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Chapitre 3 : Manipulation sur I’animale de laboratoire

1. L’animalerie

1.1. Les caractéristiques d’une animalerie

Une animalerie doit étre congue de facon a faciliter la recherche impliquant des animaux et a
minimiser les variables expérimentales tout en répondant aux besoins physiologiques, sociaux et
comportementaux des animaux d’expérimentation. Une animalerie requiert des aires séparées pour
des fonctions spécifiques, des salles et de I’équipement spécialisés et des milieux ou les parametres

environnementaux sont soigneusement contrélés.
1.2. L’emplacement

Les installations animaliéres doivent étre situées dans un endroit ou il y a un minimum d’acces pour
le public ; tout en permettant un acceés facile et sécuritaire pour les utilisateurs. Il faut prévoir un
acces direct a I’extérieur pour faciliter la réception des animaux, des fournitures et I’élimination des
déchets. Pour les animaleries qui se situent aux étages supérieurs, elles doivent étre équipées d’au
moins deux monte-charges I’un pour le matériel sale et I’autre pour le matériel propre. Les
animaleries doivent avoir acces a des services fiables incluant 1’électricité, I’eau et les égouts. Elles
doivent étre situées de facon d’avoir accés a I’air de qualité et que I’air évacué ne retourne pas a
I’intérieur. Si ce n’est pas possible, I’air doit étre traité de facon appropriée a son point d’entrée et/ou

d’évacuation.
1.3. Les principaux locaux

1.3.1. Aires de réception des animaux : il doit y avoir des espaces séparés et ventilés pour recevoir,
examiner et héberger au besoin les animaux avant qu’ils soient transférer au local d’hébergement ou

de conditionnement.

L’aire de réception doit offrir un espace suffisant pour la réception et la réalisation de I’examen

initial des animaux dans des conditions environnementales acceptables.
1.3.2. Locaux d’hébergement : il faut prévoir des locaux d’hébergement séparés :
- Pour chaque espece.

- Pour chaque groupe d’animaux de la méme espéce dont le statut sanitaire est different.



Ceci permet un meilleur controle expérimental et réduit la possibilité d’une épidemie.

Seuls les animaux ayant le statut sanitaire similaire et les méme horaires d’alimentation et qui sont
socialement compatible peuvent étre hébergé ensemble. Pour les animaux malades ; il est nécessaire
de les isoler dans des locaux séparés : c’est les locaux de quarantaine et d’isolement. Les locaux
d’observation et de conditionnement sont nécessaires pour I’observation et les examens de santé

approfondis surtout pour les animaux nouvellement acquis.

La dimension d’un local d’hébergement est déterminée par I’espéce, le nombre d’animaux et le but
d’utilisation des animaux. La piece doit heberger confortablement les animaux dans un

environnement approprié.

1.3.3. Salles de procédures : toute procédure invasive causant la détresse chez les autres animaux
doit étre effectuée dans une salle de procédure séparée du local d’hébergement. Pour les rongeurs
hébergés dans des supports a cages ventilés; les procédures peuvent étre effectuées dans la méme
piéce, a I’intérieur d’une hotte de procédures. Ces salles doivent étre adjacentes au local hébergement
pour que le déplacement des animaux soit facile. L’avantage d’installer une salle de procédure est de
réduire le transport des animaux a I’extérieur, I’introduction des variables non expérimentales et la

propagation des allergenes potentiels a I’extérieur de I’animalerie.

1.3.4. Unité de chirurgie : il faut prévoir des installations a I’intérieur de I’animalerie pour effectuer
des interventions chirurgicales aux animaux sous des conditions d’asepsie et selon les normes

vétérinaires actuellement reconnues.

1.3.5. Aires pour le personnel, la réception et les bureaux : on peut combiner ou séparer ces aires
fonctionnelles, mais il est préférable qu’elles soient attenantes aux installations animalieres et non a
I’intérieur. Des pieces devraient étre aménagées pour que le personnel puisse se reposer, s’alimenter
et se réunir. Il est préférable qu’elles soient prés mais a I’extérieur des piéces d’hébergement des

animaux.

Il faut mettre a la disposition du personnel des lieux d’acces facile tels que : vestiaires, casiers,
douches, éviers et toilettes, etc. pour favoriser une hygiéne personnelle, afin de prévenir
I’introduction des agents étiologiques.
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1.3.7. Entreposage des aliments et de la litiere : la nourriture et la litiére doivent étre entreposées
dans une piéce facile a nettoyer et a désinfecter et a I’épreuve de la vermine afin d’éviter la
contamination. Elles doivent étre entreposées sur des palettes ou des étageres en plastique ou en

métal éloignés des murs pour faciliter le nettoyage.
1.4. Les conditions d’hébergement

Le milieu d’hébergement des animaux et I’environnement des animaleries appropriés sont essentiels
pour le bien-étre des animaux, la qualité des données expérimentales et les programmes

d’enseignement ou de test pour lesquels les animaux sont utiliseés.

