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Expérimentation animale 

1-Définition

L’expérimentation animale est l’ensemble des approches 

scientifiques qui utilisent des animaux comme substitut ou 

« modèle » d’étude. 

Que savez-vous sur l’expérimentation animale?



Objets de l’expérimentation animale

Expérimentation animale 

•le diagnostic, la prévention et le traitement des maladies ou d’autres

anomalies ou de leurs effets, la détection, l’évaluation et le contrôle ou les

modifications des conditions physiologiques chez l’homme, les animaux et les

plantes.

•En dehors de la maladie, l'expérimentation animale permet aussi de

comprendre le fonctionnement de l'organisme, des organes et des cellules.

•le contrôle de la qualité des denrées alimentaires

•la recherche fondamentale et appliquée

•l’enseignement et la formation

•la protection de l’environnement

•les enquêtes médico-légales.
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Expérimentation animale 



C’est un modèle permettant l'étude de la biologie ou des 
comportements normatifs, ou d’un processus pathologique 
spontané ou induit ayant un ou plusieurs aspects communs 
avec un phénomène équivalent chez l'humain ou d'autres 
espèces animales.

Expérimentation animale 

Modèle animal 



Choix des animaux de laboratoire
Expérimentation animale 



Limites d’un modèle 

Expérimentation animale 

1-Connaissance indispensable de la biologie comparée et de la pathologie 
comparée des différentes espèces d’animaux de laboratoire

▪Anatomie
▪Physiologie
▪Aspects techniques de l’élevage
▪Hébergement
▪Médecine et chirurgie vétérinaire
▪Anesthésie
▪Techniques expérimentales



Limites d’un modèle 

Expérimentation animale 

2.Influence des facteurs sur les résultats de la recherche faisant appel à l’utilisation des 

animaux

1- Facteurs 
expérimentaux 

de stress 2-Facteurs non 
expérimentaux

-les animaux savent ce qui leur arrive 

lorsqu'ils sont manipulés ( par 

expérience) 

→  manipulations avec compétence → 

animal est moins stressé et accepte

beaucoup plus facilement d’être 

manipulé.

Période de conditionnement

• les facteurs liés aux animaux

• les facteurs physiques et 

environnementaux

• les facteurs liés à l'entretien, aux 

manipulations et aux soins courants

• les facteurs liés aux manipulations aux 

fins de la recherche



Limites d’un modèle 

Expérimentation animale 

2.Influence des facteurs sur les résultats de la recherche faisant appel à l’utilisation des animaux

1- Facteurs 
expérimentaux 

de stress 2-Facteurs non 
expérimentaux





Types de modèles animaux employés en recherche biomédicale

Expérimentation animale 

1- Modèles 
spontanés ou « 

naturels »

2- Modèles 
expérimentaux

3- Modèles 
génétiquement 

modifiés

4- Modèles 
négatifs

5-Modèles 
orphelins



Types de modèles animaux employés en recherche biomédicale

Expérimentation animale 

(Central)

(Spontaneously hypertensive rat)
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Types de modèles animaux employés en recherche biomédicale

Expérimentation animale 
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Types de modèles animaux employés en recherche biomédicale
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1- Espèce animale
•Vertébré vs non vertébré
-Modèles non vertébrés => données fondamentales
-Plus éthique
-E. coli, Caenorhabditis elegans, Drosophila melanogaster, Xenopus tropicalis:
* Drosophila melanogaster: bases de la génétique végétale et animale
*Caenorhabditis elegans: découverte de données génétiques récentes.
•Le calmar, compréhension des mécanismes neurophysiologiques

•Vertébré supérieur vs non supérieur
-Favoriser l’espèce la moins avancée dans le processus d’évolution
-Primates non humains les plus pertinents pour l’étude des maladies infectieuses 
humaines

Stratégie de choix de modèles

Expérimentation animale 



Stratégie de choix de modèles

Expérimentation animale 

2- Approche expérimentale (de la cellule àl’animal entier)
Choix du modèle in vivo vs in vitro :
- fonction du type d’information recherché ➔« mécanisme d’action » comme 
l’effet agoniste ou antagoniste d’un médicament / la pharmacologie d’un 
médicament ….

