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INTRODUCTION

Certaines especes historiquement destinées a la consommation, comme les
cochons, les moutons et les chévres, trouvent aujourd’hui de plus en plus leur place
dans les jardins, en tant qu’animaux de compagnie. Les camélidés tels que le lama ou
'alpaga font également leur apparition chez les particuliers. Les vétérinaires francgais
sont ainsi appelés a soigner ces individus comme des animaux d’agrément, au méme
titre qu’un chien ou un chat. Pour les distinguer des animaux de rente et des espéces
qu'on appelle les NAC (« Nouveaux Animaux de Compagnie ») et qui concernent
plutét les petits mammiféres (lapin, cobaye, hamster, souris...), les reptiles et les
oiseaux de voliere, un nouvel acronyme est employé : NAL, qui signifie « Nouveaux
Animaux de Loisirs ».

Ce changement de statut aux yeux des propriétaires implique une approche
différente de I'animal par le vétérinaire. Chez les animaux de rente, la reproduction a
pour objectif de perpétuer le troupeau et de produire lait, viande, ceufs ou laine. Dans
le cas des NAL, considérés comme des animaux de compagnie, leurs aptitudes a la
reproduction ne sont pas nécessairement recherchées, en raison des inconvénients
percus ('odeur du bouc, les lactations de pseudo-gestation de la chevre, I'agressivité
de la truie ou du lama, etc.). On trouve donc de nouvelles indications a stériliser ces
animaux, qu’ils soient des males ou des femelles.

Chez les méles, la castration a pour principal but de stopper I'activité sexuelle et
les comportements associés. En effet, ils peuvent s’avérer agressifs envers leurs
congeéneéres et envers I'humain, en particulier pendant les périodes de reproduction.
De plus, la castration évite des désagréments comme les fortes odeurs chez le bouc
et le porc (le bouc urine sur ses pattes antérieures, son cou et sa téte) et peut étre
pratiquée pour des raisons médicales, en cas d’affection des testicules. Chez les
femelles, I'ovariectomie ou I'ovario-hystérectomie sont principalement pratiquées pour
éviter une gestation, prévenir ou soigner les maladies du tractus reproducteur,
empécher les autres affections liées aux hormones sexuelles (comme les lactations
de pseudo-gestation chez la chévre ou les tumeurs mammaires de la truie par
exemple), et également pour limiter les comportements indésirables (agressivité des
truies, vocalisations des chévres pendant les chaleurs, etc.).

Néanmoins, ces différentes espéces ont des sensibilités différentes aux molécules
d’anesthésie et il est donc nécessaire d’en tenir compte avant toute chirurgie. Lors
d’'une stérilisation chirurgicale, différentes combinaisons de molécules peuvent étre
utilisées pour obtenir une anesthésie équilibrée, qui peut ou non étre complétée par
une anesthésie locale ou loco-régionale. L'objectif est d'atteindre un état de narcose,
d'analgésie et de myorelaxation, tout en réduisant le stress de l'animal et les effets
secondaires liés a chaque molécule (1). Une difficulté supplémentaire s’ajoute pour
les vétérinaires souhaitant soigner les NAL : il existe des restrictions |égales
concernant |'utilisation des médicaments sur ces espéces. lIs entrent dans la catégorie
légale des animaux de rente, méme si leurs propriétaires les considerent comme des
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animaux de compagnie et ne souhaitent pas consommer leur viande, ni leurs produits.
A ce titre, les limites maximales de résidus tolérés en production animale doivent étre
fixées pour les molécules prescrites sur ces animaux, car il n’est légalement pas
possible de les exclure définitivement de la consommation (comme c’est le cas pour
les équidés). Une fois les produits administrés et I'anesthésie gérée, les gestes
techniques chirurgicaux de stérilisation sont en grande partie similaires a ceux
pratiqués chez les petits carnivores domestiques.

Cette thése s’articule comme un guide pratique a la stérilisation chirurgicale des
principaux NAL aujourd’hui : la chevre et le mouton domestiques, le cochon (qu’il soit
une race naine ou non), le lama et l'alpaga. Chaque grande partie s’intéresse a une
espéce ou un groupe d’espéces. On retrouve dans les sous-parties les risques
encourus lors de la chirurgie, les protocoles anesthésiques envisageables et les
molécules autorisées. L’anatomie et la physiologie de I'appareil reproducteur propre a
I'espéce sont également détaillés, et pour finir, les gestes chirurgicaux a réaliser pour
une castration, une ovariectomie ou une ovario-hystérectomie sont décrits.
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1. LES PETITS RUMINANTS DE COMPAGNIE : CAPRINS ET OVINS

1.1. L’anesthésie et ’analgésie en vue d’une stérilisation

1.1.1. Les risques anesthésiques

Il est crucial de connaitre les caractéristiques anatomiques et physiologiques propres
a l'espece avant de procéder a toute anesthésie, car les risques anesthésiques
découlent de ces particularités. Les petits ruminant ont une faible capacité pulmonaire
et un systéme digestif volumineux et sensible aux perturbations. Voici ci-dessous les
principaux risques a prendre en considération pour anticiper d’éventuels problemes
pendant 'anesthésie.

Tympanisme ruminal et météorisation : 'anesthésie diminue la motilité rumino-
réticulaire et, en cas de décubitus latéral ou dorsal, I'éructation s’arréte, entrainant
une accumulation de gaz dans le rumen. Ce tympanisme ruminal aggrave les effets
cardiovasculaires des molécules anesthésiques en comprimant les poumons et la
veine cave caudale (2) ;

Régurgitations et pneumonie par aspiration : si le rumen contient une grande
quantité de liquide et de nourriture, cela favorise les régurgitations lorsque I'animal
est en décubitus et anesthésié (relachement du sphincter cesophagien, larynx
stimulé en cas d’intubation, rumen plus volumineux). De plus, la forte production
de salive (jusqu’a 16L/j chez les ovins), que I'animal ne peut avaler quand il est
anesthésié, peut occasionner des fausses déglutitions (3).

Pour limiter ces effets secondaires, il est conseillé de mettre I'animal a jeun (6h
pour les individus non sevrés, 12 a 24h sinon) et retirer 'eau 6 a 12h avant
'anesthésie si les températures extérieures le permettent. Afin de limiter les
régurgitations et la compression du diaphragme, il est nécessaire de positionner la
téte de I'animal de telle sorte que le larynx soit surélevé par rapport a l'entrée
thoracique et a la bouche, a 'aide d’'un coussin (Figure 1). Ainsi, régurgitations et
salive peuvent s’écouler hors de la cavité buccale (2).

Acidose lactique toxémique : I'hypomotilité du rumen et le ralentissement de
transit induits par I'anesthésie peuvent provoquer un déséquilibre de la flore
ruminale, ce qui peut entrainer une production et une accumulation excessive
d’acide lactique et abaisser le pH du rumen. Cette acidification ruminale altére la
flore ruminale (induisant une production excessive d’acides gras volatils) et peut
provoquer des Iésions des papilles ruminales. Si I'acidose ruminale persiste, elle
peut mener a une acidose métabolique et a des problémes graves (altération du
transport du dioxygene sanguin, dysfonctionnement du systéme nerveux et rénal,
altération des enzymes sanguines, etc.). Afin de minimiser ce risque, les mesures
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de précautions développées dans le paragraphe précédent sont importantes, en
particulier la mise a jeun préalable a 'anesthésie.

Hypoventilation : comme mentionné ci-dessus, le rumen exerce une pression sur
le diaphragme qui comprime donc les poumons et géne la respiration. De plus, on
constate une inadéquation entre ventilation et perfusion tissulaire durant
I'anesthésie des ruminants, qui ont un faible volume pulmonaire par rapport a leur
taille (2). Le risque d’hypoxie n’est donc pas négligeable (1). Pour pallier ce
probleme, [l'utilisation d’'une sonde endotrachéale pour ventiler I'animal est
intéressante.

Hypoglycémie chez le jeune non sevré : les agneaux et les chevreaux sont
sensibles aux fluctuations de la glycémie en raison de leur immaturité métabolique.
La suppression de I'aliment lacté ne doit ainsi pas excéder 6h (4).

Hypothermie : du fait de leur petite taille, les petits ruminants sont sensibles a
I'hnypothermie engendrée par les molécules anesthésiques et I'immobilité. Ce
risque est encore plus présent chez les agneaux et chevreaux. Des mesures de
réchauffement ou I'administration de solutés isotoniques réchauffés limitent ce
risque.

Figure 1 : Coussin placé sous la téte d'une chevre lors d'une anesthésie (Crédit : H. Lin e P.t Walz)

En conclusion, les risques de tympanisme ruminal, de météorisation, d’hypoventilation,
d’acidose lactique, de régurgitations et de pneumonies par fausse déglutition sont liés
aux particularités du systeme digestif des petits ruminants et a leur faible volume
pulmonaire. Pour limiter au mieux ces risques, I'animal doit idéalement étre mis a jeun,
intubé, et positionné de telle sorte que la salive et les régurgitations puissent s’écouler
hors de la cavité buccale. Chez les agneaux et les chevreaux, des risques
supplémentaires sont a prendre en compte, comme I'’hypothermie et I'hypoglycémie. II
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faut donc prévoir des mesures de réchauffement et éviter de leur couper le lait plus de
six heures.

1.1.2. Les molécules disponibles

Dans la loi francaise, la chevre domestique (Capra aegagrus hircus) et le mouton
domestique (Ovis aries) sont des espéces considérées comme des animaux
producteurs d’aliments. Or, chez les animaux producteurs d’aliments, la prescription
de substances pharmacologiquement actives est réglementée. Les LMR (Limites
Maximales de Résidus) permettent de définir des seuils acceptables, dans les denrées
alimentaires issues d’animaux traités, de substances contenues dans les
médicaments vétérinaires. D’aprés le reglement (CE) 37/2010 de la Commission du
22 décembre 2009, les substances pharmacologiqguement actives sont classées dans
deux tableaux : le tableau 1 des substances autorisées et le tableau 2 des substances
interdites chez les animaux producteurs de denrées (5).

Récemment, le reglement européen (UE) 2019/6 a modifié partiellement I'ordre de la
cascade et la détermination des temps d’attente a appliquer. Désormais, il faut retenir
que pour prescrire une substance a un ovin ou un caprin, susceptible d’étre producteur
de lait ou de viande, il faut que la molécule soit inscrite au tableau 1 des substances
autorisées et que, dans ce tableau, ne soit pas spécifié une interdiction d’'usage (pour
les animaux en lactation par exemple). Ainsi, s’il n’existe pas de LMR spécifiquement
définie pour le lait (mais qu’il en existe une pour la viande par exemple), la substance
peut désormais étre prescrite, en adaptant les temps d’attente (6).

Il faut ainsi noter que :

=>» Pour les viandes et abats provenant de mammiféres producteurs d’aliments, s’il
n’'existe pas d’AMM pour I'espéce concernée mais que la substance est inscrite
au tableau 1 des substances autorisées, le temps d’attente correspond :

= Autemps d’attente le plus long prévu pour la viande et les abats dans
le resumé des caractéristiques du produit, multiplié par 1,5 ;

= A 28 jours si le médicament n’est pas autorisé pour les animaux
producteurs de denrées alimentaires ;

= A 1 jour si le temps d’attente viande pour les espéces de 'AMM est
nul et que ce médicament est utilisé chez un individu d’'une famille
taxinomique autre que les espéces cibles autorisés ;

= AOQ jour si le temps d’attente viande pour les espéces de 'AMM est
nul et que ce médicament est utilisé chez un individu d'une méme
famille taxinomique (& noter que les ovins, caprins et bovins sont
considérés comme une méme famille taxinomique).
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= Pour le lait provenant d’animaux producteurs de lait destiné a la consommation
humaine, le temps d’attente correspond :
= Autemps d’attente le plus long pour le lait, prévu dans le résumé des
caractéristiques du produit pour n'importe quelle espéce animale,
multiplié par 1,5 ;
= A 7 jours si le médicament n’est pas autorisé pour les animaux
producteurs de lait destiné a la consommation humaine ;
= A1 joursile temps d’attente lait pour les espéces autorisées est nul.

Malgré ces contraintes réglementaires, on peut voir dans la littérature que des
molécules n’étant pas inscrites au tableau 1 des substances autorisées sont
employées sur des petits ruminants de compagnie dont les denrées ne sont pas
consommeées. Les paragraphes suivants listent les molécules utilisées sur les petits
ruminants dans la littérature.

Pour connaitre la posologie de ces molécules, si elles sont inscrites au tableau 1 des
substances autorisées ou non et si elles disposent d’'une Autorisation de Mise sur le
Marché (AMM) pour les caprins ou les ovins, il faut se référer au Tableau 1 de cette
thése. Des exemples de protocoles combinant plusieurs molécules sont disponibles
dans le Tableau 2 de la sous-partie suivante.

1.1.2.1. Sédation / prémédication

La sédation permet un état de légére dépression du systéme nerveux central.
L’individu est ainsi vigile mais calme voire somnolent.

e a-2-AGONISTES :

o XYLAZINE : molécule sédative, myorelaxante et analgésique, elle possede
une AMM pour les bovins donc son utilisation est fréquente chez les petits
ruminants. lls y sont cependant trés sensibles, les caprins d’avantage que
les ovins (1), et cet a-2-agoniste peut provoquer de graves effets
secondaires (cedéme pulmonaire et hypoxémie séveére). La dose doit donc
étre précisément calculée a partir du poids exact et, si la xylazine est
surdosee, ses effets peuvent étre annulés par de l'atipamézole (molécule
non autorisée chez les animaux de production). Chez les animaux de
compagnie (non destinés a la consommation), il est préférable de remplacer
la xylazine par le diazépam qui offre une meilleure relaxation musculaire et
qui est mieux toléré (4).

o DETOMIDINE : molécule sédative, elle procure a 0,02 mg/kg les mémes
effets que 0,04 mg/kg de xylazine. Elle doit également étre utilisée avec
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précaution car elle possede des effets secondaires cardio-vasculaires
(arythmies, bradycardie suivie de tachycardie, hypoxémie, hypotension...).
Cependant, le risque d’cedéme pulmonaire est moindre avec cet a-2-
agoniste en comparaison a la xylazine (1).

o MEDETOMIDINE et DEXMEDETOMIDINE : molécules sédatives ayant les
mémes effets secondaires que les autres a-2-agonistes ci-dessus. La
meédeétomidine est souvent employée en prémédication avant induction au
propofol et maintien a l'isoflurane chez les ovins (1). Elle peut également
étre employée pour une rachianesthésie, diluée dans un soluté isotonique
stérile car les doses sont infimes, et elle produit ainsi une analgésie
satisfaisante des flancs et de la région périanale.

o ROMIFIDINE : cette molécule sédative provoque une hypertension
supérieure aux autres a-2-agonistes donc son utilisation est peu décrite
dans la littérature (1).

Remarque : Les effets des a-2-agonistes ci-dessus peuvent étre annulés grace a un
antagoniste, I'atipamézole. Cependant, cette molécule est interdite chez les animaux
de production car sa toxicité pour ’'homme n’a pas été testée.

ACEPROMAZINE : elle procure une sédation légére lorsqu’elle est utilisée seule.
Dans le cas d’'une stérilisation, elle sera utilisée en prémédication, avant une
induction avec du midazolam et de la kétamine par exemple (2). Cependant, elle
cause une relaxation de I'cesophage et du cardia, et augmente donc les risques de
fausse déglutition (1).

BENZODIAZEPINES : le DIAZEPAM et le MIDAZOLAM sont principalement
utilisés pour leurs propriétés myorelaxantes et tranquillisantes. Ces substances
entrainent une faible dépression cardiovasculaire, ce qui les rend trés appropriées
pour une utilisation chez des individus affaiblis, 4gés ou trés jeunes, chez qui
I'anesthésie présente un risque important. Elles peuvent donc se substituer aux a-
2-agonistes dans les protocoles d’anesthésie (1).

OPIACES : ils sont principalement utilisés pour leurs propriétés analgésiques, en
association avec d’autres molécules (acépromazine par exemple). Des effets
secondaires sont notables et leur intensité dépend de la molécule employée :
dépression respiratoire, diminution de la motilité gastro-intestinale, euphorie,
nausées, tachycardie... Le BUTORPHANOL et la MORPHINE sont les opiacés les
plus utilisés. Cependant, il faut noter que le BUTORPHANOL (antagoniste pour les
récepteurs ) ne doit pas étre administré en parallele de la MORPHINE (agoniste
pour les récepteurs u) car ces deux molécules entreraient en compétition et aucune
analgésie ne serait possible. L'utilisation de TRAMADOL et de METHADONE est
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peu décrite dans la littérature car il semblerait que les effets secondaires sont trop
importants par rapport a I'analgésie obtenue. Ces molécules sont également
bénéfiques en période post-opératoire, mais la voie orale n'est pas recommandée
car la flore et le pH du rumen limitent leur absorption (2).

AZAPERONE : agent anesthésique employé couramment chez les porcins, elle

n’est pas couramment utilisée chez les petits ruminants. Certaines études chez les
moutons rapportent des effets de sédation similaires a I'acépromazine (7).

1.1.2.2. Induction et maintien de 'anesthésie

L'induction de l'anesthésie provoque la perte de conscience de l'animal, tout en
assurant un relachement musculaire complet et une bonne analgésie. A la suite de
cette induction, cet état anesthésique est maintenu a I'aide de molécules injectables
Ou gazeuses.

KETAMINE : cette molécule prodigue une bonne analgésie et posséde une AMM
pour les ovins et les caprins. Elle ne posséde pas de propriétés myorelaxantes et
doit donc étre associée a d’autres molécules (acépromazine, benzodiazépines,
xylazine, médétomidine...). Elle peut provoquer des effets secondaires comme une
salivation excessive, des apnées (doses dépendantes) et de I'excitation au réveil.
Si I'utilisation d’un anesthésique volatil est impossible, I'emploi de bolus lents de
kétamine par voie intraveineuse est possible pour prolonger I'anesthésie (1).

PROPOFOL : cette molécule est rapidement métabolisée et permet une
anesthésie de courte durée et un réveil rapide, ce qui en fait une molécule de choix
pour les chirurgies ambulatoires comme les castrations. C’est aussi une molécule
idéale pour une induction avant 'emploi de gaz anesthésique par exemple. La dose
ne doit pas dépasser 8 mg/kg chez les petits ruminants, en une administration
intraveineuse lente pour limiter les risques d’apnées (1).

ALFAXALONE : cette molécule semble adéquate pour une induction, notamment
lorsqu’elle est couplée a du midazolam ou de la xylazine en prémédication (8,9).

ISOFLURANE : cet anesthésique volatil comporte peu de risques pour les petits
ruminants. |l permet d’ajuster précisément le niveau d’anesthésie et s’avére donc
intéressant pour les chirurgies longues, comme peut l'étre une ovario-
hystérectomie par exemple. La taille du circuit doit étre adapté a la taille de 'animal
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et la littérature recommande 1 a 2% d’isoflurane pour un flux de dioxygéne a 0,5-
2L/min (1).

1.1.2.3. Anesthésies locales et régionales

Chez les petits ruminants d’élevage, les anesthésies loco-régionales sont
fréequemment réalisées. Elles provoquent une perte temporaire de la sensibilité et de
la motricité d’'une partie restreinte du corps. Elles sont souvent combinées a une
sédation et a une contention approprice en ferme. Cependant, elles peuvent
également étre utilisées en complément d'une anesthésie générale.

Voici les techniques les plus couramment utilisées lors d'une intervention de
stérilisation chirurgicale.

e RACHIANESTHESIE LOMBO-SACREE : elle anesthésie la région pelvienne et

abdominale postérieure durant une a plusieurs heures, et peut donc étre employée
pour une ovariectomie ou ovario-hystéréctomie. Elle consiste en une injection
d’anesthésique dans I'espace sous-arachnoidien (ou se trouve le liquide céphalo-
rachidien) afin d’obtenir un bloc moteur et sensitif de 'abdomen caudal et des
membres pelviens et ainsi éviter une anesthésie générale (une sédation et une
contention adaptée en complément pourraient ainsi suffire). Les molécules utilisées
couramment sont la lidocaine, la xylazine et la procaine. Dans la littérature, la
lidocaine est couramment utilisée seule, a des doses comprises entre 0,2 et 1,3
mg/kg chez les petits ruminants (1,10,11). La xylazine, moins employée, est décrite
a la dose de 0,05 mg/kg chez les ovins (12). Des mélanges sont également
possibles : kétamine a 1,5 mg/kg et lidocaine a 1,25 mg/kg chez la chévre par
exemple (13).
Technigue : L’animal est placé en décubitus sternal, les membres postérieurs
Iégérement tirés cranialement. L’injection se fait entre le derniere vertébre lombaire
(L6) et la premiére vertébre sacrale (S1), en ayant au préalable tondu et nettoyé la
zone (Figure 2). Une aiguille de 20 gauges et 3,5 pouces est enfoncée
perpendiculairement dans I'espace entre les deux vertebres, de fagon progressive
et jusqu’a une remontée de liquide cérébrospinal. Puis l'injection de I'anesthésique
se fait lentement, afin d’éviter une augmentation brutale de la pression
intrarachidienne et une propagation trop craniale du produit (14).
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Figure 2 : Rachianesthésie chez une chevre. L’individu est placé en décubitus sternal, la zone d'injection est
tondue et désinfectée (A). L'aiguille est insérée perpendiculairement a la colonne vertébrale (B). Une remontée
de liquide cérébrospinal atteste du bon placement de l'aiguille pour I'injection (C). (Crédit : AVMA Journals)

ANESTHESIE EPIDURALE CAUDALE : elle anesthésie la région périnéale et
scrotale, pendant une durée plus courte que la rachianesthésie, et peut donc étre
employée pour une castration. Elle consiste en une injection d’anesthésique dans
I'espace péridural du canal rachidien, ce qui désensibilise les trois dernieres paires
de nerfs sacrés de la colonne vertébrale, sans compromettre la fonction motrice
des membres pelviens.

Selon le volume d’anesthésique injecté et ses effets, on distingue I'anesthésie
péridurale basse (faible volume injecté) qui touche les régions caudales et
périnéales, et péridurale haute (injection d’'un volume élevé) lorsqu’elle remonte
jusqu’au flanc.