Macro et Microenvironnements : le microenvironnement d’un animal est le milieu physique le plus
proche de lui qui I’entoure : c’est la structure primaire avec une température, un taux d’humidité et
une composition en gaz et en particules qui lui sont propres. L’environnement physique de la

structure secondaire (tels qu’une piece ou un habitat extérieur) fait partie du macro-environnement.
1.4.1. Les conditions environnementales :

La stabilité des parametres environnementaux est primordiale afin de ne pas changer les résultats

expérimentaux et causer des problemes de santé.

a. Température : la régulation de la température corporelle dans des limites normales est nécessaire
au bienétre des animaux. La température des locaux des animaux doit étre surveillée quotidiennement
et controlable a = 1°C, et de préférence, enregistrée 24 h/ 24h et adaptée aux especes et aux
catégories d’age hébergées. La température optimale de la piéce ou se trouvent les animaux de

laboratoire se situe dans un intervalle compris entre 20 et 24°C.

b. Humidité relative : I’humidité relative doit é&tre maintenue entre 40 et 60 % selon I’espéce, et
contr6lée a +5%. Le degré hygrométrique favorable est le plus souvent celui des humains, soit autour
de 50%. L’inconfort des animaux survient lorsque les taux d’humidité affectent la capacité de
I’animal & maintenir son homéostasie thermique. Dans les installations ou le contrdle de I’humidité a
I’intérieur de variations acceptables est difficile a contrdler, on doit installer des déshumidificateurs

ou des humidificateurs.

c. Chauffage, ventilation et climatisation (CVC) : ce systeme doit fournir de I’air propre a des
températures et des niveaux d’humidité spécifiques aux animaux hébergés et il doit évacuer
complétement I’air contaminé. lls doivent fonctionner sans arrét, 24 heures par jour, et 365 jours par
année. Une ventilation adéquate est absolument nécessaire, elle permet de réguler la température et
d’ajuster le niveau I’humidité, d’assurer un bon apport d’oxygeéne et d’éliminer : les poussieres en
suspension dans les cages et les locaux des animaux, les odeurs néfastes et les contaminants gazeux

provenant de la respiration des animaux, de la lumiére ou des équipements. L’air de la piéce ne doit

11



pas étre recyclé sauf s’il a été filtré pour enlever les contaminants microbiens et chimiques. Il existe
plusieurs types de ventilation : I’évacuation de I’air par un ventilateur électrique, I’aspiration de I’air

extérieur, et la climatisation.

Qualité de Iair : I’air doit étre mesuré et maitrisé pour éviter d’une part que le taux d’ammoniac ne
s’éleve trop par manque de renouvellement de I’air ambiant et d’autre part que les animaux soient
exposés a des courants d’air. Les animaleries doivent étre approvisionnées d’air frais a 100 %.
Concernant la vitesse de I’air ; la recommandation est de 0.30 m/ s soit 15 a 20 changements d’air par
heure selon la densité animale et le volume de la piece. Le taux d’ammoniac joue directement sur la
santé des animaux puisque a partir d’une concentration de 8 ppm il devient irritant pour les voies

respiratoires et les yeux. Ce taux doit donc étre maintenu inférieur a 8 ppm.

d. Eclairage : I’éclairage doit fournir une bonne visibilité et une lumiére uniforme et sans reflets. Il
faut Assurer un éclairage artificiel contr6lé pour satisfaire aux exigences biologiques et au
comportement des animaux. Tous les appareils d’éclairage de I’animalerie doivent étre étanches. Il y
a trois aspects a prendre en compte dans I’éclairage des animaleries : la photo-intensité, la
photopériode de méme que la qualité de I’éclairage ou sa composition spectrale.

La photopériode : la photopériode est la caractéristique qui influence le plus les animaux
d’expérimentation. Elle est en genéral programmée 12h/12h, a I’aide d’une horloge temporisatrice.
Elle influence les rythmes biologiques en particulier la reproduction. La lumiére est contrélee a I’aide

d’un luxmétre.

e. Pression différentielle : les pressions différentielles peuvent étre utilisées pour créer une barriere
d’air entre deux zones de I’animalerie. Les pressions différentielles entre les aires d’une animalerie
doivent étre établies de fagon a ce que la circulation d’air se fasse des aires les plus propres vers ceux

les plus sales ou potentiellement contaminés.
f. Autres conditions :

1. Bruit : dans tous les cas, le fond sonore ne doit pas excéder 85 décibels (dB). Il faut isoler
acoustiquement les activités et I’équipement bruyants du reste de I’animalerie. Le bruit peut avoir une
incidence sur plusieurs variables : prise alimentaire, reproduction, systeme immunitaire, etc. Des
crises audiogénes chez de jeunes souris et des baisses dans la fertilité chez les souris et les rats

figurent aussi parmi les effets néfastes déja observés.

2. Les produits chimiques : ce sont les produits d’entretien (détergents, antiseptiques) et les produits
stérilisants (formol, acide per acétique) qui envahissent le micromilieu par I’air, I’eau, la nourriture,

la litiere et les surfaces de contact.
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Donc il faut limiter I’utilisation des produits chimiques par :

- Le ringage abondant du mateériel aprés I’utilisation des détergents.
- Ne pas utiliser les insecticides.

- Eviter les parfums, déodorants pour masquer les odeurs. ;

- Ne pas fumer dans I’animalerie.
1.5. Recommandation d’espace :

un animal doit avoir au minimum assez de place pour se retourner et changer normalement de
posture, il doit avoir un acces facile a la nourriture et a I’ eau, et suffisamment de place pour pouvoir

bouger librement ,tout en fournissant a sa disposition assez de litiere propre pour se reposer.

