque sujet. Un fragment a été 

récupéré ensuite de chacun des trois muscles et collé sur un morceau de liège avec deux aiguilles 

sur les deux extrémités en les immergeant pendant 30 secondes dans un bain de Méthybutane 

(Isopentane) refroidi à l’azote liquide. Ils sont ensuite recouverts par un bout d’aluminium, 

identifiés, déplacés et conservés au congélateur à -80°C jusqu’au moment de réalisation des 

coupes. Les mêmes fragments ont été récupérés aussi à partir du côté droit comme réserve. 

Chacun des fragments musculaires des muscles étudiés est isolé comme suit : 

II.1.3.1 Pectoral Superficiel (Ps)  

Pour le muscle Ps les fragments ont été récupérés à partir de l’endroit illustré dans 

l’image en suivant la technique décrite par Scheuermann et al. (2004) (Figure 07) : 

 

 

Figure 7 : Endroit de prélèvement du fragment (rectangle blanc) destiné à l’étude 
histochimique pour le muscle Pectoral Superficiel (Ps) selon la technique décrite par 

Scheuermann et al. (2004). 
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II.1.3.2 Antérieur Latissimus Dorsi (ALD)  

Des fragments musculaires ont été isolés dans la mi- longueur du muscle ALD (Figure 08). 

 

Figure 8 : Endroit de prélèvement du fragment destiné à l’étude histochimique pour le muscle 
Antérieur Latissimus Dorsi (ALD) qui est dans la demi-longueur du muscle (Image 

personnelle). 

II.1.3.3 Sartorius (Sart) 

Les fragments musculaires ont été isolés dans la mi- longueur du muscle Sart (Figure 09). 

 

 

Figure 9 : Endroit de prélèvement du fragment destiné à l’étude histochimique a été montré 
par une flèche noire dans la moitié distale du muscle Sartorius (Image personnelle). 
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II.2 Réalisation des coupes histologiques et préparation des lames 

Les fragments des trois muscles récupérés du congélateur (-80°C), déplacés dans l’azote 

liquide et laissés pendant au minimum 1 heure de temps au cryostat à -21°C. Pour chaque 

muscle, nous avons effectué plus de 3 coupes sériées de 10µm d’épaisseur montées sur des 

lames différentes ; pour toute la surface du muscle ALD (jusqu’à l’âge d’abattage) et Sart 

(jusqu'à l'âge de quatre semaines) et pour une petite surface du muscle Ps perpendiculairement 

à l’axe des fibres à l’aide d’un cryostat de marque (SLEE), Ces dernières sont laissées à sécher 

à température ambiante pendant 30 minutes. 

II.3 Techniques de coloration   

Ensuite, chaque lame est colorée à l'aide d'une coloration spécifique : 

II.3.1 Coloration à l’azorubine  

La coloration de l’azorubine est utilisée comme une lame de référence pour les autres 

lames colorées par les deux autres colorations histochimiques. Elle permet aussi l’étude des 

différents paramètres caractérisant la taille et la forme de la fibre selon un protocole de l’Unité 

de Recherche Avicole (URA) de l’Institut de Recherche Agronomique de Tours (INRA 

France). 

II.3.2 Coloration histochimique  

II.3.2.1 Révélation de l’activité ATPasique 

La révélation de l'activité ATPasique des cellules musculaires a été réalisée selon le 

protocole portant le numéro d’identification 0083-MO-0190, approuvé le 24 janvier 2007 par 

l'Unité de Recherche Avicole (URA) de l'Institut de Recherche Agronomique de Tours (INRA 

France). Ce protocole s'est basé sur la classification d'Ashmore et Doerr (1971) ainsi que sur 

celle de Bernard et al. (1982). 

II.3.2.2 Révélation de l’activité de la SDH (Succinate Déshydrogénase) 

La mise en évidence de l’activité de la SDH sur des coupes transversales des trois 

muscles étudiés a été faite suivant le protocole qui porte le numéro d’identification 0083-MO-

0110  de l’Unité de Recherche Avicole (URA) (INRA France) ; Cette coloration nous permettra 
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de distinguer les fibres présentant une forte activité oxydative de type I (βr) ou IIA (αr), 

caractérisées par une coloration bleue intense due à une densité élevée en mitochondries. 

II.4 Prise et traitement d’images  

II.4.1 Acquisition d’image  

Cette étude a été réalisée sur des poulets appartenant aux âges post éclosion : J0, J7, J14, 

J21, J28, J35, J42, J49 et J56, à raison de 10 sujets pour chaque âge étudié. Pour chaque muscle, 

nous avons effectué 3 coupes sériées montées sur 3 lames différentes. Une lame a été colorée 

par Azorubine et a servi comme lame de référence, la deuxième a été destinée pour révéler 

l’activité métabolique de l’enzyme Succinate Déshydrogénase et la troisième a été pré incubée 

dans une solution ATPasique à un Ph de 4,10 pour révéler l’activité contractile. Ces trois lames 

colorées ont été scannées complètement (lames virtuelles) au format Aperio-SVS avec un 

grossissement x40 par le groupe Cytoinformatics LLC avec un scanner de lames de marque 

Leica équipé d’un logiciel pour le traitement d’image version Aperio ImageScope 

(v12.3.2.8013), sauf pour les lames qui révèlent l’activité de la SDH du muscle Ps et ALD 

puisque toutes leurs fibres ont une réaction négative et positive respectivement avec cette 

coloration. Des images sériées ont été sélectionnées à partir de ces lames scannées au format 

JPEG à raison d’une image sériée pour chaque muscle et pour chaque âge étudié : 

II.4.1.1 Pectoral Superficiel (Ps)  

Une seule image a été sélectionnée pour  chaque sujet d’étude à partir de la lame 

d’Azorubine sans faire des images sériées puisque les deux autres lames qui révèlent l’activité 

de la SDH et l’activité ATPasique ont une réaction négative (Figure 10). 

 



 51 

 

Figure 10: A- Sélection d’une image d’Azorubine à partir d’une lame virtuelle du muscle Ps 
d’un poulet âgé de 49 jours scannée par le groupe Cytoinformatics LLC au format Aperio-
SVS. B : c’est la partie encadrée dans l’image A après extraction par Aperio ImageScope. 

II.4.1.2 Sartorius (Sart)  

Pour chaque poulet de l’étude, deux images sériées ont été prises à partir du muscle Sart 

à raison d’une image sériée pour chacune des deux parties du muscle Sart, l’une de la partie 

mixte (M) et l’autre de la partie rapide (R) comme illustré dans les Figures 11 et 12.  

 

Figure 11: Sélection des images sériées à partir des lames virtuelles du muscle Sart d’un 
poulet âgé de 42 jours (partie mixte) scannées par le groupe Cytoinformatics LLC au format 

Aperio-SVS. A. coupe colorée à l’azorubine, B. coupe révélant l’activité SDH, C. coupe 
révélant l’activité ATPasique. 

 

A B 
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Figure 12: Une coupe sériée de la partie mixte du muscle Sart après extraction à partir des 
lames virtuelles (Figure 11). A. coupe colorée à l’azorubine, B. coupe révélant l’activité de la 

SDH, C. coupe révélant l’activité ATPasique. 

II.4.1.3 Antérieur Latissimus Dorsi (ALD) 

Une image sériée a été prête à partir du muscle ALD pour chaque sujet d’étude comme 

illustré dans la Figure 13 et 14. 

NB : la lame révélant l’activité de la SDH n’a pas été scannée puisque toutes les fibres 

ont une réaction positive avec cette enzyme. 

 

 

Figure 13: Sélection d’une image sériée à partir des lames virtuelles scannées du muscle 
ALD pour un poulet âgé de 49 jours par le groupe Cytoinformatics LLC au format Aperio-

SVS. A. lame colorée à l’azorubine, B. lame révélant l’activité ATPasique. 
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II.4.2 Segmentation 

Toutes les images de la coloration Azorubine des trois muscles étudiés ont été 

segmentées par le groupe Cytoinformatics LLC (Université de Kentucky, USA). Nous avons 

procédé après à une étape de post-traitement de ces images segmentées par le logiciel ImageJ 

(Fiji) pour supprimer des éventuels artefacts, des tissus non pertinents et/ou des cellules 

musculaires juxtaposées (Figure 15). 

Figure 14: Une coupe sériée du muscle ALD au format JPEG après extraction à partir des 
lames virtuelles (Figure 13). A. coupe colorée à l’azorubine, B. coupe révélant l’activité 

ATPasique. 
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Figure 15: B1, B2 et B3 : Segmentation des images d’Azorubine (A1, A2 et A3) pour les 
muscles Ps, ALD et Sart M sélectionnées dans les Figures 10, 14 et 12 respectivement par le 
groupe Cytoinformatics LLC (B). C1, C2 et C3 : post-traitement des images B1, B2 et B3 par 
le logiciel ImageJ (Fiji) pour supprimer des éventuels artefacts, des tissus non pertinents et/ou 

des cellules musculaires juxtaposées. 

II.4.3 Typologie : 

Une fois que les images numériques des muscles entiers sont disponibles pour le muscle 

Sart et ALD jusqu’à 28 jours et l’âge d’abattage respectivement, ainsi qu’une partie du muscle 

Ps et Sart jusqu’à l’âge d’abattage, des paramètres morphométriques peuvent être mesurés 

(Nombre, AST, DMF, Coefficient de variabilité et périmètre). Ces images d’Azorubine 

segmentées pour les trois muscles ont été utilisées après comme des images de références pour 

la mise en évidence des différents types de fibres ainsi que le calcul de leurs paramètres 

structurels (Nombre, AST et DMF) à l'aide de l'outil Fiji "Add to Manager", comme suit : 

II.4.3.1 Pectoral Superficiel (Ps)  

Cette étape a été réalisée facilement pour ce muscle puisque 99% de ses fibres musculaires sont 

des fibres rapides de type IIB. 
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II.4.3.2 Sartorius (partie mixte et rapide)  

L’image segmentée C3 de la Figure 15 a été utilisée pour la mise en évidence des fibres 

I, IIA et IIB ainsi que le calcul de leurs paramètres comme démontré dans la Figure 16 on se 

basant sur les deux images révélant les activités SDH et ATPasique. 

 

 

Figure 16: Sélection des fibres de type I sur l’image de référence (Figure 15, C3) à partir de 
l’image qui révèle l’activité ATPasique (B) puis les fibres de type IIA et IIB à partir de 

l’image qui révèle l’activité de l’enzyme SDH (A). 

II.4.3.3 Antérieur Latissimus Dorsi (ALD)  

La même méthode utilisée pour le typage des fibres des deux parties du muscle Sart a 

été suivi pour faire la mise en évidence des différents types de fibres du muscle ALD (IIA, IIIA 

et IIIB) (Figure 17) ; notant que l’image qui a révélée l’activité de la SDH n’a pas été exploitée 

à cause de la réaction positive de toutes les cellules musculaires du muscle ALD avec cette 

coloration. Nous avons discuté en détail les points d’acquisition d’image et de segmentation 

dans le chapitre III. 

 

Figure 17: Sélection des différents types de fibres IIIA (orange), IIIB (noir) et IIA (bleue) sur 
l’image de référence (Figure 15, C2) à partir de l’image qui révèle l’activité ATPasique (A). 
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 ÉTUDE COMPARATIVE ENTRE TROIS LOGICIELS DE 

TRAITEMENT D’IMAGE (2 SEMI-AUTOMATIQUE ET 1 

AUTOMATIQUE)  

III.1 Acquisition des images  

63 images d’Azorubine du muscle ALD ont été choisies à partir de 90 images 

segmentées par le groupe Cytoinformatics, à raison de 7 images par âge. Dans les mêmes 

endroits des lames où ces 63 images ont été sélectionnées et segmentées, des images 

d’Azorubine ont été aussi capturées avec des grossissements x10, x20, x25, x40 par un 

microscope Optika équipé d’une caméra intégrée de marque Rising Technology avec une 

résolution de 18MP.   Le comptage des cellules musculaires existantes dans chacune de ces 

images a été faite par l’application de CellCounter du logiciel Fiji (Figure 18), et les résultats 

ont été comparés avec ceux obtenus à partir des images segmentées par Cytoinformatics LLC 

(Figure 18). 

 

 

Figure 18: Calcul du nombre des fibres musculaires du muscle ALD d’un poulet âgé de 42 
jours capturée par un grossissement x25 par l’application CellCounter du logiciel Fiji (photo 

personnelle). 
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Figure 19: Images du muscle ALD d’un poulet âgé de 35 jours capturée par un microscope 
Optika grossissements x10 (A), x20(B), x25 (C), x40 et (D). E : Image scannée par 

Cytoinformatics LLC. 

III.2 Segmentation 

Une image d’Azorubine pour chaque âge étudié a été choisie au hasard parmi les 90 

images du muscle ALD. Ces 9 images ont été segmentées par deux logiciels semi-automatiques 

universels qui sont Image Pro Plus 10 (IP) (une version récente qu’on a reçu gracieusement 

pour une période limitée par Media Cybernetics) et Fiji (disponible gratuitement). La 

segmentation avec Fiji a été réalisée par deux méthodes, l’une par un stylo numériseur 

interfacée avec ordinateur et l’autre par la souris d’un ordinateur, dans le but de les comparer 

avec les images correspondantes segmentées par Cytoinformatics LLC, de point de vue (Figure 

20) :           *     Le temps requis pour la segmentation de chaque image par les trois logiciels. 

*     Le calcul des paramètres morphométriques des cellules musculaires (Nombre, 

AST, DMF et Périmètre). 

Notons que pour le calcul des nombres moyens des fibres par image, nous avons adoptés 

les résultats de Cytoinformatics LLC comme références. Pour les autres paramètres nous avons 

pris comme référence les résultats de Fiji (stylo numériseur), le logiciel même par lequel les 

calculs de ces trois paramètres ont été effectués. 

 

Figure 20: A- Image d’un muscle de poulet de chair âgé de 56 jours ouverte avec le logiciel 
de scanner des lames (fenêtre du logiciel Aperio ImageScope v12.3.2.8013 de Leica). B- 

Même image ouverte par le logiciel Fiji (fenêtre du logiciel Fiji). C- Même image ouverte par 
le logiciel Image Pro Plus 10 (fenêtre du logiciel Image Pro Plus 10). 
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III.2.1 Étapes de segmentation par Image Pro Plus 10 (IP)         

Les images de la figure 21 montrent les étapes de la segmentation d’une image par 

Image Pro Plus 10. 

 

Figure 21: A- Image du muscle ALD d’un poulet âgé de 14 jours colorée par Azorubine. B- 
Segmentation automatique faite après l’utilisation d’un filtre de variance au canal vert afin 
d'améliorer les contours des fibres musculaires, les flèches noires indiquent des zones non 
segmentées. C- Segmentation manuelle faite par l’utilisation d’un stylo numériseur qui laisse 
des stries violettes. D- Une fois la segmentation manuelle terminée et afin d'exclure les objets 
extracellulaires ainsi que les artéfacts du tissu conjonctif, une plage de taille spécifique a été 
appliquée. Une nouvelle segmentation a ensuite été réalisée pour obtenir une image 
correctement segmentée. 

 

Figure 21 (suite): L’application de l’option « Mask all frames » du logiciel Image Pro Plus 

10 a été appliquée sur l’mage D pour obtenir la figure E qui sera traité par Fiji par suppression 

des artefacts et les tissus non pertinents. 

III.2.2 Etapes de segmentation par le logiciel Fiji 

La même image d’Azorubine segmentée dans la Figure 14 a été segmentée aussi par le 

logiciel Fiji comme illustré dans la Figure 22. 
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Figure 22: A- Image d’un muscle ALD d’un poulet âgé de 14 jours colorée par Azorubine, B- 
L’application d’un seuillage sur l’image de référence, C- Une image a été obtenue après 
l'étape de seuillage, montrant un grand nombre de fibres musculaires qui n'ont pas été 

segmentées. D- La segmentation a été réalisée manuellement en utilisant deux techniques : 
l'une avec un stylo numériseur connecté à un ordinateur et l'autre avec une souris d'ordinateur. 

L'élimination des artefacts et des tissus non pertinents a été effectuée à l'aide de l'outil 
Drawing Tools pour les deux techniques de segmentation. 

III.3 Post traitement des images segmentées par Fiji 

Après l’étape de la segmentation avec les trois logiciels, nous avons procédé à une étape 

de post-traitement par le logiciel Fiji qui consiste à supprimer les artefacts, les tissus non 

pertinents et de séparer les cellules musculaires juxtaposées, avec le calcul du temps requis. La 

figure 23 montre le post traitement par Fiji de l’image segmentée précédemment (Figure 21 et 

22) par les trois logiciels (Fiji « FDP, FM », CytoF et IP). 