Plusieurs molécules sont utilisées dans la littérature mais les plus courantes sont
la xylazine, la lidocaine et, depuis récemment, la procaine. La procaine posséde
une autorisation de mise sur le marché pour les ovins et, d’aprés le résumé des
caractéristiques du produit, la posologie indiquée est de 3 a 5 mL de procaine 2%
pour une anesthésie péridurale. Cependant, son délai d’action est plus long et sa
durée d’action plus courte que la lidocaine (15). La xylazine, injectée seule a la
dose de 0,05 mg/kg chez les ovins, permet une analgésie plus prolongée mais
d’installation plus lente par rapport a la lidocaine (16,17). Cependant, certains
auteurs ne la recommandent pas car l'analgésie procurée ne semble pas
satisfaisante (18). La lidocaine seule peut étre utilisée a la dose 0,5 mg/kg chez les
ovins et caprins, offrant une analgésie mise en place en quelques minutes et d’'une
durée allant jusqu’a 60 minutes (19). Certains auteurs montent jusqu’a une dose
de 4 mg/kg de lidocaine chez les chévres, mais il faut tenir compte de la dose
toxique de la lidocaine chez les petits ruminants (6 mg/kg) (20). Ces deux
molécules peuvent aussi étre utilisées en association et cela apporte un bon
compromis entre la mise en place de l'analgésie et sa durée: 0,4 mg/kg de
lidocaine et 0,05 mg/kg de xylazine (16).
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Technique : Le placement de I'aiguille (calibre 18 et 1,5 pouces) se fait soit entre
la derniere vertébre sacrale S5 et la premiere vertébre caudale Col, soit entre les
deux premieres vertébres caudales Col et Co2 (21). Pour identifier 'espace entre
les deux vertebres, il faut palper les processus épineux et faire bouger la queue de
haut en bas (cette technique fonctionne uniquement pour localiser I'espace entre
Co1 et Co2 car l'articulation entre S5 et Co1 est immobile) (22). Au niveau de la
zone ciblée, les poils doivent étre tondus et un nettoyage chirurgical est préconise.
L’aiguille est placée au centre de la dépression et avancée en direction cranio-
ventrale & un angle de 15° par rapport a la verticale (Figure 3). L'aiguille est
avancée jusqu'a ce qu'elle entre en contact avec le plancher ventral du canal
vertébral. Ensuite, l'aiguille est retirée de quelques millimétres, afin de se situer
dans l'espace épidural. Un positionnement correct peut étre identifié en placant
guelques gouttes d'anesthésique dans le manchon de l'aiguille ; la dépression dans
I'espace épidural aspire les gouttes. L'anesthésique local peut ensuite étre
administré. Aucune résistance ne doit étre rencontrée lors de l'injection (22).
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Figure 3 : Site d'injection lors d'une anesthésie épidurale, soit entre les vertébres Col et Co2 (schéma
de gauche), soit entre les vertebres S5 et Col (schéma de droite). (Crédit : Guatteo et Holooherne,
2006)

INFILTRATION LOCALE : Une infiltration est recommandée pour les ovariectomies
et les castrations, en tragante sur la zone d’incision, en essayant d’injecter de
'anesthésique superficiellement (intradermique ou sous-cutané) et en profondeur
dans le muscle. Les molécules disponibles sont la procaine et la lidocaine. Il ne
faut pas excéder 6 mg/kg de lidocaine chez les petits ruminants (dose toxique),
tandis que la procaine peut étre utilisée a la dose de 100 a 400 mg par animal
d’aprés le résumé des caractéristiques du produit. Si les volumes faibles sont
contraignants a administrer, I'anesthésique local peut étre dilué avec une solution
isotonique de NaCl stérile (23).

BLOC EN L-INVERSE : cette technique est une variante de l'infiltration locale, a la
différence que les injections se font cranialement a lincision, pour former un L-
inversé (Figure 4). L’anesthésique local diffuse caudalement vers la zone
d’incision, mais cela permet d’éviter 'cedéme le long de la zone d’incision. En
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revanche, la diffusion est parfois incompléte dans les plans musculaires profonds
de I'abdomen, en particulier chez les animaux obéses (1). Les molécules et les
doses utilisées sont identiques a celles de linfiltration locale : lidocaine (sans

Figure 4 : Bloc en L-inversé sur une chévre. En rouge les points d'injection de I'anesthésique local
et en jaune la ligne d'incision prévue. (Adapté de The biology of the goat, Karin Christensen, 2022)

dépasser 6 mg/kg) et procaine (100 a 400mg par individu).

e ANESTHESIE INTRATESTICULAIRE : En complément de [linfiltration locale
réalisée au niveau de la zone d’incision, une anesthésie intra-testiculaire est
possible, avec de la lidocaine ou de la procaine. Cependant, il faut tenir compte de
la dose toxique de la lidocaine (6 mg/kg) qui peut étre rapidement atteinte sur des
chevreaux ou des agneaux (compte tenu de leur faible poids). Tout comme
linfiltration locale, si les volumes sont contraignants a administrer car tres faibles,
'anesthésique local peut étre dilué avec une solution isotonique de NaCl stérile
(23).

1.1.2.4. La gestion de la douleur

A la suite de la chirurgie, I'individu peut refuser de s’alimenter a cause de la douleur,
et ainsi s’affaiblir. La gestion post-opératoire de la douleur est donc primordiale. Une
injection d’un anti-inflammatoire non stéroidien avant la chirurgie permet d’obtenir un
soulagement optimal de la douleur (pour la liste des anti-inflammatoires et leur
posologie, se référer au Tableau 1 de cette these). La gestion de la douleur devra étre
poursuivie plusieurs jours apreés la chirurgie, sachant que la chévre est moins tolérante
a la douleur que la brebis.
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Dans le tableau suivant, la posologie de chaque molécule est détaillée chez les ovins
et caprins. La couleur des cases du tableau indique si la molécule possede une AMM
(Autorisation de Mise sur le Marché) pour les petits ruminants (case verte), une AMM
pour une autre espece de production (case jaune) ou aucune AMM pour les animaux

de production (case rouge).

AMM caprins, ovins, figurent au AMM pour un autre animal de

Pas d’AMM pour les animaux de
production, ne figurent pas au

tableau 1 des substances production, figurent au tableau 1
- - tableau 1 des substances
autorisées des substances autorisées .
autorisées
Tableau 1 : Molécules anesthésiques et analgésiques utilisées chez les petits ruminants
. : . Durée Délais
Famille Molécule Posologie (mg/k Voie .
gie (mg/kg) d’action | d’attente
Ovin:0,06-0,4 1V
0,1 - 0,3 |M |V, 30-60 Viande : 1j
SIS Caprin : 0,02-0,1 1V | IM min Lait : O]
0,05-0,1 1M
Ovin : 0,003-0,02 IV
0,02 — 0,05 IM 1V, 30-60 Viande : 2]
DIETELAIDIN= Caprin : 0,005-0,02 1V | IM min Lait: 12h
0,02 -0,03 IM
_ Ovin et caprin : IV Viande : 9j
a-2-agonistes ROMIFIDINE 0,003 — 0,04 IV Y - Lait :
(1), (2) 0,04 — 0,08 IM Interdit
QOvin et caprin : i
DEXMEDETOMIDINE 0,002 — 0,010 IV ll\l\//l 3r0ni‘r115 _le=ie)
0,01-0,03 1M
Ovin : 0,005-0,01 IM
Caprin : 0,01-0,04 M, 30-60 -
MEDETOMIDINE IM i UTILISER SI
. . 1V min CONSOMMATION
Ovin et caprin :
0,001 — 0,007 IV
0,03-0,5en 1V v, NE PAS
ACEPROMAZINE (1,24) 0.05-01en M M g
AZAPERONE (1) 1 M | Legere
sédation
0,25-11V \Y} NE PAS
. , . DIAZEPAM ' ' 30 min UTILISER SI
Benzodiazépines 05-21IM IM ! CONSOMMATION
(1) MIDAZOLAM 01-1 No | =0 e
IM min CONSOMMATION
0,1-051V IV, Viande : 1j
o BUTORPHANOL 0.05-05 IM M - Lait - 1j
Opiaceés (1,17) V;
MORPHINE 0,05 - 0,5 g6h II\/; 4-6h Umusers
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(1,27)

N V2 4h
BUPRENORPHINE —g:nrih o_,(())ocz)sl-o,gﬁ IM, ey
_L - 1 q SC 6h
. Efficace
FENTANYL Pha\tch Od,05mg/h ;l design, | ulises
chevre de 30-50kg dure 3j
. _ 0,5-221V IV, | Dépendde | Viande: 1|
Dissociatifs KETAMINE 10— 22 IM IM | rassociation | Lait: 0]
ALFAXALONE (10) (8) 2,2 4,4 IV | 10min | _unusees
PROPOFOL (10) 3-4 IV | 5min | _unusees
- _ a0 Viande : 3
Anesthesique ISOFLURANE 15-3%en _ ) Lait
volatile maintien Interdit
. 1 mL (épi I
PROCAINE 2% = (e see) 30-60 | viande: 0]
(AMM que ovins) 5 mL (épidurale haute) - min Lait: 0
Anesthésique q 5-20 mL (infiltration)
local Viande :
B —12
LIDOCAINE 1-2 (Max 6) - 30 . 0 4,5
min Lait : 4,5j
EnIM:
Viande : 20j
ACIDE 5 \VA IV 24h Lait : Oj
TOLFENAMIQUE IM IM 48h Enlv:
Viande : 4j
Lait : 12h
IV’ q g
Anti - CARPROFENE 4 SC, | 36-72h | Ve
Inflammatoires PO
Non Stéroidiens . v,
Caprins : 1 Viande : 10j
(17,25,26) FLUNIXINE Ovins : 2.2 IM, | 12-24h | "
’ PO
v Viande :
) ljen IV
KETOPROFENE 2-3 M 24h el
Lait : Oj
MELOXICAM Vv, Viande : 15
(AMM que caprin) 0.5 SC 36-48h Lait : 5i
-2- i . NE PAS
| Atipamezole 005-02 | g | - | i,

IM : Intramusculaire, IV : Intraveineuse, PO : Per os, SC : Sous-cutanée, h : heures
AMM : Autorisation de mise sur le Marché, j : jours, g6h : toutes les 6 heures, min : minutes,

1.1.3. Les étapes de 'anesthésie et les protocoles envisageables

Il est conseillé que l'individu ait 3 mois au minimum pour une castration (pour que les
testicules soient suffisamment développés) et 6 mois au minimum pour une
ovariectomie ou ovario-hystérectomie (pour que les ovaires soient facilement

32




identifiables lors de la chirurgie). Cependant, comme pour les carnivores domestiques,
la stérilisation chirurgicale peut se faire a tout age, du moment que le vétérinaire tient
compte des risques pour I'animal (maladies sous-jacentes, obésité, etc.).

Si la chirurgie est programmée (ce qui est le plus souvent le cas), une mise a jeun est
recommandée : 6h sans lait maximum pour les individus non sevrés (4) et entre 12 et
24h de jeun chez les individus sevrés (2). Une diete hydrique de 12h est aussi
préconisée chez les individus sevrés, sauf en cas de températures extérieures trop
élevées (2).

Dans un premier temps, au chevet de l'animal, le vétérinaire réalise un examen
clinique de lindividu pour évaluer les risques encourus lors de l'anesthésie et la
chirurgie, afin d’adapter au mieux le protocole. Durant cette étape, il ne faut pas oublier
de peser I'animal pour ajuster au mieux les doses d’anesthésiques a administrer.

A la suite de cet examen clinique, le vétérinaire choisit le protocole d’anesthésie le plus
adapté a I'animal et a la chirurgie souhaitée (le tableau ci-apres présente des exemples
de protocoles anesthésiques les plus couramment utilisés d’apres la littérature). 1l faut
noter que toutes les molécules utilisées dans le Tableau 2 ne disposent pas d’'une
AMM pour les petits ruminants. De plus, les protocoles résumés dans ce tableau
doivent étre complétés par une anesthésie locale et/ou loco-régionale (infiltration
locale et péridurale ou rachianesthésie).

Tableau 2 : Exemples de protocoles anesthésiques pour la stérilisation chirurgicale des petits ruminants,
une anesthésie locale et/ou loco-régionale doit étre combinée a ces protocoles

Molécules Voie FESRIEEE Role Durée Commentaires
(mg/kg)
XYLAZINE + M 0,1 Anesthésie 20 %Zzéti?(rz\?gf'
KETAMINE (4) 10-15 légére min
anesth. locale)
Caprins :
XYLAZINE + M 0,05-0,1 Anesthésie 20 Ecornage,
KETAMINE (1,4) 5-20 légere min castration (avec
anesth. locale)
Ovins adultes :
XYLAZINE + v 01-02 | Anesthésie | 25 ﬁgg?c'zsif;:;
KETAMINE (1,4) 2-75 légére min
avec anesth.
locale)
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Posologie

Molécules Voie Role Durée Commentaires
(mg/kg)
Qvins, caprins :
XYLAZINE + 0,01 -0,05 o 20-60 | Sédation légere a
v Sédation , y
BUTORPHANOL (1,2) 0,01 -0,05 min modérée, en
prémédication
DETOMIDINE + IV 0,01 Sédation i i
BUTORPHANOL (1) 0,1 -
Qvins, caprins :
DIAZEPAM + v 0,25 Sédation 15 castration avec
KETAMINE (4) 5-75 min anesth. locale, en
prémédication
MIDAZOLAM 0,1 Prémed.
+ , ;
v Caprins :
KETAMINE (28) 2-4 . ,
- ovariectomie (avec
- . Induction et anesth. locale)
+ Gaz (isoflurane) 5% puis 2% T
maintien
-0,1 Prémed. 15-2 ) L
XYLAZINE + 0,05-0, émed 5. 0 Ovins : Césarienne
KETAMINE + v 1 min ou ovariectomie
BUTORPHANOL (4) 0,05-0,1
. avec anesth. loco-
Induction et L . I
+ Gaz (isoflurane) maintien regionale
XYLAZINE + 0,05 Prémed. 15-20 .
. Caprins :
KETAMINE + 05-1 M1 ovariectomie avec
BUTORPHANOL (4) v 0,05
. anesth. loco-
Induction et L. |
+ Gaz (isoflurane) maintien regionale
ACEPROMAZINE + IV 0,55 i ]
KETAMINE (1) 2,2
MEDETOMIDINE + M 0,015 i 45 )
KETAMINE (1) 5 min
MEDETOMIDINE + Y, 0,025 Anesthésie 30 -60 i
KETAMINE (1) 1 légére min
DEXEMEDETOMIDINE 0,15 Préméd. Anesthésie
+ BUTORPHANOL 0,2 profonde :
v . - castration
+ PROPOFOL . Induction !
4-5 mglkg ovariectomie +/-
+ Gaz (isoflurane) (27) 1,5-2% Maintien hystérectomie
MEDETOMIDINE + M 0,01 -0,02 Sédation et ]
BUTORPHANOL 0,04 analgésie
. 1
PROPOFOL (1) W, 4-6 Sedation ou | 5-10 ;
induction min
Maintien : 18 " Induction rapide,
PROPOFOL (1 v Maintien L. .
@) — 40 mg/kg/h réveil rapide

IM : Intramusculaire, IV : Intraveineuse, Prémed. = prémédication, anesth = anesthésie ; min :

minutes, h : heures
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En ce qui concerne les zones d’injections des produits nécessaires a I'anesthésie et
I'analgésie, plusieurs options sont possibles (Figure 5).

e Une injection sous-cutanée peut étre effectuée partout ou la peau est
suffisamment souple pour la réalisation d’'un pli de peau, le plus souvent dans
la région de I'encolure ou au niveau du pli axillaire, derriéere le membre
thoracique.

e Concernant la voie intraveineuse, il est conseillé de poser un cathéter dans le
cadre d’une intervention chirurgicale. En effet, celui-ci sera utile pour l'injection
des molécules anesthésiques lors de I'induction et au cours de l'intervention si
nécessaire, pour administrer des fluides isotoniques durant la chirurgie et en fin
d’intervention pour administrer l'atipamézole par exemple. Les veines
facilement accessibles pour la pose d’'un cathéter apres tonte et asepsie sont
les veines jugulaires, céphaliques et saphenes.

e Une injection intramusculaire peut se faire dans les muscles de I'encolure (dans
une zone située entre la gouttiere jugulaire, le ligament nuchal et l'os de
I'épaule), dans les muscles de I'épaule ou dans les muscles de la cuisse.

Figure 5 : Cartographie des zones d'injection intramusculaire chez les petits ruminants. Les zones en rouge sont &
éviter (n°1 = Ligament nuchal, n°2 = gouttiére jugulaire), et les zones en vert sont conseillées (n°3 = muscles de
I’encolure, n°4 = muscles de I'épaule, n°5 = muscle de la cuisse)

Lorsque l'opération chirurgicale est de longue durée ou bien que les risques liés a
'anesthésie sont élevés, l'intubation endotrachéale est a envisager. La technique
d’intubation est identique a celle des carnivores domestiques. L'administration d’'un
spray de lidocaine au fond de la cavité buccale limite le reflexe laryngé et I'utilisation
d’un laryngoscope facilite I'acte.

Une perfusion de solutés isotoniques n’est pas nécessaire sur des animaux en bonne
santé et lorsque la chirurgie est de courte durée. Si une réhydratation est souhaitée
(par exemple chez un animal resté longtemps sans acces a I'eau) et que l'individu est
en bonne santé, un débit de 4-8 mL/kg/h de solutés isotoniques suffit. Si I'individu est
en hypotension ou débilité, le débit peut étre augmenté a 10-25 mL/kg/h (1).
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1.1.4. Le monitoring

Pourquoi surveiller ?

Les molécules employées pour I'anesthésie peuvent induire des dépressions des
systemes cardio-vasculaire et respiratoire de I'animal. Il est donc intéressant de suivre
ces fonctions vitales. De plus cela permet également de suivre I'anesthésie pour
s’assurer qu’elle soit optimale, permettant ainsi un statut de narcose, une
myorelaxation et une analgésie efficaces, tout en restant au plus proche de I'état
physiologique de I'animal.

Surveiller guoi et comment ?

Les mémes moniteurs et équipements utilisés pour d'autres especes domestiques
couramment anesthésiées peuvent étre utilisés chez les petits ruminants.

e Systéme nerveux central : il est important d’évaluer la profondeur de
'anesthésie.

Les signes et reflexes utilisés lors des anesthésies de carnivores domestiques sont
applicables aux petits ruminants. Par exemple, en cas d’anesthésie profonde, les
pupilles sont dilatées, les paupiéeres relachées et le réflexe palpébral est absent. En
revanche, lors d’anesthésies légéres, les paupieres restent toniques, un réflexe
palpébral peut étre présent et parfois des mouvements de déglutition ou de mastication
sont visibles (1,17).

e Fonction cardio-vasculaire :

- Fréquence cardiaque : elle peut étre surveillée a I'aide d’'un stéthoscope classique
ou cesophagien, ou bien avec un moniteur réalisant un électrocardiogramme
(ECG). Dans ce dernier cas, les électrodes sont placées sur le membre thoracique
gauche, le membre thoracique droit et le membre pelvien gauche afin que I'appareil
mesure l'activité électrique du cceur et donne la fréquence cardiaque. D’aprés la
littérature, la fréquence cardiaque des caprins est située physiologiqguement entre
65 et 95 battements par minute, et celle des ovins entre 70 et 90 battements par
minute (1,29-31). Durant I'anesthésie, la fréquence cardiaque ne doit idéalement
pas s’éloigner des valeurs de référence.

- Pression artérielle systémique : elle peut étre mesurée a I'aide d’'un brassard placé
au niveau du carpe et une sonde Doppler placée sur la face médiale du carpe ou
bien a I'aide d’un tensiometre relié & un brassard. Chez les ovins, les normes sont :
une pression artérielle moyenne de 107 mmHg, une pression artérielle systolique
de 140 mmHg et diastolique de 90 mmHg (32). Chez les caprins, les normes sont :
une pression artérielle moyenne de 93,3mmHg, une pression artérielle systolique
de 121 mmHg et diastolique de 79,5 mmHg (33). Durant 'anesthésie, afin d’assurer
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une perfusion suffisante des tissus, la pression artérielle systolique doit étre
supérieure a 80 mmHg et la pression artérielle moyenne au-dessus de 60 mmHg.

- Temps de recoloration capillaire et couleur des muqueuses : ils renseignent sur la
gualité de la perfusion tissulaire, bien que la méthode soit subjective. Le temps de
recoloration capillaire doit étre inférieur a 2 secondes et les muqueuses (buccale
et génitale) roses et humides.

e Fonction respiratoire :

- Fréguence respiratoire : elle est calculée par observation des mouvements
thoraciques ou a I'aide d’'un moniteur de respiration. La fréquence respiratoire est
plus basse durant 'anesthésie mais il ne faut idéalement pas s’éloigner de la valeur
physiologique minimale qui est de 15 respirations par minutes (30,34).

- Mesure de la saturation en oxygéne (SpO?2) : elle est réalisée a I'aide d’un oxymétre
(la sonde peut étre placée sur la langue par exemple) et en observant la couleur
des muqueuses. La SpO2 doit étre supérieure a 95% durant I'anesthésie et la
couleur des muqueuses doit étre rose.

- Concentration en dioxyde de carbone a la fin d’'un cycle respiratoire (EtCO?2) : elle
est mesurée a l'aide d’'un capnomeétre. Idéalement, la EtCO2 doit se situer entre 35
et 45mmHg durant 'anesthésie.

e Température :

Elle est mesurée a l'aide d’'un thermométre rectal ou cesophagien. Dans un
environnement tempéré, la température rectale des ovins varie entre 38,3°C et
39,9°C et, chez les caprins elle se situe entre 38,6°C et 40°C (30,35). Il est
recommandé de surveiller la température des animaux durant 'anesthésie afin de
prévenir tout écart par rapport aux valeurs physiologiques.

Le Tableau 3 présenté ci-dessous résume les paramétres physiologiques des petits
ruminants. Pendant I'anesthésie, I'objectif est de maintenir les valeurs de I'animal aussi
proches que possible de ces normes.
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Tableau 3 : Résumé des principales valeurs physiologiques des petits ruminants, a surveiller lors
d’anesthésie

. . TRC et
Frequence Frequence .
. : . Température | couleur des
cardiaque respiratoire
muqueuses
< 2sec
Caprins (1,30) 65-95 20 — 40 (chevreau) 38,6 — 40,0 °C Roses et
(adulte au repos) | 15— 30 (adulte) .
humides
Ovins < 2sec
70 - 90 10- 30 38,3-39,0°C Roses et
(1,29,35) .
humides
1.2. Spécificités anatomiques de I’appareil reproducteur

1.2.1. Chévre et brebis

Avant une chirurgie de I'appareil reproducteur, il est important de connaitre la position,
la forme et la taille des organes concernés (Figure 8).

L’appareil reproducteur femelle est tout d’abord constitué de deux ovaires de forme
ovale et lisse d’environ 2 a 4 centimétres, contenant les ovocytes, les éventuels corps
jaunes, et produisant les hormones sexuelles (cestrogéne et progestérone). lls sont
reliés a l'utérus par des structures en forme d’entonnoir appelées infundibulum, qui se
trouvent a I'extrémité des oviductes. Les oviductes se trouvent dans la partie terminale
des cornes utérines. lls sont le siege de la fécondation et assurent le transport de
'embryon jusqu’a l'utérus.

