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1 Objectifs

La présente fiche thématique décrit les exigences de protection des animaux a satisfaire lors d u préle-
vement de sang chezles rongeurs et les lapins de laboratoire dans le cadre de |'expérimentation ani-
male. Les prélévements sanguins comptent parmi les interventions les plus courantes opérées durant
I'expérimentation animale et peuvent représenter une forte contrainte pour I'animal, en particulier chez
les espéces de petite taille. La présente fiche thématique concerne exclusivement les procédures de
prélévement sanguin dansle but d’obtenirdes échantillons. Elle ne s’applique pas aux modéles animaux
dans lesquels une perte de sang importante ou provoquée de maniére ciblée fait partie intégrante du
modéle, comme c’est le cas, par exemple, dans les modéles d’hypovolémie.

La présente fiche thématique définit les principes et les recommandations qui guident le choix des tech-
niques et des volumes de prélévement sanguin appropriés. Il convient de réduire autant que possible la
contrainte subie par les animaux en choisissant la méthode la moins contraignante, ¢’est-a-dire la plus
respectueuse. L’'objectif de cette fiche thématique est de formuler des recommandations pour un prélé-
vement sanguin conforme aux régles de la protection des animaux. Lors de I'application de ces recom-
mandations, il faut toujours tenir compte des connaissances scientifiques actuelles et des mesures
d’amélioration (raffinements) des méthodes d’expérimentation animale.

Lors de la mise en ceuvre, il convient de veiller a ce que :

e aucune méthode contraire au bien-étre animal ou causant des contraintes évitables ne soit uti-
lisée ;

e les prélévements sanguins soient scientifiquement justifiés en termes de méthode, de volume
et de fréquence et indispensables pour atteindre le but de I'expérience;

e les mesures visant a réduire la contrainte (par ex. I’habituation, la contention, une vasodilata-
tion adaptée, le recours a des techniques minimalement invasives telles que le micro-préléve-
ment, les pratiques aseptiques, la substitution volumique, etc.) soient systématiquement mises
en oceuvre.

La présente fiche thématique s’adresse aux autorités d’exécution, aux commissions pour I'expérimen-
tation animale, aux délégués a la protection des animaux ainsi qu’aux chercheurs.

2 Bases légales

L’art. 20, al. 1, delaloisurla protection des animaux (LPA, RS 455) stipule que des douleurs, des maukx,
des dommages ou un état d’anxiété ne peuvent étre imposés a un animal que si le but de I'expérience
ne peut étre atteint d’'une autre maniére. Ce principe s’applique aussiau prélevement d’échantillons. Il
ne faut pas prélever plus de sang ni plus souvent que ce qui est strictement nécessaire aux fins de
I'expérience. Lacontrainte doitétre limitée au strict nécessaire (art. 137 del’ordonnance surla protection
des animaux, OPAn, RS 455.1).

3 Effets physiopathologiques et calcul du volume sanguin

3.1 Contrainte et physiologie

Le prélevement sanguin constitue une contrainte pour I’animal. Celle-ci dépend de plusieurs facteurs
tels que la méthode, le volume et la fréquence de prélévement, ainsi que des compétences des per-
sonnes chargées de les effectuer. Des prélévements sanguins répétés, voire excessifs, peuvent entrar
ner un stress physiologique considérable et avoir des effets physiopathologiques chez les animaux de
laboratoire. De plus, des ponctions répétées peuvent entrainer des Iésions tissulaires cumulatives, ce
qui augmente le risque d’inflammation, de thrombose et d’infections. C’est pourquoiil convient de plani-
fiersoigneusementle volume, le site et lafréquence de prélévement, afin d’éviter toutdommageévitable
et de respecter le principe de raffinement. Les prélévements sanguins sont une source de stress pour
I'animal en raison de la manipulation subie, de la douleur liée a la ponction et des effets de la perte de
volume sanguin, tels que :



¢ Hypovolémie (déficit volumique) : une perte aigué de plusde 10 a 15 % du volume sanguin
circulant peut entrainer une diminutionde la capacité de transportde I’'oxygéne, une hypotension
et un choc circulatoire 2.