Approche in vitro :
Avantages:
•Analyse fine des interactions au niveau cellulaire et moléculaire 
(affranchissement des boucles de régulation physiologiques)
•Facilité dans la modélisation mathématique des résultats expérimentaux (faible 
nombre de paramètres biologiques à prendre en compte)
•Réduction possible du nombre d’animaux utilisés (multiplication du nombre de 
fragments d’organe prélevés sur un même animal)
•Très bonne reproductibilité des résultats
•Possibilité d’évaluer plusieurs protocoles expérimentaux sur un même organe 
ou fragment d’organe (série de doses, différentes conditions expérimentales 
consécutivement)
•Peut éviter l’utilisation d’animaux de laboratoire quand les prélèvements sont 
réalisés à l’abattoir



Stratégie de choix de modèles
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2- Approche expérimentale (de la cellule à l’animal entier)
Approche in vitro :

Inconvénients :
•Toujours invasif
•Nécessité d’une grande maîtrise technique pour assurer la survie des organes et 
conserver une réactivité reproductible dans le temps
•Aboutit automatiquement à la mort de l’animal



Stratégie de choix de modèles
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2- Approche expérimentale (de la cellule àl’animal entier)
Choix du modèle in vivo vs in vitro :

Approche in vivo :
Avantages:
•Prise en compte de l’animal dans son intégralité en respectant les boucles de régulation 
physiologiques
•N’aboutit pas automatiquement à la mort de l’animal (méthodes non invasives)

Inconvénients :
•Nécessité de maîtriser les effets délétères chez les animaux utilisés dans les modèles de 
pathologie expérimentale
•Plus grande variabilité dans les résultats expérimentaux
•Réduction difficile du nombre d’animaux utilisés (un seul résultat expérimental est 
obtenu par animal)
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Cage :
•facile à nettoyer

•facile à désinfecter

•en dehors de la gestation : ne pas laisser un animal seul (par paire).

•Installation des mâles avant de mettre les femelles.

Expérimentation animale 

Animalerie et hébergement: (exemple: les rongeurs)
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2- Contention, Identification 
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Contention mécanique 
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S E X A G E

Chez la souris mâle immature, la distance ano-génitale est beaucoup plus
importante que chez la femelle. Chez le mâle adulte, la présence des testicules
est évidente.
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Prélèvements
Expérimentation animale 

•volumes trop importants

•prélèvements trop rapides

•prélèvements trop fréquents sans remplacement

Prélèvements    de   sang

Si  choc hypovolémique à court terme

anémie à plus long terme

Le prélèvement de: 10 % du volume sanguin circulant

➔ mécanismes cholinergiques de régulation homéostatique 

15 à 20 %

➔ diminution du débit cardiaque et de la pression sanguine 

30 à 40 %

➔ choc hémorragique et 50% de mortalité chez les rats 

Signes de choc hypovolémique:
•pouls rapide et  filant

•pâleur et sécheresse des muqueuses

•peau et extrémités froides

•agitation

•hyperventilation

•température corporelle subnormale

Si prélèvement de plus de 10% du 

volume sanguin :

➔ remplacement d’un égal volume de 

sérum physiologique tiède 

(30-35°)
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Signes d’anémie :

•pâleur des membranes muqueuses de l’intérieur de la bouche

•pâleur de la langue, des gencives, des oreilles

•intolérance à l’exercice

•augmentation du rythme respiratoire au repos

10% du volume sanguin circulant toutes les 4 semaines

1 % du volume sanguin circulant toutes les 24 heures

Volume de sang circulant environ 55-70 ml/ kg de poids corporel

( - 15% chez les obèses et les animaux âgés)
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Volumes de prélèvement
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Choix de la technique

▪ L'espèce utilisée,
▪ L'accessibilité des vaisseaux, 
▪ La quantité de sang nécessaire, 
▪ Le nombre et la fréquence des prélèvements 
▪ L'expérience pratique de la personne effectuant la prise de sang. 
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1- La ponction de la veine caudale latérale

Techniques de prélèvement de sang 

• jusqu'à 0,15 ml, 
• la technique à choisir chez le rat. 
• Avant le prélèvement de sang, la queue doit 

être baignée dans de l'eau ayant une 
température maximale de 45°. 

• Chez la souris, le volume  maximal obtenu 
est très variable.
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2- Incision de la veine caudale

Techniques de prélèvement de sang 

• Recommandée chez la souris, 
• pour les prélèvements allant jusqu'à 0,1 ml
• recommandée pour des prélèvements répétés. 
• Une vasodilatation est nécessaire comme pour la 

ponction de la veine caudale.
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3- La ponction de la veine linguale

Techniques de prélèvement de sang 

• Recommandée chez le rat, lorsque des quantités supérieures à 0,15 ml de sang 
sont nécessaires. 

• doit toujours être effectuée sous anesthésie générale. 
• La langue est tirée et bloquée par la main d'un technicien qui utilise un coton

tige large ( ou un écouvillon) placé contre la surface supérieure de la langue
(donc sous la langue puisque l'animal est surle dos) pour éviter le glissement de
la langue.