Chez les petits ruminants, l'utérus est séparé en deux cornes pouvant contenir
chacune un ou plusieurs embryons. Si la femelle a déja été gestante, on peut observer
dans la paroi utérine les caroncules qui assurent le développement du ou des foetus
jusqu’a la naissance (Figures 6 et 7). Les deux cornes utérines sont reliées par le
ligament intercornual, et suspendues dans la cavité abdominale par le ligament large.
L’utérus se termine par le col de l'utérus, un canal musculaire constitué de nombreux
plis. Il assure I'étanchéité de I'utérus aux bactéries et ne laisse passer le sperme que
lors des chaleurs. De plus, un bouchon cervical de mucus renforce cette étanchéité
lors de la gestation et en dehors des périodes de chaleurs. Le col s’ouvre sur le vagin,
une structure tubulaire recouverte d’'une muqueuse lisse et résistante, qui recueille le
sperme lors de l'accouplement. La vulve est la partie terminale du systeme
reproducteur. Elle ferme le vagin pour le protéger du dessechement et des
contaminations extérieures (36,37).
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Cornes utérines

Endomeétre

Caroncules

Trompe de Fallope

Caroncules dans la paroi utérine

Ovaire —/

Corps utérin

Col Col de I'utérus

Vagin
Ovaire

Vulve Corne utérine
Figure 6 : Appareil reproducteur d'une brebis. (Crédit : Figure 7 : Appareil reproducteur de la chevre et
Veterinary anatomy world) de la brebis (Crédit : Département de I'agriculture

et des foréts du Queensland)

Colonne vertébrale

Rectum

Vagin

Pelvis

Col de l'utérus
Utérus
Ovaire

Fémur

Figure 8 : Position des organes reproducteurs de la chévre (Crédit : Université de Pine BIuff,
Arkansas)

1.2.2. Bouc et bélier

L’appareil reproducteur male est constitué de deux testicules atteignant une dizaine
de centimétres de long a l'age adulte, produisant les spermatozoides et la
testostérone, et suspendus dans un sac musculaire (le scrotum) en région inguinale.
Parfois, chez le bouc, le scrotum peut étre scindé en deux sacs, contenant chacun un
testicule. Cela n’affecte en rien la fonction de reproduction, mais cette conformation
pourra influer sur la technique chirurgicale employée lors de la castration (36). La
vascularisation des testicules se fait via I'artére testiculaire, une ramification directe de
laorte. Les gametes produits dans un testicule sont stockés et maturent dans
I'épididyme avant de rejoindre le canal déférent qui les conduit jusqu’a l'urétre.

Des glandes accessoires (glandes bulbo-urétrales, prostate et vésicules séminales)
sécretent des fluides enrichissant le sperme (des nutriments comme le fructose, des
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sécrétions alcalines diminuant le pH, etc.), qui se mélangent a I'éjaculat au niveau de
'ampoule déférente (qui fait la jonction entre le canal déférent et I'uretre).

Le pénis présente une flexion sigmoide (en forme de S) qui lui permet de s’allonger
pendant I'accouplement (Figure 9). Son role est de déposer le sperme dans le tractus
génital femelle et a son extrémité se trouve un tube étroit appelé processus urétral, qui
projette le sperme dans et autour du col de l'utérus de la brebis ou la chévre (36,37).

Prostate

Vésicule séminale

Ampoule

Vessie

Flexion sigmoide

Canal déférent

Processus urétral

Testicule
Prépuce

Pénis

Scrotum

Epididyme

Figure 9 : Position des organes reproducteurs du bouc (Crédit : Université de Pine Bluff, Arkansas)

1.3. Physiologie de I’'appareil reproducteur des petits ruminants

1.3.1. Puberté et reproduction

Chez les petits ruminants, la puberté peut étre définie comme étant le moment du
développement sexuel ou lindividu devient capable de se reproduire (ovulation
pouvant aboutir a une gestation chez la femelle, spermatozoides motiles dans
I'éjaculat et séparation compléte du prépuce et du pénis chez le male). Ce phénomeéne
résulte d’'une augmentation de la concentration des hormones pituitaires, entrainant
une augmentation de taille et d’activité des gonades. Différents facteurs peuvent influer
'age de cette puberté, notamment le poids corporel, I'alimentation et la période de
naissance dans I'année (un agneau né au printemps atteindra sa puberté plus tét qu’un
agneau né a l'automne). En moyenne, elle est atteinte aux alentours de 5 mois chez
le méle, et entre 4 et 8 mois chez la femelle (37,38).

40



1.3.2. Physiologie de I'appareil reproducteur des femelles

Sous nos latitudes, les chévres et les brebis sont des especes qui présentent un
polycestrus saisonnier. Lors d’'un cycle, plusieurs vagues folliculaires se succédent
jusqu’a l'ovulation. Ce cycle cestral dure en moyenne 17 jours chez la brebis et 19 a
21 jours chez la chevre (avec une durée plus variable chez la chévre naine). Ces
cycles débutent classiquement a l'automne chez les petits ruminants, lorsque la
photopériode diminue, et s’arrétent a la fin de I'hiver (25).

Chez la chevre, le comportement pendant les chaleurs (ou cestrus), précédant
I'ovulation, est bien visible : elle vocalise, présente une miction plus fréquente et une
perte d’appétit. De plus, on peut observer une vulve gonflée et parfois des glaires
filantes et transparentes qui s’en échappent. Les chaleurs durent en moyenne 24
heures chez une chevrette et jusqu’a 36 heures chez une chevre (25,37).

Chez la brebis, en I'absence d’un bélier, les chaleurs sont frustes et uniquement
remarquables avec le gonflement de la vulve. En présence d’un bélier, les chaleurs
sont un peu plus visibles, avec un comportement de frottement au bélier, des urines
émises plus fréguemment et une agitation de la queue (39). Les chaleurs de la brebis
durent en moyenne 24 a 36 heures (40).

Il est intéressant de savoir reconnaitre une femelle en cestrus car, durant cette période,
il est déconseillé de pratiquer une intervention chirurgicale sur I'appareil reproducteur
puisque celui-ci est fortement irrigué, donc les risques d’hémorragie per-opératoire
sont augmenteés.

Il faut noter que, chez la chevre, il est possible d’observer des modifications
physiologiques similaires a celles d’'une gestation lors de la persistance d’'un corps
jaune, alors qu’il N’y a pas eu fécondation et que la femelle n’est pas gestante. Cet
état, appelé pseudo-gestation, peut étre accompagné d'une lactation et d’une
dilatation de l'utérus due a une accumulation de liquide. Ce phénoméne souligne une
nouvelle fois l'intérét de stériliser les chévres, afin d’éviter des lactations sans gestation
(pouvant mener a des mammites), et 'accumulation de liquide dans I'utérus (pouvant
mener a un pyometre) (32).

1.3.3. Physiologie de I'appareil reproducteur des males

La reproduction étant saisonnée chez les petits ruminants, la production de
spermatozoides est plus accrue en automne et en hiver. De plus, la spermatogenese
est affectée lors de températures excessives et les males peuvent étre temporairement
stériles pendant 6 a 10 semaines lors de fortes chaleurs. Cependant, le male dispose
de plusieurs outils pour réduire la température de ses testicules : le muscle crémaster
externe et les fibres musculaires lisses du scrotum éloignent les testicules de la paroi
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abdominale lorsqu’ils se décontractent, tandis qu’'un réseau de vaisseaux sanguins (le
plexus veineux pampiniforme) parcourant le scrotum permet de refroidir le sang artériel
arrivant aux testicules (36).

1.4.Gestes techniques de la stérilisation chirurgicale des petits ruminants

1.4.1. Ovariectomie et ovario-hystérectomie

Ces chirurgies peuvent étre pratiguées lors d’affections avérées du tractus
reproducteur tels que des pyometres chroniques, des néoplasies utérines ou
ovariennes (par exemple 'adénocarcinome du col de l'utérus, de l'utérus ou du vagin
ou la léiomyofibromatose), de I'hyperplasie adénomateuse cervicale, etc. (28,41).

De plus en plus de propriétaires souhaitent également stériliser leur chévre pour de
multiples raisons de convenance : éviter les comportements sexuels (surtout lors des
chaleurs), prévenir une gestation, limiter l'apparition de maladies hormono-
dépendantes (tumeurs ovariennes, hydrometres, pyometres...), réduire la croissance
du tissu mammaire (si la chirurgie est effectuée avant la puberté) et éviter ainsi les
pseudo-lactations (surtout chez les races fortes productrices de lait) (42).

Idéalement la chirurgie doit étre réalisée avant la puberté ou en dehors des périodes
de chaleurs, afin que l'utérus soit moins vascularisé et donc les risques d’hémorragie
diminués (25).

Pour cette chirurgie, une anesthésie générale ou une sédation couplée a une
anesthésie régionale (rachianesthésie) sont recommandées (41) et des exemples de
protocoles sont disponibles dans le Tableau 2. De plus, il est conseillé d’injecter avant
la chirurgie un anti-inflammatoire non stéroidien pour obtenir un soulagement optimal
de la douleur (pour la liste des anti-inflammatoires et leur posologie, se référer au
Tableau 1) (43). La gestion de la douleur devra étre poursuivie plusieurs jours apres
la chirurgie, sachant que la chévre est moins tolérante a la douleur que la brebis.

L’'usage des antibiotiques doit étre réfléchi, et si les conditions de chirurgie sont
optimales (bloc de chirurgie, matériel parfaitement stérile, temps de chirurgie court...),
ils ne sont pas nécessaires. En revanche, si le vétérinaire le juge nécessaire, ils
peuvent étre administrés avant la chirurgie ou juste aprés. En premiére intention, la
benzylpénicilline associée a la dihydrostreptomycine sont souvent utilisées car le
spectre est large et plusieurs spécialités possedent une autorisation de mise sur le
marché pour les ovins et caprins (Intramicine®, Pen-Hista-Strep®, etc.).

A la suite de la chirurgie, la femelle doit étre placée au calme dans un box propre et la
plaie surveillée tous les jours jusqu’a cicatrisation compléte.
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1.4.1.1. Ovariectomie par le flanc

L’approche par laparotomie du flanc est la plus utilisée pour accéder aux organes
abdominaux et pelviens chez les petits ruminants. Cependant, cette voie d’accés
posséde des contraintes : certains organes sont difficilement accessibles car distants
du point d’incision (une ovario-hystérectomie est difficile, voire impossible par
exemple), le décubitus latéral prolongé sous anesthésie provoque une stase du rumen
et augmente les risques d’acidose lactique toxémique, et il arrive en période post-
opératoire que les individus frottent le site chirurgical jusqu’au relachement des fils de
suture, ce qui peut entrainer une déhiscence de plaie (20).

Il faut noter que I'approche par le flanc ne permet pas une ovario-hystérectomie.

Voici les étapes de la chirurgie, une fois I'animal anesthésié, et placé en décubitus

latéral (41) :

1.
2.

Tonte large de la région du flanc gauche (Figure 10) ;

Asepsie de la zone en réalisant un nettoyage chirurgical (solution iodée ou a
base de chlorhexidine) ;

Si choix d’une infiltration locale d’anesthésique (en plus de l'anesthésie
générale) : administration de procaine (AMM ovins) ou de lidocaine (AMM
bovins), sur la future ligne d’incision. L’injection doit se faire précisément car
I'épaisseur de la paroi abdominale varie de 2 a 4 cm donc si l'aiguille est
enfoncée trop loin, le produit sera injecté dans la cavité abdominale plutét que
dans les muscles et la peau.

Incision verticale de la peau, dans le creux du flanc a mi-chemin entre la
derniére coéte et laile de lilium, 5 a 10 cm en-dessous des processus
transverses des vertébres. La longueur de l'incision est d’environ 6 a 8 cm, et il
est important de savoir que I'épaisseur de la peau des petits ruminants varie en
moyenne entre 1,5 mm et 3 mm selon la race et 'dge (44,45), (Figure 11).
Incision sur une longueur de 6 a 8 cm des muscles obliqgue externe, oblique
interne et transverse, qui forment une couche musculaire fine (environ 1 cm).
Cette étape peut se faire a I'aide d’un bistouri ou en dilacérant les couches
musculaires avec les doigts pour que les muscles se déchirent dans le sens des
fibres (Figure 12).

Ponction et ouverture du péritoine sur 6 a 8 cm ;

Recherche et isolement de I'ovaire gauche avec la main. Celui-ci est de forme
ovale et mesure en moyenne 1,1 & 1,5 cm de long chez les petits ruminants
adultes (46), (Figure 13).

Ponction du mésovarium juste sous l'ovaire et isolement de ce dernier a l'aide
d’'une pince clamp qui se place au niveau du pdle vasculaire de I'ovaire, et une
pince clamp qui se place au niveau du pdle utérin ;

Sur le pble vasculaire, ligature en masse ou transfixiante des vaisseaux (fil
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résorbable, tresse, de calibre 2/0), (Figure 14).

10.Sur le pble utérin, ligature en masse ou transfixiante (fil résorbable, tressé, de

calibre 2/0) ;

11.Section de I'ovaire

12. Accompagnement des extrémités ligaturées jusqu’a leur position physiologique

pour vérifier 'absence de saignements ;

13.Recherche de 'ovaire droit (plus profond), en suivant la corne utérine de I'ovaire

gauche, puis répétition des mémes étapes ;

14.Premiére suture : péritoine et muscles abdominaux (surjet ou point simples)

avec un fil résorbable, tressé, de calibre 0 (Figure 15).
15.Deuxieéme suture : surjet sous-cutané avec un fil résorbable, tressé, de calibre
0, (Figure 16).

16. Troisiéme suture : peau (fil résorbable ou non, tressé, calibre 0), (Figure 17).
Remarque : si l'ovaire droit est difficilement accessible par le flanc gauche, il est
possible d’ouvrir également le flanc droit. Les inconvénients de cette méthode sont la
réalisation de deux plaies (une a droite et une a gauche) et une augmentation du temps
de chirurgie (et donc d’anesthésie).

Figure 10 : Etape n°1 - Tonte large de la région du Figure 11 : Etape n°4 - Incision de la peau sur 6 a 8
flanc gauche (Crédit photo : VetAgro Sup) cm (Credit photo : VetAgro Sup)

Figure 12 : Etape n°5 et n°6 - Incision des muscles Figure 13 : Etape n°7 - Recherche et isolement de
abdominaux et du péritoine sur 6 a 8 cm (Crédit photo I'ovaire gauche (Crédit photo : VetAgro Sup)
- VetAgro Sup)
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Figure 14 : Etape n°9 et n°10 - Ligatures au niveau du Figure 15 : Etape n°14 - Fermeture de I'abdomen avec

péle utérin et du pole vasculaire de I'ovaire (Crédit un surjet simple en passant au travers du péritoine et
photo : VetAgro Sup) des muscles abdominaux (Crédit photo : VetAgro
Sup)

Figure 16 : Etape n°15 - Surjet sous-cutané (Crédit Figure 17 : Etape n°16 - Suture de la peau, ici surjet
photo : VetAgro Sup) a points passés (Crédit photo : VetAgro Sup)

1.4.1.2. Ovariectomie ou ovario-hystérectomie médioventrale

L’approche par laparotomie médio-ventrale a I'avantage de réduire les hémorragies
per-opératoires et les réactions tissulaires post-opératoires (moins d’érythéme,

cicatrisation légérement plus rapide) (20). La technique est similaire a celle des
carnivores domestiques, et I'animal est placé sur le dos.

Voici les étapes de la chirurgie, une fois I'animal anesthésié et placé sur le dos (41,47):

1. Tonte large de 'abdomen ventral ;

2. Asepsie de la zone en réalisant un nettoyage chirurgical (solution iodée ou a
base de chlorhexidine) ;

3. Incision de la peau sur 6 a 8 cm, cranialement a la mamelle, sur la ligne
médiane ;

4. Dissection du tissu sous-cutané pour révéler la ligne blanche ;

5. Ponction du péritoine puis ouverture sur 6 a 8 cm ;
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6. Identification et extériorisation des cornes utérines a la main, en tractant
doucement, jusqu’a sortir les ovaires (Figure 18) ;

7. Pour chaque ovaire, ponction du mésovarium pour isoler le pble vasculaire et
le pble utérin de I'ovaire a I'aide de pinces clamp ;

8. Sur le péle vasculaire, ligature en masse ou transfixiante des vaisseaux (fil
résorbable, tresse, de calibre 2/0) ;

9. Sur le pdle utérin, ligature en masse ou transfixiante (fil résorbable, tressé, de
calibre 2/0) ;

10. Section d’un ovaire puis l'autre ;

11.Accompagnement des extrémités ligaturées jusque dans leur position
physiologique pour vérifier 'absence de saignements ;

12.Premiére suture : péritoine et muscles abdominaux (surjet ou point simples)
avec un fil résorbable, tressé, de calibre 0.

13.Deuxieme suture : surjet sous-cutané avec un fil résorbable, tressé, de calibre
0.

14.Troisieme suture : peau, avec un fil résorbable ou non, tressé, de calibre 0.

Figure 18 : Etape n°6 — Traction de l'utérus et des ovaires pour les sortir
de I'abdomen (Crédit : Veterian key)

Lors de la réalisation d’'une ovario-hysterectomie, la technique est similaire jusqu’a
I'étape n°8 (la ligature du pble vasculaire de chaque ovaire). Voici la suite des étapes
lors d’une ovario-hysterectomie (41) :
9 bis. Section entre 'ovaire et les artéres et veines ovariennes ligaturées ;
10 bis. Le ligament large est déchiré ou sectionné de maniére a mobiliser 'utérus
caudalement ;
11 bis. Pose de clamps hémostatiques sur le corps de l'utérus, a proximité du
col (Figure 19)
12 bis. Au niveau du col de l'utérus, réalisation d’une ligature transfixiante I'aide
d’un fil résorbable, tressé, de calibre 2/0 ;
13 bis. Section de 'utérus entre les clamps hémostatiques. Le moignon utérin peut
eventuellement étre suturé (surjet simple et/ou enfouissant).
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14 bis. La suite de la chirurgie est la méme que pour une ovariectomie : suture du
péritoine et muscles abdominaux avec un fil résorbable, tressé, de calibre
0, puis surjet sous-cutané avec ce méme fil, et enfin suture de la peau avec
un fil résorbable ou non, tressé, de calibre O.

Figure 19 : Etape n°11 bis - Pose de 2 clamps hémostatiques sur le col de l'utérus (Crédit : Veterian key)

1.4.2. Castration

Elle est conseillée pour éviter la reproduction, les odeurs (dues au marquage urinaire
et aux glandes cornuales chez le bouc) et I'agressivité. Elle est aussi préconisée dans
le cas d’affections testiculaires ou scrotales comme les orchites traumatiques ou
infectieuses (bactéries du genre Brucella spp.), les granulomes spermatiques,
I'hypoplasie et la dégénérescence testiculaire (dues a une carence en zinc ou a une
hypothyroidie), la cryptorchidie ou les varicocéles (27). Cependant, une des
conséquences négatives de la castration semble étre une augmentation de la
fréquence des urolithiases.

Remarque : les bactéries du genre Brucella, responsables de la brucellose sont
transmissibles a 'homme. C’est I'occasion de rappeler que, lors de castrations, les
mesures de protections individuelles comme le port de gants, doivent étre respectées.

Il existe différentes méthodes de castration pour les petits ruminants : avec un
elastique, avec la pince de Burdizzo ou chirurgicalement. Nous développerons dans
cette these uniquement cette derniére, qui réduit les risques de complications post-
opératoires telles que les hematomes, le gonflement du scrotum et les infections (27).
La chirurgie est conseillée entre 2 et 3 mois d’age, pour que les testicules soient assez
gros et que le processus urétral soit correctement détaché du prépuce, sans pour
autant que la puberté soit atteinte (48).
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La gestion de la douleur doit étre prise en compte en amont de la chirurgie.
L’administration d’un anti-inflammatoire non stéroidien 20 minutes avant la chirurgie
(liste et posologie dans le Tableau 1) est recommandée (49).

Plusieurs techniques chirurgicales sont réalisables, sur un individu sédaté ou sous
anesthésie générale (des exemples de protocoles sont disponibles dans le Tableau
2). Dans cette these, la technique la plus courante est détaillée : la castration par
abord scrotal.

Voici les grandes étapes de cette chirurgie une fois I'animal anesthésié (27,41) :

1. L’animal est placé sur le dos ou en décubitus latéral avec un membre postérieur
relevé (Figure 20) ;

2. Tonte du scrotum ;

3. Asepsie de la zone en réalisant un nettoyage chirurgical (solution iodée ou a
base de chlorhexidine) ;

4. Si choix d’'une anesthésie locale avec de la procaine (AMM ovins) ou de la
lidocaine (AMM bovins), se référer au paragraphe correspondant pour les
détails de posologie ;

5. Incision cutanée verticale sur le scrotum, entre les 2 testicules (si la morphologie
du scrotum le permet, sinon 2 incisions paralleles), OU ablation du tiers distal
du scrotum ;

6. Incision de I'enveloppe vaginale et extériorisation de chaque testicule par
traction douce, en détachant la graisse du cordon spermatique (Figures 21 et
22) ;

7. 1. Chez les jeunes de moins de 2 mois : traction de chaque testicule jusqu’a
rupture des vaisseaux et du canal déférent ('amincissement des vaisseaux par
traction suffit a 'hnémostase) (Figure 23) ;

2. Chez les jeunes de plus de 2 mois et les adultes : pour chaque testicule,
ligature transfixiante ou en masse du cordon spermatique a laide d'un fil
résorbable, tressé, de calibre 2/0, puis retrait du testicule ;

8. Les cordons sont replacés dans l'enveloppe vaginale puis inspectés pour
déceler des risques d’hémorragie ;

9. L’enveloppe vaginale peut étre refermée par un point en X a l'aide d’un fil
résorbable, tressé, de calibre 2/0 (Figure 24) ;

10.Des points cutanés ou un surjet simple peuvent étre réalisés pour faciliter la
cicatrisation du scrotum, a l'aide d’'un fil résorbable, tressé, de calibre 2/0
(Figure 25).

A la suite de la chirurgie, une antibiothérapie peut étre mise en place si les conditions
d’asepsie ne sont pas optimales, et 'administration d’un sérum antitétanique est
conseillée si la plaie est laissée ouverte (il existe une AMM pour les bovins) (10). Le
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méale doit étre ensuite placé au calme dans un box propre et la plaie surveillée tous les
jours jusqu’a cicatrisation compléte.

. ) ,:_.;-.;«3( i
Figure 20 : Etape n°1, 2 et 3 — L’animal anesthésié est placé Figure 21 : Etape n°6 - Incision de I'enveloppe
sur le dos ou le flanc, le scrotum est tondu et nettoyé en vue  vaginale (Crédit : Jardin zoologique du muséum
de la chirurgie (Crédit : Jardin zoologique du muséum de de Besancon)

Besancon)

Figure 23 : Etape n°7.2. — Ligature en masse du
cordon spermatique de chaque testicule (Crédit :
Jardin zoologique du muséum de Besancon)

Figure 22 : Etape n°6 - Traction du testicule hors
de I'enveloppe vaginale en détachant la graisse du
cordon spermatique (Crédit : Jardin zoologique du
muséum de Besancgon)

J Al -
Figure 24 : Etape n°9 - Point en X sur I'enveloppe Figure 25 : Etape n°10 — Surjet simple du scrotum
vaginale (Crédit : Jardin zoologique du muséum de (Credit : Jardin zoologique du muséum de
Besancon) Besancon)
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En résumé, bien que les techniques de stérilisation chirurgicale chez les petits
ruminants présentent des similitudes avec celles pratiquées chez les carnivores
domestiques, elles exigent une connaissance approfondie des particularités
anatomiques propres aux ovins et aux caprins. L’engagement du vétérinaire envers
des pratiques chirurgicales slres, efficaces et non douloureuses joue un réle essentiel
dans la promotion de la santé de ces petits ruminants, qui sont considérés comme des
animaux de compagnie par leurs propriétaires.
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2. LES PORCINS DE COMPAGNIE

2.1. L’anesthésie et ’analgésie en vue de la stérilisation

2.1.1. Les risqgues anesthésigues

Il est crucial de connaitre les caractéristiques anatomiques et physiologiques propres
a l'espece avant de procéder a toute anesthésie, car les risques anesthésiques
découlent de ces particularités. Le cochon est une espéece monogastrique donc
'approche anesthésique se rapproche de celle des carnivores domestiques.
Cependant, c’est une espéce sensible au stress et il est préférable de le manipuler le
moins possible avant la chirurgie (examen clinique et induction de I'anesthésie dans
la caisse de transport par exemple) (50). Voici ci-dessous les principaux risques a
prendre en considération pour anticiper d’éventuels problemes pendant I'anesthésie.