¢ Anémie (carence en globulesrouges) : des prélevements répétés peuvent entrainer une ané-
mie. Chez la souris soumise a des conditions de stress, la régénération des érythrocytes dure
environ 4 a 7 jours ¢ toutefois, la normalisation compléte de certains paramétres hématolo-
giques (notamment le nombre d’érythrocytes) peut prendre jusqu’a 14 jours 2%,

ATTENTION : Les conséquences cliniques d’une perte de sang aigué (hypovolémie) peuvent étre effi-
cacement atténuées par I’administration immédiate d’un liquide de remplacement volumique. Les solu-
tions cristalloides chauffées et équilibrées, telles que le lactate de Ringer, administrées, selonla situa-
tion, par voie sous-cutanée ou intraveineuse 2, s’y prétent bien. En cas d’administration sous-cutanée
ouintraveineuse, ces solutions de remplacement volumique doiventen principe étre administrées a tem-
pérature corporelle. Pour les administrations sous-cutanées, la valeur indicative est la suivante : 5 mikg
de poids corporel (PC) au maximum par site d’injection ; des doses plus importantes doivent étre répar-
ties sur 2 a 3 sites d’injection (par exemple, la nuque et le flanc). Il ne faut pas utiliser plus de 2 a 3 sites
d’injection sous-cutanée par jour (alterner les sites en raison du risque de formation de dépéts/d’inflam-
mation). En cas d’administration intraveineuse, la valeur indicative est que le volume sanguin circulant
ne doit pas augmenter de plus de 5 % environ a la suite d’une administration intraveineuse aigué et
lente ; par conséquent, les volumes totaux plus importants doivent étre administrés lentement et par
fractions, sous surveillance clinique %'

3.2. Calcul du volume sanguin total

Afin de préserver le bien-étre animal, il faut calculer et respecter le volume sanguin maximal pouvant
étre prélevé sans que les mécanismes de compensation de I’'animal ne soient excessivement sollicités.
Le volume maximal tolérable est déterminé en fonction du volume sanguin physiologique total, qui est
généralement estimé par rapport au PC.

Chez les rongeurs et les lapins en bonne santé, le volume sanguin total (VST) est estimé a environ 7 %
du PC 23;

Formule pour le calcul du VST (ml) : PC (g) x 0,07

3.3. Valeurs indicatives pour le prélévement et le rétablissement

Afin de limiter la contrainte, les recommandations suivantes s’appliquent (résumées a partir des lignes
directrices et de la littérature établies 23579°)

1. Prélévement unique inférieur ou égal a 10 % du VST : en régle générale, ce prélévement est
bien toléré sans substitution volumique.

Exemple : souris (25 g)

e VST:259g x0.07=1.75ml
e Prélévement unique max. (10 % ) : 0.175 ml (175 pl)

Conseil pratique : pour des raisons techniques, les volumes de prélevement calculés peuvent étre
Iégérement arrondis (par exemple a 200 pl chez la souris), a condition qu’ils ne soient pas utilisés
pour augmenter systématiquement la valeur indicative, qu’aucun effet indésirable clinique n’est a
craindre et que la nécessité d’une substitution volumique soit évaluée.




2. Prélévement unique supérieur a10 a 15 % du VST : risque accru de signes cliniques (hypo-
volémie/anémie). Il fauten principe prévoir une substitution volumique. Silalimite maximale
(=15 % du VST) est atteinte, il convient de respecter ensuite un temps de récupération d’au
moins 14 jours a compter du prélévement.

3. Prélévements répétés / cumulés :

o Surune période glissante de 14 jours (c’est-a-dire que, pour chaque prélévement, on
calcule rétrospectivement, a partir du jour du prélévement, la somme de tous les préle-
vements effectués au cours des 14 jours précédents), le volume cumulé des préléve-
ments doit étre inférieur ou égal a 15 % du VST.

o Lorsque cette limite est atteinte, une période de repos d’au moins 14 jours apres le der-
nier prélévement est nécessaire, afin que les paramétres hématologiques se stabilisent
a leur niveau initial qui est propre a chaque individu.

o Prélévements répétés de petites quantités : le volume et la fréquence doivent étre fixés
de maniére a ce que le volume cumulé prélevé sur une période glissante de 14 jours
reste, en regle générale, inférieur ou égal a 15 % du VST. Si des prélévements de pe-
tites quantités de sang sont effectués plus de 3 fois par semaine, il convient de fixer des
parameétres de surveillance prédéfinis (au minimum PC et évaluation clinique ; si néces-
saire, hématocrite/hémoglobine) et de définir des critéres d’arrét ou d’ajustement (par
ex. une perte de poids ou une paleur clinique/apathie entrainent une réduction du vo-
lume/de la fréquence ou une interruption des prélévements).