- Choix du type de cage et densité de population : une cage correcte doit permettre a I’animal de
trouver un abri, de prendre de I’exercice et d’acceder facilement a sa nourriture et son eau sans se
blesser. Les rongeurs doivent étre hébergés dans des cages a fond plein. On emploie de préférence
des cages métalliques. Mais I’utilisation de cages en plastique ou en verre est possible. Une attention
particuliere au choix des matériaux est recommandée pour le rat qui peut parfois grignoter méme les
plastiques et métaux légers comme I’aluminium. Il faut privilégier les fonds pleins et solides
recouverts de litiere, amovibles pour assurer un nettoyage facile et régulier. Il faut faire attention a ne

pas dépasser le nombre d’animaux prévu par la législation.
1.6. Les besoins quotidiens :

1.6.1. Alimentation : les animaux devraient étre nourris avec un aliment non contaminé et de qualité
nutritive suffisante, et de maniere quotidienne ou a une fréquence adaptée a leurs besoins. Les souris
(Mus musculus) et les rats (Rattus norvegicus) de laboratoire sont des animaux naturellement
omnivores, crépusculaires a nocturnes. Ils consomment une grande variété d’aliments dont les

granulés complets et les produits céréaliers comme I’avoine, le riz ou le blé qui sont les favoris.

Pour les lapins, on peut utiliser les granulés et les céréales surtout I’avoine qui convient le mieux au
lapin. Les fourrages, des aliments traditionnels tels que des crodtons de pain, des navets, des carottes.
Il faut éviter la salade, les choux qui peuvent conduire a des fermentations excessives et entrainer du

météorisme.

1.6.2. Abreuvement : normalement, les animaux devraient avoir accés a I’eau potable et non
contaminée, conformément a leurs besoins spécifiques. Une analyse périodique pour vérifier
I’acidité, la dureté, et la contamination microbienne ou chimique peut étre nécessaire pour assurer

une qualité d’eau acceptable. Les méthodes utilisées pour éliminer les bactéries et les contaminations
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chimiques sont I’acidification, la javellisation, 1’osmose inversée, I’ultrafiltration et les radiations

ultraviolettes.

1.6.3. Litiere : les matériaux de litiere sont les copeaux de bois Iéger ou de sciure dépoussiérée avec

une épaisseur de 2 ou 3 cm.

On doit utiliser une litiere qui absorbe I’humidité, exempte de poussiére et non toxique pour les
animaux. La quantité de litiere doit étre suffisante pour permettre les animaux d’étre au sec avant le

prochain changement de cage.
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2-Manipulations sur I’animal

2.1-La contention

La contention est la maniére de soulever et de fixer un animal sans lui causer de souffrances inutiles.
Elle permet de minimiser les mouvements de I’animal lors des manipulations, administration de
substances, injections, prélévements... etc.

Une contention erronée peut provoquer un stress a I’animal, réaction agressive (morsures, fuite...).

Des appareils de contention existent, ils facilitent énormément ces manipulations.

Contention manuelle d’une souris pour
administration par voie orale, injection
intraperitoneal

Boite de contention pour souris avec acces a la
queue. Cette boite (@ 32mm, longueur réglable)
permet, en plus de la fixation de I’animal, de
pratiquer des injections et prélevement de sang a
partir de la queue. La facade est perforée pour la
respiration normale

Boite de contention pour souris. Perforée a
plusieurs endroits et en plus de I’acces a la queue,
elle permet de faire des prélévements et injections

dans différentes régions du corps.
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2.2. ldentification des animaux pour la recherche et maintien des dossiers

Lors de la réception des animaux, il faut procéder a I’identification de ces derniers et leur créer un

dossier.

Pour chaque animal un registre doit étre complété. Les informations suivantes doivent s’y retrouver :
la date d’arrivée, le sexe, une estimation de I’age et du poids, la race et la souche, la couleur et les
marques, toute anomalie physique ou autre caractéristique d’identification, le nom du projet ou du
chercheur, le numéro du protocole, le nom du fournisseur et la méthode de disposition

éventuelle.

La cage doit étre identifiée avec un carton contenant minimalement les informations suivantes : le
sexe et le nombre d’animaux gardés dans la cage, le nom du chercheur responsable, et toute

directive particuliére quant aux soins a leur prodiguer.

Les registres doivent étre conservés pendant un an apres I’euthanasie ou le départ de I’animal, afin de
pouvoir retracer I’information. Dans le cas ou les cartes de cages servent aussi de registre, il faut

conserver les cartes de cages pendant un an suivant le départ des animaux.

Les méthodes d’identification des rongeurs les plus courantes sont résumées dans le tableaux ci-

dessous :
METHODES AVANTAGES EFFETS NEFASTES ET
INCONVENIENTS
Encre (marqueurs | -Peu invasive | -Visible pendant 14 jours seulement, (les
non toxiques) -Facile a appliquer et | nouveaux marqueurs sont plus permanents
réappliquer, sur les pelages clairs)
-Ne nécessite pas | -L’effacement du marquage peut donner
forcément la | lieu a des erreurs d’identification ou a une
@ contention de I’animal nouvelle manipulation de 1’animal pour
'§ répéter la procédure
S -Le bruit de la tondeuse peut énerver
& | Couper le poil|-Peu invasive | I’animal ou lui
(¢b] . .
| (Tonte) -Rapide faire peur.
-Irritation cutanée due au rasage.
-Le rasage doit étre répété aprés la
repousse
des poils.
-Une contention plus importante que pour
la coloration peut étre nécessaire.
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Entaille a Poreille

-Moyennement invasive;

-Formation nécessaire pour s’assurer que

(Phalangectomie)

-Utilisation au besoin pour
des tests génétiques du
tissu prélevé lors de cette
procédure

-rapide la marque

Exemple de code : | -Utilisation  pour le | est lisible, et la procédure, sans saignement

_ .| génotypage du tissu | -Peut affecter la communication auditive

-Oreille droit: | prélevé lors de  cette | -Lésions auriculaires lors de combats entre
chiffres  uniques : | procedure animaux

1.2,.... ou la déchirure empéche de lire 1’étiquette

A -L’utilisateur doit connaitre les codes

P 2 d’identification.

f & ‘o -L’entaille peut se refermer
> o -Le recours a des agents anesthésiques et
S | - Oreille gauche : analgésiques locaux devrait étre envisage,
S |les dizaines
< | 10,20....