Hypothermie : ce risque est présent en particulier sur les petits gabarits, et lors de
I'utilisation de certaines molécules anesthésiques provoquant une vasodilatation
périphérique et donc une déperdition de chaleur (azapérone par exemple) (51).

Hyperthermie maligne : on retrouve cette anomalie génétique chez certaines
races de porcs (Landrace et Pietrain en particulier). Elle est a l'origine d’'une
anomalie du contréle du calcium intracellulaire, ce qui provoque une myopathie se
manifestant lors d’'une anesthésie gazeuse. Les symptdomes sont notamment une
augmentation brutale de la température corporelle, une tachypnée, une tachycardie
et des muscles qui se rigidifient. Le traitement consiste en I'arrét de 'administration
d’anesthésique volatil, une ventilation artificielle riche en dioxygene et des mesures
de rafraichissement (eau glacée, administration de fluides froids, etc.) (51).

Obstruction respiratoire : la forme de la téte du porc, la graisse en région
pharyngée (en particulier chez les petites races), ainsi qu’un larynx de petite taille
augmentent les risques d’obstruction des voies respiratoires lors d’'une sédation ou
d’'une anesthésie. Les races brachycéphales (cochon vietnamien par exemple)
sont encore plus sujettes a ce risque. De plus, la salivation ou des régurgitations
peuvent accentuer cette obstruction. L'intubation endotrachéale réduit ce risque,
mais, si elle est impossible, le cou et la téte doivent étre maintenus étendus (1,52).

Régurgitations : pour limiter ce risque, I'animal doit étre a jeun au moins 6h avant
'anesthésie, et de préférence 12 a 24h lors de chirurgies abdominales comme la
stérilisation des femelles (51).
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- Hypoglycémie chez le jeune non sevré: les porcelets sont sensibles aux
fluctuations de la glycémie en raison de leur immaturité métabolique. La
suppression de I'aliment lacté ne doit ainsi pas excéder 4 a 6h (1).

En conclusion, les principaux risques rencontrés lors de I'anesthésie des porcins sont
les risques d’obstructions respiratoires et d’hypoventilation, les risques de
régurgitations et les problemes de thermorégulation. Afin de minimiser ces risques,
'animal doit idéalement étre mis a jeun, intubé, et sa température attentivement
surveillée. Les jeunes individus sont susceptibles de faire des hypoglycémies, donc |l
est recommandé d’éviter de couper le lait plus de quatre a six heures.

2.1.2. Les molécules disponibles

Dans la loi francaise, le cochon domestique (Sus scrofa domesticus) est une espece
considérée comme productrice d’aliments. La prescription de substances
pharmacologiqguement actives est donc réglementée, tout comme les ovins et les
caprins domestiques traités en premiere partie de cette thése. Les LMR (Limites
maximales de Résidus) permettent de définir des seuils acceptables, dans les denrées
alimentaires issues d’animaux traités, de substances contenues dans les
médicaments vétérinaires. D’aprés le reglement (CE) 37/2010 de la Commission du
22 décembre 2009, les substances pharmacologiquement actives sont classées dans
deux tableaux : le tableau 1 des substances autorisées et le tableau 2 des substances
interdites chez les animaux producteurs de denrées. De plus, récemment, le réglement
européen (UE) 2019/6 a modifié partiellement I'ordre de la cascade et la détermination
des temps d’attente a appliquer (6).

Il faut ainsi noter que pour l'espéce porcine (dont la viande et les abats sont
susceptibles d’étre consommés), si une molécule ne posséde pas d’AMM pour les
porcins, mais qu’elle est inscrite au tableau 1 des substances autorisées, le temps
d’attente correspond :

= Autemps d’attente le plus long prévu pour la viande et les abats dans le résumé
des caractéristiques du produit, multiplié par 1,5 ;

= A28 jours sile médicament n’est pas autorisé pour les animaux producteurs de
denrées alimentaires ;

= A1l joursile temps d’attente viande pour les espéces de 'AMM est nul et que
ce médicament est utilisé chez un individu d’'une famille taxinomique autre que
les especes cibles autoriseés.

Malgré ces contraintes réglementaires, on peut voir dans la littérature que des
molécules n’étant pas inscrites au tableau 1 des substances autorisées sont
employeées sur des cochons de compagnie dont les denrées ne sont pas consommeées.
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Les paragraphes suivants listent les molécules utilisées sur les porcins dans la
littérature.

Pour connaitre la posologie de ces molécules, si elles sont inscrites au tableau 1 des
substances autorisées ou non, et si elles disposent d’'une AMM pour les porcins, il faut
se référer au Tableau 4 de cette thése. Des exemples de protocoles combinant
plusieurs molécules sont également disponibles dans le Tableau 5.

2.1.2.1. Sédation / prémédication

La sédation permet un état de légere dépression du systeme nerveux central.
L’individu est ainsi vigile mais calme, voire somnolent.

AZAPERONE : agent anesthésique le plus employé (car il possede une AMM pour
les porcins), il est utilisé pour la sédation, la prémédication, et comme anxiolytique.
Il est couramment utilisé pour les castrations, en combinaison avec un
anesthésique local. Pour une anesthésie plus profonde, il peut étre combiné avec
de la kétamine et éventuellement du butorphanol, par voie intramusculaire.
L’azapérone provoque une vasodilatation périphérique. Cela entraine une
déperdition de chaleur et donc augmente les risques d’hypothermie pendant
'anesthésie. En contrepartie, elle est trés efficace contre I'hyperthermie maligne,
deés la dose de 0,5 mg/kg par voie intramusculaire. Chez les gros verrats, des cas
de priapisme ont été signalés lorsque la dose utilisée d’azapérone dépasse les 1
mg/kg (1,51,53).

ACEPROMAZINE : administrée seule, elle ne permet pas une sédation adéquate
et ses effets cardiovasculaires dissuadent de I'utiliser sur des individus affaiblis.
Cependant, elle agit en synergie avec d’autres substances, comme la kétamine.
Lorsque [l'utilisation d’'un gaz anesthésique est envisagée, I'administration
d’acépromazine réduit le risque d’hyperthermie maligne, des la dose de 1 mg/kg
par voie intramusculaire. Certains auteurs font part d’un risque de thrombus en cas
d’injection intraveineuse, tandis que d’autres ne rapportent aucun problémes par
voie intraveineuse, y compris chez les petites races (1,51,53).

BENZODIAZEPINES : Le DIAZEPAM et le MIDAZOLAM sont principalement
utilisés pour leurs propriétés myorelaxantes et tranquillisantes. lls entrainent une
faible dépression cardiovasculaire, ce qui les rend tres appropriés pour une
utilisation chez des individus affaiblis, agés ou trés jeunes, chez qui I'anesthésie
présente un risque important (1). Ces deux agents peuvent étre employés en
association avec de l'azapérone, de la kétamine, ou du propofol, car ils ne
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permettent pas une sédation convenable s’ils sont utilisés seuls. En revanche, il
faut noter que les porcs y sont plus sensibles que les autres animaux de ferme
donc les doses pour obtenir une bonne sédation seront inférieures. Les deux
molécules peuvent étre administrées par voie intraveineuse ou intramusculaire
mais la biodisponibilité du diazépam est meilleure lors d’injection intraveineuse.
Des études rapportent également l'utilisation de midazolam par voie intranasale
chez des porcelets et des cochons adultes (1,51).

a-2-AGONISTES : ils produisent un effet sédatif, une analgésie et une relaxation
musculaire

o XYLAZINE : les porcins sont moins sensibles aux a-2-agonistes que les
autres animaux de ferme, donc les doses a administrer seront plus
importantes. Employée seule, la xylazine ne permet pas une bonne
sédation. Elle peut étre utilisée en synergie avec d’autres molécules comme
la kétamine et le butorphanol par exemple. Cette molécule peut provoquer
des vomissements chez le porc, surtout lorsque I'individu posséde des
problemes digestifs ou qu’il n’est pas a jeun (1,51).

o DETOMIDINE : elle est souvent associée a la kétamine dans le but d’obtenir
une anesthésie de courte durée (1).

o MEDETOMIDINE : I'effet sédatif et la relaxation musculaire induits par cette
substance augmentent proportionnellement a la dose tant que celle-ci est
inférieure a 0,1 mg/kg. Au-dela de ce seulil, seule la durée de I'anesthésie
est prolongée (1). En comparaison a la xylazine, cette molécule procure une
meilleure sédation, une meilleure relaxation musculaire et une bonne
analgésie. Elle peut également étre employée avec du butorphanol et de la
kétamine.

Remarque : Les effets des a-2-agonistes ci-dessus peuvent étre annulés grace a un
antagoniste, I'atipamézole. Cependant, cette molécule est interdite chez les animaux
de production car sa toxicité pour ’lhomme n’a pas été testée.

OPIACES : leur utilisation chez le cochon domestique est peu documentée dans la
littérature car ils sont moins efficaces chez les porcins que chez les autres
mammiféres (1,54). Des doses plus élevées sont ainsi nécessaires pour obtenir
une analgésie adéquate. Les posologies et molécules utilisées chez les porcins
sont disponibles dans le Tableau 4 de cette théese.

2.1.2.2. Induction et maintien de I'anesthésie

L'induction de l'anesthésie provoque la perte de conscience de l'animal, tout en
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assurant un relachement musculaire complet et une bonne analgésie. A la suite de
cette induction, cet état anesthésique est maintenu a I'aide de molécules injectables
Ou gazeuses.

KETAMINE : cette molécule prodigue une bonne analgésie et posséde une AMM
pour les porcins. Elle ne posséde pas de propriétés myorelaxantes donc doit étre
associées a d’autres molécules (diazepam ou xylazine par exemple), ce qui permet
également de réduire les risques d’effets secondaires tels que I'excitation, la
polypnée, un érytheme, etc. Si l'utilisation d’un anesthésique volatil ou l'intubation
sont impossibles, 'emploi de bolus de kétamine par voie intraveineuse est possible
pour prolonger I'anesthésie (1,51).

ALFAXOLONE : cet anesthésique stéroidien provoque moins d’apnées chez les
porcs lorsqu’il est utilisé pour l'induction. Cependant, une hypoventilation peut
survenir lorsqu'il est utilisé pour le maintien de I'anesthésie (51).

PROPOFOL : cette molécule est rapidement métabolisée et permet une
anesthésie a action rapide et de courte durée, idéale pour une induction avant
lemploi d’'un gaz anesthésique par exemple. L'intubation doit se faire
immédiatement aprés l'induction car le propofol provoque des apnées chez les
porcins (1,53).

ISOFLURANE : ce gaz anesthésique posséde une AMM pour les porcins de moins
de 7 jours (utile en élevage pour des castrations précoces). S’il est utilisé sur des
cochons de compagnie, le circuit doit étre adapté a la taille de I'animal. Un adulte
est généralement maintenu sous 1 a 3 L/min de dioxygeéne et 2 a 3% d’isoflurane.
Les signes d’hyperthermie maligne doivent étre surveillés (se référer au
paragraphe « Risques anesthésiques » de cette thése) et, s’ils sont présents,
I'isoflurane doit étre coupé et des mesures pour refroidir 'animal doivent étre prises
(52).

Certains praticiens recommandent une anesthésie gazeuse au masgue sans
prémédication préalable car la polypnée induite par le stress permet une saturation
rapide des alvéoles pulmonaires. Cependant cette option ne permet pas une
gestion multimodale de I'anesthésie et elle est source de stress pour I'animal (50).

2.1.2.3. Anesthésies locales et régionales

Chez les porcins, les anesthésies locales ou loco-régionales peuvent étre utilisées en
complément d'une anesthésie générale. Elles provoquent une perte temporaire de la
sensibilité et de la motricité d’'une partie restreinte du corps.
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Voici les techniques les plus couramment utilisées lors d’une intervention de
stérilisation chirurgicale.

ANESTHESIE EPIDURALE LOMBOSACREE : elle permet une anesthésie de
'abdomen caudal et des membres postérieurs. Elle est employée pour des
chirurgies obstétricales, y compris pour les césariennes, mais encore peu utilisée
pour la stérilisation chirurgicale et reste assez complexe a mettre en place sur des
gros gabarits. La molécule la plus utilisée est la lidocaine. Pour les castrations, la
dose est 4 mL/100kg de lidocaine 2% et pour les césariennes ou ovariectomies 10
mL/100kg. L’'anesthésie est efficace environ 2 heures (1,55).

Technique : l'animal sédaté est placé en décubitus sternal, les membres
postérieurs étirés vers I'avant. La zone lombo-sacrée est tondue puis nettoyée
chirurgicalement. Une aiguille (de calibre 19 gauges et minimum 4 cm de longueur)
est introduite perpendiculairement aux vertébres, dans lI'espace lombo-sacré
(Figure 26). Aucun liquide ne doit sortir de l'aiguille aprés son introduction, et,
lorsque la lidocaine est injectée, il ne doit pas y avoir de résistance (55).

Figure 26 : Localisation de l'injection épidurale lombosacrée chez le
porc (Crédit : Veterian Key)

INFILTRATION LOCALE : une infiltration est recommandée pour les laparotomies
en vue d’'une stérilisation et pour les castrations, en tragante sur la zone d’incision.
Les molécules disponibles sont la procaine (100 a 400 mg selon la taille de I'animal)
et la lidocaine (4 mg/kg), injectées en sous-cutané et en profondeur jusqu’au
péritoine chez la femelle (56).
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e ANESTHESIE INTRATESTICULAIRE : elle est couramment employée lors des
castrations. Une petite quantité d’anesthésique peut étre injectée en sous-cutané
au point d’'incision du scrotum mais la majorité de la dose est injectée dans le
stroma du testicule (Figure 27). Plusieurs molécules sont disponibles, notamment
la lidocaine et la procaine, mais seule cette derniére possede une AMM pour les
porcins. Les effets commencent 5 minutes apres injection. Des études menées a
I'lfip - Institut du Porc ont montré que la lidocaine était plus efficace que la procaine
lors de castrations chez les porcelets. La dose recommandée chez un jeune
porcelet est de 0,5 mL de lidocaine a 2% par testicule, et I'injection doit avoir lieu 4
a 15 minutes avant la castration (57).

Figure 27 : Injection intra-testiculaire de lidocaine chez un porcelet (Crédit : HODGKINSON, 2007)

Une variante de I'anesthésie intra-testiculaire a été pensée pour que les éleveurs de
porcs destinés a la consommation humaine puissent castrer les porcelets de moins de
7 jours, en tenant compte du bien-étre animal. Dans ce cas, le produit utilisé,
commercialisé sous le nom de Tri-Solfen®, est sous la forme d’un gel qui s’applique
autour du cordon spermatique de chaque testicule a I'aide d’'une canule a bout rond,
apres incision de la peau du scrotum et de I'enveloppe vaginale. Ce gel est composé
de deux anesthésique locaux (lidocaine et bupivacaine), d’'un antiseptique (cétrimide)
et d’'un vasoconstricteur limitant les pertes de sang (adrénaline). La dose employée
varie de 1 a 2 mL par porcelet (58).
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2.1.2.4. La gestion de la douleur

La gestion post-opératoire de la douleur est primordiale, sinon le porc ne s’alimentera
pas et sera sujet aux ulceres gastriques (qui sont aggraves par le stress).

L’utilisation de méloxicam (0,4 mg/kg/j par voie intramusculaire) ou de kétoprofene (3
a 6 mg/kg/j par voie intramusculaire) est indiquée en pré-opératoire et dans les
premiers jours aprés l'intervention chirurgicale selon la douleur (50). La posologie des
autres anti-inflammatoires existant dans l'arsenal thérapeutique vétérinaire est
disponible dans le Tableau 4 qui suit.

Dans le tableau suivant, la posologie de chaque molécule utilisée lors d’anesthésie
chez le porc est détaillée. La couleur des cases du tableau indique si la molécule
posséde une AMM (Autorisation de Mise sur le Marché) pour les porcins (case verte),
une AMM pour une autre espéece de production (case jaune) ou aucune AMM pour les
animaux de production (case rouge).

Pas d’AMM pour les animaux de
production, ne figurent pas au
tableau 1 des substances
autorisées

AMM pour les porcins, figurent AMM pour un autre animal de
au tableau 1 des substances production, figurent au tableau 1
autorisées des substances autorisées

Tableau 4 : Molécules anesthésiques et analgésiques utilisées chez les cochons domestiques

Famille Molécule Posologie Voie Sl SSEIE
(mg/kg) d’action | d’attente
a- - 20 — 30 .
_ AZAPERONE (1,51) | 1-2 (jusqua 8) IM _ 18 j
adrenergique min
XYLAZINE 05-4 IM - 15j
0,04 v .
G_Z_agonistes DETOMIDINE 0,08 IM Courte 3]
(£,2,51) (59) ROMIFIDINE 0,2 IM - 9j
MEDETOMIDINE 0,02-0,2 IM -
Dissociatifs 5-30 10-30 .
(1,51) KETAMINE Bolusivz-4| MV min 0]
BUTORPHANOL 0,1-0,3 IM, IV 4 —6h 1]
MORPHINE 02-1 IM 4 — 6h
IM, 1V, i NE PAS
Opiacés BUPRENORPHINE 0,01-0,1 sc 8-12 i
(1’51’5)3’60’61 METHADONE 02-05 IM - musens
Patch 0,075-
i Patch NE PAS
FENTANYL O.dmgihsi - Ces | 2-3; i
porcm de 20- omoplates CONSOMMATION
40kg
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TRAMADOL 1-5 IM, PO | 2-8h _unusers
05-2 20 - 30
Benzo. DIAZEPAM (51) 110 IV, IM ”
dazepines | vipazotam sy | 008 |y gy | 2080 1 e
(jusqu’a 5 en IM) min CONSOMMATION
- PROPOFOL (1,51) 1-11 \Y 15-20 UTILRER S
m|n CONSOMMATION
- ALFAXALONE (51) 2-6 IV,IM | 15min | _umsees
] ACEPROMAZINE 0,03-0,5 IM 20-30 s
(1,51) Max 15mg/porc (V) min CONSOMMATION
AnesthGS_lque ISOFLURANE 2.3 0% i ) 2]
volatil (AMM porcelets < 7j)
; 100 — 400 SC, 30 — 60 _
Anesthésique ARICAIINS mg/adulte épidurale min 0]
local LIDOCAINE 2_4 _SC, i 45]
épidurale
ACIDE .
TOLFENAMIQUE 2 IM, SC | 12 — 24h 16j
e CARPROFENE 2-4 M. SC. 195 _an 21
Inflammatoire PO
Non FLUNIXINE 2,2 IM 24 — 48h 22
Stéroidien
KETOPROFENE 3 IM, PO | 12 —24h | 3jIM, 1j PO
MELOXICAM 0,4 SC 24h 5]
a-2-
antagonistes Atipamezole 0,2 IM, IV - _nezte
(1)

IM : Intramusculaire, IV : Intraveineuse, PO : Per os, SC : Sous-cutanée,
AMM : Autorisation de mise sur le Marché, j : jours, min : minutes, h : heures

2.1.3. Les étapes de I'anesthésie et les protocoles envisageables

Il est conseillé que l'individu ait entre 2 et 6 mois, afin que les testicules ou les ovaires
soient bien développés et donc facilement identifiables a la chirurgie, sans pour autant
que I'animal ait eu le temps de prendre beaucoup de poids et de graisse (50). En effet,
la graisse est une contrainte lors d’intervention chirurgicale : elle peut retarder
'absorption et donc I'action des molécules anesthésiques (ce qui peut mener a un
surdosage), elle gene le chirurgien (surtout la graisse sous-cutanée tres développée
chez le porc, et la graisse intra-abdominale), et cela complique la cicatrisation (le
risque d’éventration chez la femelle augmente avec le poids de I'animal). Cependant,
comme pour les carnivores domestiques, la stérilisation chirurgicale peut se faire a
tout age, du moment que le vétérinaire tient compte des risques pour I'animal
(maladies sous-jacentes, obésité, etc.).
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Si la chirurgie est programmeée (ce qui est le plus souvent le cas), une mise a jeun est
recommandée. Pour une castration, le méale doit étre mis a jeun au moins 6 heures
(51). Pour une ovariectomie ou ovario-hysterectomie, la femelle doit étre a jeun au
moins 12 heures avant la chirurgie et jusqu'a 24 heures chez une truie adulte, car
I'objectif est de faciliter la recherche des ovaires avec un tube digestif le moins rempli
possible (62). Une diete hydrique de 8 a 12h est idéale mais non indispensable (50).

Dans un premier temps, au chevet de l'animal, le vétérinaire réalise un examen
clinique de lindividu pour évaluer les risques encourus lors de l'anesthésie et la
chirurgie, afin d’adapter au mieux le protocole. Durant cette étape, il ne faut pas oublier
de peser I'animal pour ajuster au mieux les doses d’anesthésiques a administrer.

A la suite de cet examen clinique, le vétérinaire choisit le protocole anesthésique le
plus adapté a I'animal et a la chirurgie souhaitée. Voici ci-dessous les exemples de
protocoles anesthésiques les plus couramment utilisés d’aprés la littérature. Il faut
noter que toutes les molécules utilisées dans ce tableau ne disposent pas d'une
autorisation de mise sur le marché pour les porcins. De plus, les protocoles résumés
dans ce tableau doivent étre complétés par une anesthésie locale et/ou régionale
(infiltration locale et péridurale ou rachianesthésie).