Dépassements : Les prélevements de 15 a 20 % du VST sur une période de 14 jours, qu’ils soient
ponctuels ou cumulés, augmentent le risque de troubles cliniques importants et ne sont autorisés que
dans des cas justifiés, avec une surveillance, une compensation volumique et des critéres d’arrét spéci-
fiques et bien définis.



4  Tableau synoptique des techniques de prélevement sanguin

Le choix de la méthode dépend de I'’espéce animale, du volume de sang requis, de la fréquence de
prélévement et de I'état de I'animal (éveillé/ endormi sous anesthésie) (d'aprés 2% > 7). Les techniques
de micro-prélévement (< 50 pl) sont a privilégier pour respecter le principe de raffinement.

Conditions préalables : Quelles que soient les techniques utilisées, les prélévements sanguins ne peu-
vent étre effectués que par des personnes ayant suivi une formation attestée pour la méthode en ques-
tion et ayant acquis leurs compétences professionnelles sur le terrain sous la supervision d’un formateur
(art. 135, al. 6, OPAN).

Espeéce Méthode Anes- | Evaluation et remarques

animale thésie

Souris Ponction au niveau | non Veine bien visible. Afin de favoriser la circulation san-
de la veine caudale guine, un réchauffement bref et modéré est autorisé

(pour plus de détails, voir le point 5). Effectuer la
ponction a I'aide d’une aiguille ou d’une lancette. Pas
de « traite » de la queue (risque d’hémolyse/leucocy-

tose).
Incision de la peau | non Uniguement pour de trés petites quantités (glycémie,
a I'extrémité de la etc.). Retirer seulement la crolte ou pratiquer seule-
queue ment une petite entaille (< 1 mm).
V. saphéne non Une contention solide et un entrainement sont néces-

saires. Rasage du site de prélévement recommandé

V. sous-menton- oui (re- | Ce préléevement doit en régle générale étre réalisé
niére com- sous anesthésie de courte durée afin d’éviter tout
mandé) | mouvement de défense et toute Iésion tissulaire.
Sans anesthésie, uniquement par du personnel formé
aux méthodes spécifiques et expérimenté, et sur des
lignées de souris calmes (justification obligatoire de
la non-utilisation de I'anesthésie). Risque réduit de lé-
sions tissulaires (pas de section du muscle, site de
ponction situé hors du champ visuel). Utiliser I'aiguille
« Stop-Cap » ou une lancette de sécurité. Pour la fa-
brication de l'aiguille « Stop-Cap », voir la directive
AWO-N, p. 11-12°, Cette méthode doit étre utilisée
exclusivement sur des souris.

V. faciale/sous- oui (re- | Ce préléevement doit en régle générale étre réalisé
mandibulaire com- sous anesthésie de courte durée afin d’éviter tout
mandé) | mouvement de défense et toute Iésion tissulaire.
Sans anesthésie, uniquement par du personnel formé
ala méthode et expérimenté, et sur des lignées de
souris calmes (justification obligatoire de la non-utili-
sation de I'anesthésie). Utiliser une aiguille « Stop-
Cap » ou une lancette de sécurité. Pour la fabrication
de l'aiguille « Stop-Cap », voir la directive AWO-N, p.
11-12 5. Utiliser cette méthode exclusivement sur des
souris.




Par voie sublin- ouli Uniquement sous anesthésie générale. Risque d’as-
guale (obliga- | piration. Allonger I'animal a I’horizontale ou la téte en
toire) bas. Ne pas utiliser d’hémostatiques corrosifs (par ex.
le chlorure de fer). Il est préférable de réaliser ce pré-
levement sanguin avec I'aide d’une deuxiéme per-

sonne.

Cathéter oui Méthode invasive. La contrainte dépend de la fagon
(obliga- | de procéder. Permet un prélévement d’échantillons
toire) hautement standardisé sans contention (par ex. dans

les systémes ou I'animal peut se déplacer librement).

Rétrobulbaire (uni- | oui Risque de Iésions oculaires ; a ne pratiquer qu’en

quement en phase | (obliga- | phase terminale et sous anesthésie générale

terminale) toire)

Ponction cardiaque | oui Uniquement en phase terminale et sous anesthésie

(en phase termi- (obliga- | générale.

nale uniquement) | toire)

Aorte, gros vais- oui Uniquement en phase terminale et sous anesthésie

seaux abdominaux | (obliga- | générale.