 



 60 

 

Figure 23: Post-traitement d'une image segmentée par les 3 logiciels (Fiji « FDP, FM », 
CytoF et IP) par Fiji. Les quatre images de la colonne (D) sont des agrandissements des lieux 
encadrés au hasard dans la colonne (C), le logiciel CytoF étant celui qui comptait le plus de 

fibres (cercles en bleu). 

 ÉTUDE STATISTIQUE  

Nous avons effectué plusieurs comparaisons entre les images acquises à partir des lames 

du scanner de diapositives et celles obtenues par microscopie optique à divers grossissements, 

en examinant le nombre de fibres musculaires à différents stades de développement. Pour ce 

faire, nous avons utilisé une analyse de variance (ANOVA) suivie d'une correction de 

Bonferroni pour les tests de comparaisons multiples. 

De multiples comparaisons descriptives concernant les méthodes de segmentation ont 

été effectuées à l'aide d'Excel entre : 

 Deux méthodes de segmentation différentes du logiciel Fiji « FDP, FM », et IP 

concernant le temps nécessaire à la segmentation des 9 images. 

 Trois logiciels Fiji "FDP, FM", CytoF et IP concernant le temps nécessaire au 

post-traitement de l'image et le nombre de fibres dans la même image. 
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La comparaison entre les 3 logiciels concernant les paramètres morphométriques des 

fibres (AST, DMF et Périmètre) a été réalisée à l'aide d'une ANOVA suivie d'un Tukey’s 

multiples comparaisons tests. Le temps requis pour la segmentation et le post-traitement a été 

converti en minutes pour effectuer une comparaison entre les logiciels concernant le temps 

estimé par ANOVA. Toutes les analyses statistiques ont été effectuées à l'aide de SPSS 22 et 

les données ont été présentées sous forme de moyennes et écart-type (mean ± SD) et les 

différences de moyennes ont été considérées comme statistiquement significatives à P < 0,05. 
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RÉSULTATS 

La viande blanche telle que la viande de poulet est considérée comme supérieure sur le 

plan de la santé humaine à la viande rouge en raison de sa teneur relativement faible en graisses 

et en cholestérol. Les consommateurs reconnaissent également le prix relativement bas, les 

portions généralement pratiques et l'absence de restriction religieuse contre sa consommation 

(Jaturasitha, 2004).  

 ÉTUDE HISTOLOGIQUE ET HISTOCHIMIQUE DES MUSCLES 

ETUDIES 

I.1 Évolution du poids vif des poulets pour chaque âge d’étude   

Les résultats relatifs à l’évolution du poids vif en fonction de l’âge ainsi que le taux de 

croissance sont rassemblés dans le Tableau 5. 

Tableau 5: Évolution du poids vif moyen et le taux de croissance des poulets de l’étude en 
fonction de l’âge 

 J0 J7 J14 J21 J28 J35 J42 J49 J56 

Poids vif 
(g) 

41,77 
± 

2,53 

109,68 
± 

10,45 

338,59 
± 

14,37 

694,20 
± 

66,51 

987,08 
± 

73,10 

1648,00 
± 

124,21 

2103,50 
± 

268,96 

2334,50 
± 

347,02 

2966,00 
± 

259,53 
Taux de 

croissance 
(%) 

 162,58 208,70 105,02 41,61 66,95 27,63 10,98 27,05 

 

Les variations du poids vif moyen, résumées dans le Tableau 5, montre que ce poids 

prend des valeurs extrêmes qui varient de 41,77 ± 2,53 g au premier jour post éclosion à 2966,00 

± 259,53 g à l’âge d’abattage. Après avoir atteint les valeurs maximales 162,58% et 208,70% à 

la première et la deuxième semaine respectivement, le taux de croissance a connu une 

diminution progressive pour atteindre la valeur la plus basse (10,98%) entre la 6ème et la 7ème 

semaine pour remonter à nouveau et arriver à la valeur de 27,05% dans la dernière semaine 

d’âge. 
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I.2 Étude des paramètres morphométriques des fibres musculaires pour 

chaque muscle étudié  

I.2.1 Calcul du nombre total des fibres dans le muscle antérieur latissimus dorsi 

(ALD)  

Les résultats sont décrits dans le Tableau 6. Le muscle ALD contient plus de 4000 fibres 

en moyenne dans tous les âges étudiés avec un nombre qui dépasse les 5300 fibres aux âges J7, 

J14 et J21 pour diminuer progressivement jusqu’à la valeur la plus basse (4221) à l’âge 

d’abattage. À l'éclosion, le nombre moyen de fibres est de 4851.  

Tableau 6: Évolution du nombre total des fibres musculaires du muscle ALD en fonction de 
l’âge. 

Jour J0 J7 J14 J21 J28 J35 J42 J49 J56 
Nombre 
moyen 

4851a,b 5467a 5309a 5449a,b 4950a,b 4669a,b 4722a,b 4743a,b 4211b 

Erreur 
standard  

379 154 181 288 323 296 221 368 187 

  

I.2.2 Comptage de l’aire de section transversale (AST) des fibres musculaires des 

trois muscles 

I.2.2.1 Pectoral Superficiel (Ps)  

Le Tableau 7 montre que toutes les fibres du muscle Ps sont de types IIB. Ces fibres ont 

une évolution croissante de l’AST allant de 22,86 ± 6,16µm2 au premier jour post éclosion 

jusqu’au 1499,06 ± 487,37µm2 au 42ème jour, avec une légère diminution au 49ème 1394,94 ± 

341,00µm2 jour pour remonter après à la fin de la période d’élevage à une valeur de 2227,25 ± 

511,66 µm2. Pas de différence significative dans l’AST des fibres IIB du muscle Ps et celles 

des fibres IIB du muscle Sart M et Sart R.  

À J0, nous n'avons pas pu effectuer d'analyse statistique car la variable IIA+IIB n'est 

présente qu'à J0, mais La comparaison entre l'aire de section transversale (AST) du muscle PS 

et celle des deux parties du muscle Sart nous a indiqué que l'AST des fibres de type IIB du 

muscle PS (22,86 ± 6,16) est significativement inférieure à celle des fibres de type IIA+IIB du 

Sart M (67,68 ± 10,07). Cette dernière est également inférieure à celle des fibres de type 

IIA+IIB du Sart R (76,58 ± 24,34). 
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I.2.2.2 Antérieur Latissimus Dorsi (ALD)  

À l’éclosion, les techniques de typage basées sur la réactivité de l’ATPase de la myosine 

ne permettent pas de distinguer les sous-types des fibres lentes identifiées. Ainsi, nous obtenons 

un pourcentage de fibres lentes de type I à 100%, avec une surface de 143,88 ± 35,16 μm², 

comme indiqué dans le Tableau 10. À partir de J7, la taille des fibres toniques IIIA et IIIB du 

muscle ALD ne montre pas de différence significative concernant l’aire de section transversale 

(AST) durant tous les âges étudiés, avec une légère tendance pour les fibres IIIB à être plus 

grandes que les fibres IIIA au début de la période d'élevage, tandis qu’à la fin de cette période, 

les fibres IIIA tendent à être plus grandes que les fibres IIIB (Tableau 7). 

I.2.2.3 Sartorius Mixte (Sart M) et Sartorius Rapide (Sart R)   

La moyenne de l’AST des fibres lentes I pour SART M à J0 est 41,94 ± 6,49 µm2, pour 

sauter après à une valeur de 153,15±52,21 µm2 à J7, cette surface a connu une croissance 

régulière pour atteindre la valeur de 1605,69±389,84µm2 à la fin de la période de l’élevage. À 

tous les âges de l’étude, il existe une différence significative entre l’AST des fibres lentes de 

type I du muscle Sart M et celles du muscle Sart R, avec des valeurs presque deux fois plus 

élevées en faveur des fibres I du muscle Sart M (Tableau 7). 

A l’éclosion, il n’est pas possible de distinguer les sous-types des fibres rapides (IIA et 

IIB), et le Sart M présente donc un profil identique de fibres toutes rapides (IIA+IIB) avec un 

pourcentage de 67,67 ± 10,06µm2. À J7, les fibres IIA du muscle Sart M ont marqué une valeur 

de 287,36±65,13µm2 pour atteindre la valeur de 1853,15±355,57µm2 à l’âge d’abattage. 

Constatons qu’il n’y a pas de différence significative entre l’AST des fibres IIA des deux parties 

du muscle Sart. Les résultats des fibres IIB des deux parties du muscle Sart sont présentés avec 

ceux du muscle Ps (voir « I.2.2.1 Pectoral Superficiel (Ps)»). En revanche, les fibres de type 

IIA du muscle ALD, qui sont apparues dans les derniers âges de l’étude, présentent une AST 

très grande par rapport aux fibres IIA du muscle Ps et les deux parties du muscle Sart. 
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Tableau 7 : Aire de section transversale (AST) des différents types de fibres des trois muscles étudiés 

Day 
Fibre 
type 

Mean of CSA and 
standard deviation 

(µm2) PS 

Mean of CSA and standard 
deviation (µm2) SART M 

Mean of CSA and standard 
deviation (µm2) SART R 

Mean of CSA and standard 
deviation (µm2) ALD 

0 I / 41,94 ±6,50a 0 143,88±35,17c (100%) 
07 I / 153,15±52,21a 102,96±0b / 

14 I / 167,42±52,54a 78,84±19,23b / 
21 I / 214,94±44,66a 56,13±15,23b / 
28 I / 323,70±67,28a 144,57±69,90b / 

35 I / 864,37±345,69a 428,32±112,55b / 
42 I / 1195,60±464,95a 539,26±466,46b / 

49 I / 1273,96±380,12a 681,87±371,32b / 
56 I / 1605,69±389,84a 857,43±230,29b / 
0 IIA + IIB / 67,68±10,07 76,58±24,34(100%) 0 

07 IIA / 287,36±65,13a 266,46±43,13a 0 
14 IIA / 255,07±60,13a 265,78±66,10a 0 

21 IIA / 380,39±87,58a 448,96±91,16a 0 
28 IIA / 599,30±108,02a 505,40±74,68b 0 
35 IIA / 1005,40±358,53a 1123,50±368,54a 2554,85±0,00b 

42 IIA / 1439,57±411,51a 1459,68±513,70a 1988,24±476,02b 
49 IIA / 1450,66±419,73a 1461,38±520,95a 3503,64±939,44b 

56 IIA / 1853,15±355,57a 2079,30±253,15a 2459,31±0,00b 
0 IIA + IIB 22,86 ± 6,16 67,68±10,07 76,58±24,34(100%) / 
07 IIB 389,10 ± 78,86a 390,73±57,97a 317,74±81,66a / 

14 IIB 446,23 ± 116,23a 415,90±72,60a 360,55±100,50a / 
21 IIB 874,97 ± 277,53a 577,26±151,25a 580,44±91,88a / 

28 IIB 891,48 ± 225,32a,b 856,32±94,49a 688,68±135,02b / 
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35 IIB 1134,83 ± 167,63a 1240,56±373,35a 1495,44±334,30a / 
42 IIB 1499,06 ± 487,37a 1696,84±444,80a 1848,01±412,63a / 
49 IIB 1394,94 ± 341,00a 1781,12±447,64a 1588,55±250,00a / 

56 IIB 2227,25 ± 511,66a 2094,41±385,85a 2366,85±273,16a / 
0 IIIA / / / 0 

07 IIIA / / / 817,76±152,22 
14 IIIA / / / 738,11±162,98 
21 IIIA / / / 1239,72±309,33 

28 IIIA / / / 1434,70±384,92 
35 IIIA / / / 2500,39±836,58 

42 IIIA / / / 2196,86±536,02 
49 IIIA / / / 2242,76±304,45 
56 IIIA / / / 2982,75±1236,44 

0 IIIB / / / 0 
07 IIIB / / / 842,95±200,13 

14 IIIB / / / 749,63±152,56 
21 IIIB / / / 1234,63±313,20 
28 IIIB / / / 1507,12±450,19 

35 IIIB / / / 2725,06±1182,09 
42 IIIB / / / 2403,56±476,23 

49 IIIB / / / 1892,12±765,11 
56 IIIB / / / 2669,39±953,56 
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Le classement de l’AST moyenne des différents types de fibres des différents stages de 

l’étude pour les trois muscles de façon croissante a été trouvé dans notre travail selon le 

Tableau 8 comme suit : I (Sart R) 323,77 µm2 
 I (Sart M) 648,97 µm2 

 IIA (Sart M) 908,85 

µm2 
 IIA (Sart R) 951,30 µm2 

 IIB (PS) 986,74 µm2 
 IIB (Sart M) 1131,63 µm2 

 IIA 

ALD 1138,74 µm2 
 IIB (Sart R) 1155,78 µm2 IIIB ALD 1723,48 µm2 IIIA ALD 1769,12 

µm2. Tandis que la moyenne de l’ensemble des fibres de chaque muscle a donné le classement 

suivant : Sart 658,06 µm2 
 PS 986,74 µm2 

 ALD 1193,80 µm2. 

Tableau 8: Moyennes des aires de section transversale (AST) des fibres dans différentes classes 
d’âge pour chaque type de fibre étudié. 

Muscle 
Type de 

fibre 
J0 J7 J14 J21 J28 J35 J42 J49 J56 Moyenne 

PS IIB 22,85 389,10 446,22 874,96 891,48 1134,82 1499,06 1394,93 2227,24 986,74 

ALD 

IIA   219,96 2074,03 2062,28 1143,28 1185,85 875,90 409,88 1138,74 

IIIA  817,76 738,11 1239,71 1434,69 2500,38 2196,86 2242,75 2982,75 1769,12 
IIIB  842,95 749,63 1234,63 1507,12 2725,05 2403,55 1655,60 2669,38 1723,48 

IIIA+IIIB 143,88         143,88 

Sart M 

I 41,94 153,15 167,42 214,93 323,70 864,36 1195,59 1273,95 1605,69 648,97 

IIA  287,36 255,06 380,38 599,29 1005,39 1439,57 1450,66 1853,15 908,85 

IIB  390,73 415,90 577,26 856,32 1240,55 1696,83 1781,11 2094,40 1131,63 

IIA+IIB 67,67         67,67 

Sart R 

I  17,16 52,55 28,06 80,31 367,13 539,25 1015,76 489,95 323,77 
IIA  266,46 265,78 448,95 505,39 1123,50 1459,68 1461,37 2079,30 951,30 

IIB  317,73 360,55 580,44 688,68 1495,44 1848,01 1588,55 2366,85 1155,78 

IIA+IIB 76,58         76,58 

 

I.2.3 Calcul du diamètre moyen de Feret (DMF) des fibres musculaires des trois 

muscles de l’étude  

I.2.3.1 Pectoral Superficiel (Ps) 

Le DMF des fibres IIB a une cinétique de croissance semblable à celle de la AST des 

mêmes fibres avec des valeurs allant de 4,66 ± 0,61µm au premier jour d’élevage à la valeur de 

45,48 ± 5,47µm à la fin de la période d’élevage. Ce paramètre ne montre pas une différence 

significative entre les fibres IIB du muscle Ps et les valeurs du même type de fibres des deux 

muscles Sart M et Sart R dans tous les âges étudiés. Le coefficient de variabilité a montré des 

chiffres toujours inférieurs à 250 dans tous les âges étudiés pour les fibres IIB des trois muscles 

Ps, Sart M et Sart R (Tableau 9). 
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I.2.3.2 Antérieur Latissimus Dorsi (ALD) 

A J0 on a un pourcentage de fibres 100% lentes I qui ont un DMF de 11,58 ± 1,50 µm 

comme indiqué dans le tableau 12 avec un coefficient de variabilité de 129,53. De J7, le DMF 

des fibres IIIA a une valeur de 27,96 ± 3,04 µm pour atteindre en fin de période d’élevage la 

moyenne de 51,23 ± 9,83 µm ; les fibres IIIB ont montré presque des valeurs similaires à celles 

des fibres IIIA et donc pas de différence significative concernant le DMF entre les deux types 

de fibres IIIA et IIIB du muscle ALD à travers tous les âges étudiés. Les coefficients de 

variabilité des deux types de fibres toniques (IIIA et IIIB) du muscle ALD n'ont pas montré de 

valeurs extrêmes dépassant 250, à l'exception des fibres IIIB à l'âge de J49 avec une valeur de 

445,72 (Tableau 9). 

I.2.3.3 Sartorius Mixte (Sart M) et Sartorius Rapide (Sart R) 

Le DMF des fibres lentes I pour Sart M à J0 est 6,11 ± 0,55µm, pour sauter après à une 

valeur de 11,66 ± 1,99 µm à J7, ce paramètre a connu une croissance régulière pour atteindre 

la valeur de 36,04 ± 5,38 µm à la fin de la période de l’élevage. Durant tous les âges de l’étude, 

il y a une différence significative entre le DMF des fibres lentes I du muscle Sart M et celles du 

muscle Sart R (Tableau 9). 