• La prise de sang peut être répétée plusieurs fois à court intervalle.
• Il faut envisager la possibilité de sacrifier l'animal si, suite à la ponction, il refuse 

la nourriture pendant plus d'un jour.
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4- Le prélèvement rétrobulbaire

Techniques de prélèvement de sang 

• 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.

• Des manipulations inadéquates peuvent provoquer des
hématomes ou une cécité.
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Techniques de prélèvement de sang 

• C’est la méthode à choisir chez le lapin. 
• La vasodilatation, si elle est nécessaire, peut

être provoquée par une détention pendant
dix à quinze minutes dans une cage
chauffée à une température de 30° C (sous
surveillance!)

5- La ponction de la veine marginale de l'oreille 
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6- incision veine saphène
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Techniques de prélèvement de sang 

▪ on ne choisira cette technique que si le 
volume nécessaire ne peut être obtenu par 
une méthode moins contraignante 

▪ Des ponctions répétées entraînent des 
complications. 

▪ Cette technique ne peut donc être 
appliquée que deux fois. 

7- La ponction cardiaque 
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Techniques de prélèvement de sang 
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Voies d'administration

Après la contention de l’animal, une seringue ou une pipette son utilisées pour
faire inhaler à l’animal la substance à administrer. Le geste peut être répéter
jusqu’à l’administration de la quantité totale désirée.

Administration Intranasale (IN)
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VOIE ESPECE VOLUME MAXIMAL COMMENTAIRES

Oral Toutes espèces

Administrer directement à l'aide d'une seringue en insérant l'embout latéralement aux incisives. 
Pour les gros volumes, préférer le gavage gastrique.
Eviter d'incorporer un médicament à l'eau de boisson ou l'alimentation car le dose exacte reçue par 
l'animal n'est alors pas connue.

Voies d'administration Tableau Voies d'administration chez les rongeurs ( Longley, 2008)

Voie orale 



Voies d'administration Tableau Voies d'administration chez les rongeurs ( Longley, 2008)
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VOIE ESPECE VOLUME MAXIMAL COMMENTAIRES

Sous-Cutané

Rat 5-10 ml
Au niveau de la peau du cou ou du flanc.
Aiguille de 25-23 Gauge.
Très facile à réaliser, absorption lente.
Source de stress.
Cochon d'Inde : peau très épaisse, en particulier chez les mâles.

Hamster 3-5 ml

Souris 2-3 ml
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VOIE ESPECE VOLUME MAXIMAL COMMENTAIRES

Intra-musculaire
Rat 0.3 ml

Quadriceps ou muscles lombaires chez les plus grandes espèces.
Aiguille 25-23 Gauge.
Douloureux et source de stress.
Peut provoquer une nécrose musculaire.

Souris 0.05 ml

Hamster 0.1 ml

Voies d'administration Tableau Voies d'administration chez les rongeurs ( Longley, 2008)

Injection intramusculaire
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VOIE ESPECE VOLUME MAXIMAL COMMENTAIRES

Intra-péritonéal

Rat 10-15 ml Cadrant caudal droit de l'abdomen ventral. Animal en décubitus dorsal, avec l'hémicorps droit 
incliné vers le haut. Permet d'éviter les viscères au maximum.
Aspirer avant d'injecter.
Aiguille 25-23 Gauge.
Absorption rapide car bonne vascularisation des viscères. Risques de péritonite et d'adhérences.

Hamster 3-4 ml

Souris 1-3 ml

Gerbille 3-4 ml

Voies d'administration Tableau Voies d'administration chez les rongeurs ( Longley, 2008)

Figure  : Injection intrapéritonéale chez un rat
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VOIE ESPECE VOLUME MAXIMAL COMMENTAIRES

Intra-péritonéal

Rat 10-15 ml Cadrant caudal droit de l'abdomen ventral. Animal en décubitus dorsal, avec l'hémicorps droit 
incliné vers le haut. Permet d'éviter les viscères au maximum.
Aspirer avant d'injecter.
Aiguille 25-23 Gauge.
Absorption rapide car bonne vascularisation des viscères. Risques de péritonite et d'adhérences.