(uniquement en toire)

phase terminale)

Rat Ponction au niveau | non Veine bien visible. Afin de favoriser la circulation san-
de laveine caudale guine, un réchauffement bref et modéré de I'animal
est autorisé (pour plus de détails, voir le point 5).

V. saphéne non Nécessite une bonne contention.

Par voie sublin- oui Uniquement sous anesthésie générale. Risque d’as-

guale (obliga- | piration. Allonger I'animal a I’horizontale ou la téte en
toire) bas. Ne pas utiliser d’hémostatiques corrosifs (par ex.

le chlorure de fer). Il est préférable de réaliser ce pré-
levement avec I'aide d’une deuxiéme personne.

Cathéter oui Méthode invasive. La contrainte dépend de la fagon
(obliga- | de procéder a la prise de sang. Permet un préléve-
toire) ment hautement standardisé sans contention (par ex.

dans les systémes ou I’'animal peut se déplacer libre-
ment).

Rétrobulbaire (uni- | oui Risque de Iésions oculaires ; a ne pratiquer qu’en

quement en phase | (obliga- | phase terminale et sous anesthésie générale

terminale) toire)

Ponction cardiaque | oui Uniquement en phase terminale et sous anesthésie

(en phase termi- (obliga- | générale.

nale uniquement) | toire)

Aorte, gros vais- oui Uniquement en phase terminale et sous anesthésie

seaux abdominaux | (obliga- | générale.

(uniquement en toire)

phase terminale)




Hamster | V. saphéne non Une bonne contention est nécessaire.
doré
Par voie sublin- oui Uniguement sous anesthésie générale. Risque d’as-
guale (obliga- | piration. Allonger I'animal a I’horizontale ou la téte en
toire) bas. Ne pas utiliser d’hémostatiques corrosifs (par ex.
le chlorure de fer). Il est préférable de réaliser ce pre-
Iévement avec I'aide d’'une deuxiéme personne.
Veine jugulaire oui Uniquement sous anesthésie générale. Le site de
(obliga- | prélevement doit étre préparé, par ex. rasage, asep-
toire) sie, etc.
Rétrobulbaire (uni- | oui Risque de Iésions oculaires ; a ne pratiquer qu’en
quement en phase | (obliga- | phase terminale et sous anesthésie générale
terminale) toire)
Ponction cardiaque | oui Uniquement en phase terminale et sous anesthésie
(en phase termi- (obliga- | générale.
nale uniquement) | toire)
Aorte, gros vais- oui Uniquement en phase terminale et sous anesthésie
seaux abdominaux | (obliga- | générale.
(uniquement en toire)
phase terminale)
Cochons | Veinedel'oreille ou | non Une vasodilatation est souvent nécessaire ; le taux
d’Inde v. saphéne de complications est faible si la compression est réali-
sée correctement ; aucune anesthésie n’est néces-
saire
Veine jugulaire (ex- | oui Uniquement sous anesthésie générale. Le site de
terne) (interne) (obliga- | prélevement doit étre préparée, par ex. rasage, asep-
toire) sie, etc.
Cathéter oui Méthode invasive. La contrainte dépend de la fagon
(obliga- | de procéder au prélevement. Permet un prélévement
toire) hautement standardisé sans contention (par ex. dans
les systémes ou I’'animal peut se déplacer librement).
Ponction cardiaque | oui Uniquement en phase terminale et sous anesthésie
(en phase termi- (obliga- | générale.
nale uniquement) | toire)
Aorte, gros vais- oui Uniquement en phase terminale et sous anesthésie
seaux abdominaux | (obliga- | générale.
(uniquement en toire)
phase terminale)
Lapins Veine marginale de | non Bien toléré ; faible taux de complications si la com-

I'oreille

pression est réalisée correctement ; aucune anesthé-
sie générale n'est nécessaire. Il est recommandé
d’utiliser la créme EMLA (ou un produit similaire) pour
I'anesthésie locale (attendre que le produit fasse ef-
fet). Une bonne contention est nécessaire.