Le Sart M présente à l’éclosion un profil identique de fibres toutes rapides (IIA+IIB) 

avec une moyenne de DMF de 7,67 ± 0,62 µm. À J7, les fibres IIA du muscle Sart M ont marqué 

une valeur de 15,76 ± 1,92 µm pour arriver à la valeur de 38,05 ± 4,34 µm à l’âge d’abattage. 

Il n’y a pas de différence significative entre le DMF des fibres IIA et IIB des deux parties du 

muscle Sart dans presque la plupart des tranches d’âges étudiées mais il y a nette différence 

significative avec les fibres IIA du muscle ALD qui ont un DMF nettement plus petit par rapport 

aux fibres de Sart M et Sart R (Tableau 9).  

Les coefficients de variabilité pour les fibres IIA et IIB des deux parties du muscle Sart 

ont montré des chiffres toujours inférieurs à 250 dans tous les âges étudiés et même cas pour 

les fibres lentes I de la partie mixte du muscle Sart, par contre le Sart R  a une coefficient de 

variabilité toujours supérieur à 250 dans tous les âges de l’étude sauf à l’âge de J56 où il a 

marqué une valeur de 123,11 (Tableau 9). Les fibres IIA constatées dans le muscle ALD aux 

derniers âges d’élevage ont un coefficient de variabilité très élevé.   
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Tableau 9: Diamètre moyen de Feret (DMF) des différents types de fibres des trois muscles étudiés. 

Day 
Fibre 
type 

Mean of DMF 
± Standard 
Deviation 
(µm) Ps 

Variability 
coefficient 

Ps 

Mean of DMF 
± Standard 
Deviation 

(µm) 
Sart M 

Variability 
coefficient 

Sart M 

Mean of DMF 
± Standard 
Deviation 

(µm) 
Sart R 

Variability 
coefficient 

Sart R 

Mean of DMF 
± Standard 
Deviation 

(µm) 
ALD 

Variability 
coefficient 

ALD 

0 I / / 6,11 ± 0,55 90,39 0 0 11,58 ± 1,50 129,53 

07 I / / 11,66 ± 1,99a 171,00 1,78 ± 4,37b 2449,48 / / 
14 I / / 12,18 ± 2,14a 175,67 5,40 ± 4,34b 804,01 / / 
21 I / / 13,49 ± 1,70a 126,29 3,25 ± 3,59b 1103,44 / / 

28 I / / 16,60 ± 1,71a 102,95 6,17 ± 6,11b 991,73 / / 
35 I / / 27,11 ± 5,68a 209,46 16,15 ± 7,46b 461,71 / / 
42 I / / 31,90 ± 6,11a 191,50 19,96 ± 7,90b 396,09 / / 

49 I / / 33,23 ± 4,92a 148,18 23,41 ± 6,10b 260,56 / / 
56 I / / 36,04 ± 5,38a 149,20 25,53 ± 3,14b 123,11 / / 

0 IIA + IIB / / 7,67 ± 0,62 80,83 8,14 ± 1,27 156,02 0 0 
07 IIA / / 15,76 ± 1,92a 121,63 15,33 ± 1,31a 85,15 0 0 
14 IIA / / 14,89 ± 2,00a 134,56 14,83 ± 2,14a 144,07 0 0 

21 IIA / / 17,28 ± 2,36a 136,75 18,99 ± 1,89a 99,70 0 0 
28 IIA / / 21,86 ± 2,09a 95,38 20,42 ± 1,39a 68,30 0 0 

35 IIA / / 28,32 ± 5,20b 183,53 31,18 ± 5,09b 163,16 6,67 ± 17,65a 2645,75 
42 IIA / / 33,96 ± 4,74a 139,59 34,46 ± 6,17a 179,02 15,55 ± 21,61a 1389,43 
49 IIA / / 35,01 ± 5,62a 160,59 35,41 ± 6,35a 179,34 13,44 ± 24,92a 1853,40 

56 IIA / / 38,05 ± 4,34b 114,08 43,05 ± 2,47b 57,39 7,61 ± 18,64a 2449,48 
0 IIA + IIB 4,66 ± 0,61 131,32 7,67 ± 0,62 80,83 8,14 ± 1,27 156,02 / / 

07 IIB 18,31 ± 2,00a 109,39 19,01 ± 1,60a 83,95 16,67 ± 2,25a 134,97 / / 
14 IIB 19,40 ± 3,11a 160,13 19,32 ± 1,77a 91,70 17,35 ± 2,65a 152,70 / / 
21 IIB 29,05 ± 7,05a 242,60 22,04 ± 3,27a 148,29 21,70 ± 1,85a 85,45 / / 

28 IIB 27,51 ± 3,82a 138,79 26,82 ± 1,60a 59,68 24,03 ± 2,47a 102,88 / / 
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35 IIB 33,04 ± 2,71a 82,00 32,29 ± 4,93a 152,74 35,66 ± 4,17a 116,90 / / 
42 IIB 36,99 ± 5,84a 157,74 37,31 ± 4,83a 129,59 39,21 ± 4,27a 108,84 / / 
49 IIB 36,24 ± 3,83a 105,58 39,50 ± 6,04a 152,87 36,92 ± 4,06a 110,07 / / 

56 IIB 45,48 ± 5,47a,b 120,17 41,49 ± 4,47a 107,62 47,17 ± 2,39b 50,73 / / 
0 IIIA / / / / / / 0 0 

07 IIIA / / / / / / 27,96 ± 3,04 108,59 
14 IIIA / / / / / / 25,24 ± 2,64 104,44 
21 IIIA / / / / / / 32,49 ± 4,10 126,25 

28 IIIA / / / / / / 34,99 ± 4,38 125,04 
35 IIIA / / / / / / 45,00 ± 6,53 145,15 
42 IIIA / / / / / / 43,39 ± 5,30 122,04 

49 IIIA / / / / / / 45,15 ± 3,36 74,52 
56 IIIA / / / / / / 51,23 ± 9,83 191,96 

0 IIIB / / / / / / 0 0 
07 IIIB / / / / / / 28,25 ± 3,69 130,75 
14 IIIB / / / / / / 25,47 ± 2,20 86,43 

21 IIIB / / / / / / 32,28 ± 3,90 120,71 
28 IIIB / / / / / / 35,89 ± 4,98 138,81 

35 IIIB / / / / / / 46,52 ± 8,37 180,03 
42 IIIB / / / / / / 45,50 ± 3,98 87,51 
49 IIIB / / / / / / 36,32 ± 16,19 445,72 

56 IIIB / / / / / / 49,99 ± 10,23 204,67 
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Dans la présente étude, le classement croissant des diamètres moyens des fibres (DMF) 

pour tous les âges étudiés et pour les différents types de fibres est le suivant : IIA (ALD) 

10,81µm  I (Sart R) 12,70µm  I (Sart M) 20,92µm  IIA (Sart M) 25,64µm  IIA (Sart 

R) 26,70µm  IIB (Ps) 27,85µm   IIB (Sart M) 29,72µm  IIB (Sart R) 29,83µm  IIIA 

(ALD) 37,52µm  IIIB (ALD) 38,18µm (Tableau 10). Alors que la moyenne de la totalité des 

fibres de chacun des muscles étudiés a révélé le classement suivant : Sart 24,24µm  Ps 

27,85µm  ALD 28,83µm. 

Tableau 10: Moyennes des diamètres moyens de Feret (DMF) dans différents âges étudiés pour 
chaque type de fibre étudié. 

Muscle 
Type de 

fibre 
J0 J7 J14 J21 J28 J35 J42 J49 J56 Moyenne 

PS IIB 4,66 18,31 19,40 29,05 27,51 33,04 36,99 36,24 45,48 27,85 

ALD 

IIA / / / / / 6,67 15,55 13,44 7,61 10,81 

IIIA / 27,96 25,24 32,49 34,99 45,00 43,39 45,15 51,23 38,18 

IIIB / 28,25 25,47 32,28 35,89 46,52 45,50 36,32 49,99 37,52 

IIIA+IIIB 11,58 / / / / / / / / 11,58 

Sart M 

I 6,11 11,66 12,18 13,49 16,60 27,11 31,90 33,23 36,04 20,92 

IIA / 15,76 14,89 17,28 21,86 28,32 33,96 35,01 38,05 25,64 

IIB / 19,01 19,32 22,04 26,82 32,29 37,31 39,50 41,49 29,72 

IIA+IIB 7,67 / / / / / / / / 7,67 

Sart R 

I  1,78 5,40 3,25 6,17 16,15 19,96 23,41 25,53 12,70 

IIA  15,33 14,83 18,99 20,42 31,18 34,46 35,41 43,05 26,70 

IIB  16,67 17,35 21,70 24,03 35,66 39,21 36,92 47,17 29,83 

IIA+IIB 8,14 / / / / / / / / 8,14 
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I.3 Pourcentage de différents types de fibres dans les trois muscles  

I.3.1 Pectoral Superficiel (Ps)   

Pour ce muscle, les fibres de type IIB représentent plus de 99 %, avec seulement 

quelques rares cas de fibres de type IIA. 

I.3.2 Antérieur Latissimus Dorsi (ALD) 

 

Figure 24: Évolution de la typologie du muscle ALD avec l’âge. 

À J0, les fibres du muscle ALD ont un pourcentage de 100% types lentes I (voir la cause 

dans l’AST du muscle ALD). Ensuite, il y a une augmentation progressive du pourcentage des 

fibres IIIA, qui est toujours au-delà de 60 % et atteint 85 % vers la fin de la période d’élevage. 

Cette augmentation s'accompagne d’une diminution concomitante du pourcentage des fibres 

IIIB, passant de 25 % à environ 5 %. Contrairement à la répartition uniforme des fibres IIIA sur 

toute la surface du muscle ALD, la diminution des fibres IIIB avec l’âge est plus prononcée 

dans la moitié caudale de ce muscle. Les fibres de type IIA sont absentes au début de l'étude, 

mais elles apparaissent dans les dernières semaines d'élevage, représentant un pourcentage qui 

ne dépasse pas 5 % dans les parties crâniale et médio-crâniale, et dans de rares cas dans la partie 

caudale. Chez certains sujets, des fibres de type II sont dispersées sur toute la surface du muscle 

(Figure 24). 
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I.3.3 Sartorius M (Sart M) 

Le pourcentage des fibres lentes de type I à J0 était de 20,94%, tandis que les fibres de 

type IIA + IIB représentaient 79,05%. Pour la partie mixte du muscle sartorius, il y a une 

diminution du pourcentage des fibres IIA de 65% à 40% et une augmentation de celles de type 

IIB de 18%, de sorte qu'elles deviennent presque identiques aux fibres IIA à l’âge d’abattage. 

Les fibres de type I ont un pourcentage presque stable à tous les âges étudiés, ne dépassant pas 

les 20% (Figure 25). 

 

Figure 25: Évolution de la typologie du muscle Sart M avec l’âge. 

I.3.4 Sartorius Rapide (Sart R)  

Dans la partie rapide du muscle sartorius, on a enregistré 100% de fibres de type IIA+IIB 

à J0. À partir de J7, il y a une légère augmentation des fibres de type IIB de 75% à 85% jusqu’à 

l’âge d’abattage, accompagnée d’une diminution progressive des fibres de type IIA de 25% à 

15%. Les fibres lentes ont une représentation presque négligeable aux premiers âges et un 

pourcentage inférieur à 5% aux âges suivants (Figure 26). 
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Figure 26: Évolution de la typologie du muscle Sart R avec l’âge. 

I.4 Répartition et distribution des différents types de fibres au sein des 

faisceaux musculaires 

D’après l'analyse de toutes les images traitées pour établir la typologie des muscles, la 

répartition et la distribution régionale des fibres au sein des faisceaux musculaires se font 

comme suit : 

I.4.1 Pectoral Superficiel (Ps) 

99% des fibres musculaires du muscle Ps sont des fibres rapides de type IIB, qui se 

trouve au sein des faisceaux musculaires très serrés (Figure 27). 
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Figure 27: Coupe transversale du muscle Ps d’un poulet de 42 jours. 

I.4.2 Antérieur Latissimus Dorsi (ALD) 

Les techniques de réactivité ATPasique ne nous ont permis d’identifier les différents 

types de fibres qui composent le muscle ALD qu’à partir du septième jour. La répartition des 

fibres de type IIIB au sein du muscle ALD s'est concentrée davantage au centre des faisceaux 

par rapport à la périphérie que les fibres de type IIIA (Figure 28).  

Sachant que les faisceaux de ce muscle ont une architecture et une taille différentes de 

celles du muscle Ps et du sartorius (cette partie sera traitée dans un autre travail), les fibres de 

type IIA sont rares, surtout aux premiers âges de croissance. Elles apparaissent aux derniers 

âges chez quelques sujets à la périphérie de ce muscle, à proximité de l'épimysium, notamment 

dans les parties crâniale et médio-crâniale (Figure 29, images i, j) et caudale (Figure 30). Chez 

d’autres sujets, une partie de ces fibres est dispersée au centre du muscle ALD. 

Figure 28: Typologie du muscle ALD d'un poulet âgé de 14 jours. Les fibres de type IIIB 
sont en noir et les fibres de type IIIA en orange. 
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Figure 29: Images complètes du muscle ALD révélant l’activité ATPasique à différents âges 
(J0, J7, J14, J21, J28, J35, J42, J49 et J56). L : latéral, M : médial, cr : crânial, ca : caudal. 
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Figure 30: Typologie du muscle ALD d'un poulet âgé de 35 jours. Les fibres de type IIIB sont 
en noir, celles de type IIIA en gris et les fibres de type IIA en blanc, concentrées dans la partie 
médio-caudale du muscle. L : latéral, M : médial, cr : crânial, ca : caudal. 

 

I.4.3 Sartorius (Sart)  

L’inspection minutieuse des différentes coupes sériées des muscles sartorius nous a 

révélé qu’il n’est pas composé de deux parties, mixte et rapide, comme le suggéraient des 

recherches précédentes (Remignon, 1993 ; Remignon et al., 1996). En réalité, il existe une zone 

intermédiaire entre ces deux parties. Cette zone contient moins de fibres lentes (type I) et des 

fibres rapides de type IIA par rapport à la partie mixte, et contrairement à la partie rapide, elle 

ne contient pas de fibres lentes (Figure 31). 
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Figure 31: Images sériées d’une coupe transversale partielle du muscle Sart d’un poulet âgé 
de 42 jours, la flèche noire indique la partie médiale du muscle qui est mixte, la flèche rouge 
indique la partie latérale qui est rapide, et la flèche verte indique la partie intermédiaire du 

muscle Sart. 

D’après ces images, on peut conclure que le muscle sartorius n'est pas réellement 

composé de deux parties distinctes, mixte (face médiale du muscle) et rapide (face latérale du 

muscle). En fait, il existe un gradient de distribution des fibres de type I et IIA qui diminuent 

progressivement de la partie médiale (profonde) vers la partie latérale (superficielle) du muscle. 

En revanche, les fibres de type IIB augmentent progressivement de la partie médiale vers la 

partie latérale (Figure 31).  

De plus, la distribution des cellules musculaires au sein des faisceaux musculaires suit 

le même schéma que la répartition générale précédemment décrite : les fibres lentes de type I 

(SO) se trouvent en profondeur des faisceaux, les fibres de type IIA (FOG) dans les zones 

intermédiaires, tandis que les fibres de type IIB (FG) se situent à la périphérie des faisceaux 

(Figure 32). 
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Figure 32: Sélection des différents types de fibres sur une image du muscle sartorius (partie 
mixte) d'un poulet âgé de 42 jours : les fibres de type I (SO) sont représentées en noir, les 

fibres de type IIA (FOG) en bleu, et les fibres de type IIB (FG) en orange. 
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 ÉTUDE COMPARATIVE ENTRE TROIS LOGICIELS DE 

TRAITEMENT D’IMAGE (2 SEMI-AUTOMATIQUES ET 1 

AUTOMATIQUE)  

II.1 Comparaison entre le scanner et le microscope concernant l’acquisition 

des images (Figure 33)   

Les résultats généraux (moyenne ± SE) présentés dans le tableau 14 et la figure 33 ont 

montré la comparaison entre le scanner des lames et les différents grossissements 

microscopique (Gx10, Gx20, Gx25 et Gx40) à différents âges de croissance de la race poulet 

de chair étudié : 

II.1.1 Scanner des diapositives  

Dans cette comparaison, il a été révélé que le nombre moyen de fibres musculaires 

dénombrées dans les images segmentées par le groupe Cytoinformatics était toujours supérieur 

à 600, variant entre 780 et 990 fibres par image aux âges J0, J35, J42, J49 et J56 post-éclosion, 

et entre 600 et 655 fibres par image aux âges J7, J14, J21 et J28. 