Tableau 5 : Exemples de protocoles anesthésiques pour la stérilisation chirurgicale des cochons, une
anesthésie locale ou loco-régionale doit étre combinée a ces protocoles

Molécules Voie Chr'or.10Io.g|e Posologie Durée | Commentaire
des injections (mg/kg)
DEXMEDETOMIDINE IM Preizme:d?cation 0.02
+ MIDAZOLAM + M Pr(?m?d!cat!on O 5
BUTORPHANOL(50) M Prémédication 0:2 ] )
+ KETAMINE IM/IV Induction 520
ou Gaz (iso/sevoflurane) Induction
XYLAZINE + M Prémédication 0,2
BUPRENORPHINE M Prémédication 0,03
(50) - -
+ KETAMINE IM/IV Induction
ou Gaz (iso/sevoflurane) Induction 5-20
AZAPERONE + M Prémédication 2-8 30 min )
KETAMINE (1) Induction 15-20
AZAPERONE 1-2
+ KETAMINE + IM - 5 - -
BUTORPHANOL (51) 0,1-0,2
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Molécules Voie Chr-or.10Io.g|e Posologie Durée | Commentaire
des injections (mg/kg)
AZAPERONE Prémédication 4
+ DETOMIDINE IM 0.1 - Castrations
+ BUTORPHANOL Anesthésie 0,2
+ KETAMINE (63) générale 10
AZAPERONE IM Prémédication 2
+ KETAMINE IM Prémédication 10
+ PROPOFOL (1) \Y Induction 2 ) )
+ Gaz (iso/sevoflurane) Maintien
ACEPROMAZINE M Simultanées 05-1 20-30 Anesthésie
+ KETAMINE (1) 10 - 27 min légére
ACEPROMAZINE + IM Simultanées 0,39 65— 80 Ar(]:?asctr:fr?e
KETAMINE (1) 15 min . .
vietnamien
DIAZEPAM . , 05-2 20 -140
+KETAMINE 51) | V'M | Simultances 10 - 30 min ]
XYLAZINE .
+ KETAMINE IM . ' 5 ’ 60 min |é/;2f§ t:(fcsrlmin
+/- BUTORPHANOL 0,1-0,2 vietnamien
(1,51) ’ ’
Bolus de
AZAPERONE Prémédication 2 kétamine (10
+ XYLAZINE IM Induction 2 30min mg/kg) toutes
+ KETAMINE (62) Induction 10 les 20- 30min ou
gaz
DETOMIDINE 0,1
+ BUTORPHANOL IM - 0,2-0,3 - Castrations
+ MIDAZOLAM (60) 0,2-0,3
DETOMIDINE 0,1-0,2
+ BUTORPHANOL IM - 0,1-0,3 - -
+ KETAMINE (1,64) 8§-22
MEDETOMIDINE 0,08 60 — 120
+ BUTORPHANOL IM - 0,1-0,2 min -
+ KETAMINE (65) 2-5
XYLAZINE + M Simultanées 4 20 - 30 Anesthésie
KETAMINE (1) 5-20 min courte
ACEPROMAZINE + Prémédication 0,1
XYLAZINE + IM Induction 2 - -
KETAMINE (1) Induction 10
MIDAZOLAM + R 05-2 20 -40
KETAMINE (1) M Sedation 10— 30 min ]
MEDETOMIDINE + M Sédation 0,1 15-60 Anesthésie
KETAMINE (1) 10 min légere
XYLAZINE 0,2
+ MEDETOMIDINE IM - 0,08 60r;ir1]20 -
+KETAMINE (1) 2
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Molécules Voie Chr-or.10Io.g|e Posologie Durée | Commentaire
des injections (mg/kg)
oz | e
+ BUTORPHANOL IM - 0,22 min chirurgies
+ KETAMINE (1) 10-11 .
abdominales
Anesthésie
MEDETOMIDINE + IM Simultanées 0,02 -0,04 ) Iégere chez les
PROPOFOL (1) AV 2-4 porcs de 30-
60kg
XYLAZINE 2
+ MIDAZOLAM IM - 0,25 70;;00 -
+ KETAMINE (1) 20
XYLAZINE 2,5
+ KETAMINE IM - 25 30-60 -
+ TRAMADOL (66) 5 min

IM : Intramusculaire, IV : Intraveineuse, min : minutes, h : heures

En ce qui concerne les zones d’injections des produits nécessaires a I'anesthésie et
'analgésie, plusieurs options sont possibles.

Une injection sous-cutanée peut étre effectuée partout ou la peau est
suffisamment souple pour la réalisation d’un pli de peau, le plus souvent entre
les omoplates.

Une injection intramusculaire peut étre réalisée a la base de 'oreille dans le cou
(au niveau de la 2°™me vertébre cervicale), dans le triceps, le quadriceps ou le
fessier (Figure 28). Attention car les porcs ont une épaisseur de graisse sous-
cutanée importante (4 cm en moyenne) donc l'injection intramusculaire doit étre
suffisamment profonde (51).

Concernant la voie intraveineuse, il est conseillé de poser un cathéter dans la
veine auriculaire latérale qui est la plus facilement accessible (Figures 29, 30 et
31) (67). D’aprés la littérature, la veine cave antérieure, la veine jugulaire, la
veine céphalique et la veine coccygienne sont également des sites
envisageables pour poser un cathéter intraveineux mais avec bien plus de
difficultés (site inconfortable, veine non visible et cachée sous plusieurs
centimetres de graisse) (68).
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Figure 28 : Zones d'injections intramusculaires chez le porc
délimitées en vert

Muscle pariéto-auricularis
Veine auriculaire intermédiaire

Branche de I'artére auriculaire
latérale

Veine auriculaire latérale

Branche de I'artére auriculaire
latérale

4] o \P o « 10 al
Veine atiriculaire médiale Brfu}Lhe de I'artére auriculaire
médiale
Figure 29 : Vaisseaux sanguins de la région auriculaire chez le porc. Le site privilégié pour poser un cathéter
intraveineux est la veine auriculaire latérale (encadré vert). Crédit : Textbook of veterinary anatomy, 4th ed. St.

Louis, WB Saunders, 2010

Figure 30 : Pose d'un garrot sur l'oreille pour _Figure_ 31 : Pose dun Cathé_ter
visualiser la veine auriculaire latérale (Crédit : intraveineux  dans la  veine
HODGKINSON, 2007) auriculaire  latérale  (Crédit

American association of laboratory
animal science)

Lorsque l'opération chirurgicale est de longue durée ou bien que les risques liés a
'anesthésie sont élevés, lintubation endotrachéale est a envisager. Cependant,
I'anatomie des voies respiratoires du porc rend complexe l'intubation. Dans un premier
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temps, 'administration d’'un spray de lidocaine au fond de la cavité buccale limite le
reflexe laryngé. Puis, l'utilisation d’'un long laryngoscope et/ou d’'un stylet rigide pour
guider la sonde dans la trachée est recommandée (Figure 32). Lorsque la sonde
pénétre dans la trachée, elle doit étre pivotée de 180° (pour étre orientée en direction
dorsale) et avancée doucement.

Tableau 6 : Guide des tailles de sondes
endotrachéales en fonction du poids du
cochon (Crédit : HODGKINSON, 2007)

Taille du cochon Diametre de |a
sonde
5 kg 3-5mm
25 kg 6 mm
50 kg 9 mm
Adultes de 14 — 16 mm
grande race

Figure 32 : Intubation endotrachéale d'une truie
avant ovariectomie (Crédit : VetAgro Sup)

Une perfusion de solutés isotoniques n’est pas nécessaire sur des animaux en bonne
santé et lorsque la chirurgie est de courte durée (comme par exemple une castration
de jeune cochon). Lorsque la chirurgie est longue ou invasive (ovariectomie ou ovario-
hystérectomie par exemple), il est conseillé de perfuser I'animal avec un soluté
isotonique tel que du NaCl ou du Ringer Lactate, a un débit de 4-8 mL/kg/h si I'individu
est en bonne santé. Si I'individu est en hypotension ou débilité, le débit peut étre
augmenté a 10-25 mL/kg/h (1).

2.1.4. Le monitoring

Pourquoi surveiller ?

Les molécules employées pour I'anesthésie peuvent induire des dépressions des
systemes cardio-vasculaire et respiratoire de I'animal. Il est donc intéressant de suivre
ces fonctions vitales. De plus, cela permet également de suivre I'anesthésie pour
s’assurer qu’elle soit optimale, permettant ainsi un statut de narcose, une
myorelaxation et une analgésie efficaces, tout en restant au plus proche de I'état
physiologique de I'animal.
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Surveiller guoi et comment ?

Les mémes moniteurs et équipements utilisés pour d'autres especes domestiques
couramment anesthésiées peuvent étre utilisés chez les porcs.

e Systéme nerveux central: il est important d’évaluer la profondeur de
'anesthésie.

Les signes et reflexes utilisés lors des anesthésies de carnivores domestiques sont

applicables aux porcins. Par exemple en cas d’anesthésie profonde, le réflexe

palpébral et le réflexe cornéen sont absents. En revanche, lors d’'une anesthésie

léegére, les réflexes palpébral et cornéen peuvent étre présents et parfois des

mouvements de déglutition ou de mastication sont visibles.

e Fonction cardio-vasculaire :

- Frégquence cardiaque : elle peut étre surveillée a I'aide d’un stéthoscope classique
ou cesophagien, ou bien avec un moniteur réalisant un électrocardiogramme
(ECG). Dans ce dernier cas, les pinces crocodiles utilisées habituellement pour
fixer les électrodes peuvent étre difficiles a positionner en raison de la peau épaisse
et de la graisse sous-cutanée des porcs. Une alternative consiste a utiliser des
électrodes a aiguille (calibre 25 gauges) insérées en sous-cutané ou des électrodes
adhésives (patchs) maintenues sur la peau aprés l'avoir nettoyée (53). Les
électrodes sont placées sur le membre thoracique gauche, le membre thoracique
droit et le membre pelvien gauche afin que 'appareil mesure I'activité électrique du
cceur et donne la fréquence cardiaque. D’aprés la littérature, la fréquence
cardiaque d’un cochon varie physiologiquement entre 60 et 120 battements par
minute, et celle des porcelets est plus élevée (au-dela de 100 et jusqu’a 230
battements par minute) (32). Durant I'anesthésie, la fréquence cardiaque ne doit
idéalement pas s’éloigner des valeurs de référence.

- Pression artérielle : elle peut étre mesurée a l'aide d’'un brassard et une sonde
Doppler ou bien a I'aide d’un tensiométre relié a un brassard. Le brassard peut étre
placé juste au-dessus ou juste en dessous du carpe ou du tarse (53). Les normes
chez les porcins sont: une pression artérielle moyenne de 100 mmHg, une
pression artérielle systoliqgue de 140 mmHg et diastolique de 80 mmHg (32).

- Temps de recoloration capillaire et couleur des muqueuses : ils renseignent sur la
gualité de la perfusion tissulaire, bien que la méthode soit subjective. Le temps de
recoloration capillaire doit étre inférieur a 2 secondes et les muqueuses (buccale
et génitale) roses et humides.

e Fonction respiratoire :

- Frégquence respiratoire : elle est calculée par observation des mouvements
thoraciques ou a I'aide d’'un moniteur de respiration. La fréquence respiratoire est
plus basse durant 'anesthésie mais il ne faut idéalement pas s’éloigner des valeurs
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physiologiques d’un porc au repos, qui varient de 32 a 58 respirations par minutes
(32)

- Mesure de la saturation en oxygene (SpO2) : elle est réalisée a I'aide d’'un oxymétre
(la sonde peut étre placée sur la langue par exemple) et en observant la couleur
des muqueuses. La SpO2 doit étre supérieure a 95% durant I'anesthésie et la
couleur des muqueuses doit étre rose.

- Concentration en dioxyde de carbone a la fin d’un cycle respiratoire (EtCQO2) : elle
est mesurée a l'aide d’'un capnométre. Idéalement, la EtCO2 doit se situer entre 35
et 45 mmHg durant I'anesthésie.

e Température :

Elle est mesurée a I'aide d’'un thermomeétre rectal ou cesophagien. Chez le porc
d’élevage, la température rectale est comprise entre 38,7 et 39,8°C. Chez les
cochons nains vietnamiens, la température rectale peut étre inférieure a la plage
de référence rapportée pour les cochons domestiques. En moyenne, leur
température rectale est de 37,6°C, mais celle-ci peut varier sur une plage allant de
35,1 a 39,6°C en fonction des températures extérieures et de I'age (69).

Le tableau présenté ci-dessous résume les paramétres physiologiques des cochons.
Pendant I'anesthésie, I'objectif est de maintenir les valeurs de I'animal aussi proches
gue possible de ces normes.

Tableau 7 : Valeurs physiologiques du cochon domestique

. . . TRC et
Frequence Frequence Température
. ) . couleur des
cardiague respiratoire (°C)
muqueuses
Adulte 60 — 120 (32) 38,7 -39,8 (32) <2 sec
32 -58(32) Nain viet . Roses et
Jeunes (avant 100 -110 ain vietnamien . humides
sevrage) 230 (32) 351-39,6(69)
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2.2. Spécificités anatomiques de I’appareil reproducteur

2.2.1. La truie

Avant une chirurgie de I'appareil reproducteur, il est important de connaitre la position,
la forme et la taille des organes concernés (Figure 34).

Chez la truie, les ovaires sont situés caudalement a la vessie et souvent cachés dans
les circonvolutions utérines. A I'age adulte, ils font la taille d’une noix et présentent une
structure mdriforme (en raison des nombreux follicules ou corps jaunes a leur surface),
ce qui facilite leur identification lors de la chirurgie. lls sont irrigués par I'artére et la
veine ovarienne au péle antérieur, et par I'artére utéro-ovarienne et sa veine satellite
au pOle utérin (62).

L’utérus est bifide et chaque corne utérine est allongée et posséde de nombreux replis
(Figure 33). Les cornes sont suspendues a la vodte lombaire par les ligaments larges,
qui sont laches et donc permettent a I'utérus une plus grande liberté de mouvement
dans la cavité abdominale (62).

Selon les races, il peut y avoir un développement inégal de I'appareil génital et donc
des différences anatomiques. Chez les races dites « longilignes » (Landrace, Large
White...), l'utérus est trés développé et les ovaires gros et facilement identifiables.
Chez les races anglaises plus trapues et « ramassées » (Large Black...), 'utérus est
plus petit et fragile et les ovaires sont de taille plus petite (62).

Figure 33 : Appareil reproducteur de la truie. A = vagin ; B = col de 'utérus ; C = corps utérin ; D = corne
utérine ; E = trompe de Fallope ; F = ovaire ; G = vessie ; H = bifurcation des 2 cornes utérines ; | =
vulve (Crédit = University of Wisconsin Madison)

67



Figure 34 : Disposition des organes reproducteurs chez la truie (Crédit : University of
Veterinary and Animal Sciences, Bikaner, Rajasthan, India)

2.2.2.Le verrat

L’appareil reproducteur du verrat est constitué d’un pénis fibro-élastique présentant
une flexion sigmoide et se terminant par un gland caractéristique de forme spiralée.
Au repos, le pénis est rétracté dans le prépuce. Au niveau de la partie dorsale de la
cavité préputiale, le verrat possede une structure appelée diverticule préputial, dans
lequel stagne des petites quantités d'urine, de sperme et d'autres fluides, et abritant
une importante population bactérienne. La contraction des muscles préputiaux
craniens en coordination avec l'activité de monte semble vider le contenu du diverticule
préputial sur le pénis, fournissant une lubrification pour I'accouplement. Le scrotum,
glabre et non pendulaire, présente un sillon médian prononcé et se trouve en région
périnéale basse (Figure 35). Il contient les testicules qui produisent les
spermatozoides et hormones sexuelles et qui peuvent mesurer jusqu’a 10 centimétre
de long a I'age adulte chez les grandes races (70).

Des glandes sexuelles accessoires sont présentes chez le porc et contribuent a former
les fluides enrichissant le sperme. Les glandes séminales et les glandes bulbo-
urétrales sont tres développées et contribuent a former la majeure partie du volume
de fluide de I'éjaculat du verrat, tandis que la glande prostatique est de plus petite taille
(70).
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Figure 35 : Disposition des organes reproducteurs chez le verrat (Crédit : Universidade Federal
do Rio Grande do Sul)

2.3. Physiologie de ’appareil reproducteur des cochons

2.3.1. Puberté et reproduction

La puberté est un processus complexe conduisant & une maturité sexuelle compléete
des porcins males et femelles, qui deviennent ainsi capables de se reproduire. Elle est
accompagnée de changements distincts dans la physiologie et I'anatomie du systeme
reproducteur. Par exemple, le pénis du verrat prépubéere ne posséde pas de flexion
sigmoide et est attaché a la paroi du prépuce par le frein du pénis. Sous l'influence
des androgenes, la croissance du pénis se produit et l'activité de monte du verrat
augmente ; ces eévénements conduisent respectivement au développement de la
flexion sigmoide et a la rupture du frein. A l'issue de la puberté, le verrat produit des
spermatozoides motiles et aptes a féconder un ovocyte, et la truie ovule et devient
apte a mener une gestation a terme (70).

Chez la femelle comme chez le méale, 'adge de la puberté varie en fonction de la race,
de la lignée génétique, des conditions d’élevage et de I'alimentation (32,62).

En moyenne, la femelle atteint sa puberté entre 3 et 8 mois, tandis que le méle ne 'est
souvent pas avant 5 mois (32,62,70). Des verrats de moins de 5 mois produisent
parfois des spermatozoides mais n’ont pas la libido adéquate pour un accouplement
suivi d’'une éjaculation (70).
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2.3.2. Particularités physiologigues de la reproduction chez les femelles

La truie domestique est une espece polycestrienne dont le cycle cestral dure en
moyenne 21 jours (32). La photopériode peut influencer la reproduction, puisque
'apparition d’'un ancestrus est plus fréquente en été (71). Les chaleurs (ou cestrus)
durent en moyenne 2 jours mais peuvent se prolonger jusqu’a 5 jours chez certaines
femelles (32). Il est important de savoir identifier les signes d’cestrus car il est
déconseillé d’effectuer une chirurgie de I'appareil reproducteur durant cette période,
du fait de sa tres grande vascularisation. Les différents signes visibles sont : un
gonflement de la vulve, de I'agitation, une diminution de I'appétit, et une immobilité de
la truie lorsqu’on applique une pression sur son dos (réflexe naturel qui se produit lors
de l'accouplement avec un verrat). L'ovulation a lieu sur les deux ovaires, et 14 a 16
ovocytes peuvent étre libérés au total (32).

2.3.3. Particularités physiologigues de la reproduction chez les males

Les verrats sexuellement excités claguent des machoires, ce qui provoque la
production de quantités abondantes de salive mousseuse contenant des phéromones
qui stimulent la réceptivité sexuelle des truies en chaleurs. Ces composants actifs de
la salive sont aussi responsables du goQt caractéristique de la viande des verrats (ce
qui explique que la majorité des porcs de consommation sont castrés avant la puberté).
Chez le cochon de compagnie, la castration avant la puberté peut donc réduire les
odeurs (32).

2.4, Les gestes technigues de stérilisation chirurgicale

La stérilisation des cochons de compagnie, males comme femelles, est conseillée pour
diverses raisons. Tout d’abord, elle prévient une gestation non souhaitée (d’autant plus
gue le cochon est une espéce tres prolifique). Ensuite, cela limite les comportements
agressifs, destructeurs et sexuels des méales ou des femelles lors de I'cestrus. Enfin,
la stérilisation limite 'apparition d’affections de I'appareil génital comme les tumeurs
utérines, ovariennes ou testiculaires, les pyometres, les métrites, les kystes ovariens,
les mammites, etc. Le réle des hormones sexuelles dans l'apparition de tumeurs
mammaires est aussi fortement soupconné chez la truie (comme pour la chienne),
donc la stérilisation peut limiter ce risque (72).

La stérilisation ne peut pas étre réalisée sur des cochons de compagnie comme elle

se ferait sur des cochons d’élevage (castration sur animal vigile de moins d’'une
semaine) car la sensibilité¢ des propriétaires est difféerente. Ainsi, le vétérinaire doit

70



savoir désormais réaliser une castration chirurgicale sur un cochon, en se plagant dans
les mémes conditions que celles appliquées pour un carnivore domestique.

La stérilisation est conseillée lorsque le cochon est jeune, entre 2 et 6 mois pour un
poids minimum de 7kg. A cet age, la manipulation est encore aisée, I'état d’embonpoint
correct (le stockage de certaines molécules anesthésiques dans les graisses est a
prendre en compte) et la puberté n’est pas encore atteinte (chez le male, la castration
précoce permet de réduire les odeurs fortes et les comportements sexuels) (50,72).

2.4.1. Ovariectomie et ovario-hysterectomie

L’ovariectomie et I'ovario-hystérectomie possedent chacune des avantages et des
inconvenients. La majorité des affections utérines chez la truie sont hormono-induites
(endométriose, pyometre, certaines tumeurs). Ainsi, le retrait des ovaires peut suffire
a les prévenir. Cependant, le risque demeure présent, en particulier chez les cochons
vietnamiens puisque des cas de néoplasies utérines chez des truies ovariectomisées
de cette race ont été décrits (73). De plus, dans la littérature, certains auteurs
préconisent plutét une ovario-hystérectomie chez les truies matures pour s’affranchir
des risques de pyometres car le col a déja été ouvert lors des chaleurs (73).
Comparé a l'ovario-hystérectomie, I'ovariectomie présente différents avantages,
comme un temps de chirurgie plus court, un risque hémorragique plus faible et une
douleur moindre (73). C’est aussi la technique la plus adaptée lorsqu’une chirurgie par
laparoscopie est envisagée.

Plusieurs abords sont possibles pour la stérilisation, selon I'age et I'état d’'embonpoint
de la truie : incision sur la ligne blanche, incision paramédiane ou incision du flanc
(droit ou gauche) (73). Dans cette thése, nous développerons principalement I'abord
par la ligne blanche et I'abord par les flancs, qui sont les plus couramment décrits.

La gestion de la douleur doit étre réfléchie avant le début de la chirurgie, et poursuivie
en post-chirurgical. L’'administration d’anti-inflammatoires durant les jours suivant la
chirurgie peut se faire par voie orale (ketoproféne, carproféne) ou intra-musculaire
(meloxicam, acide tolfenamique, flunixine). Certains auteurs préconisent également
une injection unique de dexaméthasone avant la chirurgie (6mg/100kg par voie
intramusculaire) pour prévenir 'cedéme aigu des poumons chez cette espéce connue
pour sa grande sensibilité au stress (74).

L’'usage des antibiotiques doit étre réfléchi et, si les conditions de chirurgie sont
optimales (bloc de chirurgie, matériel parfaitement stérile, temps de chirurgie court...),
ils ne sont pas nécessaires. En revanche si le vétérinaire le juge nécessaire, ils
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peuvent étre administrés avant la chirurgie ou juste aprés. En premiére intention, la
benzylpénicilline associée a la dihydrostreptomycine sont souvent utilisées car le
spectre est large et plusieurs spécialités possedent une autorisation de mise sur le
marché pour les porcins (Intramicine®, Pen-Hista-Strep®, etc.).

A la suite de la chirurgie, la femelle doit étre placée au calme dans un box propre et la
plaie surveillée tous les jours jusqu’a cicatrisation compléte.

2.4.1.1. Ovariectomie ou ovario-hystérectomie par la ligne blanche

Cette voie d’abord est déconseillée pour les femelles agées car le tissu adipeux sous-
cutané est important et les risques d’éventrations post-chirurgicales sont élevés (50).
Cependant, elle reste la seule voie d’abord si 'utérus doit étre enlevé sur un individu
adulte, car I'abord par le flanc d’une femelle adulte ne permet que la réalisation d’une
ovariectomie.

La technique chirurgicale est similaire a celle réalisée sur une chienne.