S
Q |
4 .so "’u l' 4 2
-Centre de I’oreille :
les centaines
I v
4= ~d
Amputation -Rapide -Trés invasive;

- Permis seulement chez la souris agée de 0
a7 jours

-si aucune autre méthode ne permet
I’identification de chaque animal et si le

tissu prélevé sert au
génotypage ou a d’autres procédures
prévues dans le protocole;

-un  seul orteil par animal peut
étre rogné

- Affecte de maniére permanente la mobilité,
et est connue pour causer de la douleur
chronique.

Etiquette

-Moyennement  invasive;
-rapide

-ldentification individuelle
tres visible, sans
codification

et donc accessible a tous

-Risque d’inflammation ou de Iésions
tissulaires

-Les étiquettes métalliques utilisées dans les
études

a long terme ont été associées aux

carcinomes et aux infections a
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Staphylococcus aureus (Cover et coll.,
1989)

-Perte (peut tomber ou étre arrachée)
-Le matériau de [Détiquette doit étre
approprié a
I’étude (p. ex. non métallique si des
techniques

d’imagerie sont prévues)
- Le recours a des agents anesthésiques et
analgésiques locaux devrait étre envisagé,

parameétres physiologiques

Tatouage -L’encre est plus | -Les aiguilles utilisées doivent étre neuves et
permanente stériles
que la peinture | -Du matériel professionnel devrait étre
-Peu invasive et résultats | utilisé (pas
relativement  permanent | des aiguilles normales)
chez -Le recours a des agents anesthésiques et
les animaux nouveau-nés | analgésiques devrait étre envisagé
(tatouage lisible a vie)
Transpondeur - Rapide, -1 peut étre nécessaire d’anesthésier
(puce _ I’animal avant
dlectronique) | Srheace e | 2 pose
-Certains modeles | -Peut  provoquer des  changements
permettent de surveiller a | physiologiques et
distance les | comportementaux ~ associés au  stress

-Equipement requis pour lire la puce sous-
cutanée
et transmettre les informations enregistrées

par le
dispositif implanté
-Choix d’un dispositif adapté a 1’étude (p.
ex. non

métallique si des techniques d’imagerie sont
prévues)

2.3-Méthodes et voies d’administration

Plusieurs méthodes d’administration sont proposées afin de faciliter I’introduction des différentes

substances tout en minimisant les douleurs et les souffrances qui peuvent accompagner ces

manipulations. Il est important de signaler de vérifier I’état et la disponibilité du matériel nécessaire

avant I’immobilisation de I’animal.

2.3.1- Administration Intranasale (IN)

Apres la contention de I’animal, une seringue ou une pipette son utilisées pour faire inhaler a I’animal

la substance a administrer. Le geste peut étre répéter jusqu’a I’administration de la quantité totale

désirée.
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2.3.2- Intramusculaire (IM)

Une fois les animaux sont bien immobilisés et I’une des pattes arriére est libre et stabilisée,
I’injection peut étre faite, en utilisant une seringue.

L aiguille doit étre introduite perpendiculairement a la peau de I’animal. En utilisant une seringue de
taille appropriée et une aiguille, I’injection se fait dans le quadriceps de I’animal (I’avant de la cuisse)
ou du coté latérale de la cuisse. Il faut éviter d’injecter dans le coté postérieur de la cuisse car il est
possible d’endommager le nerf sciatique.

On peut alterner les jambes si I’animal doit recevoir des injections intramusculaires multiples.

>

contention pour I’injection intra-musculaire injection intramusculaire

2.3.3- Intrapéritonéale (IP)

L’animal est immobilisé selon une contention qui fixe la nuque et le dos de I’animal ce qui permet
d’exposer I’abdomen pour I’injection.

On localise la ligne médiane de I’animal et on divise mentalement I’abdomen en quadrants. les
quadrants inférieurs et surtout le quadrant inférieur droit sont les sites appropriés pour les injections
intra-péritonéales. Le quadrant inférieur droit est choisi en raison de I’absence de structures
anatomiques importantes. IP se fait & I’aide d’une seringue de taille appropriée et d’une aiguille. On
alterne les sites d’injection si I’animal doit recevoir des injections répétées.

injection intramusculaire
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2.3.4- Sous-cutanée (SC, LQ)

La contention de I’animal doit permettre une certaine mobilité de la peau. La peau dorsale est
généralement privilégiée pour ce type d’administration. Si les injections sont répétées, on change les
sites d’injections.

On saisie la peau et on la tire vers le haut, on insert I’aiguille a un angle de 30 a 45°. Il faut s’assurer
que le bout de I’aiguille est bien sous la peau.

Si I’injection est réussie, il se formera un petit gonflement sous la peau.

Apres I’injection, on applique une légére pression pour empécher le retour du produit injecte.

injection sous- cutanée

2.3.5- Intravasculaire
Les veines gauche et droite arriere latéraux sont la voie d’acces la plus courante utilisée en IV chez
les souris et les rats. D’autres voies d’acces vasculaires sont possibles chez les souris et les rats, mais
exigent généralement une sédation et soulagement de la douleur post-injection.