II.1.2 Le microscope  

L’acquisition avec un grossissement x100 était impossible à l’âge J0, car les cellules 

musculaires sont de très petite taille. Aux âges J7 et J14, le nombre moyen de fibres musculaires 

était d'environ 840 par image. Ce nombre a ensuite diminué pour atteindre une moyenne de 550 

fibres par image aux âges de J21 et J28, et a encore diminué pour se stabiliser entre 300 et 220 

fibres par image aux âges de J35, J42, J49 et J56 (Tableau 11). 

Le grossissement x200 a révélé un nombre moyen élevé de 950 fibres par image à l’âge 

de J0 post-éclosion. Ce nombre a chuté directement aux âges de J7 et J14 pour varier entre 230 

et 250 fibres par image. À l’âge de J21 et J28, le nombre moyen de fibres par image variait 

entre 160 et 120, pour ensuite descendre à moins de 80 aux âges de J35, J42, J49 et J56. Presque 

les mêmes observations ont été constatées avec le grossissement x250, où nous avons enregistré 

des nombres moyens de fibres par image inférieurs à ceux capturés par le grossissement x200, 

allant de 10 à 50 fibres par image de moins (Tableau 11). 



 82 

L’acquisition avec un grossissement x400 a montré des images avec un nombre moyen 

de cellules variant de 230 à l’âge de J0 post-éclosion, qui a chuté directement pour atteindre un 

nombre moyen variant entre 65 et 30 cellules par image aux âges de J7, J14, J21 et J28. Ce 

nombre moyen n'a pas dépassé les 20 fibres par image aux âges suivants. 

Jour 

Type d’acquisition 
Valeur 
de P 

M x10 M x20 M x25 M x40 SC 

Moyenne ± ES Moyenne ± ES Moyenne ± ES Moyenne ± ES Moyenne ± ES 

N
om

br
e 

de
 f

ib
re

s 

0 .1 950.00±70.56a 901.67±60.99a 233.33±39.40b 795.67±64.78a 0.0001 

7 837.00±56.40 a 227.00±20.03 b 202.40±10.94 b 64.20±9.39 c 626.20±44.83 a 0.0001 

14 839.00±112.07 a 253.00±23.77 b 246.17±20.13 b 66.83±10.19 c 623.33±65.70 a 0.0001 

21 559.50±50.19 a 161.50±21.05 b 142.38±18.33 b 40.88±3.89 c 612.88±70.88 a 0.0001 

28 538.11±59.37 a 122.56±9.41 b 118.22±8.21 b 29.56±2.58 c 653.67±131.42 a 0.0001 

35 295.43±20.54 a 77.57±7.33 b 69.43±6.32 b 17.57±1.93 c 867.29±131.84 d 0.0001 

42 329.75±16.68 a 79.25±3.99 b 76.63±6.43 b 18.00±1.66 c 988.25±46.34 d 0.0001 

49 290.63±19.01 a 69.25±4.03 b 58.00±6.12 b 14.63±1.87 c 888.00±90.99 d 0.0001 

56 222.57±17.15 a 57.86±4.46 b 45.57±3.10 b 11.86±0.76 c 780.14±82.66 d 0.0001 

Moyenne 467.71±32.8 a 201.31±32.2 b 187.25±30.6 b 49.72±8.6 c 765.20±33.5 d 0.0001 

 

 

Figure 33: Comparaison des valeurs du nombre moyen des fibres musculaires dans 9 images 
acquises avec les grossissements x100, x200, x250, x400 du microscope avec celles dans des 

images scannées par un scanner des lames de marque Leica et segmentées par 
Cytoinformatics LLC aux différents âges d’étude (NB : la prise des images a été réalisée dans 

les mêmes endroits). 
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Tableau 11: Multiples comparaisons du nombre des fibres musculaires entre le scanner des 

diapositives et les différents grossissements microscopiques (Gx10, Gx20, Gx25 et Gx40) à 

différents âges de croissance de poulet de chair. 
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La multiple comparaison a révélé une différence significative entre le scanner des lames 

et les différents grossissements de microscopie optique en ce qui concerne le nombre de fibres 

(P < 0,0001, Tableau 11). La lame numérisée a montré la détection la plus élevée du nombre 

moyen de fibres (765 ± 33,5) par rapport à différents grossissements microscopiques moyens ; 

ceux-ci étaient consécutivement, x100 (468 ± 32,8), x200 (201 ± 32,2), x250 (187 ± 30,6) et 

x400 (50 ± 8,6). Les comparaisons multiples étaient également significatives (P < 0,0001, 

Tableau 11) entre le scanner de diapositives et différents grossissements de microscopie optique 

à différents stades d'âge. Comme souligné dans le Tableau 11, le nombre de fibres détectées 

dans les images de coupe musculaire diminue progressivement en fonction de l'âge en utilisant 

les différents grossissements de microscopie optique (P < 0,0001, Tableau 11) ; cependant, il y 

a une légère augmentation des fibres en fonction de l'âge détectée par le scanner des lames (P 

< 0,038, Tableau 11). 

Comme le montre le Tableau 11, le grossissement x200 (950 ± 70,5) a montré le plus 

grand nombre de fibres détectées à l'âge d'éclosion (J0), suivi de x250 (902 ± 61,0), puis par le 

scanner des diapositives (796 ± 65,0), pour le grossissement x100, il était impossible d'identifier 

le nombre de fibres à l'âge d'éclosion. Par contre, ce dernier grossissement (x100) a une 

meilleure détection du nombre de fibres par rapport au scanner des lames à J7 (837 ± 56,4 vs 

626 ± 44,8) et J14 (839 ± 112,0 vs 623 ± 65,7), Il n'y avait pas de différence significative entre 

le grossissement x200 et x250 à différents stades d'âge. On peut voir qu'un grossissement x400 

a montré la plus faible détection du nombre de fibres à différentes catégories d'âge. 

II.2 Comparaison entre trois logiciels (Cytoinformatics, Fiji et Image Pro 

Plus 10) concernant la segmentation  

Pour obtenir une segmentation complète, deux étapes ont été réalisées afin d'améliorer la 

qualité de l'image finale par la séparation des cellules pour individualiser les fibres et la 

suppression des artefacts et des tissus non pertinents. 

II.2.1 Première étape de la segmentation (individualisation des fibres) 

Le temps de segmentation des 9 images choisies n’a pas été donné par le groupe 

Cytoinformatics puisqu’elles ont été segmentées avec l’ensemble des images de notre travail. 

Le temps était exprimé en heures, minutes et secondes (heure : minute : seconde) dans le 

Tableau 12 et la Figure 34. 
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Il y avait un effet significatif du type de logiciel sur le temps requis pour le post-

traitement (P < 0,021, Tableau 12). Comme indiqué dans le tableau 15, il y avait une différence 

de temps estimé pour l'individualisation des fibres entre IP et FDP. De plus, IP (temps moyen, 

1:18:06) a montré le temps de segmentation le plus bas à des stades d'âge consécutifs, suivi de 

FM (temps moyen, 2:39:05) et finalement le temps le plus long a été observé en FDP (temps 

moyen, 3:02:46). D'après la figure 34, on peut voir que le temps nécessaire à l'individualisation 

des fibres diminue avec l'âge jusqu'à 28 jours, où il y a une légère augmentation de 35 à 42 jours 

pour diminuer après dans les derniers âges de l’étude. 

 

 

Figure 34: Le temps nécessaire pour la segmentation des 9 images par les deux logiciels Fiji 
(FDP, FM) et Image Pro Plus 10 (IP). 

II.2.2 Deuxième étape (post traitement des images segmentées)   

Le temps estimé pour le post traitement des images segmentées par Fiji avec le stylo 

numériseur (en heures : minutes : secondes) est presque le même pour les images segmentées 

par Fiji avec la souris (les différences ne dépassant pas 3 minutes). Les 9 images segmentées 

par IP ont été vérifiées de nouveau par Fiji pour éliminer les tissus non pertinents, les artefacts 

et les cellules non segmentées, ce qui a nécessité un temps supplémentaire. Il y avait un effet 

significatif du type de logiciel sur le temps requis pour le post-traitement (P < 0,0009, Tableau 

12). 

Comme le montre le Tableau 2, il y avait une différence de temps estimée pour le post-

traitement entre IP et CytoF et FDP. De plus, CytoF a le temps le plus court nécessaire pour le 

post-traitement (temps moyen, 0:10:00) et IP le plus élevé (temps moyen, 0:40:31). D'après la 
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figure 35, on peut noter que le temps nécessaire au post-traitement des images segmentées 

diminue avec l'âge jusqu'à 28 jours, où il y a une augmentation de 35 à 42 jours. 

Tableau 12: Nombre total des fibres après segmentation, le temps requis pour 
l’individualisation des fibres et l’évolution du temps nécessaire pour le post traitement des 
images en fonction de l’âge par l’utilisation de 3 logiciels (Fiji « FDP, FM », IP et CytoF) 

Nombre total des fibres musculaires 

 D0 D07 D14 D21 D28 D35 D42 D49 D56 Mean±SE 

FM 737 534 736 401 334 714 1017 422 620 
612.78±71.6

4a 

FDP 732 528 735 409 338 703 1015 435 635 
614.44±70.2

5a 

IP 717 530 746 401 343 726 1026 408 622 
613.22±72.5

2a 

Cyto

F 
706 517 751 416 348 734 1048 448 645 

623.66±72.3

6a 

P 0.999 

Temps nécessaire pour l’individualisation des fibres 

 D0 D07 D14 D21 D28 D35 D42 D49 D56 Mean±SE 

FM 
5:39:

20 

3:15:

17 

2:01:

01 

1:34:

24 

0:55:

32 

2:51:

40 

3:00:

01 

1:57:

16 

2:37:

16 

2:39:05±0.02
ab 

FDP 
6:57:

00 

3:36:

19 

2:37:

30 

2:03:

13 

1:01:

58 

3:07:

56 

3:17:

42 

2:27:

47 

2:15:

33 

3:02:46±0.02
a 

IP 
2:15:

03 

1:58:

27 

1:07:

16 

0:50:

49 

0:23:

16 

1:37:

10 

1:46:

12 

0:38:

04 

1:06:

38 

1:18:06±0.01
b 

P 0.021 

Temps nécessaire pour le post traitement 

 D0 D07 D14 D21 D28 D35 D42 D49 D56 Mean±SE 

FM 
0:24:

31 

0:28:

50 

0:15:

31 

0:17:

14 

0:07:

46 

0:28:

48 

0:42:

55 

0:41:

21 

0:23:

24 

0:25:36±0.00

3ab 

FDP 
0:25:

29 

0:27:

15 

0:16:

14 

0:17:

35 

0:09:

52 

0:30:

31 

0:41:

56 

0:41:

05 

0:25:

56 

0:26:13±0.00

2a 

IP 
1:19:

13 

1:09:

41 

0:26:

52 

0:31:

40 

0:13:

37 

0:20:

38 

0:50:

09 

0:35:

52 

0:36:

55 

0:40:31±0.00

5b 

Cyto

F 

0:26:

31 

0:11:

13 

0:03:

35 

0:05:

37 

0:03:

56 

0:07:

31 

0:09:

29 

0:10:

46 

0:11:

26 

0:10:00±0.00

2a 

P 0.0009 
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Figure 35: Le temps nécessaire (heures : minute : seconde) pour le post traitement avec Fiji 
des 9 images segmentées par Fiji (stylo numériseur, souris), Image Pro Plus 10 (IP) et 

Cytoinformatics LLC pour obtenir des images bien segmentées sans fibres touchantes et sans 
artefacts. 

II.2.3 Du point de vue du calcul des paramètres des fibres musculaires  

II.2.3.1 Comparaison du nombre total des fibres musculaires obtenues après 

segmentation avec les trois logiciels  

La comparaison de la segmentation des 9 images avec les trois logiciels, du point de vue 

du nombre total de fibres par image, a montré que ce dernier varie légèrement d’un logiciel à 

l’autre (P < 0,999, Tableau 12, Figure 36) et d’un âge à l’autre, avec des variations ne dépassant 

pas 35 fibres entre les 4 techniques de segmentation pour le même âge, sauf à l’âge J49 où le 

nombre de cellules obtenu par la segmentation IP a montré un chiffre un peu bas. Le nombre 

total de fibres musculaires calculé après segmentation était approximativement égal pour 

différentes catégories d'âge en utilisant les 3 logiciels (P < 0,999, Tableau 12). Le nombre 

moyen de fibres à tous les stades d'âge était respectivement de 612, 614, 613 et 623 pour FM, 

FDP, IP et CytoF (la différence ne dépassait pas 11 fibres). Notons que le logiciel du groupe 

Cytoinformatics est le plus performant car il a pu segmenter et compter la plupart des fibres par 

rapport à l'image réelle. 
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Figure 36: Nombre de fibres obtenues après segmentation avec les trois logiciels. 

II.2.3.2 Comparaison de l’Aire de Section Transversale (AST) moyenne, Diamètre 

Moyen de Feret (DMF) et périmètre des fibres musculaires obtenues après 

segmentation avec les trois logiciels (Figures 37, 38 et 39)  

Les trois histogrammes des paramètres calculés (AST, DMF et périmètre) ont montré 

que la segmentation effectuée par Fiji (avec un stylo numériseur interfacé à un ordinateur) 

(FDP) a donné les moyennes les plus élevées et les plus précises dans la quasi-totalité des âges 

étudiés, suivie respectivement par la segmentation réalisée par Fiji avec souris (FM), 

Cytoinformatics LLC et IP, malgré la similarité de leurs résultats.                                                          

En revanche, la comparaison entre les quatre types de segmentation pour les paramètres 

mesurés par le test multiple comparaison (Tableau 10) a révélé :   

II.2.3.2.1 Pour le paramètre Aire de Section Transversale (AST)   

Il existe une différence significative entre les 3 logiciels dans le calcul de l’AST à 

différents âges (P < 0,0001, Tableau 103), seulement à 42 jours, aucun effet du type de logiciel 

n'a été observé (P < 0,349, Tableau 103). De plus, IP présente des différences plus significatives 

selon les tranches d'âge et la valeur d’AST moyenne la plus faible par rapport aux autres 

logiciels (1743,16 ± 17,82, Tableau 103). Les résultats obtenus à partir de l'analyse du Tableau 

16 ont démontré que FM et FDP ont montré les valeurs les plus élevées d’AST moyen (1863,61 

± 19,44 et 1869,47 ± 18,57, respectivement), suivis de CytoF (1833,77 ± 18,92). Ces derniers 

n'ont montré aucune différence significative en comparaison. 
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Figure 37: Surface moyenne des fibres musculaires (µm2) calculée par Fiji après 
segmentation par les trois logiciels. 

II.2.3.2.2 Pour le paramètre Périmètre   

Les résultats ont montré une différence significative entre les 3 logiciels pour la mesure 

du périmètre à différents stades d'âge (P < 0,0001, Tableau 103). Indépendamment de l'âge, un 

examen plus approfondi du Tableau 103 a montré que des différences significatives ont été 

principalement observées entre FM et FDP, et IP. Comme le montre le Tableau 103, il n'y a pas 

de différence significative entre FM et FDP et ils ont détecté les valeurs moyennes les plus 

élevées du périmètre (171,83 ± 1,04 et 171,84 ± 0,99, respectivement) suivies de CytoF (166,01 

± 0,99). De plus, IP a montré la valeur moyenne la plus basse du périmètre avec plus de 

différence par rapport aux autres logiciels (159,45 ± 0,93). 
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Figure 38: Périmètre moyen (µm) calculé par Fiji après segmentation par les trois logiciels. 

II.2.3.2.3 Pour le paramètre Diamètre Moyen de Feret (DMF) 

Les résultats ont montré une différence significative du DMF entre les 3 logiciels en 

fonction de l'âge (P < 0,0001, Tableau 13). Les résultats obtenus à partir de l'analyse du Tableau 

13 ont montré que FM et FDP ont présenté les valeurs moyennes les plus élevées de DMF sans 

différence significative entre elles (38,91 ± 0,24 et 38,98 ± 0,22 respectivement). De plus, IP et 

CytoF ont montré les valeurs les plus basses de DMF sans différence en comparaison (37,20 ± 

0,22 et 37,24 ± 0,23, respectivement). 
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Figure 39: Diamètre moyen de Feret (DMF) moyen (µm) calculé par Fiji après segmentation 
par les trois logiciels 
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Tableau 103: Multiples comparaisons à différents stades d'âge pour les morphométries des fibres (AST, périmètre, DMF) entre les images 
segmentées FDP, FM, CytoF et IP (n = 63). 