Voici les étapes de la chirurgie, une fois la femelle anesthésiée (50)_:
1. Latruie est placée sur le dos ;
2. Préparation du site chirurgical : tonte puis nettoyage chirurgical (avec une
solution iodée ou a base de chlorhexidine) ;
3. Incision cutanée médiane, qui débute entre la derniére paire de mamelles et se
termine entre la paire de mamelle caudale a 'ombilic (Figure 36) ;
4. Dilacération du tissu sous-cutané et incision de la ligne blanche ;
5. Ponction du péritoine et ouverture de la cavité abdominale au ciseau pour ne
pas léser les organes ;
6. Siovariectomie :
6.1. Individualiser chaque ovaire dans les circonvolutions utérines, en les
repérant a I'aide des doigts ou d’'un crochet a ovariectomie ;
6.2.Placer sur chaque ovaire une ligature en amont du pdle utérin et une
ligature en amont du pole vasculaire (fil résorbable, tresse, de calibre 2/0
ou0);
6.3. Exciser les ovaires et surveiller 'hémostase.
7. Siovario-hystérectomie :
7.1.Extérioriser les cornes utérines et individualiser les ovaires, en les
repérant a I'aide des doigts ou d’'un crochet a ovariectomie ;
7.2.Ligaturer les pédicules ovariens (fil réesorbable, tressé, de calibre 2/0 ou
0);
7.3.Rompre le mésovarium jusqu’au col de l'utérus (si les graisses saignent,
des ligatures ou I'utilisation d’un bistouri électrique sont possibles) ;
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7.4.Pose de clamps hémostatiques et ligature en masse ou transfixiante au
niveau du col ;
7.5. Excision de l'utérus et contrdle de 'hémostase.
8. Suture du péritoine et des muscles transverses (fil résorbable, tressé, de calibre
0);
9. Suture des muscles internes et externes (fil résorbable, tressé, de calibre 0).
10. Suture de la peau (fil résorbable ou non, tressé, de calibre 0).

Figure 36 : Localisation de la plaie chirurgicale d'une truie ayant subie une ovariectomie par un abord
médio-ventral (Crédit : Theriogenology Insight, 2019)

2.4.1.2. Ovariectomie par les flancs

Cette voie d’abord permet une ovariectomie ou une ovario-hystérectomie chez les
cochettes, et seulement une ovariectomie chez la truie adulte (qui présente un
important volume utérin). C’est la voie d’abord privilégiée pour les femelles agées si
une simple ovariectomie est souhaitée, car le tissu adipeux sous-cutané est trop
important pour un abord par la ligne blanche, et cela limite les risques d’éventration
(50).

D’aprés certains auteurs, lorsque la truie est jeune (généralement agée de 6 semaines
a 3 mois), l'approche par le flanc gauche est préférée, afin de réaliser une ovario-
hystérectomie. En revanche, lorsque la truie est plus agée, I'approche par le flanc droit
pour une ovariectomie est privilégiée.

Voici les étapes de la chirurgie, une fois I'animal anesthésié (50,62):
1. La truie est placée en décubitus latéral et une tonte large de la région du flanc
est pratiquée (Figure 37) ;
2. Asepsie de la zone en réalisant un nettoyage chirurgical (solution iodée ou a
base de chlorhexidine) ;
3. Si une infiltration locale d’anesthésique est choisie (procaine ou lidocaine) :
multiples injections sur la future ligne d’incision, en sous-cutané et en

73



profondeur ;
4. Incision de la peau (dont I'épaisseur varie entre 2 et 8 mm selon I'age (75)), du
tissu conjonctif sous-cutané et du pannicule graisseux, de fagon oblique, 1 a 2
cm en dessous de la saillie de I'angle externe de lilium, en direction de la
premiere mamelle abdominale. Chez la jeune truie, l'incision se fait a gauche et
mesure 4 a 5 cm (Figure 38). Chez une truie adulte, I'incision se fait a droite et
mesure 5 a 8 cm (62).
5. Ponction de la paroi musculaire au bistouri puis dilacération au doigts ou a I'aide
de ciseaux, afin de couper les muscles oblique externe, oblique interne et
transverse, dans le sens des fibres musculaires (Figures 39 et 40) ;
6. Ponction et ouverture du péritoine aux ciseaux ;
7. Silatruie est adulte, cet abord permet seulement une ovariectomie :
7.1.Extérioriser les cornes utérines si possible et individualiser I'ovaire gauche
dans les circonvolutions utérines (Figure 41) ;

7.2.Créer une bréche dans le ligament large en dessous de I'ovaire qui servira
a faire passer le fil pour poser les ligatures ;

7.3.Ligaturer I'artére et la veine utéro-ovarienne en amont de 'ovaire, avec un
fil résorbable et tressé, de calibre 2/0 ou O, ;

7.4.Ligaturer 'artére ovarienne et sa veine satellite en aval de I'ovaire, avec le
méme fil (Figure 42) ;

7.5. Excision de I'ovaire (Figure 43) ;

7.6.Répéter la méme technique pour 'ovaire droit.

8. Sila truie est jeune, cet abord permet une ovario-hysterectomie :

8.1.Extérioriser les cornes utérines et individualiser les ovaires ;

8.2. Ligaturer les pédicules ovariens ;

8.3.Rompre le mésovarium jusqu’au col de l'utérus (si les graisses saignent,
des ligatures ou l'utilisation d’un bistouri électrique sont possibles) ;

8.4.Poser une ligature au niveau du col (fil résorbable, tressé, de calibre 0).

vaisseaux sont de trés faible diamétre, certains auteurs réalisent I'ablation
de l'utérus et des ovaires par torsion aprés avoir appliqué des pinces
hémostatiques juste en avant de la bifurcation utérine (62).

9. Premiere suture pour fermer la cavité abdominale : péritoine, muscles
transverse et oblique interne, fermés avec un surjet, a I'aide d’un fil résorbable,
tresseé, de calibre 0 chez les adultes (Figure 44) ;

10.Deuxieme suture : muscle oblique externe, pannicule graisseux et tissu
conjonctif sous-cutané fermés avec un surjet, a l'aide d’un fil résorbable, tressé,
de calibre 0 (Figure 45) ;

11.Troisiéme suture : peau avec un fil résorbable ou non, de calibre 0 (Figure 46).
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Figure 37 : Etapes 1 et 2 - Tonte et nettoyage Figure 38 : Etape 4 - Incision de la peau (Crédit :
chirurgical de la région du flanc (Crédit : VetAgro VetAgro Sup)
Sup)

b — 4
Figure 39 : Etape 5 - Incision et dilacération des Figure 40 : Fin de I'étape 6 - Cavité abdominale
muscles abdominaux (Crédit : VetAgro Sup) ouverte (Crédit : VetAgro Sup

Figure 41 : Etape 7.1 — Extériorisation des cornes Figure 42 : Etapes 7.3 et 7.4 - Ligature des artéres et
utérines et visualisation des ovaires chez une truie veines de 'ovaire (Crédit : VetAgro Sup)
adulte (Crédit : VetAgro Sup)
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Figure 43 : Etape 7.5 - Excision de l'ovaire (Crédit : Figure 44 : Etape 9 - Suture du péritoine, des
VetAgro Sup) muscles transverse et oblique interne (Credit :

VetAgro Sup)

Figure 45 : Etape 10 - Suture du muscle oblique Figure 46 : Etape 11 - Suture de la peau, ici un surjet
externe, du pannicule graisseux et du tissu a points passeés (Crédit : VetAgro Sup)
conjonctif sous-cutané (Crédit : VetAgro Sup)

2.4.2. Castration

Il est conseillé de castrer un cochon de compagnie entre 2 et 6 mois, afin d’avoir un
animal suffisamment gros et manipulable (minimum 7kg), sans pour autant obése (ce
qui augmenterait le risque anesthésique) mais aussi pour que les testicules soient
facilement identifiables et la puberté pas encore atteinte, afin de réduire les
comportements sexuels et les odeurs (49,62).

Chez le cochon, il existe une variété de techniques chirurgicales pour une castration
(voie scrotale ou anté-scrotale, a testicule couvert ou découvert, par bistournage ou
avec la pose de ligatures). D’aprés des études récentes, pour réduire les complications
et éviter la douleur, I'abord idéal est la voie anté-scrotale, comme chez le chien (76).
C’est donc cette technique qui sera développée dans cette thése.
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Voici les étapes de la chirurgie, une fois I'animal anesthésié (50,62,72,77)_:

1.

L’animal est positionné sur le dos ou en décubitus sternal, les membres
postérieurs attachés séparément ;

Si des poils sont présents en avant du scrotum, une tonte est nécessaire ;
Nettoyage chirurgical du site d’incision (solution iodée ou a base de
chlorhexidine) ;

Une anesthésie locale peut étre réalisée quelques minutes avant le début de la
chirurgie, au niveau de la zone d’incision et de chaque cordon testiculaire (se
référer au paragraphe concernant les anesthésies locorégionales) ;

Incision cutanée unique, d’une longueur suffisante pour laisser passer un
testicule, en position craniale par rapport au scrotum et dans le plan
médian (Figure 47) ;

Dissection sous-cutanée jusqu’a atteindre I'enveloppe vaginale (Figure 48) ;
Extériorisation des testicules (encore dans leur enveloppe vaginale) (Figure 49)

testicule :

8.1.Pose d’'une ligature transfixiante a I'aide d’un fil résorbable et tressé (calibre
2/0 ou 0) sur le cordon spermatique ;

8.2. Section du testicule en aval de la ligature.

9.1.Incision de I'enveloppe vaginale ;

9.2. Extériorisation du testicule (Figure 50) ;

9.3. Séparation du canal déférent et du plexus pampiniforme (qui correspond au
réseau de vaisseaux sanguins irrigants le testicule) ;

9.4.Ligature des vaisseaux avec un fil tressé résorbable (2/0 ou 0) (Figure 51)

9.5. Section du testicule en aval des ligatures et contréle de 'hémostase (Figure
52);

9.6. Fermeture de la vaginale par un point en X avec un fil tressé résorbable
2/0;

10.La fermeture (par un ou plusieurs points de sutures simples) des anneaux

inguinaux externes est recommandeée, car ceux-ci sont larges chez le porc, et
le prédisposent ainsi aux hernies inguinales ;

11.Fermeture classique de la plaie chirurgicale (points simples, surjet simple ou

intradermique par exemple), a l'aide d’un fil résorbable ou non, tressé, de calibre
2/0 ou O (Figure 53).

77



Figure 47 : Etape 5 - Incision craniale au scrotum (Crédit Figure 48 : Etape 6 - Dissection jusqu'a atteindre
: Pesquisa Veterinaria Brasileira) I'enveloppe vaginale (Crédit : Pesquisa Veterinaria
Brasileira)

Figure 49 : Etape 7 - Extériorisation d'un testicule, Figure 50 : Etape 9.2 - Incision de I'enveloppe vaginale
encore dans son enveloppe vaginale (Crédit : Pesquisa et extraction du testicule (Crédit : Pesquisa Veterinaria
Veterinaria Brasileira) Brasileira)

¢ ~‘A
Figure 51 : Etape 9.4 — Pose d’une ou Figure 52 : Etape 9.5 - Controle de
plusieurs ligatures sur les vaisseaux irriguant I'hemc_)stase apres SE_CtIOn du _te'stlcule
le testicule (Crédit : Pesquisa Veterinaria (Crédit : Pesquisa Veterinaria Brasileira)
Brasileira)
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Figure 53 : Etape 11 - Suture de la peau, ici avec des
points en U (Crédit : Pesquisa Veterinaria Brasileira)

A la suite de la chirurgie, une antibiothérapie peut étre mise en place si les conditions
d’asepsie n’étaient pas optimales. En premiére intention, la benzylpénicilline associée
a la dihydrostreptomycine sont souvent utilisées car le spectre est large et plusieurs
spécialités possédent une autorisation de mise sur le marché pour les porcins
(Shotapen®, Intramicine®, Pen-Hista-Strep®, etc.).

L’administration d’anti-inflammatoires durant les jours suivant la chirurgie est
conseillée, par voie orale (kétoprofene, carprofene) ou intra-musculaire (méloxicam,
acide tolfénamique, flunixine).

Aprés la chirurgie, le male doit étre placé au calme dans un box propre et la plaie
surveillée tous les jours jusqu’a cicatrisation compléte.

En conclusion, les techniques chirurgicales de castration, d'ovariectomie et d'ovario-
hystérectomie chez les porcins présentent des similitudes notables avec les
procédures pratiqguées chez d'autres especes. Cependant, elles nécessitent une
connaissance approfondie des caractéristiques anatomiques propres a ces animaux,
afin de minimiser les risques lors de I'opération. L'engagement du vétérinaire en faveur
de pratiques chirurgicales sdres, efficaces et respectueuses du bien-étre animal est
fondamental, d’autant plus lorsque ces cochons sont considérés comme des animaux
de compagnie.
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3. LES PETITS CAMELIDES DE COMPAGNIE : LAMAS ET ALPAGAS

Le lama et l'alpaga appartiennent a la famille des camélidés et sont originaires
d’Amérique du Sud. Historiquement, les lamas ont été domestiqués pour en faire des
animaux de bat et pour utiliser leurs produits (la viande, la laine, les peaux, la graisse
pour les bougies et le fumier séché comme combustible), tandis que les alpagas I'ont
été pour leur laine. Aujourd’hui, on retrouve ces petits camélidés en France, élevés
pour leur laine (statut d’animal de rente) ou détenus comme animal de compagnie
(statut d’animal de loisirs).

3.1. L’anesthésie et I’analgésie en vue d’une stérilisation

3.1.1. Les risques anesthésiqgues

Il est crucial de connaitre les caractéristigues anatomiques et physiologiques propres
a l'espece avant de procéder a toute anesthésie, car les risques anesthésiques
découlent de ces particularités.

L’anatomie est la physiologie des camélidés se rapprochent de celles des ruminants,
a quelgues exceptions pres. Par exemple, ils sont considérés comme des pseudo-
ruminants car ils ruminent mais ne possédent que 3 poches stomacales (C1, C2 et
C3), contrairement aux ruminants qui en possédent 4 (panse, réticulum, feuillet et
caillette). On retrouve ainsi des problématiques communes concernant I'anesthésie
(tympanisme « ruminal », salivation excessive pendant I'anesthésie, risque d’acidose
lactique). En revanche, d’'un point de vue comportemental, les petits camélidés sont
différents des autres ruminants domestiques : ils tolerent mal la contention. Ainsi, le
recourt a une anesthésie générale est quasi systématique alors que, chez les
ruminants domestiques une tranquillisation combinée a une anesthésie locale et une
bonne contention peut suffire (1).

Voici ci-dessous les principaux risques a prendre en considération pour anticiper
d’éventuels problemes pendant I'anesthésie.

- Tympanisme de C1 et météorisation : 'anesthésie diminue la motilité digestive
et, en cas de décubitus latéral, les gaz produits par la fermentation s’accumulent
dans le premier estomac C1. Les organes, les poumons et les vaisseaux sont ainsi
comprimés, ce qui mene a une détresse cardiorespiratoire. Pour limiter ce
phénomene, il est important de mettre a jeun 12 a 24h et de retirer 'eau 6 a 12h
avant la chirurgie chez les individus de plus de 4 mois (1,78).

- Régurgitations et pneumonie par aspiration : lorsque I'estomac C1 est rempli
de liquide et de nourriture, cela favorise les régurgitations lorsque I'animal est en
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décubitus et anesthésié (relachement du sphincter cesophagien, larynx stimulé en
cas d’intubation, C1 volumineux). De plus, la forte production de salive (3 a 4L/j),
gue I'animal ne peut avaler quand il est anesthésié, peut occasionner des fausses
déglutitions (1,79). Pour diminuer le risque, il faut placer un coussin sous le cou
pour surélever la gorge au-dessus de I'estomac C1 et placer la cavité buccale vers
le bas afin que la salive puisse s’écouler (Figures 54 et 55) (1). Une intubation
endotrachéale réduit également le risque.

Figure 55 : itionnement de la téte pendant la chirurgie,
e lors d’un décubitus dorsal (Crédit : Large animal clinical
A » 4 e procedures for veterinary technicians, 4th edition)

Figure 54 : Positionnement de la téte
pendant la chirurgie, lors d’'un décubitus
latéral (Crédit : Large animal clinical
procedures for veterinary technicians, 4th
edition)

Hypothermie : ce risque est présent en particulier sur les petits gabarits (jeunes
individus), et lors de I'utilisation de certaines molécules anesthésiques provoquant
une vasodilatation périphérique (isoflurane, benzodiazépines, opiacés par
exemple). Pour limiter ce risque, la température doit étre contrdlée durant
'anesthésie et des mesures de réchauffement doivent étre prévues (bouillottes,
tapis chauffant, couvertures, administration de solutés isotoniques réchauffés,
etc.).

Acidose lactique : 'hnypomotilité digestive et le ralentissement de transit induits
par I'anesthésie peuvent provoquer un déséquilibre de la flore des pré-estomacs,
ce qui entraine une production et une accumulation excessive d’acide lactique et
abaisse le pH de C1. Si I'acidose de C1 persiste, elle peut mener a une acidose
métaboliqgue (80). Afin de minimiser ce risque, les mesures de précautions
développées ci-dessus sont importantes, en particulier la mise a jeun préalable a
I'anesthésie.

Hypoxie et cedéme nasal: comme mentionné précédemment, en cas de
gonflement des pré-estomacs (tympanisme), le compartiment C1 exerce une
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pression sur le diaphragme qui comprime donc les poumons et géne ainsi la
respiration. De plus, 'cedéme nasal (une des complications les plus courantes lors
d’anesthésie de petits camélidés) met I'animal en stress, méme si ces animaux
sont capables de respirer par la bouche. Tous ces éléments cumulés rendent non
négligeable le risque d’hypoxie. Pour limiter ce probleme, la pose d’'une sonde
endotrachéale et la surveillance des parameétres de la respiration tels que la
fréquence respiratoire, la saturation en dioxygene et la concentration en dioxyde
de carbone a la fin d’'un cycle respiratoire est fortement conseillée (1,78)

- Hypoglycémie chez le jeune non sevré: un jeune lama ou alpaga (appelé
« cria ») est sensible aux fluctuations de la glycémie en raison de son immaturité
métabolique. La suppression de I'aliment lacté ne doit ainsi pas excéder 6 heures,
comme chez les petits ruminants non sevrés (78).

En conclusion, les principaux risques lors d’anesthésie sont le tympanisme et la
méteéorisation de C1, I'acidose lactique, les régurgitations et les pneumonies par
aspiration. Pour limiter au mieux ces risques, I'animal doit idéalement étre mis a jeun,
intubé, et positionné de telle sorte que la salive et les régurgitations puissent s’écouler
hors de la cavité buccale. Chez les crias, des risques supplémentaires sont a prendre
en compte, comme I'hypothermie et 'hypoglycémie. Il faut donc prévoir des mesures
de réchauffement et éviter de leur couper le lait plus de six heures.

3.1.2. Les molécules disponibles

Dans la loi francaise, le lama (Lama glama) et I'alpaga (Vicugna pacos) sont des
especes ayant un statut flou. Ils sont a la fois classés comme des animaux de rente
en raison de I'élevage pour leur laine, et comme des animaux de loisirs du fait qu'ils
peuvent étre détenus pour le plaisir ou la compagnie et qu’on ne consomme ni leur
lait, ni leur viande. La prescription de médicaments est donc compliquée pour le
vétérinaire : soit il les considére comme des animaux de rente et choisis des molécules
inscrites au tableau 1 des substances autorisées (d’aprés le réeglement CE 37/2010 de
la Commission du 22 décembre 2009), soit comme des animaux de compagnie et il
ne tient pas compte du tableau 1 des substances autorisées lors de sa prescription
(qu’il y ait une limite maximale de résidus définie ou non), sous réserve de respecter
la cascade.

La posologie et les voies d’administration pour chaque molécule sont disponibles dans
le Tableau 8 situé a la fin de cette sous-partie. Des exemples de protocoles combinant
plusieurs molécules sont disponibles dans le Tableau 9, dans la sous-partie suivante.
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3.1.2.1. Sédation / prémédication

La sédation permet un état de légére dépression du systéme nerveux central.
L’individu est ainsi vigile mais calme voire somnolent.

ACEPROMAZINE : elle peut étre utilisée en prémédication d’aprés la littérature.
Cependant, ce n’est pas une molécule conseillée, car elle ne produit pas une
sédation fiable chez les petits camélidés (1).

a-2-AGONISTES :

o XYLAZINE : les camélidés sont moins sensibles que les petits ruminants et
bovins a cette molécule. Des doses plus élevées doivent donc étre
administrées pour obtenir une sédation adéquate. Il existe méme des
variations au sein des camélidés puisque les alpagas sont moins sensibles
que les lamas, et nécessitent donc des doses 10 a 15% plus élevées (1).

o DETOMIDINE : peu employée chez les petits camélidés, elle sédate I'animal
mais il existe de nombreux effets secondaires comme la bradycardie et
I’hypotension artérielle suivis d’'une tachycardie et d’'une hypoxémie (1).

o MEDETOMIDINE : il s’agit d'une molécule a effet dose-dépendant,
procurant tranquillisation, analgésie et myorelaxation. A dose élevée, elle
procure une sédation profonde, et peut étre couplée a de la kétamine pour
allonger la durée de I'anesthésie. Elle provoque une bradycardie notable
chez les camélidés (1).

o ROMIFIDINE : la littérature propose une posologie chez le chameau, mais
les lamas et alpagas semblent nécessiter de plus faibles doses pour obtenir
une sédation et une analgésie adéquate (1).

Remarque : L’atipamezole peut étre utilisé pour induire un réveil plus rapide, éviter les
effets secondaires a long terme des a-2-agonistes (bradycardie, tympanisme
ruminal...) ou lorsqu’un surdosage a eu lieu.

BENZODIAZEPINES : le DIAZEPAM et le MIDAZOLAM sont principalement
utilisés pour leurs propriétés myorelaxantes et tranquillisantes. Les camélidés
répondent bien a ces molécules, en particulier le DIAZEPAM qui peut étre
administré par voie intraveineuse, intramusculaire ou sous-cutanée. Ces
substances entrainent une faible dépression cardiovasculaire, ce qui rend leur
utilisation sécuritaire. Elles peuvent donc se substituer aux a-2-agonistes dans les

protocoles d’anesthésie (1).
OPIACES : ils sont principalement utilisés pour leurs propriétés analgésiques, en

association avec d’autres molécules. Des effets secondaires sont notables et leur
intensité dépend de la molécule employée : dépression respiratoire, diminution de
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la motilité gastro-intestinale, euphorie, nausées, tachycardie... L'usage du
BUTORPHANOL sur les petits camélidés est couramment décrit dans la littérature.
La MORPHINE peut aussi étre employée. Cependant, il faut noter que le
BUTORPHANOL (antagoniste pour les récepteurs p) ne doit pas étre administré
en parallele de la MORPHINE (agoniste pour les récepteurs ) car ces deux
molécules entreraient en compétition et aucune analgésie ne serait possible.
L’utilisation de TRAMADOL, de BUPRENORPHINE et de METHADONE est peu
décrite dans la littérature. Les opiacés sont bénéfiques en période post-opératoire,
mais la voie orale n'est pas recommandée car la flore et le pH des estomacs limitent
leur absorption (2).

3.1.2.2. Induction et maintien de l'anesthésie

L'induction de l'anesthésie provoque la perte de conscience de l'animal, tout en
assurant un relachement musculaire complet et une bonne analgésie. A la suite de
cette induction, cet état anesthésique est maintenu a l'aide de molécules injectables
Ou gazeuses.

KETAMINE : molécule dissociative, elle ne possede pas de propriétés
myorelaxantes et doit donc étre associée a d’autres molécules (acépromazine,
benzodiazépines, xylazine, médétomidine...). Elle peut provoquer des effets
secondaires comme une salivation excessive, des apnées (doses dépendantes) et
de 'excitation au réveil. Quand elle est combinée a la xylazine, la dose de kétamine
nécessaire est comparativement plus élevée que chez les petits ruminants (1).