Pour une injection dans la veine caudale, retenir I’animal dans une boite de contention. La queue est
placée sous une lampe ou sur un dispositif de réchauffement protégé. Cette pratique permet de
promouvoir la dilatation des veines et faciliter ainsi I’injection.

La queue est ensuite tenue par la pointe et est retournée d’un ¥ de tour pour voir les veines (latérale
ou dorsale). L’insertion de I’aiguille se fait avec un angle de 15-20 °. L’injection se fait lentement. Le

succes de I’injection se traduit par un blanchiment transitoire de veine au point de I’injection.

2.3.6- Intragastrique (gavage)

Le gavage ne doit se faire que sur les animaux sobres et éveillés. L’anesthésie ou la sédation
augmente le risque d’aspiration du produit et son passage dans les poumons.

Des aiguilles spéciales, appelées sondes de gavage sont utilisées. Elles ont des pointes a billes a la fin
pour empécher leur passage dans la trachée.

L’animal est retenu de telle sorte que sa téte et le corps sont dans une ligne droite verticale. Cette
contention redresse I’acesophage, ce qui facilite le passage de I’aiguille d’alimentation.
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On insere la pointe de la sonde dans la bouche de I’animal, sur la langue. Une fois que le bout de la
sonde est en place, on pousse la sonde en appuyant doucement contre le palais. Si une tension est
ressentie empéchant le passage de la sonde, on peut I’ajuster et la rediriger légerement.

On continuer a passer de la sonde jusqu’a ce que la distance prédéterminée est atteinte. L’aiguille doit
passer facilement, et I’animal ne doit pas haleter ou de s’étouffer.

Une fois la sonde est en place, on applique I’administration la substance. Elle doit s’écouler dans
I’estomac.

Administration intragastrique
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2.4.Prélevement de sang
2.4.1 Conséquences pathophysiologiques des prélévements de sang :

Le volume-minute du coeur est diminué aprées le prélevement d’une quantité importante de sang.
L’organisme essaye de compenser cette diminution et la chute de pression artérielle provoguée en
augmentant la frequence cardiaque, le reflux veineux et la résistance périphérique. La perte de
volume est compensée en quelques heures par un transfert de liquide de I’espace extra-cellulaire vers
I’espace intra-vasculaire, ainsi que par une excrétion diminuée d’urine et par le fait de boire
davantage. Si une certaine limite est dépassée, le corps ne peut plus compenser la perte de sang
malgré ses mécanismes compensatoires. L’apport d’oxygéne insuffisant provoque des lésions
cellulaires et tissulaires irréversibles. Des toxines sont libérées provoquant des dommages
supplémentaires. Tandis que la force de contraction du muscle cardiaque s’affaiblit, le sang s’écoule
de plus en plus hors des vaisseaux dont la perméabilité est augmentée. Ceci diminue de plus en plus
le volume-minute du cceur jusqu’a ce que I’animal meure.
e Un prélevement de 10 % du volume sanguin ne provoque pas d’effets notables sur le volume
d’éjection cardiaque ou sur la pression artérielle.
e Une perte de sang brusque de 20 a 27 % du volume sanguin peut étre compensée sans chute
de pression artérielle par les mécanismes compensatoires cités ci-dessus.
e Un prélévement unique de 30% du volume sanguin provoque une hypovolémie, également

utilisée comme modele standard dans la recherche.

Les mécanismes compensatoires de I’organisme ne suffisent plus a corriger la perte de sang
lors d’un prélévement entre 30 et 40% du volume sanguin.

2.4.2. Choix de la technique

Le choix de la technique se base sur I’espece utilisée, sur I’accessibilite des vaisseaux, sur la quantité
de sang nécessaire, sur le nombre et la fréquence des prélevements ainsi que sur I’expérience pratique
de la personne effectuant la prise de sang.

On choisira la technique la plus ménageant pour I’animal lorsqu’on a le choix. La taille de la canule
doit étre adaptee au vaisseau ainsi qu’a la quantité et a la qualité de sang requise. L’ implantation de
cathéters doit se faire de maniere antiseptique. Comme chaque anesthésie générale, surtout si elle est
exécutée fréqguemment, inflige une contrainte a I’animal, il faut toujours envisager la possibilité
d’employer des techniques de prélévement qui n’en nécessitent pas. Si I’on ne peut pas renoncer a
une technique nécessitant une anesthésie générale, on choisira le procédé de narcose le plus
approprie.

2.4.3. Volumes de prélevement

On choisira les volumes en tenant compte de la fréquence des prélevements, des limites des

mécanismes compensatoires patho-physiologiques et de la vitesse de régénération des cellules
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sanguines. Un individu ne subit pas de contrainte notable (c’est-a-dire ne relevant pas de la protection
des animaux) lors d’une perte de sang que s’il peut la compenser sans chute de la pression artérielle.
L’expérience nous montre que cela est le cas chez les rongeurs et les lapins de laboratoire, lorsque
pas plus de 20 % de la valeur inférieure du volume sanguin total estimé sont prélevés en I’espace de
deux semaines. Le tableau ci-dessous contient des exemples pour les volumes de prélévement sur des

animaux de poids différents.

Tableau 1 : volumes de sang prelevé en fonction de I’espéce.