Hamster 3-4 ml

Souris 1-3 ml

Gerbille 3-4 ml

Voies d'administration Tableau Voies d'administration chez les rongeurs ( Longley, 2008)
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VOIE ESPECE VOLUME MAXIMAL COMMENTAIRES

Intra-veineux

Rat
Techniquement difficile. Aiguille 25 Gauge.
- Veine latérale de la queue (sauf cochon d'Inde et hamster). Dilater la veine en réchauffant la 
queue.
- Veine saphène externe
- Veine céphalique : possible chez les plus grosses espèces
-

Hamster

Souris

Gerbille

Voies d'administration Tableau Voies d'administration chez les rongeurs ( Longley, 2008)
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VOIE ESPECE VOLUME MAXIMAL COMMENTAIRES

Intra-cardiaque

Rat Au niveau du thorax gauche, entre la 3ème et la 5ème côte.
Aiguille de 25 Gauge.
Anesthésie générale nécessaire.
Utilisation pour molécules d'urgence ou euthanasie.

Hamster

Souris

Voies d'administration Tableau Voies d'administration chez les rongeurs ( Longley, 2008)
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Voies d'administration
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Evaluation de la douleur 
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en expérimentation animale 
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Euthanasie des rongeurs

Généralités 

• L’euthanasie d’un animal a pour but de provoquer sa mort humainement de manière à
engendrer une douleur et une détresse minimale.

• La méthode choisie doit provoquer une perte de conscience rapide, suivie d’un arrêt
cardiaque et respiratoire, puis d’une mort cérébrale.

• Toute euthanasie doit être effectuée par du personnel adéquatement formé.

• Toute euthanasie ne peut être effectuée dans une salle hébergeant des animaux.

•Lorsque des manipulations supplémentaires sont nécessaires (perfusion ou exsanguination),
l’animal doit être pleinement anesthésié.

• Les animaux doivent être euthanasiés dans leur cage d’origine afin de diminuer le stress lors
de combinaisons de cages dans le cas de l’euthanasie au gaz carbonique.





Méthodes d'euthanasie 
acceptables

Méthodes d’euthanasie admises sous 
conditions

Méthodes d'euthanasie non 
acceptées

1

2

3



Méthodes d'euthanasie acceptables

A- Méthodes chimiques

1- Anesthésiques par inhalation
2- Anesthésiques par injection
3- Immersion

B-Méthodes physiques

1- Méthodes d'étourdissement mécanique
2- Macération

les méthodes acceptables sont celles qui sont simples à 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
reçu un sédatif.
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Méthodes d’euthanasie admises sous conditions

-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 pas systématiquement entraîner une mort sans cruauté ou 
elles ne sont pas bien scientifiquement documentées. 

- pour certaines méthodes, il manque toutefois des connaissances établies
concernant leurs effets sur les animaux du point de vue de la protection des
animaux :

. les animaux sont-ils inconscients ?

.  Comment perdent-ils conscience et en combien de temps ? Cela vaut 
particulièrement pour les poissons.

Les méthodes d’euthanasie admises sous conditions entraînent également la
mort de l’animal. Mais elles ne font pas partie de celles considérées
« acceptables », parce que:





*

*

* * Acceptable sous conditions



*

*

*
Chez les souris et les rats âgés de plus de deux semaines, la
décapitation sans anesthésie ne peut être admise que dans des cas
exceptionnels dûment fondés.



/pénétrante 

-Un pistolet à cheville pénétrante ou la commotion cérébrale au 
moyen d'un étourdisseur non pénétrant sont utilisés. 

-Il est recommandé de s'assurer de la mort de l'animal en effectuant une deuxième procédure. 



*

*

*

= (rupture de la nuque) 

-si l’interruption des voies nerveuses n’est 
pas rapide et complète, la dislocation 
cervicale est douloureuse pour l’animal. 



*

* Acceptable sous condition 



*
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Asphyxie par surdose de dioxyde de carbone (CO2) sous anesthésie générale

Méthodes d’euthanasie admises sous conditions

Pour l’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 être choisis en fonction de 
l’espèce. 
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Asphyxie par surdose de dioxyde de carbone (CO2) sous anesthésie générale

• Vérifier l’identification de l’animal. 

• Placer l’animal dans une chambre à induction reliée à un appareil d’anesthésie

• Anesthésier l’animal à l’aide de l’isoflurane. 

• Après la perte de conscience de l’animal, arrêter l’appareil d’anesthésie et remplir la 
chambre de CO2. Poursuivre l’administration de CO2 pendant au moins 1 minute suite à 
l’arrêt respiratoire. 

• Fermer la valve de CO2 et laisser l’animal dans la chambre pendant 1 minute 
supplémentaire. 

• Confirmer la mort de l’animal par l’absence de mouvements respiratoires ainsi qu’une 
absence de réflexe de retrait. 

• Effectuer une méthode physique d’euthanasie (dislocation cervicale, décapitation ou 
ouverture du thorax). 