PROPOFOL : cette molécule est rapidement métabolisée et permet une
anesthésie de courte durée, idéale pour une induction avant intubation et un
maintien au gaz anesthésique. Administrée seule, elle ne produit pas une
myorelaxation adéquate pour une intubation, donc elle doit étre injectée aprés une
prémédication et combinée a une benzodiazépine par exemple (1,51).

ALFAXALONE : molécule possédant un mécanisme d’action similaire au propofol,
elle peut étre utilisée comme agent inducteur chez les petits camélidés. Son
efficacité est de courte durée, mais suffisante pour une intubation endotrachéale
par exemple (81).

GUAIFENESINE : cette molécule provoque un relachement des muscles
squelettiques et une faible sédation. Elle est utilisée combinée a d’autres
substances anesthésiques, comme la kétamine ou la xylazine chez les équidés, et
a été démontrée efficace chez les lamas et les alpagas (1,82).
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ISOFLURANE : cet anesthésique volatil comporte peu de risques pour les petits
camelidés. Il permet d’ajuster précisément le niveau d’anesthésie et s’avére donc
intéressant pour les chirurgies longues, comme pourrait I'étre une ovario-
hystérectomie par exemple. La taille du circuit doit étre adaptée a la taille de
'animal et la littérature recommande 1 a 2% d’isoflurane pour un flux de dioxygéne
de 20 a 40 mL/kg/min (1).

3.1.2.3. Anesthésies locales et régionales

Les anesthésies loco-régionales provoquent une perte temporaire de la sensibilité et
de la motricité d’une partie restreinte du corps. Elles peuvent étre utilisées en
complément d'une anesthésie générale, pour obtenir une meilleure analgésie de la
zone opérée. La lidocaine est la molécule la plus documentée chez les petits
camélidés lorsqu’une anesthésie locale est souhaitée. La dose toxique est extrapolée
de celle des petits ruminants et il est ainsi déconseillé d’administrer aux camélidés une
dose supérieure a 6 mg/kg, voire 4 mg/kg selon les auteurs (83).

Voici les techniques les plus couramment utilisées lors d'une intervention de
stérilisation chirurgicale chez les petits camélidés :

ANESTHESIE EPIDURALE CAUDALE : L'injection péridurale caudale de lidocaine
a été évaluée chez les lamas et se montre efficace pour une anesthésie de la région
périnéale et scrotale, en vue d’'une castration par exemple. La technique est
similaire a celle des petits ruminants.

Technigue : L’injection se fait dans I'espace sacrococcygien car I'espace péridural
est peu profond et facilement accessible. Tout d’abord, la zone lombo-sacrée est
tondue puis nettoyée chirurgicalement. Une aiguille (de calibre 20 gauges et
minimum 2,5 cm de longueur) est insérée a 60° par rapport a la base de la queue.
Aucun liquide ne doit sortir de l'aiguille aprés son introduction et, lorsque la
lidocaine est injectée, il ne doit pas y avoir de résistance. Le délai d'action de la
lidocaine est rapide (quelques minutes), et sa durée d’action longue (au-dela de 60
minutes). Pour un lama, 1 a 5 mL de lidocaine 2% peuvent étre injectés dans
I'espace péridural (82,83).

INFILTRATION LOCALE : Une infiltration de lidocaine est recommandée pour les

ovariectomies et les castrations, en tragante sur la zone d’incision, en essayant
d’injecter de I'anesthésique superficiellement (en intradermique et en sous-cutané)
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et en profondeur dans le muscle. Les doses recommandées de lidocaine varient
entre 2 et 4 mg/kg (84).

e BLOC EN L-INVERSE : cette technique est une variante de l'infiltration locale, a la
différence que les injections se font cranialement a l'incision, pour former un L-
inversé. L’anesthésique local diffuse caudalement vers la zone d’incision, mais cela
permet d’éviter un cedéme le long de la zone d’incision. En revanche, la diffusion
est parfois incompléte dans les plans musculaires profonds de I'abdomen, en
particulier chez les animaux obéses. Les molécules et les doses utilisées sont
identiques a celles de l'infiltration locale, la technique est similaire a celle des petits
ruminants (1).

e ANESTHESIE INTRATESTICULAIRE : En complément de [linfiltration locale
réalisée au niveau de la zone d’incision, une anesthésie intra-testiculaire est
possible avec de la lidocaine. La dose de lidocaine 2% injectée en intra-testiculaire
et péri-testiculaire varie de 2 a 5 mL par testicule chez les petits camélidés, en
veillant & ne pas dépasser la dose toxique présumée de 6 mg/kg (85).

3.1.2.4. Lagestion de la douleur

La gestion post-opératoire de la douleur est primordiale, sinon I'individu peut refuser
de s’alimenter et donc s’affaiblir. Une injection, avant la chirurgie, d’'un anti-
inflammatoire non stéroidien permet d’obtenir un soulagement optimal de la douleur
(pour la liste des anti-inflammatoires et leur posologie, se référer au Tableau 8 ci-
dessous). La gestion de la douleur devra étre poursuivie plusieurs jours apres la
chirurgie.

Dans le tableau suivant, la posologie de chaque molécule est détaillée chez les lamas
et alpagas. Il n’existe pas de spécialité avec AMM (Autorisation de Mise sur le Marché)
pour les camélidés en France, donc la couleur des cases du tableau indique si la
molécule possede une AMM pour une espece de production (case jaune) ou aucune
AMM pour les animaux de production (case rouge).

AMM pour un autre animal de production, Pas d’AMM pour les animaux de production, ne
figurent au tableau 1 des substances autorisées figurent pas au tableau 1 des substances
chez les animaux de rente autorisées chez les animaux de rente
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Tableau 8 : Molécules anesthésiques et analgésiques utilisées chez les petits camélidés

Famille Molécule Posologie (mg/kg) Voie| Commentaire
0,3-0,51IM, IV ou v Prémédication,
XYLAZINE Alpaga : 0,1-0,3 IV II\/I’ Castration
Lama:0,1-0,21V debout
DETOMIDINE 0,03 -0,06 IM IM, Sefjatlon,le,gere
G_Z_agonistes 0,04 AV AV a mOderee
Durée d’acti
QLEE) ROMIFIDINE 0,04 -0,12 y | Dureedaction
20 — 45min
DEXMEDETOMIDINE 0,005 IM =
IM, Décubitus 45—
MEDETOMIDINE —
© 0.01-0,03 v 120min
IV,
ACEPROMAZINE (1,24) 0,15 IM, Sédation
SC
GUAIFENESINE (1,82) 100 — 150 \
L DIAZEPAM 0,1-0,5 \ -
Benzodiazépines Sirée dact
(1,86) MIDAZOLAM 0,1-0,5 IM, | Duree daction
v environ 90min
0,05-0,2 IV, IM Sedation et
OU IV analgésie
BUTORPHANOL ' | Castration lamas
5 mg/alpaga IM IM o
10 ma/lama IM Durée d’action :
g 2-4h
v, Durée d’action :
MORPHINE 01-1 M 4-6h
Opiacés (1,78,86) IV, Durée d’action :
P Y BUPRENORPHINE 0,01 -0,02 IM, '
6-8h
SC
1 patch 50ug/kg pour
30-50kg de PV Durée d’action
FENTANYL -
4 patchs 75ug/kg pour 48-72h
150kg de PV
Vv, Durée d’action
TRAMADOL 2-4 IM courte (2-3h)
. . v, Durée d’action :
Dissociatifs (1) KETAMINE 0,5-5 M 4-6h
ALFAXALONE (1,81) 2 \Y} -
Induction: 2 - 3,5
PROPOFOL (1) Maintien : 24 mg/kg/h v )
Anesthésique 4-5% induction
. ISOFLURANE . = -
volatile (1) SOFLU 1-2 % maintien
Anesthésique local . SC,
) LIDOCAINE 2-4 M -
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ACIDE 5 Ilm’ i
TOLFENAMIQUE SC
Anti-Inflammatoire FLUNIXINE 1-2 SC. | burée : 12 - 24n
Non Stéroidien vV
(1,78,84,84,87) sC,
KETOPROFENE 1-3 v, Durée : 24h
IM
MELOXICAM 05-1 SC Durée : 24h
a-2-antagonistes : v
(1) Atipamezole 0,1-0,5 lent =

IM : Intramusculaire, IV : Intraveineuse, PO : Per os, SC : Sous-cutanée, PV : Poids Vif
AMM : Autorisation de mise sur le Marché, j : jours, g6h : toutes les 6 heures, min : minutes,
h : heures

3.1.3. Les étapes de I'anesthésie et les protocoles envisageables

Si la chirurgie est programmée (ce qui est le plus souvent le cas), une mise a jeun est
recommandée, pendant 12 a 24h avant la chirurgie pour les individus de plus de 4
mois (78). Une diete hydrique de 8 a 12h est idéale mais non indispensable (1).

Dans un premier temps, au chevet de l'animal, le vétérinaire réalise un examen
clinique de lindividu pour évaluer les risques encourus lors de l'anesthésie et la
chirurgie, afin d’adapter au mieux le protocole. Durant cette étape il ne faut pas oublier
de peser I'animal pour ajuster au mieux les doses d’anesthésiques a administrer.

A la suite de cet examen clinique, le vétérinaire choisit le protocole anesthésique le
plus adapté a I'animal et a la chirurgie souhaitée. Voici ci-dessous les exemples de
protocoles anesthésiques les plus couramment utilisés d’aprés la littérature. Les
protocoles résumés dans ce tableau peuvent étre complétés par une anesthésie locale
et/ou régionale (infiltration locale ou péridurale).
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Tableau 9: Exemples de protocoles anesthésiques pour la stérilisation chirurgicale des petits
camélidés, une anesthésie locale doit étre combinée a ces protocoles

p . P logi ; .
Molécules Voie osologie Durée Commentaires
(mg/kg)
BUTORPHANOL + 0,05
DIAZEPAM + IM 0,2 - Sédation
XYLAZINE (1) 0,1
DETOMIDINE + 0,01 L
BUTORPHANOL (1) v 0,1 i Sédation
Sédation
MEDETOMIDINE + M 0,03 -0,05 ) rofonde chez le
KETAMINE (1) 1,5 P
lama
DETOMIDINE + M 0,02 -0,04 i Anesthésie de
KETAMINE (1) 2-4 courte durée
BUTORPHANOL + 0,1
XYLAZINE + IM 0,2 20 — 45min Castration
KETAMINE (1) 15
BU)T(EI_:Q?DT-:EE(;L - 0.2-04 Castration
LIDOCAINE 2% v 01-02 20-60 min couchée
(intratesticulaire) (1) 2-5mL
BUTORPHANOL + .
LIDOCAINE 2% IM 5 Oél L - q tc): astt?tlfn
(intratesticulaire) (1) —om ebout du fama
XYLAZINE+ IM 0,1-0,2
BUTORPHANOL 0,06 -0, 12 N Césarienne ou
. Maintien a o
puis lisoflurane stérilisation
PROPOFOL + 3,5 chirurgicale
DIAZEPAM (1) v 05
Anesthésie
XYLAZINE + 0,35-0,8 . courte,
KETAMINE (1) M 5-8 15—30 min prémédication
avant intubation
XYLAZINE + 0,6 . Lama :
KETAMINE (1) M 6 30— 60 min castration
XYLAZINE + 0,7 , Alpaga :
KETAMINE (1) M 7 30— 60 min castration
DETOMIDINE + 0,02
KETAMINE + [\ 2,2 - -
BUTORPHANOL (1) 0,4
DIAZEPAM + 0,05-10,3 .
KETAMINE (1) v 2-8 5 =20 min )
DIAZEPAM + 0,2-0,3 .
KETAMINE (1) M 5-8 10 =20 min )
KETAMINE + " 1,6 ) )
GUAIFENESINE 80
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En ce qui concerne les zones d’injections des produits nécessaires a I'anesthésie et
'analgésie, plusieurs options sont possibles (Figure 56).

Une injection sous-cutanée est effectuée le plus souvent cranialement a
I'épaule ou caudalement au coude (78).

Une injection intramusculaire peut étre réalisée dans la région de I'épaule
(muscle triceps), dans la cuisse (muscle semi-membraneux ou semi-tendineux)
ou dans les muscles cervicaux caudaux. Les autres muscles du cou sont a
éviter chez les petits cameélidés (78).

Concernant la voie intraveineuse, les injections ou la pose d’un cathéter se font
le plus couramment dans la région du cou. Cependant, c’est une manceuvre
parfois délicate pour des raisons anatomiques. Tout d’abord, il N’y a pas de
sillon jugulaire chez les petits camélidés et les processus transverses des
vertébres cervicales recouvrent partiellement le trajet de la veine jugulaire.
Aussi, la peau peut étre épaisse chez les adultes (jusqu’a 1 cm), ce qui rend
difficile la visualisation de la veine jugulaire, malgré une compression adéquate.
De plus, plusieurs valves jugulaires empéchent le retour veineux a la téte et
donnent une fausse impression que le cathéter n’est pas correctement placé
car il N’y a pas de retour de sang. Enfin, la veine jugulaire est tres proche de
I'artére carotid, qui risque d’étre ponctionnée par accident. Les zones d’acceés a
la jugulaire sont donc restreintes : en position haute, juste sous la mandibule
(Figure 58) ou en position basse, prés de I'entrée thoracique. Si, malgré tout,
'accés jugulaire n’est pas possible, les veines auriculaire (Figure 57),
céphalique ou saphéne peuvent étre une alternative (78,82).

Figure 56 : Localisations idéales des injections chez l'alpaga (applicable au lama). En bleu les sites d’injections
sous-cutanées, en vert les sites d’injections inframusculaires, en rouge les sites d'injections intraveineuses ou de
pose de cathéters.
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(i
Figure 58 : Disposition de la veine jugulaire dans
la région haute du cou des petits camélidés. A :
muscle sternomandibulaire; B : muscle
homohyoidien; C : veine jugulaire externe; D :
artéere carotide commune (Crédit : Medicine and
surgery of camelids, 3rd editio

Figure 57 : Ponction de la veine auriculaire chez un lama
(Crédit : Medicine and surgery of camelids, 3rd edition)

Lorsque l'opération chirurgicale est de longue durée ou bien que les risques liés a
'anesthésie sont élevés, lintubation endotrachéale est a envisager. Cependant,
'anatomie des voies respiratoires des petits camélidés ne facilite pas leur intubation.
La cavité buccale s’ouvre peu, I'entrée du larynx est éloignée de la base de la langue
et la présence de replis glottiques géne la visualisation de I'épiglotte. Pour s’aider, un
guide rigide et un long laryngoscope peuvent étre utilisés et le cou doit étre étendu au
maximum.

Une perfusion de solutés isotoniques n’est pas nécessaire sur des animaux en bonne
santé et lorsque la chirurgie est de courte durée (comme pour une castration chez un
petit camélidé en parfaite santé). Lorsque la chirurgie est longue ou invasive
(ovariectomie ou ovario-hystérectomie par exemple), il est conseillé de perfuser
'animal avec un soluté isotonique tel que du NaCl ou du Ringer Lactate, a un débit
de 4-8 mL/kg/h si l'individu est en bonne santé. Si I'individu est en hypotension ou
débilité, le débit peut étre augmenté a 10-25 mL/kg/h (1).

3.1.4. Le monitoring

Pourquoi surveiller ?

Les molécules employées pour I'anesthésie peuvent induire des dépressions des
systemes cardio-vasculaire et respiratoire de I'animal. Il est donc intéressant de suivre
ces fonctions vitales. De plus, cela permet d’avoir une anesthésie optimale, c’est-a-
dire obtenir un statut de narcose, une myorelaxation et une analgésie efficaces, tout
en restant au plus proche de I'état physiologique de I'animal.
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Surveiller guoi et comment ?

Les mémes moniteurs et équipements utilisés pour d'autres especes domestiques
couramment anesthésiées peuvent étre utilisés chez les petits camélidés.

e Systeme nerveux central : il est important d’évaluer la profondeur de
'anesthésie.

Les signes et reflexes utilisés lors des anesthésies de carnivores domestiques sont
applicables aux petits camélidés. Le reflexe palpébral, les mouvements oculaires, la
contraction musculaire sont des indices utiles pour évaluer la profondeur de
'anesthésie (78).

e Fonction cardio-vasculaire :

- Frégquence cardiaque : elle peut étre surveillée a I'aide d’un stéthoscope classique
ou cesophagien, ou bien avec un moniteur réalisant un électrocardiogramme
(ECG). Dans ce dernier cas, les électrodes sont placées sur le membre thoracique
gauche, le membre thoracique droit et le membre pelvien gauche afin que I'appareil
mesure I'activité électrique du cceur et donne la fréquence cardiaque. D’aprés la
littérature, la fréquence cardiaque des lamas et alpagas est située entre 60 et 90
battements par minute (82). Durant I'anesthésie, la fréquence cardiaque ne doit
idéalement pas s’éloigner des valeurs de référence.

- Pression artérielle systémique : elle peut étre mesurée a I'aide d’'un brassard placé
au niveau distal du métacarpe ou métatarse, ou bien a la base de la queue. La
sonde Doppler doit étre placée sur la face médiale du métacarpe ou métatarse, ou
la face ventrale de la queue. Un tensiométre relié a un brassard peut aussi mesurer
ce parametre. La pression artérielle moyenne d’un lama non anesthésié varie entre
130 et 170 mmHg (82).

- Temps de recoloration capillaire et couleur des mugqueuses : ils renseignent sur la
gualité de la perfusion tissulaire, bien que la méthode soit subjective. Le temps de
recoloration capillaire doit étre inférieur a 2 secondes et les muqueuses (buccale
et génitale) roses et humides.

e Fonction respiratoire :

- Fréguence respiratoire : elle est calculée par observation des mouvements
thoraciques ou a l'aide d’'un moniteur de respiration. La fréquence respiratoire est
plus basse durant 'anesthésie mais il ne faut idéalement pas s’éloigner de la valeur
physiologique comprise entre 10 et 30 respirations par minute (82).

- Mesure de la saturation en oxygéne (SpO?2) : elle est réalisée a I'aide d’'un oxymétre
(la sonde peut étre placée sur la langue par exemple), et en observant la couleur
des muqueuses. La SpO2 doit étre supérieure a 95% durant I'anesthésie et la
couleur des muqueuses doit étre rose.
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Concentration en dioxyde de carbone a la fin d’'un cycle respiratoire (EtCO2) : elle
est mesurée a I'aide d’'un capnomeétre. Idéalement, la EtCO2 doit se situer entre 35
et 45 mmHg durant I'anesthésie.

e Température :

Elle est mesurée a l'aide d’un thermomeétre rectal ou cesophagien. La température
corporelle au repos des camélidés adultes varie en fonction de I'environnement, et
celle des nouveau-nés fluctue dans une plage plus large car les mécanismes de
thermorégulation ne sont pas encore aussi sophistiqués que ceux des adultes (leur
température est en moyenne 0,5 a 1°C plus élevée que les adultes). Les petits
camélidés d'’Amérique du Sud sont adaptés aux climats froids et rudes, mais
tolérent ponctuellement de fortes températures, en particulier grace a leur laine
isolante. Il est recommandé de surveiller la température des animaux durant
'anesthésie afin de prévenir tout écart par rapport aux valeurs physiologiques,
situées entre 37,5 et 38,9°C.

Le Tableau 10 résume les parametres physiologiques des petits camélidés. Pendant
'anesthésie, I'objectif est de maintenir les valeurs de I'animal aussi proches que
possible de ces normes.

Tableau 10 : Résumé des principales valeurs physiologiques des petits camélidés

. . TRC et
Frequence Frequence .
. ) . Température | couleur des
cardiaque respiratoire
muqueuses
Environnement
Lamas Sré
60 — 90 10 - 30 e | <2sec
battements par respirations par O Roses et
minute minute Environnement humides
Alpagas chaud :
jusqu’a 40°C

3.2.Spécificités anatomiques de [l'appareil reproducteur des petits
camélidés

3.2.1. Anatomie des petits camélidés males

Avant une chirurgie de I'appareil reproducteur, il est important de connaitre la position,

la forme et la taille des organes concernés (Figure 64).

Les deux testicules sont contenus dans un scrotum non pendulaire situé dans la région
périnéale haute, en dessous de l'anus (Figures 59 et 61). Les testicules sont déja
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descendus dans le scrotum, dés la naissance. A I'age adulte, un testicule de lama
mesure 5 a 7 cm de long, et celui d’un alpaga 4 a 5 cm (88,89).

Figure 59 : Localisation et aspect des testicules d'un alpaga (Crédit : Université de Liege)

Dans le scrotum, la température légerement plus basse que dans le reste du corps,
permet la spermatogenese. En cas de fortes chaleurs, on peut observer chez le lama
un gonflement physiologique du scrotum, qui favorise la dissipation de chaleur (Figure
60).

Figure 60: (Edéme scrotal di au stress Figure 61 : Scrotum d'un lama sans stress thermique
thermique chez un lama (Crédit : Dr Johnson (Crédit : University of Minnesota)
LARUE)

Les spermatozoides produits dans les testicules sont ensuite acheminés vers
I'épididyme, puis empruntent le canal déférent. Celui-ci se termine prés de la vessie,
mais pas dans une ampoule déférente comme chez les petits ruminants. On retrouve
des glandes accessoires comme chez les autres mammiferes : la prostate est en forme
de H et se trouve a la base de la vessie, tandis que les glandes bulbo-urétrales, de
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forme ovale, sont situées des deux cotés de l'urétre a la sortie du bassin. Il n'y a pas
de vésicules séminales chez les petits camélidés (90).

L’appareil reproducteur des males se termine par un pénis de type fibro-élastique et
comportant une flexion sigmoide, comme chez les petits ruminants. A I'extrémité du
pénis se trouve un processus urétral cartilagineux en tire-bouchon de 1 cm de long,
qui franchit le col de I'utérus pendant la saillie de la femelle (89). Le pénis est adhérent
au prépuce jusqu’a I'age de 18-24 mois, ce qui empéche la saillie (Figures 62 et 63).
Une fois la maturité sexuelle atteinte, le prépuce est relativement petit et, chez les
males non excités, il est normalement dirigé vers l'arriere, ce qui fait que Il'urine
s'écoule entre les jambes (90,91).

Figure 63 : Séparation compléte du pénis et du
prépuce (Crédit : Reproductive Anatomy and Life
Cycle of the Male and Female Llama and Alpaca)

Figure 62 : Séparation partielle du prépuce et du pénis
(Crédit : Reproductive Anatomy and Life Cycle of the
Male and Female Llama and Alpaca)

Figure 64 : Localisation des organes reproducteurs du lama (en vert). A : colonne vertébrale, B : ilium, C : rectum,
D : acetabulum, E : vessie, F : prostate, G : glande bulbo-urétrale, H : tubérosité ischiatique, | : récessus urétral
dorsal, I1 : uretre pelvienne, J : bord du pelvis, K : pubis, L : arc ischiatique, M : canal déférent, N : corps caverneux
du pénis, O : uretre, P : courbure sigmoide du pénis, Q : testicule, R : scrotum, S : orifice de l'uretre, T : pointe
cartilagineuse du pénis, U : orifice du prépuce (Crédit : Medicine and surgery of camelids, 3rd edition)
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3.2.2. Anatomie des petits camélidés femelles

Avant une chirurgie de I'appareil reproducteur, il est important de connaitre la position,
la forme et la taille des organes concernés (Figures 65 et 66).