Espéce animale Poids corporel Volume sanguin total Volume du
prélévement)

Rat 100 g 5-7ml 1 ml
200 g 10-14 ml 2ml
3004¢ 15-21mil 3ml
Souris 20¢ 1.4-16ml 0,28 ml
30g 21-24ml 0,42 ml
Gerbille | 80 g | 48-68ml | 1 ml
Cobaye 400 g 26,8 - 36,8 ml 54 ml
600 g 40,2-552 ml 8 ml
Hamster | 150 g | 9.75-12 ml | 2 mi
Lapin | 35kg | 154 - 245 mi | 31 mi

1 20 % de la valeur inférieure du volume sanguin total estimé peuvent étre prélevé en une fois ou en I’espace de deux
semaines

2.4.4. Techniques de prélevement de sang a recommander, acceptables ou a rejeter

La technique adéquate doit étre choisie en fonction du volume de sang nécessaire et de la fréquence
des prélévements. Les techniques trés contraignantes pour les individus de I’espece animale visée ou
celles qui peuvent étre remplacées par des techniques moins contraignantes sont a rejeter. Les
remarques concernant les techniques de prelevement présentées ci-dessous ne sont pas exhaustives.
Les techniques de prélevements les plus courantes sont commentées.

2.4.4.1. La ponction de la veine caudale laterale

C’est, pour les prélévements allant jusqu’a 0,15 ml, la technique a choisir chez le rat. Avec de la

routine, elle est facile a effectuer et la contrainte subie par
les animaux est minime. On peut renoncer a une
anesthésie générale étant donné qu’une contention de
I’animal suffit. Avant le prélevement de sang, la queue
doit étre baignée dans de I’eau ayant une température

maximale de 45° C afin de provoquer une vasodilatation.

| 6

de la veine caudale, mais elle présente le désavantage que le volume maximal obtenu est tres

Chez la souris, on peut également effectuer une ponction

variable.
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2.4.4.2 Incision de la veine caudale
Recommandée chez la souris, avec une lame tranchante est pour les prélevements allant jusqu’a 0,1
ml de sang. Cette méthode est également recommandée pour des prélévements répétés. Une
vasodilatation est nécessaire comme pour la ponction de la veine caudale.

2.4.4.3 La ponction de la veine linguale

Recommandée chez le rat, lorsque des quantités supérieures a 0,15 ml de sang sont nécessaires.
L’intervention est facile a effectuer, il faut toutefois avoir un aide qui compresse la veine. La
ponction de la veine linguale doit toujours étre effectuée sous anesthésie générale. Pour la prise de
sang, on prend la langue avec les doigts et on la ponctionne avec une aiguille fine. Le saignement
peut ensuite étre stoppé a I’aide de préparations hémostatiques (par ex. une solution de chlorure de
fer a 10-20 %). La prise de sang peut étre répétée plusieurs fois a court intervalle. Il faut envisager la
possibilité de sacrifier I’animal si, suite a la ponction, il refuse la nourriture pendant plus d’un jour.
2.4.4.4 Le préléevement rétrobulbaire

Acceptable chez la gerbille et le hamster. Il est egalement
acceptable, si plus de 0,15 ml de sang sont nécessaires chez le
rat et le cobaye et plus de 0,1 ml chez la souris. Il doit étre
rejeté dans tous les cas chez le lapin pour lequel il existe des
alternatives moins contraignantes. La technique du
prélevement rétrobulbaire est difficile et ne doit étre effectuée

que par du personnel ayant de la routine avec des animaux

sous anesthésie générale. Des manipulations inadéquates
peuvent provoquer des hématomes ou une cécité.

2.4.4.5 La ponction de la veine marginale de I’oreille

C’est la méthode a choisir chez le lapin. La vasodilatation, si elle est nécessaire, peut étre provoquée
par une détention pendant dix a quinze minutes dans une cage chauffée a une température de 30° C
(sous surveillance!) ou par I’application d’une substance légérement irritante qui sera enlevée de
I’oreille apres le préléevement de sang.

2.4.4.6 La ponction cardiaque -

Cette méthode est justifiée chez le cobaye, le hamster et la gerbille si le
prélevement sanguin est effectué sous anesthésie générale par du

personnel expérimenté. La ponction cardiaque est a rejeter chez le

lapin, le rat et la souris pour lesquels on dispose d’autres techniques. La
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ponction cardiaque comporte toujours pour I’animal le risque d’un arrét cardiaque ou d’un
tamponnement cardiaque. Pour cette raison, on ne choisira cette technique que si le volume
nécessaire ne peut étre obtenu par une méthode moins contraignante et que si la saignée sous
anesthésie génerale n’entre pas en ligne de compte. Des ponctions répétées entrainent des

complications. Cette technique ne peut donc étre appliquée que deux fois.
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2-5- Euthanasie des animaux de laboratoire

Le terme euthanasie signifie « mort douce ». Dans le contexte de l'utilisation des animaux en science,
ce terme fait référence a une « mise a mort conforme a I'éthique » ou a faire ce qui est humainement
possible pour réduire au minimum la douleur et la détresse selon les circonstances, notamment les

objectifs de la recherche.

2-5-1- Méthodes d'euthanasie acceptables

Les méthodes acceptables sont celles qui sont simples a exécuter et qui provoquent systématiquement
la mort avec un minimum de douleur et de détresse lorsqu’elles sont employées chez des animaux
conscients ou ayant recu un sédatif.

2.5.1.1 Methodes chimiques

Les méthodes chimiques pour la mise a mort éthiqguement acceptable des animaux d'expérimentation
comprennent les agents qui sont administrés par voie respiratoire (p. ex. les gaz et les agents
anesthétiques volatiles), par injection (p. ex. les barbituriques) ou par absorption par d'autres voies (p.
ex. la TMS).

a- Anesthésiques par inhalation

- En général, une surdose d’un agent anesthésique par inhalation s’avére une méthode efficace
d’euthanasie pour un grand nombre d’especes. La période précédant la mort peut cependant étre
assez longue. Par conséquent, le recours a une seconde méthode visant a s‘assurer de la mort est
recommand¢ a partir du moment ou 1’animal a perdu connaissance a la suite de 1’administration de
I’anesthésique.