Paramètres de 
fibres 

Age 
(Jours) 

Logiciels 
Valeur 
de P 

FDP FM CytoF IP 

Moyenne ± ES Moyenne ± ES Moyenne ± ES Moyenne ± ES 

AST 

1 162.28±1.78 b 145.59±1.73 c 155.52±1.59 a 156.00±1.88 a, b 0.000 

7 999.96±12.73 a 993.99±16.08 a, b 970.56±11.45 a, b 949.16±12.26 b 0.017 
14 778.65±7.86b 743.45±7.69 a 740.91±7.32 a 718.89±7.66 a 0.000 
21 1350.73±16.43 a, b 1390.82±16.91 b 1326.78±16.76 a 1319.65±18.02 a 0.015 

28 1560.76±26.46 a 1565.06±26.69 a 1470.06±25.15 a 1487.48±25.26 a 0.013 
35 3013.37±37.61 a 2934.64±38.69 a 2914.07±37.40 a 2774.29±36.66 b 0.000 

42 2072.81±25.10 a 2060.46±24.68 a 2063.37±24.14 a 2014.60±25.27 a 0.349 
49 2443.28±23.81 b 2411.41±26.67 a, b 2323.36±29.80 a, c 2234.13±29.23 c .000 
56 4280.97±48.05 a 4292.66±47.02 a 4216.67±48.80 a 3966.59±44.63 b 0.000 

Moyenne 1869.47±18.57 a 1863.61±19.44 a 1833.77±18.92 a 1743.16±17.82 b 0.000 

Perimètre 

1 53.14±0.32 b 49.35±0.33 a 49.57±0.28 a 51.15±0.34 c 0.000 

7 130.77±0.99 b 131.17±1.24 b 125.14±0.85 a 123.45±0.93 a 0.000 
14 121.21±0.74 b 118.12±0.71 c 110.40±0.60 a 108.94±0.65 a 0.000 
21 161.78±1.18 b 160.96±1.08 b 151.54±1.19 a 150.11±1.24 a 0.000 

28 174.02±1.72 b 171.16±1.61 b 159.64±1.49 a 158.33±1.43 a 0.000 
35 233.43±1.77 b 230.90±1.83 b 223.82±1.88 a 217.71±1.78 a 0.000 

42 192.18±1.34 a 193.46±1.30 a 191.33±1.31 a 184.88±1.39 b 0.000 
49 218.97±1.37 b 216.72±1.52 b 205.29±1.81 a 196.80±1.67 c 0.000 
56 273.44±1.94 a 276.59±1.84 a 269.62±2.08 a 251.23±1.71 b 0.000 

Moyenne 171.84±0.99 b 171.83±1.04 b 166.01±0.99 a 159.45±0.93 c 0.000 

DMF 
1 12.45±0.08 b 11.87±0.09 a 12.09±0.07 a 12.43±0.09 b 0.000 

7 31.56±0.24 b 31.60±0.30 b, c 30.48±0.22 a 30.66±0.23 a, c 0.001 
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14 26.97±0.17 b 26.34±0.17 b 24.98±0.16 a 25.41±0.16 a 0.000 
21 35.47±0.29 b 35.57±0.29 b 33.29±0.31 a 34.00±0.30 a 0.000 
28 38.10±0.42 b, c 38.21±0.42 b 35.69±0.43 a 36.53±0.40 a, c 0.000 

35 52.66±0.42 b 52.19±0.43 b 49.79±0.44 a 50.12±0.41 a 0.000 
42 42.74±0.33 b 43.20±0.32 b 41.13±0.32 a 42.10±0.32 a, b 0.000 

49 48.44±0.36 b 47.95±0.38 b 45.57±0.44 a 44.85±0.44 a 0.000 
56 64.05±0.48 b 64.54±0.46 b 61.49±0.516 a 60.46±0.45 a 0.000 

Moyenne  38.98±0.22 b 38.91±0.24 b 37.24±0.23 a 37.20±0.22 a 0.000 

Multiple comparaisons Tukey HSD. P < 0,05. 

Abréviations : FM : Fiji Mouse ; FDP : Fiji Stylo Numériseur ; IP : Image Pro Plus 10 ; CytoF : Cytoinformatique LLC ; AST : Aire de Section 

Transversale ; DMF : Diamètre Minimal de Feret.  

a-c Des comparaisons sont faites dans la ligne concernant les paramètres de fibre entre différents logiciels de segmentation en utilisant des lettres 

en exposant. 
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DISCUSSION 

L'étude de la biologie musculaire repose sur des déterminismes physiologiques (de type 

métabolique ou contractile) et morphologiques (nombre, AST, DMF et périmètre). Les images 

traitées enregistrées à partir de coupes histologiques et histoenzimologiques des muscles sont 

les meilleures méthodes pour explorer ces déterminismes. L'étude présente, décrit une étude 

histologique et histochimique des fibres musculaires de trois muscles (Ps, Sart et ALD) pour le 

calcul de leurs paramètres morphométriques ainsi que les étapes du traitement de l'image 

musculaire, qui sont successivement, l'acquisition de l'image, la segmentation (détermination 

des morphométries) et la typologie des fibres (détermination du type contractile). 

 ÉTUDE HISTOLOGIQUE ET HISTOCHIMIQUE DES MUSCLES 

ETUDIES 

I.1 Calcul du poids vif des poulets et le poids des muscles concernés pour 

chaque âge d’étude  

Les taux de croissance les plus élevés des sujets étudiés sont observés dans les deux 

premières semaines d'âge, étant donné que les processus de développement et de maturation 

des fibres musculaires sont extrêmement précoces et importants durant cette période selon 

(Bigot et al., 2001). Ce taux a connu une diminution progressive jusqu’à la valeur la plus basse 

à la septième semaine 10,98 pour remonter après à une valeur de 27,05 et cela est dû au fait que 

nos animaux choisis à l’âge de 42 et 49 jours sont plus lourds et plus légers respectivement.  

I.2 Etude des paramètres morphométriques des fibres musculaires pour 

chaque muscle étudié  

I.2.1 Nombre total des fibres musculaires (nbFT)  

Dans notre étude, contrairement à ce qui a été mentionné dans la partie bibliographique, 

le calcul du nombre total de fibres a été réalisé sur le muscle ALD en raison de sa petite taille, 

ce qui nous a permis de réaliser une coupe transversale complète sur une seule lame pour tous 

les âges étudiés. Cela a été possible grâce aux nouvelles technologies de traitement d'images 

qui nous ont permis de visualiser toutes les coupes transversales de ce muscle à partir d'images 

enregistrées sur des lames virtuelles. 
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Le nbFT a augmenté de J0 à J7, passant de 4851 à 5467. Cette augmentation semble 

contradictoire avec ce qui a été précédemment établi, étant donné qu'il est généralement admis 

que le nombre de fibres musculaires chez les poulets est établi avant l'éclosion. Ainsi, toute 

augmentation de la masse musculaire post-éclosion dépend de la croissance radiale et 

longitudinale des fibres musculaires (Chen et al., 2007). Cette observation a été démontrée dans 

plusieurs espèces, notamment chez le porc (Swatland, 1973), le poulet (Gollnick et al., 1983 ; 

Swatland, 1984 ; Remignon, 1993), le rat (Rosenblatt & Woods, 1992 ; Schadereit et al., 1995), 

les bovins (Wegner et al., 2000) et chez l'homme (Klein et al., 2003). Cette augmentation du 

nombre total de fibres (nbFT) de J0 post-éclosion à J7 pourrait s'expliquer par la maturation et 

l'allongement des myotubes existants plutôt que par la production de nouvelles fibres. Ces 

myotubes sont difficiles à compter à J0 post-éclosion en raison de leur petite taille, que le 

logiciel de traitement d'image ne parvient pas à détecter. Nos résultats viennent confirmer les 

suspicions de Rehfeldt et al. (2000) concernant les augmentations du nbFT dans les muscles 

des rongeurs.  

Cependant, Edman et al. (1988) ont réalisé des coupes transversales et longitudinales 

d'un même fragment, au même endroit, afin de contrôler les zones de transition entre les parties 

rouges et blanches du muscle Ps chez le poulet adulte. On peut utiliser cette image pour 

expliquer l’augmentation du nombre de fibres entre le premier jour post-éclosion et le septième 

jour, du fait que toutes les fibres de petite taille comme 6, 12 et 14 ne sont pas encore bien 

allongées et matures à J0 post-éclosion (Figure 40). Cependant, elles deviennent visibles et 

détectables à J7 par le logiciel, ce qui pourrait expliquer une différence moyenne de 616 fibres 

entre ces deux âges étudiés. 
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Figure 40: Coupe transversale d’un muscle enrobé de plastique (en bas à gauche). Le bloc 
spécimen a été ensuite tourné de 90° pour donner la coupe longitudinale (en haut à droite) des 

mêmes fibres (1 à 17). x 175. Barre = 100 µm 

Le nbFT reste stable aux alentours de 5000 fibres jusqu’à J28 pour diminuer 

progressivement pour marquer la plus basse valeur (4211 fibres musculaires) à J56. Nos 

résultats sont en concordance avec les recherches de Grimby et Saltin (1983) qui ont constaté 

une diminution du nombre de fibres musculaires (nbFT) chez l’homme de la naissance jusqu’à 

l’âge adulte. Ces résultats sont également appuyés par les travaux de Rehfeldt et al. (1999) ainsi 

que Thompson (2002), qui ont trouvé que le nombre total de fibres musculaires diminue 

considérablement avec l'âge, à partir d'environ 25 ans, et progresse à un rythme accéléré par la 

suite. Alors que notre travail n’est pas en accord avec Remignon (1993), qui a confirmé une 

différence dans le nombre de fibres entre deux souches de croissance rapide et lente en faveur 

de la première souche, il a constaté une stabilité du nombre total des fibres jusqu’à un an d’âge 

chez les deux souches. Cela pourrait être dû aux techniques de traitement d'image utilisées à 

cette époque, qui étaient basées sur le microscope comme outil pour la prise des images. 
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Contrairement à ce qui a été mentionné précédemment, les travaux de Klein et al. 

(2003) ont estimé que le nombre de fibres musculaires n'était pas significativement différent 

entre les jeunes hommes et les personnes âgées pour le biceps brachial. Par conséquent, la 

vieillesse n'est pas associée à une réduction du nombre de fibres musculaires dans ce muscle, 

et la diminution du nombre de fibres lors de l'atrophie musculaire liée à l'âge pourrait 

dépendre du muscle spécifique. Bérard et al. (2011) sont allés plus loin en suggérant que le 

nombre de fibres musculaires totales (nbFT) dans les muscles du porc n'est pas fixé à la 

naissance, et que son augmentation postnatale peut être liée à la fois à l'allongement des fibres 

musculaires existantes et à la formation de nouvelles myofibres tertiaires, principalement 

entre la naissance et l'âge de 3 semaines.      

I.2.2 Comptage de l’Aire de Section Transversale (AST)  

Que ce soit chez le porc (Henckel et al., 1997 ; Lee et al., 2016), le bovin (Brandstetter 

et al., 1997), le rat (Ceglia et al., 2013), la souris (Kammoun et al., 2014), ou le poulet 

(Koomkrong et al., 2015), chez les races modifiées génétiquement ou non (Cotrel, 2004 ; 

Jaturasitha et al., 2008 ; Picard & Gagaoua, 2020), l’augmentation de la vitesse de croissance 

des animaux avec l’âge est associée à une augmentation de l’AST des fibres musculaires. Pour 

l’ensemble de ces auteurs, c’est l’augmentation de l’AST qui constitue l’événement majeur 

exclusif, responsable du gain de poids du muscle observé. Une des illustrations possibles de ces 

faits est donnée par l’analyse des corrélations positives étroites entre l’AST des cellules 

musculaires et le poids du muscle (Remignon, 1993). 

Peu de recherches ont suivi la croissance musculaire chronologiquement d'un point de 

vue histoenzymologique en raison de la difficulté de réalisation des coupes histologiques et de 

traitement d’image du tissu musculaire. Les espèces aviaires sélectionnées sur le critère de 

croissance élevée se caractérisent par un développement musculaire important dès la première 

semaine de vie. Ce processus de développement et de maturation des fibres musculaires, 

important chez le poulet de chair, est extrêmement précoce, limité dans le temps, et les deux 

premiers jours semblent être une période cruciale pour le développement musculaire du poussin 

(Bigot et al., 2001). 

Dans notre étude, l’AST des myocytes est multipliée par 17 - 5,70 – 5,77 pour les 

muscles Ps (de 22,86 µm² à 389,10 µm²), Sart « M et R » (de 62,06 µm² à 354,23 µm²) et ALD 

(de 143,88 µm² à 830,35 µm²) respectivement entre J0 et J7 chez cette race de poulet (Hubbard). 

Remignon (1993), dans une étude comparative entre deux races de poulet, l’une à croissance 
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légère et l’autre à croissance rapide, a constaté une absence d’augmentation de l’AST entre zéro 

(23 μm²) et une semaine (27 μm²) pour la première race, alors qu’elle est multipliée par trois 

pour le muscle Ps (de 20 μm² à 62 μm²) et par deux dans les muscles Sart et ALD pour la 

deuxième race. Cette augmentation spectaculaire de l’AST chez cette race étudiée (Hubbard) 

entre le jour d’éclosion et la première semaine pourrait être due à l’effet de la sélection 

génétique qui, ces dernières années, est basée surtout sur le rendement musculaire.  

Huo et al. (2022) ont trouvé une valeur presque identique à notre résultat, soit 29,44 μm² 

pour les fibres du Ps au premier jour post-éclosion chez une race à croissance rapide Ross 308. 

Par contre, Berri et al. (2003), dans une étude sur le muscle Ps dans une ligne contrôlée et une 

autre sélectionnée, ont trouvé des fibres musculaires avec une AST plus élevée à J0 (91,3 μm² 

et 104,2 μm²) pour les deux lignes précédentes respectivement. L’AST des fibres musculaires 

des muscles Ps et Sart a connu une augmentation régulière jusqu’à l’âge d’abattage, avec une 

légère diminution de l’AST à la huitième semaine parce que les sujets choisis à cet âge avaient 

un poids presque identique à ceux de la septième semaine.  

À partir de J7 et jusqu’à l’âge de J56, les surfaces transversales des cellules musculaires 

des muscles Ps et Sart de notre recherche sont toujours supérieures à l’AST des myocytes des 

mêmes muscles dans les études suivantes : de la race à croissance rapide (X33) dans les travaux 

de Remignon (1993) aux âges J7, J14, J21, J35 et J77 ; de la race Arbor Acre dans une recherche 

de Chen et al. (2007) aux âges J1, J14, J28, J42 et J56 ; et de la ligne contrôlée dans le travail 

de Berri et al. (2003) aux âges J14, J28 et J42.  

Des recherches montrent des valeurs supérieures à celles de nos travaux concernant la 

taille des fibres musculaires du muscle Ps, notamment : l’AST des fibres musculaires du Ps 

dans une ligne sélectionnée aux âges de J14, J28 et J42 dans les travaux de Berri et al. (2003) 

et dans les recherches de Berri et al. (2005) à l’âge de J42. La taille des fibres du muscle Ps 

dans les deux lignes Y33 (ligne sélectionnée sur huit générations pour son haut rendement en 

viande de poitrine et sa faible graisse abdominale) "2184 μm²" et Y11 (ligne non sélectionnée) 

"2234 μm²" est bien supérieure à la taille des fibres du même muscle "1394 μm²" de notre travail 

à l’âge de J49. L’effet de la sélection génétique a également ses répercussions sur les muscles 

de la patte puisque, comme on le verra ci-dessous, les trois types de fibres de la partie mixte du 

muscle Sart de la ligne Y33 ont une AST plus élevée que celles de notre recherche, 

contrairement à la ligne Y11.  

Pour les deux parties Sart M et Sart R, les valeurs de l’AST aux âges de J0, J7, J14, J21, 

J35 et J56 pour les trois types de fibres (I, IIA et IIB) sont supérieures à celles des deux parties 
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du muscle Sart dans les travaux de Remignon (1993) aux âges de J0, J7, J14, J21, J35 et J77 

respectivement. 

 Les mêmes observations s'appliquent aux fibres IIA, IIIA et IIIB du muscle ALD pour 

les mêmes âges précédents. À l’âge de J49, nos résultats concernant les fibres des deux parties 

du muscle Sart sont supérieurs à ceux de la ligne Y11 et inférieurs à ceux de la ligne Y33. Alors 

que la somme des moyennes des fibres I, IIA et IIB pour les deux parties du muscle Sart est 

supérieure à celle du même muscle dans les deux lignes contrôlée et sélectionnée de Berri et al. 