• Si la chambre doit être réutilisée pour d’autres animaux, attendre que l’air de celle-ci soit 
renouvelé, car le CO2 est plus dense que l’air. De fortes concentrations risquent de se 
retrouver au fond de la chambre et sont susceptibles de causer de la douleur et de la 
détresse aux animaux. 

• Bien nettoyer la chambre avant d’y placer d’autres animaux. 

Méthodes d’euthanasie admises sous conditions



*

• La période précédant la mort peut cependant être assez longue. Par conséquent, 
le recours à une seconde méthode visant à s'assurer de la mort



*

(l'animal est trop petit)

En IP: nécessité de s'assurer que le pH des médicaments 
formulés pour l'administration intraveineuse n'est pas irritant.
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Surdose de barbiturique 

• Vérifier l’identification de l’animal et peser celui-ci. 
• Administrer par voie intraveineuse ou intrapéritonéale une dose de 120 mg/kg 
de pentobarbital sodique (Euthanyl®, Euthansol®). 
• Placer l’animal dans un endroit calme pour minimiser l’excitation avant 
l’euthanasie complète (cage propre ou cage respective). 
• Confirmer la mort de l’animal par l’absence de mouvements respiratoires ainsi 
qu’une absence de réflexe de retrait. 
• Effectuer une méthode physique d’euthanasie (dislocation cervicale, 
décapitation ou ouverture du thorax). 
• Compléter le registre approprié pour l’utilisation d’une drogue contrôlée.

Méthodes d'euthanasie acceptables



*



• Vérifier l’identification de l’animal. 
• Anesthésier l’animal selon la procédure des rongeurs et vérifier l’absence 
de réflexe de retrait. 
• Retirer le maximum de sang par ponction cardiaque ou par prélèvement à 
l’aorte abdominale . 
• Confirmer la mort de l’animal par l’absence de mouvements respiratoires 
ainsi qu’une absence de réflexe de retrait. 
• Il est recommandé de pratiquer une méthode physique pour s’assurer de 
la mort de l’animal, comme la dislocation cervicale, la décapitation ou 
l’ouverture de la cavité thoracique.

Méthodes d’euthanasie admises sous conditions

Exsanguination







L'euthanasie des fœtus 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 fœtus et les nouveau-nés sont résistants à l'hypoxie et à 
l'hypercapnie. 

•Les décisions devraient être prises au cas par cas, en tenant compte de la 
documentation disponible et d'une analyse des répercussions possibles 
sur le bien-être animal dans chaque situation.



Euthanasie des fœtus et femelles gestantes 
• Avant les deux tiers de la gestation, euthanasier la femelle gestante selon les 
mesures décrites précédemment. Le simple retrait des fœtus de l’utérus peut aussi 
assurer une mort rapide aux fœtus. 

• Après les deux tiers de la gestation, euthanasier la femelle gestante à l’aide d’une 
méthode provoquant une anoxie cérébrale rapide des fœtus (ex. anesthésie suivie 
d’exposition au CO2 et dislocation cervicale). Si la femelle gestante est simplement 
anesthésiée, les fœtus doivent être euthanasiés par :      

-surdose d’anesthésiques injectables, par une voie adaptée à leur taille et à leur 
stade de développement; 
-décapitation avec des ciseaux bien effilés et entretenus; -
- dislocation cervicale.

L'euthanasie des fœtus et des nouveau-nés



Euthanasie des rongeurs néonataux (0 à 10 jours) 

• Euthanasier les nouveau-nés selon les méthodes décrites précédemment pour les 
animaux adultes, à l’exception de l’asphyxie par surdose de gaz carbonique car cette 
méthode est inefficace. 

• Si une méthode physique est utilisée (décapitation ou dislocation cervicale), 
anesthésier les animaux au préalable. 

• Si l’hypothermie sur glace est utilisée, effectuer une méthode physique 
d’euthanasie (dislocation cervicale, décapitation ou ouverture du thorax) pour 
confirmer la mort. 

L'euthanasie des fœtus et des nouveau-nés



Procédures d’euthanasie acceptables
chez les poissons

Méthodes chimiques acceptables

-Surdose de TMS( méthanesulfonate de
tricaïne/ MS-222 ) ou eugénol par
immersion
-Surdose de barbituriques

Méthodes physiques acceptables

-Exsanguination sous anesthésie générale
-Dislocation cervicale sous anesthésie générale
-Décapitation sous anesthésie générale
-Décérébration sous anesthésie générale

Méthodes requérant une justification 
scientifique

-Coup porté à la tête
-Décapitation sans anesthésie