- Les anesthésiques pour inhalation ne sont pas appropriés pour les especes aquatiques ou les espéces
qui retiennent leur souffle. Tout mélange de gaz inertes (Ar, N2) avec de l'air extérieur ou du CO2 est
acceptable pour la volaille, pourvu que le pourcentage de CO2 soit inférieur a 30 % v/v et que celui
de I’0O2 soit inférieur a 2 % v/v (EFSA, 2005).

b- Anesthésiques par injection

Théoriguement, les anesthésiques devraient étre administrés par injection intraveineuse (i.v.) sauf si
I'animal est trop petit; dans ce cas, une injection intrapéritonéale (i.p.) devrait étre effectuée. Lorsque
la voie d’administration intrapéritonéale est utilisée, les personnes qui exécutent la procédure
devraient étre sensibilisées a la nécessité de sassurer que le pH des médicaments formulés pour
I'administration intraveineuse n'est pas irritant. Ceci est particulierement important dans le cas des

barbituriques qui représentent une méthode d'euthanasie efficace pour la plupart des espéces.
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c- Immersion

L'utilisation d'une méthode d'immersion (comme l'immersion dans la TMS ((méthanesulfonate de
tricaine), la benzocaine, .....) doit étre suivie par une méthode physique ou chimique pour provoquer
la mort cérébrale. La TMS pour l'euthanasie des amphibiens et des poissons est une méthode
recommandée. Cependant, ce produit est acide et doit étre tamponné (Cakir et Strauch, 2005).Les
méthodes d'immersion peuvent étre faibles ou inefficaces chez les poissons qui retiennent leur souffle

Ou qui respirent.

2.5.1.2 Méthodes physiques

Les méthodes physiques doivent seulement étre utilisées par des personnes hautement compeétentes.
Un certain nombre de méthodes physiques pour la mise a mort des animaux n'ont pas été incluses
comme méthodes acceptables en raison de la possibilité de douleur ou de détresse grave si elles ne

sont pas correctement effectuées.

a- Méthodes d'étourdissement mécanique

Lorsque I'étourdissement avec pistolet a cheville
pénétrante ou la commotion cérébrale au moyen d'un
étourdisseur non pénétrant sont utilisés. Il est
recommandé de sassurer de la mort de l'animal en
effectuant  une  deuxieme  procédure  comme

I'exsanguination, la libération dair comprimé dans le

crane ou la décérébration pour léser les parties profondes
du cerveau et pour prévenir les convulsions (EFSA,
2005).

b- Macération

La macération est une technique d’euthanasie reconnue et trés efficace qui consiste a provoquer
une fragmentation tres rapide au moyen de multiples lames rotatives.

C’est une méthode acceptable pour les oisillons de 72 heures et moins, pour ceufs d’incubation a
’aide d’un appareil congu précisément a cette fin et pour les poissons mesurant moins de 2 cm si le

matériel spécialement congu a cette fin est utilisé.

2-5-2-Méthodes acceptables sous condition

D'autres méthodes pour la mise a mort des animaux d'expérimentation peuvent étre acceptables dans
certaines circonstances pour lesquelles il existe une justification scientifique. Ces méthodes ne font
pas partie de celles considérées « acceptables » parce qu'elles posent un plus grand risque pour la

personne qui effectue la procédure de commettre des erreurs ou d’avoir un accident, elles peuvent ne
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pas systématiquement entrainer une mort sans cruauté ou elles ne sont pas bien scientifiquement

documentées.
a- Dioxyde de carbone

Peu importe lI'espece animale, le dioxyde de carbone n'est pas un choix ideal en matiére de methode
de mise a mort éthiqguement acceptable. Le CO2 est une méthode d'euthanasie fréquemment

employée pour les rongeurs, notamment lorsque le nombre d'animaux est ==

élevé, par exemple aux fins d'obtenir des tissus ou de mettre a mort les

animaux a la fin d'une étude.

Pour I’inhalation du CO2, les animaux sont placés dans un conteneur
transparent fermé. Idéalement, ils sont laissés dans leur cage habituelle. Les
animaux doivent rester suffisamment longtemps dans ce conteneur. Le taux de remplissage et la

durée de séjour des animaux dans le conteneur doivent étre choisis en fonction de 1’espéce.

b- Exsanguination
Les animaux doivent avoir perdu connaissance (p. ex. anesthésie profonde) avant de commencer la
procédure d’exsanguination. La sédation avant 1’exsanguination ne garantit pas la perte de

connaissance.

c- Commotion cérébrale

Un coup percutant a la téte est une méthode d’euthanasie acceptable sous condition qui peut étre
appropriée pour la mise a mort d’urgence des animaux de petite taille ayant un crane mou. La mort de
I’animal doit étre assurée par une méthode secondaire, et la personne qui effectue la procédure doit
avoir les compétences requises. Cette méthode est acceptable sous condition pour 1’euthanasie des
poissons et pour la mise a mort d’urgence d’autres especes. Dans tous les cas ou elle est choisie, elle
devrait étre exécutée de facon a ce que I’animal perde conscience presque instantanément, et dans

une zone hors du champ sensoriel d’autres animaux.

d- Dislocation cervicale

Les animaux devraient étre anesthésiés avant de procéder a
une dislocation cervicale, sauf si cela brouille les résultats
expérimentaux de I'étude. Des dispositifs commerciaux pour
pratiquer la dislocation cervicale doivent étre utilisés chez les
rats de grande taille (plus de 200 g) et les lapins (plus de 2 kg).