(2003) à J14 et J42, mais l’inverse est constaté à J28. Cela pourrait être dû à l’effet de la race, 

puisque chaque race sélectionnée génétiquement a ses propres vitesses de croissance qui varient 

avec l'âge d'une race à l'autre, ou bien cela pourrait être dû à l’effet de la variabilité 

interrégionale du même muscle, car notre étude porte sur les deux parties du muscle Sart (mixte 

et rapide), tandis que cette équipe a peut-être étudié le muscle Sart dans sa totalité et il n'est pas 

clair s'ils ont étudié la partie mixte ou la partie intermédiaire. 

Le classement des fibres musculaires selon leurs AST de façon croissante a été trouvé 

dans notre travail comme suit : fibres I Sart (616,31 µm2)  fibres IIA Sart (930,07 µm2)  

fibres IIB Ps (986,47 µm2)  fibres IIA ALD (1138,74 µm2)  fibres IIB Sart (1143,70 µm2) 

 fibres IIIB ALD (1723,48 µm2)  fibres IIIA ALD (1769,12 µm2). Tandis que la moyenne 

de l’ensemble des fibres de chaque muscle a donné le classement suivant : Sart 658,06 µm2 
 

PS 986,74 µm2 
 ALD 1193,80 µm2. La vision traditionnelle des différents types de fibres 

musculaires est que les fibres oxydatives lentes (Type I, SO) sont les plus petites en diamètre 

et les fibres glycolytiques rapides (FG) (Type IIB) sont les plus grandes (Kernell, 1998) 

Nos résultats sont en accord avec ceux de Berri et al. (2005) sur le muscle Sart, où ils 

ont trouvé que l’AST des fibres augmente de I → IIA → IIB, que ce soit chez les mâles témoins, 

les femelles témoins, et même chez les femelles reversées sexuellement. Ils sont également en 

accord avec les résultats de Liu et al. (2013) sur les muscles soléaire et plantaire de souris, où 

les fibres de type I ont une petite taille, les IIA ont une taille moyenne, et les IIB ont une grande 

taille. Ils sont aussi en accord avec les travaux de Singh et al. (2002), qui ont signalé que les 

fibres de type FG (IIB) étaient généralement plus grandes que celles des fibres de type FOG 

(IIA) et SO (I) au sein du même muscle chez le singe Macaca mulatta. Mahon (1999) a rapporté 

que, à l’âge du marché, les fibres « rouges » de type I de la jambe ont un diamètre plus petit 

que les fibres de type IIA et IIB du muscle pectoral. Chen et al. (2007) ainsi que Choi et Kim 

(2009) ont également rapporté que la plupart des fibres glycolytiques ont la plus grande AST 
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par rapport aux autres types de fibres. Fuentes et al. (1998) ont prouvé que plus l’activité 

oxydative est importante, plus la taille des fibres musculaires est petite.  

Nos résultats concernant le classement des fibres selon leur taille étaient toutefois 

sensiblement différents de ceux de Roy et al. (1984) chez le singe. Leur étude a montré que les 

fibres SO (I) étaient toujours plus grandes que les fibres FOG (IIA), elles-mêmes plus grandes 

que les fibres FG (IIB). McFarland et Meyers (2008) ont trouvé, chez deux types d’oiseaux de 

rivage, que les fibres lentes de plusieurs muscles de la patte étaient significativement plus 

grandes que les fibres rapides. Nos travaux ne sont pas non plus en accord avec les travaux 

d’Edman et al. (1988) qui ont cité, dans une étude sur des poulets adultes, une AST des fibres 

II (1700 μm²) qui est plus petite que l’AST des fibres lentes I (3800 μm²), bien qu'ils aient 

constaté que les fibres plus petites ont plus que la moyenne de chances d'être fortement 

oxydantes et que les fibres plus grandes sont souvent plus glycolytiques.                                                    

Remignon (1993), dans son travail, a classé les différents types de fibres chez des poulets de 

croissance lente et rapide selon leur AST de façon croissante comme suit : IIA → I → IIB → 

III. Certaines publications ont généralement classé les fibres du poulet selon la taille relative de 

la manière suivante : I (petit-moyen) → IIA (moyen) → IIB (moyen) → IIIB (moyen) → IIIA 

(large) (Bernard et al., 1982 ; Harvey & Marshall, 1998). Dans une étude sur les muscles du rat, 

Kammoun et al. (2014) ont également classé les fibres selon la taille croissante de l’AST comme 

suit : IIA (992 μm²) → IIX (1116 μm²) → I (1187 μm²). 

Il convient de noter que dans toutes ces exceptions à la « règle », les fibres glycolytiques 

étaient toujours les plus grandes, car les fibres oxydatives et les fibres oxydoglycolytiques tireraient 

un avantage de diffusion de leurs plus petites sections transversales (McFarland & Meyers, 2008). 

Ces différences dans l’AST des différents types de fibres sont dues aux différences liées à l’espèce, 

la ou les fonction(s) du muscle, et ça pourraient être due probablement aux techniques de mesure 

ou à un échantillonnage non représentatif des cellules musculaires étudiées. 

Quant aux fibres du muscle ALD, au début de la croissance, la taille des fibres IIIB est 

presque identique à celle des fibres IIIA, mais à la fin de la croissance, les choses s’inversent et 

les IIIA sont les plus volumineuses que les IIIB. Cela pourrait être dû au fait qu'une partie des 

fibres IIIB est convertie pour devenir des fibres IIIA, tandis que le reste est converti en fibres 

IIA. L’analyse du test T de Student entre les fibres IIIA et IIIB n’a révélé aucune différence 

significative durant tous les âges étudiés. Nos résultats diffèrent des travaux de Harvey et 

Marshall (1998), qui ont indiqué que les fibres IIIB ont une taille moyenne par rapport aux 

fibres IIIA qui ont une taille large. Cependant, nos résultats sont en accord avec ceux de 
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Remignon et al. (1995), puisqu’ils n’ont pas trouvé de différences entre ces deux types de fibres 

durant tous les âges étudiés. 

I.2.3 Calcul de Diamètre Moyen de Feret (DMF)  

En général, le diamètre des fibres musculaires varie de 10 à 100 μm, mais il dépend de 

facteurs tels que la santé, l'espèce, la race, le sexe, l'âge et le plan de nutrition (Choi et Kim, 

2009). Dubowitz et al. (2013) ont signalé dans leurs travaux que le diamètre moyen des fibres 

des muscles normaux d’un adulte humain varie entre 30 μm et 80 μm. Chen et al. (2007) ont 

trouvé que le diamètre des fibres musculaires chez des poulets à croissance lente ou rapide 

variait entre 6,63 μm et 66,49 μm. Dans notre travail, le DMF de l’ensemble des fibres des trois 

muscles de l’étude varie entre 4,66 μm et 51,23 μm.  

Le DMF est beaucoup moins utilisé par la communauté des chercheurs en sciences 

musculaires, bien qu'il soit très résistant aux erreurs expérimentales telles que l'orientation de 

l'angle de section, selon Liu et al. (2013). Il est recommandé par Ruegg et Meinen (2014) 

ainsi que par Meng et al. (2014), qui ont encouragé les chercheurs à adopter cette technique. 

Cette mesure ne dépend que légèrement de l'orientation de la fibre et constitue généralement 

la norme de référence clinique en matière de mesure de la fibre, meilleure que l’AST. 

Cependant, elle est influencée par la technique de segmentation car elle mesure le plus petit 

diamètre dans la cellule musculaire (Meng et al., 2014). 

Malgré cela, la plupart des chercheurs se sont principalement basés sur la mesure de 

l’AST des fibres musculaires (Remignon et al., 1994 ; Remignon et al., 1995 ; Berri et al., 2003 

; Berri et al., 2006), et peu d’études ont mesuré le DMF (Diamètre Moyen des Fibres) (Franco 

et al., 2012). Certains chercheurs ont mesuré le diamètre moyen des fibres, mais de manière 

différente du DMF, comme cité par Smith et Fletcher (1988), Edman et al. (1988), Frontera et 

al. (2010), Zalewska et al. (2014), Dragan Žikić et al. (2016). D’autres n’ont pas précisé 

comment ce paramètre était calculé (Papinah et al., 1996 ; Miraglia et al., 2006 avec un "système 

d’analyse d’image" ; Chen et al., 2007 avec un "système d’analyse d’image" ; Koomkrong et 

al., 2015 ; Huo et al., 2021 ; Huo et al., 2022).  

Les moyennes du DMF des fibres musculaires du muscle Ps dans notre étude sont égales 

ou inférieures aux diamètres moyens du même muscle dans d’autres recherches, telles que 

celles de Huo et al. (2022) pour J0 « 4,66 µm – 6,6 µm », Chen et al. (2007) pour J0 « 4,66 µm 

– 8,4 µm », J14 « 19,4 µm – 24,19 µm », J28 « 27,51 µm – 32,01 µm », J42 « 36,99 µm – 40,69 

µm » et J56 « 45,48 µm – 47,25 µm », Papinah et al. (1996) pour l’âge de J37 « 33,04 µm (J35) 
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– 59,7 µm », Kommkrong et al. (2015) pour l’âge de J45 « 36,99 µm (J42) – 52,31 µm », Smith 

et al. (1988) pour l’âge de J55 « 45,48 µm (J56) – 51 µm » sachant que la première valeur entre 

chaque 2 guillemets est le DMF de notre travail). Les différences pouvaient être expliquées par 

l’effet de race, les techniques utilisées pour mesurer ce diamètre et la nature du diamètre mesuré.  

Le DMF des fibres IIIA du muscle ALD variaient entre 11,58 µm à J0 et 51, 23 µm à 

J56, alors que les fibres IIIB leurs DMF croit de 11,58 µm à J0 et 49,99 µm à l’âge d’abattage. 

Il n’y a pas de différence significative entre ces deux types de fibres en DMF dans le même âge 

durant tous les stades d’études et ça été bien constaté dans le travail de Remignon et al. (1995) 

sur deux souches sélectionnées de façon divergentes. Par contre Geyukoùlu et al. (2005) dans 

étude sur les muscles ALD chez la dinde ont trouvé que le diamètre moyen des fibres IIIB (45,4 

± 5,1 µm) était significativement plus petit que celui des fibres IIIA (62,4 ± 4,9 µm). Barnard 

et al., (1982) ont aussi constaté que les fibres de type III B sont généralement plus petites que 

la taille moyenne des fibres IIIA chez le poulet.  

Nous n'avons pas trouvé de recherches ayant calculé le diamètre moyen des fibres des 

muscles Sart pour effectuer une comparaison. Quant au classement des différents types de 

fibres des muscles de l’étude selon leur DMF, il est presque similaire au classement de ces 

mêmes fibres selon leur AST (Surface Transversale des Fibres), à l'exception des fibres IIA 

du muscle ALD qui présentent la valeur de DMF la plus basse, malgré leur grande AST (ce 

point sera expliqué dans le coefficient de variabilité). 

I.2.4 Coefficient de variabilité :  

Dans un muscle normal, le coefficient de variabilité est inférieur à 250 et tout échantillon 

ayant un coefficient de variabilité supérieur à celui-ci est considéré comme démontrant une 

variabilité anormale de la taille des fibres (Dubowitz et al., 2013). Les différents types de 

myocytes des trois muscles de l’étude ont présenté un coefficient de variabilité inférieur à 250 

- ce qui confirme l’aspect normal et sain de ces muscles - sauf les fibres IIA du muscle ALD et 

les fibres I du muscle Sart R.   

Le coefficient de variabilité pour les fibres IIA du muscle ALD a présenté un chiffre très 

élevé qui est toujours supérieur à 1300 ce qui reflète une grande hétérogénéité dans le DMF des 

fibres IIA de ce muscle et ça pourrait être due au fait qu’une partie de ces fibres sont de type IIIB 

transformées en fibres IIA, sachant que les fibres IIIB sont plus grande que les IIA ce qui nous a 

donné cette grande hétérogénéité de DMF. Ça pourrait être aussi qu’une partie de ces fibres - 
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prétendu IIA qui ne sont pas réagies à la révélation de l’activité ATPasique (pH 4,6) - sont des fibres 

de type IIB alors que le reste sont des fibres IIA (Figure 17). 

Une constatation similaire a été observée pour les fibres lentes de la partie rapide du 

muscle Sart, où le coefficient de variabilité est toujours supérieur à 250 jusqu’à l’âge de 49 

jours. Cette variabilité pourrait être due au fait qu'une partie de ces fibres, initialement des fibres 

IIA (qui sont plus grandes), ont été transformées en fibres lentes de type I. Cette transformation 

a engendré une hétérogénéité dans la taille de ces fibres, responsable d'un coefficient de 

variabilité supérieur à 250. 

I.3 Pourcentage de différents types de fibres dans les trois muscles :  

Il est bien connu que la croissance musculaire postnatale est principalement réalisée par 

une augmentation de la taille des fibres musculaires et un changement du type de fibre 

musculaire vers le type glycolytique accompagné d’une diminution de la proportion des fibres 

oxydatives (Solomon et al., 1990 ; Karlsson et al., 1999 ; Chen et al., 2007).  

I.3.1 Pectoral Superficiel (Ps) 

Il convient de noter que, dans le poulet de chair, le muscle pectoral est composé 

uniquement de fibres musculaires de type IIB (Iwamoo et al., 2003; Roy et al., 2006). Les 

mêmes observations ont été notées sur les fibres musculaires du muscle Ps dans notre travail, 

qui sont presque exclusivement de type IIB. Les fragments de l'étude ont été récupérés à partir 

de la zone superficielle selon la technique décrite par Scheuerman et al. (2004).  

Cependant, Smith et al. (1988) ont prouvé dans une étude sur trois zones (antérieure, 

intermédiaire et postérieure) chez des poulets de chair que la zone superficielle était composée 

à plus de 99 % de fibres blanches, le reste étant intermédiaire. La région la plus profonde, plus 

proche du sternum, contenait 54 % de fibres intermédiaires (IIA), près de 17 % de fibres 

blanches (IIB) et 29 % de fibres rouges (I). 

I.3.2 Antérieur Latissimus Dorsi (ALD) 

Par la suite, nous avons observé une diminution progressive des fibres IIIB, de 25 % à 

5 %, accompagnée d'une augmentation des fibres IIIA, de 60 % à 85 %, avec l'apparition d'un 

petit pourcentage de fibres montrant une faible activité ATPasique à pH acide, probablement 

des IIA ou IIA+IIB, avec des pourcentages ne dépassant pas 5 % aux âges J35, J42, J49 et J56 
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respectivement. Cette augmentation des fibres IIIA et l'apparition des fibres oxydoglycolytiques 

de type II sont probablement dues à une conversion des fibres IIIB.  

Nos résultats sont en accord avec les travaux de Gordon et al. (1977) qui ont montré, 

dans une recherche sur le muscle ALD du poulet, une diminution progressive du nombre de 

fibres à forte activité ATPasique (IIIB) et une augmentation concomitante des fibres à faible 

activité ATPasique (IIIA), sans mentionner les pourcentages de ces fibres. Ils sont également 

en accord avec les travaux de Toutant et al. (1980) qui ont confirmé que les proportions de 

fibres IIA variaient de 0,5 % à 5 %.  

Alors que Geyukoùlu et al. (2005) ont cités brièvement dans leurs travaux sur le muscle 

ALD de la dinde abattus à 45J que le pourcentage de fibres IIIA variait de 70,50 % à 74,12 % et le 

pourcentage de fibres IIIB variait de 25,91 % à 29,71 %, mais ils confirmé qu’une conversion des 

fibres IIIB en fibres IIIA a été surveillée de manière ultra structurale et il n'était pas surprenant que 

des preuves histochimiques de conversion aient été observées. 

 Nos résultats diffèrent de ceux de Remignon et al. (1995) concernant une souche de 

poulet à croissance rapide en ce qui concerne le pourcentage des trois types de fibres. Ils ont 

observé une augmentation des fibres IIIA de 70,02 % (J7) à 77,04 % (J77), tandis que les fibres 

IIIB ont diminué de 29,98 % (J7) à 16,09 % (J77). Les fibres IIA ont été observées uniquement 

à J35 et J77, avec des pourcentages de 2,24 % et 6,87 % respectivement, probablement résultant 

d'une conversion des fibres IIIB. Barnard et al. (1982) ont mentionné, sans donner de détails, 

que les fibres de type IIIA étaient prédominantes dans les muscles ALD, plantaire et adducteur 

profond. Ces différences de pourcentages entre nos résultats et les recherches citées 

précédemment sont probablement dues à l'inter-variabilité régionale dans la distribution des 

fibres IIIB et IIA au sein du muscle ALD (nous expliquerons ce point dans la section suivante). 