Artére centrale de | non Risque d’hématomes ; ponction uniquement, pas d’in-
I'oreille cision ! Le suivi est essentiel : une compression d’au
moins 2 a 3 minutes est requise pour assurer I'hé-
mostase et éviter les saignements résiduels ou les
hématomes.
Veine jugulaire (ex- | oui Uniguement sous anesthésie générale ; convient sur-
terne) (interne) (obliga- | tout aux animaux de grande taille
toire)
Ponction cardiaque | oui Uniquement en phase terminale et sous anesthésie
(en phase termi- (obliga- | générale.
nale uniquement) | toire)
Gerbille V. saphéne oui Uniguement sous anesthésie générale, convient pour
(obliga- | de petits volumes sanguins
toire)
Ponction de la oui Uniguement sous anesthésie générale, convient pour
veine caudale (obliga- | de petits volumes sanguins
toire)
Rétrobulbaire (uni- | oui Risque de Iésions oculaires ; a ne pratiquer qu’en
quement en phase | (obliga- | phase terminale et sous anesthésie générale
terminale) toire)
Ponction cardiaque | oui Uniquement en phase terminale et sous anesthésie
(uniquement en (obliga- | générale.
phase terminale) | toire)
Aorte, gros vais- oui Uniquement en phase terminale et sous anesthésie
seaux abdominaux | (obliga- | générale.
(uniquement en toire)
phase terminale)
Chinchilla | V. fémorale oui Anesthésie générale et expérience requises.
(obliga-
toire)
V. céphalique non Convient bien pour de petits volumes. Une trés bonne
contention est nécessaire.
Ponction cardiaque | oui Uniquement en phase terminale et sous anesthésie
(uniquement en (obliga- | générale
phase terminale) | toire)




5 Pratiques a proscrire lors du prélevement sanguin, techniques de préléve-
ment autorisées sous certaines conditions et techniques interdites

Les méthodes suivantes sont interdites ou ne sont autorisées que sous certaines conditions, en raison
de la forte contrainte qu’elles imposent, du risque de blessure ou de I’existence d’alternatives plus ap-
propriées (sur la base des études %35 78)

1. Ponction cardiaque :
o Cetteintervention n’est autorisée pour toutes les espéces animales qu’en tant quacte
terminal et sous anesthésie générale profonde.

2. Prélévement rétrobulbaire (plexus rétrobulbaire)
o Interdit chez les lapins et les chinchillas.
o Chez les souris, rats, hamsters et gerbilles : autorisé uniquement en tant que mé-
thode terminale sous anesthésie générale (risque élevé de Iésions oculaires et de dou-
leurs).

3. Méthodes au niveau de la queue
o Veine caudale
» Incision de la veine caudale latérale (souris/rat/gerbille) : inacceptable ; la
lame endommage les vaisseaux et les tissus au-dela de ce qui est nécessaire.

o Incision de la peau a I’extrémité de la queue
» Sont autorisés seulement I'incision de la peau (< 1 mm) ou le retrait de la
cro(te lors de prélévements en série.

4. Langue / Sublingual
o Le prélévement sublingual chez les souris, les rats et les hamsters est autorisé uni-

guement sous anesthésie générale.

5. Utilisation excessive de la chaleur
Une utilisation excessive a la chaleur constitue une contrainte inutile pour I’animal et doit étre évitée
comme suit :

o Réchauffement local (par contact/au bain-marie) : chauffer brievement et localement
(quelques secondes), sous surveillance ; temp. max. 40 a 42 °C.

o Boite ou cage chauffante (réchauffement du corps entier) : controler la température a
'aide d’un thermostat ; la température ambiante ne doit pas dépasser la température
corporelle ; durée maximale de 5 minutes sous surveillance constante. Il convient d’uti-
liser, dans la mesure du possible, une cage ou une boite chauffante munie d’un espace
ou I'animal peut se réfugier.

o Le site et la méthode de prélévement ainsi que les mesures préparatoires telles que le
réchauffement peuvent influencer certains paramétres sanguins. Il convient donc, dans
le cadre d’une étude, de standardiser et de documenter ces facteurs autant que pos-
sible.

6. Hémostase insuffisante
o L’animal ne doit étre remis dans sa cage que lorsque le saignement a été completement

arrété.

7. Echecs répétés
o |l faut éviter les tentatives de ponction répétées sans limite claire (risque accru d’hé-
matomes, de lésions tissulaires/nécroses et de stress, notamment au niveau des
veines de la queue et de l'oreille).
o Lavaleurindicative est la suivante : 2 tentatives infructueuses au maximum par
animal et par prélévement (3 tentatives au maximum dans des cas exceptionnels
justifiés). Il convient ensuite d’interrompre le prélévement et de prendre les mesures
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appropriées (par ex. recourir a une autre technique de prélévement, faire une pause
dans le prélevement).
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