La dislocation cervicale manuelle devrait étre effectuée

(PHOTO: Cervical Dislocation)

seulement si le nombre d'animaux est relativement petit, et ce,
afin de prévenir les erreurs humaines dues a la fatigue et seulement chez les oiseaux pesant moins de

3 kg, les rongeurs de moins de 200 g et les lapins de moins de 1 kg. Une formation est nécessaire afin
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de s’assurer que la dislocation se fait au niveau cervical de la colonne vertébrale et non plus bas. A la
fin de la procédure, il est essentiel de s'assurer que le cou est brisé en palpant les vertébres. Si une
séparation adéquate n'est pas constatée, une méthode d'appoint, comme la décapitation ou I'exposition

a de fortes concentrations de CO2, devrait immédiatement étre utilisée.

e- Décapitation
Pour les rongeurs et les oiseaux, la décapitation est considérée étre acceptable sous condition. La
durée de 1’état de conscience résiduel pouvant persister au niveau de la téte sectionnée d'un animal
apres la décapitation est débattue dans la documentation scientifique.
Cependant, le stress de la manipulation et de la contention doit
également étre pris en compte. L'emploi de l'anesthésie avant la
décapitation rend cette méthode d'euthanasie acceptable.

La decapitation est souvent employée lorsque les méthodes chimiques
peuvent brouiller les résultats de recherche. Lorsque la décapitation est

employée, les lames devraient toujours étre affltées et les guillotines

devraient étre bien entretenues et nettoyées aprés chaque usage afin
d'éviter la présence d'indices olfactifs.

Les membres du personnel qui effectuent la décapitation doivent recevoir une formation sur
I'utilisation appropriée et sécuritaire du matériel.

2-5-3- L'euthanasie des feetus et des nouveau-nés

Il n'existe pas suffisamment de renseignements scientifiques pour déterminer si les anesthésiques
pour inhalation administrés aux nouveau-nés leur causent de la douleur ou de la détresse Cependant,
les feetus et les nouveau-nés sont résistants a I'nypoxie et a I'nypercapnie. Les décisions devraient étre
prises au cas par cas, en tenant compte de la documentation disponible et d'une analyse des

répercussions possibles sur le bien-étre animal dans chaque situation.

2-5.3.1 Les feetus de rongeurs avant les deux tiers de la gestation
Le développement neural a ce stade est infime et la nociception est peu probable. L’euthanasie de la
meére ou I’élimination des feetus devrait assurer une mort rapide de chaque feetus due a la perte de

I’irrigation sanguine et a la non-viabilité des feetus a ce stade de développement.

2-5.3.2 Les feetus de rongeurs apreés les deux tiers de la gestation et jusqu'a la naissance

Pendant le dernier tiers de la gestation, les feetus devraient obtenir la méme considération éthique que
celle qu'obtiennent les animaux en pleine maturité. Le développement neuronal a ce stade soutient
que la nociception est probablement présente, bien que la capacité a ressentir de la douleur ou a

réagir a la douleur ait été contestée par Mellor et Gregory (2003).
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Lorsque des feetus sont requis pour une étude, 1’euthanasie peut étre provoquée par des anesthésiques
chimiques administrés par une voie adaptée a la taille et au stade de développement de I'animal ainsi
qu'a I'espéce en question. La décapitation avec des ciseaux bien effilés et entretenus ou la dislocation
cervicale est une méthode physique d’euthanasie acceptable pour les nouveau-nés. La congélation
rapide dans de ’azote liquide, sans anesthésie préalable, comme seule méthode d’euthanasie n’est
pas considérée éthiquement acceptable. Lorsqu’il faut procéder a la fixation chimique d’un foetus en
entier, l'animal devrait tout d’abord étre anesthésié avant I’immersion ou la perfusion avec des
solutions de fixation. L’anesthésie peut étre provoquée par I’injection d’un anesthésique chimique
dans le feetus.

Lorsque des feetus ne sont pas nécessaires pour une étude, la méthode choisie pour I’euthanasie d’une
mere gestante devrait garantir une anoxie cérébrale rapide des feetus en évitant toute perturbation du
milieu utérin. Les méthodes recommandées sont 1’anesthésie suivie d’une exposition au CO2 avec ou
sans dislocation cervicale de la mere. La mort de la mére doit faire I'objet d'une vérification apres
I’euthanasie et avant 1’élimination de la carcasse.

2.5.3.3 Souris, rat et hamster nouveau-nés jusqu’au 10e jour aprés la naissance

Les méthodes acceptables d’euthanasie comprennent celles recommandées pour les rongeurs adultes.
Des modifications peuvent cependant étre nécessaires et on devrait recourir aux conseils d'un
vétérinaire. Par exemple, lors de I'utilisation du CO2 pour les souris et les rats nouveau-nés, la
période précédant la mort varie considérablement selon I'age et peut étre considérablement plus
longue que celle des adultes de la méme espece (Pritchett et al., 2005; Pritchett, 2009). Pritchett et al.
(2005) signalent egalement des différences entre les lignées de souris nouveau-nées exposées au
Cco2.

On peut avoir recours a I’'immersion dans de 1’azote liquide seulement si cette méthode est précédée
d’une anesthésie. Dans le méme ordre d’idées, ’anesthésie devrait précéder I’immersion ou la

perfusion avec des composes chimiques utilisés pour la fixation des tissus.
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