I.3.3 Sartorius Mixte (Sart M) 

À J0, nous observons un pourcentage de fibres IIA+IIB avoisinant les 80 %, le reste 

étant représenté par les fibres lentes de type I. Nos résultats sont en accord avec ceux de 

Remignon et al. (1994) pour la souche de croissance rapide, qui ont trouvé un pourcentage de 

84 % et 16 % respectivement pour ces types de fibres. Après observation, nous constatons une 

diminution progressive des fibres IIA de 65 % à J7 à 40 % à J56, accompagnée d’une 

augmentation des fibres IIB de 18 % à 40 %. Quant aux fibres lentes de type I, elles présentent 

une valeur fluctuante qui ne dépasse pas 20 %.  
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En comparant nos résultats avec la littérature, nous sommes en accord avec Tůmová et 

Teimouri (2009) qui montrent que la sélection pour le taux de croissance et le rendement de la 

viande chez le poulet a conduit à un accroissement des fibres musculaires de type IIB au 

détriment des fibres de type IIA. Cependant, nos résultats ne concordent pas avec ceux de 

Barnard et al. (1982) qui ont trouvé une prévalence de IIA > IIB > I %. Remignon et al. (1994) 

ont confirmé une légère diminution de 49,47 % à J7 à 46,03 % à J77 pour les fibres IIA, et une 

légère augmentation de 37,21 % à 43,40 % pour les fibres IIB, tandis que les fibres lentes de 

type I représentaient moins de 16,67 %. Ces différences pourraient être attribuées à l'effet de la 

sélection génétique et/ou à des variations dans les techniques d'échantillonnage. En revanche, 

Cécile et al. (2003), dans leur étude sur l'effet de la pression de sélection sur les muscles du 

filet, ont observé une réduction relative de la surface occupée par les fibres glycolytiques 

blanches dans le muscle Sart de la cuisse, malgré un développement musculaire accru, ce qui 

contredit nos résultats puisque la sélection génétique tendrait à augmenter la proportion de 

fibres glycolytiques et non l'inverse. 

I.3.4 Sartorius Rapide (Sart R) 

Pour le muscle Sart R, nous avons enregistré 100 % de fibres rapides (IIA + IIB) au 

premier jour post-éclosion, en accord avec Remignon et al. (1994). Par la suite, nous avons 

observé une diminution des fibres oxydoglycolytiques (IIA) de 25 % à J7 à 15 % à J56, tandis 

que les fibres glycolytiques ont augmenté de 75 % à 85 %. Les fibres lentes de type I étaient 

initialement absentes au début de la croissance, pour ensuite être représentées de manière 

presque négligeable (< 5 %). En revanche, Remignon et al. (1994) ont observé une légère 

diminution de 39,27 % à J7 à 31,51 % à J77 pour les fibres IIA, et une légère augmentation de 

60,72 % à 68,49 % pour les fibres IIB. Ces pourcentages ont continué à fluctuer jusqu'à atteindre 

15 % et 85 % pour les fibres IIA et IIB respectivement à l'âge de 11 semaines. Barnard et al. 

(1982) ont trouvé des pourcentages de 90 % et 10 % pour les fibres IIB et IIA respectivement. 

I.4 Répartition et distribution des différents types de fibres au sein des 

muscles et des faisceaux musculaires  

I.4.1 Pectoral Superficiel (Ps) 

Nous avons utilisé la technique de Schuremann et al. (2004) pour prélever et 

étudier le muscle Ps, ce qui nous a permis d'analyser uniquement la typologie des 
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fibres dans la partie la plus superficielle de ce muscle. Dans notre étude, la 

distribution des fibres glycolytiques de type IIB est homogène dans tous les 

faisceaux musculaires du Ps, avec une absence apparente des autres types de fibres. 

Cette observation est en accord avec la plupart des études précédentes sur ce muscle 

chez le poulet de chair. En revanche, ce muscle présente une variabilité typologique 

plus prononcée chez d'autres oiseaux comme les poulets à croissance lente (Edman 

et al., 1988) et les oiseaux migrateurs (Torella et al., 1998).  

I.4.2 Antérieur Latissimus Dorsi (ALD)  

A notre connaissance aucune étude n’a traité en détail et avec l’âge la distribution 

spatiale des différents types de fibres du muscle ALD chez le poulet de croissance rapide. La 

seule explication qu’on peut donner à la distribution homogène et l’augmentation avec l’âge 

des fibres IIIA de 60% à 85% accompagné en même temps par la diminution des fibres IIIB de 

25% jusqu’à 5% surtout dans la moitié caudale par la conversion de ces dernières en fibres IIIA. 

Les fibres de type II qui sont apparues vers la fin de la période d'étude ne dépassent pas les 5 % 

et se retrouvent principalement dans la partie crâniale et médio-crâniale de ce muscle. Dans 

quelques rares cas, on les observe dispersées dans la partie centrale ou caudale du muscle. 

Nos résultats corroborent généralement ceux de Toutant et al. (1980) qui ont signalé, 

dans une étude réalisée à deux âges différents sur le muscle ALD du poulet de chair, que la 

répartition des fibres β' (IIIB) n'était pas uniforme à travers le muscle. À la première semaine, 

elle variait entre 27 % dans la région postérieure et 52 % dans la région antérieure. Après un 

mois, la distribution des fibres α' (IIIA) et β' (IIIB) était inégale, avec une prédominance des 

fibres β' (IIIB) dans la partie antérieure du muscle. Ces auteurs ont suggéré que les fibres α' 

(IIIA) ne sont pas issues de néoformation mais se différencient probablement des fibres β' (IIIB) 

préexistantes. En revanche, Barnard et al. (1982) ont constaté que les fibres de type II aviaire 

se trouvent principalement dans les couches les plus externes du muscle ALD, sans préciser si 

cela concerne la partie latérale ou médiale du muscle. De plus, ils n'ont pas observé de telles 

fibres de type II dans la zone centrale du muscle. 

I.4.3 Sartorius (Sart) 

Nos résultats ont confirmé que le muscle Sartorius (Sart) n'est pas composé de deux 

parties distinctes, mixte et rapide, mais présente plutôt un gradient de distribution des fibres I 

et IIA qui diminuent progressivement de la partie médiale vers la partie latérale du muscle. En 
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revanche, les fibres IIB augmentent progressivement de la partie médiale vers la partie latérale. 

Cependant, la plupart des recherches antérieures considèrent ce muscle comme étant composé 

de deux parties distinctes, mixtes et rapides. Par exemple, Bernard et al. (1982), dans leurs 

études antérieures, ont prélevé des échantillons en se basant sur des jugements visuels à l'œil 

nu, choisissant des zones de surface rouge ou blanche opposée. Ils ont ensuite capturé des 

images sériées d'un nombre très limité de fibres à l'aide d'un microscope optique à partir de ces 

deux surfaces. Il est important de noter que l'apparence rouge ou blanche ne correspond pas 

nécessairement à une partie mixte ou rapide, car il existe une variabilité dans la transition des 

types de fibres avec l'âge, et l'apparence d'une fibre ne reflète pas toujours avec précision son 

type. Pour éviter cette source d'erreur, nous avons effectué des coupes complètes à travers toute 

la surface du muscle Sart jusqu'à l'âge de J28, puis nous avons coupé le muscle en deux lames 

distinctes : une pour la partie interne et une pour la partie externe, jusqu'à l'âge d'abattage. 

Toutes les lames ont été scannées pour créer des lames virtuelles, nous permettant de 

sélectionner les images sériées de manière précise et d'éviter ainsi les erreurs liées à la 

variabilité interrégionale, contrairement à l'utilisation du microscope optique.   

Il est essentiel de considérer les travaux d'Ashmore et Doerr (1971), qui ont 

généralement signalé que le muscle Sartorius des oiseaux est connu pour être de composition 

mixte, présentant un gradient de fibres de type I du côté rouge du muscle à l'aspect blanc, 

comportant environ 90 % de fibres de type IIB et pratiquement aucune fibre de type I. De même, 

Remignon (1993) a observé une stabilité du pourcentage de fibres de type I, associée à une 

diminution du pourcentage de fibres de type IIA et à une augmentation du pourcentage de fibres 

de type IIB pour ce muscle. La distribution des fibres (I, IIA et IIB) dans le muscle Sart 

ressemble beaucoup à celle observée dans le muscle biceps et triceps brachial du rat, selon 

Fuentes et al. (1997). Ils ont observé que les fibres SO (type I) étaient localisées principalement 

dans les régions profondes, tandis que les fibres FG (type IIB) se trouvaient dans les régions 

intermédiaires et superficielles (les régions superficielles contenant les pourcentages les plus 

élevés de fibres FG). En revanche, chez le lapin, les fibres SO et FG sont réparties sur toute la 

longueur du muscle, bien que les fibres SO et FG soient plus abondantes dans les régions 

profondes et superficielles. 

À notre connaissance, il n'existe pas de recherche dans la littérature traitant de la 

distribution des différents types de fibres musculaires au sein des faisceaux musculaires du 

muscle Sartorius chez le poulet de chair. Nous avons pu mettre en évidence que la distribution 

des fibres musculaires au sein des faisceaux suit généralement un schéma similaire à la 
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répartition globale précédemment décrite : les fibres lentes de type I (SO) se trouvent en 

profondeur des faisceaux, les fibres de type IIA (FOG) dans les zones intermédiaires, tandis 

que les fibres de type IIB (FG) sont situées à la périphérie des faisceaux. Nos résultats 

corroborent généralement ceux de Singh et al. (2001), qui ont constaté chez les singes (Macaca 

mulatta) que la distribution des fibres (SO, FOG et FG) dans les muscles individuels n'était pas 

uniforme, et qu'un gradient significatif était observé dans certains cas. Dans la majorité des 

muscles, la proportion de fibres SO avait tendance à augmenter dans les parties les plus 

profondes du muscle, tandis que les fibres FG étaient plus abondantes dans les parties les plus 

superficielles. Il est à noter que les muscles présentant la plus forte proportion de fibres lentes 

(comme le Coracobrachial, le Supraépineux et le Petit rond) étaient généralement de petite taille 

et situés en profondeur, souvent à proximité de l'os. 
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 ÉTUDE COMPARATIVE ENTRE TROIS LOGICIELS DE 

TRAITEMENT D’IMAGE (2 SEMI-AUTOMATIQUES ET 1 

AUTOMATIQUE) 

L'étude de la biologie musculaire repose sur des critères physiologiques (de type 

métabolique ou contractile) et morphologiques (Nombre, AST, DMF et Périmètre). Les images 

traitées enregistrées à partir de coupes histologiques et histoenzimologiques de muscle sont les 

meilleures méthodes pour explorer ces déterminismes. Cette étude décrit les étapes du 

traitement de l'image musculaire, qui sont successivement, l'acquisition de l'image, la 

segmentation (détermination des morphométries) et la typologie des fibres (détermination du 

type contractile). L'analyse manuelle des différentes sections est laborieuse et chronophage, 

c'est pourquoi plusieurs auteurs ont développé des logiciels d'analyse d'images semi-

automatique (Kammoun et al., 2014). 

II.1 Acquisition d'image : 

Il pourrait être approprié pour une bonne recherche sur les muscles de travailler avec un 

nombre supérieur à 400 fibres (Garton et al., 2010). Dans la présente étude, ce nombre est atteint 

en utilisant un grossissement x200 avec au moins 2 champs pour chaque type de coloration. Le 

nombre de champs augmente avec l'âge, ce dernier était respectivement, 2 à la post éclosion, J7 

et J14, 3 champs à J21, 4 champs à J28, plus de 6 champs à J35, J42, J49, et J56, ce qui nécessite 

inévitablement plus de temps pour prendre les images sériées. Ce problème a obligé les 

chercheurs à minimiser le nombre de champs ainsi que le nombre de fibres à analyser (Singh et 

al., 2001 ; Kim et al., 2007 ; Liu et al., 2013) ; ou d'utiliser des grossissements différents dans 

une même étude avec des grossissements élevés pour les muscles du jeune âge et des 

grossissements faibles pour les muscles de l'adulte (Remignon, 1993). Ce dernier auteur a mené 

une étude sur les muscles de poulets en développement de J0 post éclosion jusqu'à l'âge de 55 

semaines et a analysé en moyenne 400 fibres dans 2 champs microscopiques avec des 

grossissements différents (x45, x90 et x215). Cependant, la plupart des recherches n'ont pas 

précisé le grossissement utilisé et/ou le nombre de fibres analysées (Karen et al., 2009 ; Meng 

et al., 2014 ; Dale Zotte et al., 2015; Sapkota et al., 2015; Wang, 2016). Dans notre étude, le 

nombre moyen de fibres par image aux âges précoces, J0, J7 et J14 post éclosion est 

respectivement de 950, 227 et 253, ce qui est considéré comme acceptable. 
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Cependant, la segmentation de ces images était très difficile à cause de la petite taille 

des fibres et malgré la résolution acceptable de la caméra (18 MP). Les mêmes observations ont 

été produites en utilisant le grossissement x250. Les images de grossissement x100 sont plus 

adéquates en ce qui concerne le nombre moyen de fibres/image qui dépasse 400 fibres à J7, 

J14, J21 et J28, et 200 fibres à J35, J42, J49 et J56. Cependant, la segmentation était très difficile 

surtout aux âges précoces J7, J 14 et J21, où les images devenaient floues lorsque le zoom était 

appliqué pour reconnaître les limites des cellules. De plus, il est impossible de travailler sur des 

images avec ce grossissement à J0 post-éclosion. 

Le grossissement x400 est plus laborieux du fait du nombre de champs qui dépasse 6 

pour chaque muscle étudié à partir du jour 7 post-éclosion. Le nombre moyen de fibres/image 

à tous les âges étudiés varie entre 600 et 1000 en utilisant CytoF, ce qui est jugé très acceptable. 

Le logiciel utilisé par le groupe CytoF, peut travailler sur des images au format SVS, et il lié 

est sur cette détermination acceptable des fibres. De plus, la capacité de segmentation de ce 

dernier couvre toute la section virtuelle mais il est plus coûteux. 

II.2 Temps nécessaire à la comparaison de segmentation entre les 3 logiciels 

(Cytoinformatics LLC « CytoF », Fiji « FDP, FM » et Image Pro Plus 

10 « IP ») : 

Les algorithmes d'analyse d'images sont largement utilisés par les chercheurs 

biomédicaux et les ingénieurs en logiciel. Pour mener à bien cette partie du travail, dans un 

premier temps, nous avons sélectionné 2 logiciels semi-automatiques qui sont ImageJ (Fiji) du 

NIH et IP, de Media Cybernetics puisque ces deux logiciels sont les plus populaires 

actuellement selon Kostrominova et al. (2013) et leur popularité dans les domaines de la 

recherche est associée à plusieurs facteurs tels que la précision des résultats, l'accessibilité (prix 

et disponibilité). Dans un second temps, nous avons travaillé avec le groupe Cytoinformatics 

LLC pour la segmentation avec un logiciel automatique. La comparaison entre les 3 logiciels a 

été réalisée sur la base de : 

II.2.1 Temps nécessaire à la segmentation et le nombre de fibres obtenues : 

L'observation du temps de segmentation des neuf images par les trois logiciels révèle 

que ce temps diminue avec l'âge, mais il varie d'une image à l'autre, ce qui pourrait s'expliquer 

par plusieurs facteurs : 
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II.2.1.1  Degré d'automatisme de l'outil utilisé pour la segmentation 

Le temps total nécessaire à la segmentation (en heures : minutes : secondes) des neuf 

images en FM est de 26 : 23 : 37 et leur temps moyen de segmentation est de 02 : 56 : 25. Ainsi, 

dans notre travail réalisé sur quatre muscles avec 10 répétitions pour neuf âges étudiés, il nous 

a fallu 1061,6 heures pour réaliser cette segmentation, ce qui équivaut à 44,33 jours de travail 

non-stop soit près de 353,23 jours avec 8 heures de travail par jour (Figure 34). De plus, la 

segmentation de ces images avec FDP a montré le temps le plus élevé (27 : 24 : 56) par rapport 

aux autres méthodes de segmentation ; par conséquent, le temps moyen pour chaque 

segmentation d'image est de 3: 05: 00, mais le FDP reste un outil précis pour mesurer les 

paramètres de la fibre musculaire. 

Le temps total nécessaire à la segmentation de ces mêmes neuf images par IP est de 

10:21:35 et leur temps moyen de segmentation est de 1:13:06 ; ainsi pour notre travail il a fallu 

438,6 heures ce qui est équivaut à 18,27 jours de travail non-stop, soit près de 146,2 jours avec 

8 heures de travail (Figure 34). D'autre part, les nouveaux algorithmes de traitement d'image 

peuvent gérer une segmentation automatique de l'image en moins d'une minute (Liu et al., 

2013 ; Cui et al.,2019) même si ces images ont une grande échelle pouvant atteindre jusqu'à 

9000x9000 (Cui et al.,2019) ce qui réduit considérablement le temps moyen de traitement des 

images. 

II.2.1.2 Nombre de fibres/image : 

Qui est lié à plusieurs facteurs tels que : 

Age : Le nombre de fibres/image diminue progressivement avec l'âge du fait de la 

croissance radiale de la fibre et donc le temps de segmentation est corrélé négativement avec 

l'âge. 

Forme et taille de la fibre : la forme irrégulière et imbriquée ainsi que la petite taille 

de la fibre augmentent le temps de segmentation ; ces mêmes résultats sont observés par Liu et 

al. (2013) ; Wang (2016). 

Pourcentage de tissu conjonctif :  

Lorsque le tissu conjonctif est abondant dans l'image, le nombre de fibres sera moindre 

d’un côté, et de l’autre, le nombre de fibres étroitement apposées diminue, ce qui réduit le temps 

de segmentation. Le pourcentage de tissu conjonctif varie au sein du même muscle et d'un 
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muscle à l'autre ; il a une valeur décroissante allant du muscle lent → muscle intermédiaire → 

muscle rapide, selon nos travaux inédits. À titre d'exemple, les images choisies aux âges J21 et 

J28, qui contenaient beaucoup de tissu conjonctif et dont le nombre de fibres ne dépassait pas 

420, présentaient un temps de segmentation inférieur à celui des autres images (Figure 34 et 

Tableau 15). 

Qualité de l'image : l'image bien colorée avec une bonne résolution et moins de débris 

et d'artefacts à un temps de segmentation faible. 

II.2.2 Temps nécessaire au post-traitement des images segmentées :  

La performance d'un logiciel de traitement d'images pour les tissus musculaires est liée 

à sa capacité à éliminer les artefacts, les tissus non pertinents et à séparer tout contact entre les 

fibres. Le temps moyen (en heure : minute : seconde) du post traitement des neuf images 

segmentées par FDP et FM était d'environ 00 : 25 : 00 (Figure 35) et donc un temps total pour 

le post traitement de toutes les images de notre travail qui tourne autour de 112 :50 :00. 

Le temps moyen de post traitement des neuf images segmentées par CytoF qui a été 

réalisé par Fiji est de 0 :10 :16h (Figure 35) et donc un temps total moyen pour le post-

traitement de toutes les images de notre travail qui est estimé à 45 : 72 : 00h. Le temps de post-

traitement des images segmentées par CytoF est très faible car ces images ne contiennent pas 

d'artefacts et de tissus non pertinents et ce temps n'est destiné qu'à la segmentation des fibres 

en contact. 

De plus, le temps moyen du post-traitement de ces mêmes images par Image IP est le 

plus élevé par rapport au logiciel précédent avec un temps de 00 : 32 : 06 h (Figure 35). Par 

conséquent, un temps total qui est moyen de 144 : 45 : 00 h, cela est dû à la présence de 

nombreux artefacts et de tissus non pertinents dans les images segmentées avec ce logiciel 

(Figure 41). 
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Figure 41: Image du muscle ALD d’un poulet âgé de 42 jours segmentée par IP montrant les 

artefacts et les tissus non pertinents en rouge. 

 

II.3 Comparaison des paramètres des fibres musculaires obtenus après 

segmentation avec les trois logiciels : 

Les 3 méthodes de segmentation FDP, FM et CytoF ont donné des résultats cohérents 

pour l’AST, mais avec des différences non significatives, cette différence est inférieure à 3,34 

% pour CytoF par rapport à FDP (Tableau 103). Ce paramètre (AST) qui est le critère principal 

d'étude de la fibre musculaire confirme que les mesures obtenues par CytoF sont plus proches 

des mesures obtenues par la segmentation manuelle réalisée par FDP et FM. Pas de différence 

significative entre FDP et FM. Cependant, statistiquement, il existe des différences très 

significatives pour le Périmètre et le DMF entre CytoF et FDP mais les différences ne sont pas 

aberrantes (Tableau 103) avec des pourcentages assez encourageants pour ces deux paramètres 

calculés par le CytoF (moins de 5,06% et 5,01% pour le Périmètre et DMF respectivement) par 

rapport à celles calculées par FDP. 

Selon Kostrominova et al. (2013), Image J (Fiji) et IP sont largement acceptés pour 

des mesures précises de l’AST. La différence très significative entre FDP et IP concernant la 

surface moyenne de la fibre est liée à l'étape de seuillage d’IP, qui ne compte pas une petite 

marge de la surface de certaines fibres musculaires (Figure 42), ce qui influe sur le calcul de 

la valeur moyenne de l’AST. Cette dernière est néanmoins inférieure de 5,02 % par rapport à 

celle calculée par FDP, mais elle reste très satisfaisante. 
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Les différences très significatives entre FDP et IP concernant le périmètre et le DMF 

sont liées au calcul de la surface de la fibre (moins de surface = moins de périmètre et moins de 

DMF). Le DMF est très résistant aux erreurs expérimentales telles que l'orientation de l'angle 

de section (Liu et al., 2013), et il est recommandé par Ruegg et Meinen (2014). Cependant, il 

est influencé par la technique de segmentation car il mesure le petit diamètre dans la cellule 

musculaire (Meng et al., 2014). Malgré cela, les valeurs moyennes calculées par IP de ces deux 

paramètres (Périmètre et DMF) sont également acceptables ; ils sont respectivement inférieurs 

à 7,19% et 3,96% par rapport à ceux trouvés par FDP. Les outils semi-automatiques (Fiji et IP), 

nécessitent toujours un traitement préalable, où l'opérateur doit interagir manuellement avec 

l'ordinateur, à l'aide d'un stylo numériseur ou d'une souris d'ordinateur, pour éliminer les 

artefacts et les tissus non pertinents et tracer les contours des fibres musculaires non 

segmentées. 

Cette interaction rend l'analyse d'un grand nombre d'images plus laborieuse et peu 

pratique, ces observations sont confirmées par certains auteurs (Mayachitra, 2006 ; Janssens et 

al., 2013 ; Cui et al., 2019) ; malgré cela, le logiciel Fiji reste utilisé par une large communauté 

de chercheurs. En ce qui concerne les outils automatiques et malgré leurs services payants et 

leur disponibilité limitée (en plus des critiques adressées à un certain nombre de ces 

programmes, comme l'utilisation de raccourcis en supposant, par exemple, que les fibres sont 

des cercles ou des ellipses), les mesures des paramètres morphologiques des fibres peuvent être 

inexactes (Meng et al., 2014). Cependant, le logiciel CytoF reste exempt de ces critiques et 

donne des résultats satisfaisants. 
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Figure 41: Image segmentée par IP, les flèches rouges indiquent les petites marges faisant 
partie des fibres et qui sont négligées lors de la segmentation par le logiciel. 

II.4 Typologie des fibres : 

Nous avons adopté la méthode manuelle de typage des fibres musculaires pour deux 

raisons : la première est le surcoût et la seconde est la difficulté de classer toutes les cellules 

musculaires, surtout lorsque les sections ou les fibres musculaires ne sont pas parallèles entre 

elles, changent de forme à travers une grande série de sections, disparaissent ou se séparent de 

la section. Ces difficultés sont bien présentées dans notre travail et prouvées par Karen et al. 

(2009). 
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CONCLUSION 

Notre travail, réalisé en profitant des nouvelles technologies de traitement d'image, nous 

a permis de ressortir les constatations et les perspectives suivantes : 

* Étude des paramètres morphométriques, histologiques et histochimiques des fibres 

musculaires : 

 Le nombre de fibres musculaires est diminué progressivement avec l’âge. 

 Le muscle Sart n’est pas composé de deux parties mixte et rapide, mais 

réellement il a une variabilité de distribution intra musculaire des fibres (les 

fibres lentes I et IIA diminuent de la partie médiale à la partie latérale, tandis que 

les fibres IIB augmentent de la partie médiale vers la partie latérale). 

Le muscle ALD a également présenté une variabilité de distribution intramusculaire. 

Les fibres IIIA sont bien dispersées sur toute la surface du muscle, alors que les fibres IIIB 

étaient bien dispersées sur toute la surface du muscle pour diminuer progressivement dans la 

partie caudale. Les fibres IIA sont rares au début de la croissance, mais apparaissent plus tard, 

surtout dans les parties crâniale, médio-crâniale et caudale du muscle. 

* Traitement d’image du tissu musculaire : 

 Sur les lames scannées, on peut sélectionner des images avec une grande échelle, 

une bonne résolution et un nombre très satisfaisant de cellules musculaires par 

image par rapport aux images capturées avec les différents grossissements les 

plus couramment utilisés par la communauté des chercheurs. Ainsi, pour des 

travaux fiables dans le domaine du tissu musculaire, ce type d'images remplacera 

progressivement les images du microscope.      

 Chaque progrès dans l’automatisation de l’acquisition de l’image et de son 

traitement est un atout supplémentaire pour les chercheurs du muscle, permettant 

de réduire considérablement le temps nécessaire au traitement d’une image, 

passant de plusieurs heures à quelques minutes ou même secondes. Ce temps 

gagné peut être consacré à d’autres étapes de leurs travaux de recherche. 

 Les services fournis par le groupe Cytoinformatics dans le domaine de la 

segmentation des cellules musculaires sont très satisfaisants et plus précis. 

Cependant, un petit souci persiste : la segmentation est réalisée par les membres 

du groupe et non par le chercheur lui-même, obligeant ce dernier à effectuer une 
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étape de post-traitement des images pour enlever les éventuels contacts entre 

cellules à l'aide d'un autre outil. 

 L’avantage de Fiji est son accès libre, ce qui en fait un sanctuaire pour les 

chercheurs et les petits laboratoires ayant des ressources limitées. Cependant, 

bien que ce logiciel soit universel, sa structure de menu est riche en 

fonctionnalités avec une interface graphique complexe qui nécessite une bonne 

formation. Il serait préférable de développer une version spéciale de Fiji pour le 

traitement des images musculaires, en supprimant les fonctionnalités inutiles et 

en simplifiant l'interface pour la rendre plus conviviale, tout en fournissant une 

documentation complète pour faciliter leur traitement. 

 Image Pro Plus 10 est plus simple, convivial et rapide pour le traitement des 

images du tissu musculaire par rapport à Fiji, mais il nécessite une bonne 

maîtrise de ses outils pour obtenir des résultats très satisfaisants.  

 Les études histologiques limitées à l’observation d’un champ restreint de fibres 

ou à l’étude de petits fragments musculaires isolés à partir de biopsies ou de 

coupes partielles ne reflètent pas fidèlement l’aspect histologique réel du muscle, 

en raison des variations inter/intra musculaires présentes entre l’ensemble des 

muscles d’un être vivant. Ainsi, des études histo-enzymologiques approfondies 

couvrant l’ensemble des surfaces des muscles seraient indispensables pour 

évaluer l’état d’un muscle ou pour étudier sa corrélation avec la qualité de la 

viande.     
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Résumé 
Cette étude a porté sur les paramètres morphométriques, histologique et histochimiques des fibres 
musculaires des poulets de chair tout en profitant des progrès technologiques récents dans le traitement et 
l’analyse d’images numériques.  
Les résultats de la présente étude montrent que le nombre de fibre musculaire diminue progressivement avec 
l’âge des poulets. Le muscle Sart n’est pas composé de deux parties mixte et rapide, mais réellement il a une 
variabilité de distribution intra musculaire des fibres (les fibres lentes I et IIA diminuent de la partie médiale 
à la partie latérale, tandis que les fibres IIB augmentent de la partie médiale vers la partie latérale). De même 
que le muscle ALD présente une variabilité de distribution intra musculaire, les fibres IIIA sont bien 
dispersées sur toute la surface du muscle, alors que les fibres IIIB étaient bien dispersées sur la surface du 
muscle pour diminuer progressivement après dans la partie caudale. Les fibres IIA sont rares au début de 
croissance pour augmenter après dans les derniers âges surtout dans les parties crâniale, médiocrâniale et 
caudale du muscle. L’utilisation des logiciels de traitement et d’analyse d’images révèlent des résultats très 
intéressants. Nos résultats révèlent que les études histologiques limitées l’observation d’un champ limité de 
fibres ne reflètent pas l’aspect histologique réel du muscle en raison des variations inter/intra musculaires 
existantes entre l’ensemble des muscles d’un être vivant. Donc les études histo-enzymologiques approfondies 
sur l’ensemble des surfaces des muscles seraient très indispensables pour juger l’aspect normal d’un muscle 
en excluant une suspicion d’une pathologie musculaire ou pour voir sa corrélation avec la qualité de la viande.     
Mots clés : poulet de chair, fibres musculaires, histo-enzymologie, acquisition d’image, segmentation, calcul 

des paramètres mophométriques, typage des fibres musculaires. 
 الملخص 

المعل  على  الدراسة  هذه  الموركزت  الدجاج  ظهريمات  عند  العضلات  لألياف  التطورات ة والنسيجية والكيميائية  من  الاستفادة  مع  اللاحم 
    .التكنولوجية الحديثة في معالجة الصور الرقمية وتحليلها

من جزأين مختلط وسريع،   Sart بينت نتائج الدراسة الحالية أن عدد ألياف العضلات يتناقص تدريجيا مع تقدم عمر الدجاج.  لا تتكون عضلة
ي، بينما  إلى الجزء الخارج  الداخليتنخفض من الجزء   IIA و I الألياف البطيئة ( ولكن في الحقيقة لديها تباين في التوزيع العضلي للألياف

منتشرة   IIIA تباين في التوزيع العضلي، كانت ألياف ALD كذلك اظهرت عضلة ) . الخارجي إلى الجزء    الداخليمن الجزء   IIB تزداد ألياف 
منتشرة جيدا على سطح العضلة لتنخفض تدريجيا بعد ذلك في الجزء الذيلي. تكون   IIIB جيدا على كامل سطح العضلات، بينما كانت ألياف

النمو تم يزداد لاحقا مع تقدم العمر خاصة في الأجزاء  نادرة   IIA ألياف الداخليةفي بداية  من العضلات. كشف    ، والذيليةالقحفية  القحفية، 
 .استخدام برامج معالجة الصور وتحليلها عن نتائج مثيرة للاهتمام للغاية

كشفت نتائج الدراسة أن الدراسات النسيجية التي تعتمد ملاحظة مجال محدود من الألياف لا تعكس المظهر النسيجي الحقيقي للعضلة بسبب   
الموجودة العضلية  المتعمقة على جالكائن  الكل عضلات    او داخل  بين  الاختلافات  النسيجية  الدراسات الأنزيمية  فإن  لذا    اتحمساميع  حي. 

 بجودة اللحوم.       ومعرفة ارتباطها واقصاء أي شك لمرض العضلات العضلات ستكون ضرورية للغاية للحكم على المظهر الحقيقي للعضلة
الحصول على الصور، التجزئة، حساب قياسات الألياف   ،والانزيمات الانسجة، الألياف العضلية، علم التسميندجاج : الكلمات الدالة

  العضلية، تحديد أنواع الألياف العضلية. 
Summary 
This study focused on the morphometric, histological and histochemical parameters of broiler muscle fibers, 
while taking advantage of recent technological advances in digital image processing and analysis.   
The results of the present study show that the number of muscle fibers gradually decreases with the age of 
chickens.  The Sart muscle is not composed of two parts mixed and fast, but really it has a variability of 
intramuscular distribution of fibers (slow fibers I and IIA decrease from the medial part to the lateral part, 
while IIB fibers increase from the medial part to the lateral part). Just as the ALD muscle has a variability of 
intramuscular distribution, the IIIA fibers are well dispersed over the entire surface of the muscle, while IIIB 
fibers were well dispersed on the surface of the muscle to gradually decrease thereafter in the caudal part. 
IIA fibers are occasional at the beginning of growth to increase later in the last ages especially in the cranial, 
mediocranal and caudal parts of the muscle. The use of image processing and analysis software reveals very 
interesting results. Our results reveal that histological studies with observation of limited field of fibers do 
not reflect the actual histological appearance of the muscle because of the existing of inter/intra muscle 
variations between all the muscles of a living being. So in-depth histo-enzymological studies on all muscle 
surfaces would be very essential to judge the real appearance of a muscle  excluding a suspicion of a muscular 
pathology or to see its correlation with the quality of meat.     

Keywords : broilers, muscle fiber, histo-enzymology, image acquisition, segmentation, calculation of 
muscle fiber mophometric parameters, fiber typing. 