Les ovaires, de forme ovale, possedent de nombreux follicules a leur surface, donnant
un aspect muriforme, comme chez la truie (90). lls sont enveloppés dans la bourse
ovarique et mesurent environ 1,6 cm de long (89). lls sont reliés a I'utérus par les
oviductes qui mesurent 10 a 20 cm. La morphologie de l'utérus est similaire a celle
d'une jument, avec deux cornes utérines relativement courtes (8 cm chez I'alpaga et
jusqu’a 15 cm chez le lama), recourbées vers l'arriere et attachées a la paroi
abdominale et pelvienne par les ligaments larges (91). Le corps utérin est également
court (environ 3 cm de longueur) et communique avec le col de l'utérus, qui peut étre
palpé par voie transrectale chez les grandes femelles et présente deux a trois anneaux
cartilagineux (92). L’appareil reproducteur se termine par le vagin, d’'une longueur
comprise entre 14 et 20 cm, qui s’ouvre sur la vulve. L'urétre débouche sur le plancher
du vagin et un diverticule sous-urétral est présent, comme chez les ruminants (88).

Ovaires

Figure 65 : Appareil reproducteur d'une femelle alpaga (Crédit : J. Rodriguez)
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Figure 66 : Disposition des organes reproducteurs (en vert) chez la femelle lama et alpaga. A : rectum ; B : entrée
du vagin ; C: diverticule sous-urétral; D : vagin; E : col de 'utérus; F : corps utérin; G : cornes utérines; H : ligament
large; | : trompe de Fallope ; J : ovaire ; K : ligament suspenseur de I'ovaire ; L : vessie (Crédit : Manon Renaud)

3.3. Physiologie de la reproduction chez les petits camélidés

3.3.1. Puberté et reproduction

Chez le male, la puberté débute entre 8 et 14 mois (période coincidant avec la
production d’hormones androgénes) mais il n’est réellement apte a la reproduction
qu’apres la séparation du prépuce, entre 18 et 24 mois d’age. La femelle atteint sa
puberté entre 10 et 12 mois, ce qui correspond au début de I'activité ovarienne.
L’alimentation et le poids influencent I'dge de la puberté (qui sera plus précoce chez
un petit camélidé avec un bon score corporel) (90).

3.3.2. Physiologie de la reproduction chez la femelle lama ou alpaga

Le cycle reproducteur des femelles est saisonnier dans leur habitat naturel
(accouplement durant la saison des pluies), mais les petits camélidés vivant en Europe
peuvent se reproduire toute l'année. Contrairement a la plupart des especes
domestiques, les camélidés femelles ne sont pas polycestrales, c'est-a-dire qu'elles
n‘ont pas de périodes distinctes de chaleur ou de réceptivité sexuelle apres lesquelles
I'ovulation se produit spontanément. Les femelles lamas et alpagas sont des especes
a ovulation induite : quand elles ne sont pas gestantes, des vagues folliculaires se
succedent et 'ovulation n’a lieu qu’en cas d’accouplement et de pénétration du pénis
jusque dans le col de l'utérus (93). Il a ainsi été démontré que la femelle est en état
d’cestrus permanent durant 2 a 36 jours (sans que des signes extérieurs ne soient
visibles), interrompu par des périodes d’ancestrus courts de moins de 48 heures (89).
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3.4. Indications a la stérilisation chirurgicale des petits camélidés

La stérilisation peut étre envisagée pour éviter la reproduction intraspécifique ou
interspécifiques, lorsque plusieurs individus sont détenus ensemble. En effet, les
hybridations sont possibles entre lamas et alpagas. Elle peut aussi étre pratiquée pour
réduire I'agressivité des males entre eux et envers 'humain, ou en cas d’affections du
tractus reproducteur.

3.4.1. Chez la femelle

L’ovariectomie ou l'ovario-hystérectomie peuvent étre pratiguées par convenance,
pour éviter la reproduction, mais aussi lors d’affections avérées de I'appareil génital.
Parmi les affections décrites chez les petits camélidés femelles, on retrouve le
pyometre, les néoplasies utérines et ovariennes (léiomyomes utérins, tératomes et
tumeurs de la granulosa), les ruptures utérines suite a un traumatisme, les métrites
chroniques ne répondant pas un traitement médical ou encore I'aplasie segmentaire
du tractus reproducteur (Figure 67) (82,94,95). Cette derniere est une anomalie
congénitale fréquente de I'appareil reproducteur des lamas et alpagas, et se manifeste
par un rétrécissement des voies génitales (au niveau de l'utérus, du col ou du vagin)
gui empéche I'écoulement des sécrétions utérines normales. Ces fluides s'accumulent
donc, entrainant un agrandissement de la ou les corne(s) utérine(s) et simulant un
pyometre.

Il est recommandé d’effectuer la stérilisation aprés la maturité sexuelle (environ 12
mois), afin de ne pas retarder la fermeture des cartilages de croissance des os longs
(stimulés par la production d’cestrogénes) (82).

Figure 67 : Appareil reproducteur d'un camélidé souffrant d'aplasie segmentaire au niveau du
vagin (Crédit : Medicine and surgery of camelids, 3rd edition)
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3.4.2.Chez le male

La castration est conseillée en préventif, pour éviter la reproduction et I'agressivité
envers des congeénéeres ou envers I'’humain. Lorsque deux males sont détenus
ensemble, des combats aboutissants & des blessures, en particulier dans la région
scrotale, sont fréquents. En effet, les lamas et les alpagas possédent des « crocs »,
aussi appelés « dents de combat » (Figures 68 et 69), qui apparaissent entre deux ans
et demi et trois ans (une paire sur la machoire inférieure et deux paires sur la machoire
supérieure), et qui peuvent infliger des blessures profondes.

lf,if\ ;
Figure 69: Localisation des "dents de
combat" chez un alpaga (Crédit : Alpagas de

la cour Farroux)

Figure 68 : Localisation des "dents de combat" chez un
lama (les 2 paires de la machoire supérieure sont
entourées en jaune) (Crédit
https://thedailywildlife.com/do-llamas-bite/)

Un autre probleme comportemental, rencontré principalement chez des individus qui
ont été biberonnés par ’homme ou manipulés quotidiennement dés leur naissance,
est le syndrome du male enragé (« berserk male syndrome » en anglais). Ces
animaux, une fois la maturité sexuelle atteinte, voient en 'homme un rival et peuvent
avoir des comportements agressifs et dangereux, justifiant parfois une euthanasie.
Pour limiter ce risque, des animaux biberonnés ou proches de I'humain dés la
naissance devraient étre castrés précocement (dés l'age de deux semaines,
idéalement a 2 mois, et a défaut avant la maturité sexuelle), car ce comportement a
moins de chance de se développer chez un individu castré précocement (82,96).

La castration est aussi préconisée dans le cas d’affections testiculaires ou scrotales
telles qu’une orchite, la cryptorchidie, une hydrocele (collection liquidienne entre les
couches viscérales et pariétales de I'enveloppe vaginale) ou plus rarement des
tumeurs ou kystes testiculaires (95).

Cependant, il existe des inconvénients a la castration des petits camélidés, et il est
important d’en tenir les propriétaires informés. La castration précoce (avant 12 mois
chez les alpagas, et avant 18-24 mois chez les lamas), retarde la fermeture des

99



cartilages de croissance des os longs, ce qui induit une croissance plus longue,
aboutissant & des membres disproportionnés et/ou augmentant les risques de
problemes articulaires, musculaires et ligamentaires (hnotamment la subluxation de la
rotule). La qualité de la laine peut aussi changer si la castration a lieu avant la fin de
la maturité sexuelle. De plus, la castration peut mener a une prise de poids et a
'obésité, accentuant le risque de problemes articulaires et ligamentaires, et pouvant
mener a un affaissement des paturons et donc des boiteries (97).

En conclusion, la chirurgie doit avoir lieu avant le début de la puberté (8 mois) chez
les méles ayant des comportements aberrants et a risque de développer un syndrome
du méale enragé. A l'inverse, chez les individus ayant un comportement normal durant
leur croissance, et si les infrastructures du propriétaire le permettent, la castration
devrait étre retardée jusqu’a la maturité sexuelle définitive (entre 2 et 3 ans).

3.5. Les gestes technigues de stérilisation chirurgicale

3.5.1. Ovariectomie et ovario-hystérectomie

Pour ces chirurgies, une anesthésie générale couplée a une anesthésie régionale
(infiltration de lidocaine sur la ligne d’incision par exemple) est recommandée. De plus,
il est conseillé d’injecter avant la chirurgie un anti-inflammatoire non stéroidien pour
obtenir un soulagement optimal de la douleur dés le réveil de I'animal (pour la liste des
anti-inflammatoires et leur posologie, se référer au Tableau 8). La gestion de la douleur
devra étre poursuivie plusieurs jours apres la chirurgie.

L’'usage des antibiotiques doit étre réfléchi et, si les conditions de chirurgie sont
optimales (bloc de chirurgie, matériel parfaitement stérile, temps de chirurgie court...),
ils ne sont pas indispensables. En revanche, si le vétérinaire le juge nécessaire, ils
peuvent étre administrés avant la chirurgie ou juste aprés. En premiére intention, la
benzylpénicilline associée a la dihydrostreptomycine sont souvent utilisées car le
spectre est large et leur utilisation est fréquente pour des indications similaires chez
les ruminants (Intramicine®, Pen-Hista-Strep®, etc.). L'administration d’'un sérum
antitétanique est conseillée si I'animal n’est pas vacciné, méme si certains auteurs
remettent en cause son utilité (82,97).

Chez les petits camélidés, plusieurs voies d’abord sont possibles pour une chirurgie
de I'appareil reproducteur : les approches para-inguinale, médio-ventrale et latérale
(par le flanc). Seules les deux dernieres approches seront détaillées dans cette these
car elles sont les plus communes d’apreés la littérature.
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3.5.1.1. Ovariectomie ou ovario-hystérectomie médio-ventrale

L’abord ventral par la ligne blanche permet une ovariectomie ou une ovario-
hystérectomie chez les petits camélidés femelles.

Voici les étapes de la chirurgie, une fois la femelle anesthésiée (82,98):

1.
2.
3.

La femelle est positionnée en décubitus dorsal ;
Tonte large de la région abdominale ventrale, en partie caudale ;
Asepsie de la zone en réalisant un nettoyage chirurgical (solution iodée ou a
base de chlorhexidine) ;
Incision cutanée d’environ 8 cm sur la ligne médiane, débutant juste en avant
de la mamelle, et s’étendant vers l'avant ;
Dilacération du tissu sous-cutané et du muscle cutané du tronc pour atteindre
la ligne blanche (qui n’est pas toujours visible) ;
Incision de la ligne blanche puis du péritoine ;
Identification des cornes utérines a 'aide des doigts, en se repérant par rapport
a la vessie et la bifurcation utérine ;
Traction douce des cornes utérines et des ovaires pour les sortir de la cavité
abdominale ;
En cas d’ovariectomie :
9.1. Isolement du pédicule vasculaire de I'ovaire en passant des pinces
clamps a travers le mésovarium, en veillant a incorporer l'artere et la
veine ovarienne dans le clamp ;
9.2. Ligature en masse ou transfixiante du pédicule ovarien a l'aide d’un
fil résorbable, tressé, de calibre O ;
9.3. Excision de I'ovaire et contrdle de 'hémostase.

10.En cas d’ovario-hystérectomie :

10.1. Ligature des vaisseaux ovariens (artére et veine ovarique) a l'aide
d’un fil résorbable, tressé, de calibre 0 ;

10.2. Section des vaisseaux en aval des ligatures ;

10.3. Dilacération du mésovarium (en veillant a ligaturer les vaisseaux
qui saignent) ;

10.4. Placement de pinces clamps au niveau du col de l'utérus ;

10.5. Ligature en masse au niveau du col de 'utérus, en veillant a inclure
les vaisseaux utérins situés de chaque co6té du col, a l'aide d’un fil
résorbable, tressé, de calibre O ;

10.6. Retrait de l'utérus.

Remarque : si la portion restante du corps utérin est importante, le
moignon peut étre suturé (surjet enfouissant par exemple)

11.Fermeture du péritoine et des muscles abdominaux, a I'aide d’'un surjet simple

et d’'un fil tressé résorbable de calibre O ;
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12.Sutures sous-cutanée et cutanée a l'aide d’un fil résorbable (ce qui évite de

manipuler a nouveau I'animal pour retirer les fils), tresse, de calibre 0.

A la suite de la chirurgie, la femelle doit étre placée au calme dans un box propre et la
plaie surveillée tous les jours jusqu’a cicatrisation compléte.

3.5.1.2. Ovariectomie par le flanc

Cet abord permet de réaliser une ovariectomie. En effet, le col de l'utérus est
difficilement accessible lors d’'un abord chirurgical par le flanc, donc l'ovario-
hystérectomie est déconseillée.

Voici les étapes de la chirurgie, une fois la femelle anesthésiée (82)_:

1.
2.
3.

La femelle est positionnée en décubitus latéral droit ;

Tonte large de la région du flanc gauche ;

Asepsie de la zone en réalisant un nettoyage chirurgical (solution iodée ou a
base de chlorhexidine) ;

Incision cutanée en diagonale, en direction cranio-ventrale par rapport au tuber
coxae, sur 6 a 10 cm (cette incision oblique permet une plaie ouverte dans le
sens des fibres musculaires des muscles abdominaux) ;

Incision des muscles sous-jacents : muscle oblique abdominal externe (dont les
fibres sont quasiment absentes a cet endroit), muscle oblique abdominal
interne, aponévrose du muscle abdominal transverse ;

Incision du péritoine ;

Identification des cornes utérines a I'aide des doigts, en se repérant par rapport
a la vessie et a la bifurcation utérine ;

Traction douce des cornes utérines et des ovaires pour les sortir de la cavité
abdominale ;

Isolement du pédicule vasculaire de chaque ovaire en passant des pinces
clamps a travers le mésovarium, en veillant a incorporer I'artére et la veine
ovarienne dans le clamp ;

10. Ligature en masse ou transfixiante des pédicules ovariens a 'aide d’un fil tressé

résorbable de calibre 0 (Figure 70) ;

11.Excision des ovaires et contrdle de 'hémostase ;
12.Fermeture du péritoine et des muscles abdominaux a I'aide d’un surjet simple

et d’'un fil tressé résorbable de calibre O ;

13.Sutures sous-cutanée et cutanée a l'aide d’un fil résorbable (ce qui évite de

manipuler a nouveau I'animal pour retirer les fils), tressé, et de calibre 0 (Figure
71).

102



Figure 71: Localisation de lincision pour une
ovariectomie chez une femelle alpaga (Crédit : Tibary
A., Campbell A.J. and Rodriguez J.S.)

Figure 70 : Etape 10 - Ligature du pédicule ovarien
approché au plus pres de la plaie (Crédit : Tibary A.,
Campbell A.J. and Rodriguez J.S.)

3.5.2. Castration

Deux voies d’abord sont couramment utilisées pour castrer les lamas et les alpagas et
seront développées dans cette these : la voie anté-scrotale et la voie scrotale (82,97).
La gestion de la douleur doit étre prise en compte en amont de la chirurgie. Ainsi,
'administration d’'un anti-inflammatoire non stéroidien vingt minutes avant la chirurgie
(liste et posologie dans le Tableau 8) est recommandée.

L’'usage des antibiotiques doit étre réfléchi, et si les conditions de chirurgie sont
optimales (bloc de chirurgie, matériel parfaitement stérile, temps de chirurgie court...),
ils ne sont pas indispensables.

L’administration d’'un sérum antitétanique est conseillée si 'animal n’est pas vacciné,
méme si certains auteurs remettent en cause son utilité (82,97).

3.5.2.1. Castration par abord anté-scrotal

La chirurgie se fait sur un animal en décubitus dorsal ou latéral avec un membre relevé.
Cette technique chirurgicale est plus longue a réaliser mais nécessite moins de soins
post-opératoires et elle est moins douloureuse pour I'animal que la voie scrotale dans
les jours qui suivent 'opération (99).

Voici les étapes de la chirurgie une fois 'animal anesthésié (97,98) :
1. Tonte large cranialement au scrotum ;
2. Asepsie de la zone en réalisant un nettoyage chirurgical (solution iodée ou a
base de chlorhexidine) (Figure 72) ;
3. Si choix d’'une anesthésie locale : infiltration de lidocaine cranialement au
scrotum, le long de la ligne médiane (Figure 73) ;
4. Incision craniale au scrotum, sur la ligne médiane ventrale, d’'une longueur
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d’environ 2 centimétres OU deux incisions craniales au scrotum, aprés avoir
repoussé les testicules cranialement (Figure 74) ;
5. Dissection des tissus sous-cutanés aux ciseaux (Figure 75) ;
6. Extraction du testicule par traction douce, en détachant les graisses et le fascia
spermatique (Figures 76 et 77) ;
7. Si castration a testicules couverts, pour chaque testicule :
7.1. Pose d’'une pince clamp sur le cordon spermatique et ligature
transfixiante ou en masse de celui-ci, a I'aide d’un fil tressé résorbable
de calibre 2/0 (Figure 78) ;
7.2. Excision du testicule ;
7.3. Controle de I'hnémostase (Figure 79).
8. Si castration a testicules découverts, pour chaque testicule :
8.1. Incision de I'enveloppe vaginale pour en sortir le testicule ;
8.2. Ligature en masse des vaisseaux et du canal déférent, a I'aide d’un
fil tressé résorbable de calibre 2/0 ;
8.3. Excision du testicule ;
8.4. Contrdle de I'hnémostase ;
8.5. Fermeture de I'enveloppe vaginale par un point en X a I'aide d’un fil
tressé résorbable de calibre 2/0.
9. Fermeture de la plaie par un surjet simple, a I'aide d’un fil résorbable tressé de
calibre 2/0 (Figure 80).

Le male doit ensuite étre placé dans un box propre et la plaie surveillée tous les jours
jusqu’a une cicatrisation compléte.
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Figure 72 : Etape 2 - Nettoyage chirurgical de la
région scrotale (Crédit : Ohio State University)

Figure 74 : Etape 4 — Testicule repoussé cranialement
et incision anté-scrotale parallele a la ligne médiane
(Crédit : Ohio State University)

Figure 76 : Etape 6 - Extraction du testicule (Crédit :
Ohio State University)
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Figure 73 : Etape 3 - Infiltration de lidocaine dans la
région anté-scrotale (Crédit : Ohio State University)

Figure 75: Etape 5 - Incision des tissus jusqu'a
I'enveloppe vaginale (Crédit : Ohio State University)

Figure 77 : Etape 6 - Le fascia testiculaire et les
graisses sont détachés du cordon spermatique a
I'aide d'une compresse (Crédit : Ohio State University)



Figure 78 : Etape 7.1 - Pose d'une pince clamp au Figure 79 : Etape 7.3 - Controle de 'hémostase apres
plus proche de I'anneau inguinal (Crédit : Ohio State excision du testicule (Crédit : Ohio State University)
University)

Figure 80 : Etape 9 - Fermeture de la plaie chirurgicale
par un surjet simple (Crédit : Ohio State University)

3.5.2.2. Castration par abord scrotal

La castration scrotale est plus rapide et peut étre réalisée avec I'animal debout ou en
décubitus. Pour une castration debout, des exemples de protocoles anesthésiques
sont disponibles dans le Tableau 9. lls mélent souvent la xylazine, le butorphanol et
une épidurale de lidocaine. Pour les castrations couchées, des protocoles
anesthésiques sont aussi disponibles dans le Tableau 9.
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Voici les étapes de la chirurgie une fois I'animal anesthésié (97,98):

1.
2.

8.

Tonte du scrotum et de la périphérie ;
Asepsie de la zone en réalisant un nettoyage chirurgical (solution iodée ou a
base de chlorhexidine) ;
Si choix d’'une anesthésie locale : infiltration de lidocaine le long du raphé
médian du scrotum (zone d’incision) (Figure 81) ;
Une seule incision peut étre réalisée le long du raphé médian, ou deux incisions
de 2 cm de long peuvent étre effectuées de chaque coté et parallelement au
raphé médian (Figure 82) ;
Extériorisation des testicules par traction douce, en détachant la graisse et le
fascia spermatique (Figure 83) ;
Si castration a testicules couverts, pour chaque testicule :
6.1. Ligature transfixiante ou en masse du cordon spermatique, a I'aide d’un
fil tressé résorbable de calibre 2/0 ;
6.2. Excision du testicule ;
6.3. Contréle de 'hémostase.
Si castration a testicules découverts, pour chague testicule :
7.1. Incision de I'enveloppe vaginale pour en sortir le testicule (Figure 84) ;
7.2. Ligature en masse des vaisseaux et du canal déférent, a I'aide d’un fil
tressé résorbable de calibre 2/0 (Figures 85 et 86) ;
7.3. Excision du testicule ;
7.4. Contrble de 'hémostase ;
7.5. Fermeture de I'enveloppe vaginale par un point en X a I'aide d’un fil
tressé résorbable de calibre 2/0 ;
Des points cutanés ou un surjet simple peuvent étre réalisés pour faciliter la
cicatrisation du scrotum, a I'aide d’un fil résorbable tressé de calibre 2/0.

Le méale doit ensuite étre placé dans un box propre et la plaie surveillée tous les jours
jusqu’a une cicatrisation compléte.
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Figure 81 : Etape 3 - Injection de lidocaine intra- Figure 82 : Etape 4 - Deux incisions sont réalisées de

testiculaire sur un lama debout (Crédit : Shagbark part et d'autre du raphé médian du scrotum (Credit :
Ridge Llamas & Hamilton Co. Llama) Shagbark Ridge Llamas & Hamilton Co. Llama)

Figure 83 : Etape 5 - La graisse et le fascia testiculaire Figure 84: Etape 7.1 - Incision de I'enveloppe

sont détachés du cordon spermatique (Crédit : vaginale lors d’une castration a testicules découverts

Shagbark Ridge Llamas & Hamilton Co. Llama) (Crédit : Shagbark Ridge Llamas & Hamilton Co.
Llama)

Figure 85 : Etape 7.2. - Pose d'une pince clamp sur Figure 86: Etape 7.2. - Ligature en masse des
les vaisseaux et le canal déférent (Crédit : Shagbark vaisseaux et du canal deférent (Credit : Shagbark
Ridge Llamas & Hamilton Co. Llama) Ridge Llamas & Hamilton Co. Llama)

108



En résumé, la présentation détaillée des techniques chirurgicales de castration,
d'ovariectomie et d'ovario-hystérectomie chez les petits camélidés met en évidence
des similitudes significatives avec les procédures pratiquées chez d'autres especes.
Cependant, il est nécessaire pour le vétérinaire de connaitre les particularités
anatomiques et physiologiques du lama et de I'alpaga, qui ne sont pas des espéces
couramment rencontrées en médecine vétérinaire en France. Ainsi, le praticien doit
s’engager envers des pratiques chirurgicales sécuritaires, efficaces et respectueuses
du bien-étre animal, pour ces individus considérés comme des animaux de
compagnie.
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CONCLUSION

Cette thése a examiné en détail les protocoles d'anesthésie et les techniques chirurgicales utilisés
pour la stérilisation des méales et des femelles chez cing especes dont le statut initial a évolué
ces derniéres années, passant d’animal de rente a animal de loisirs. Avec cette évolution, de
nouvelles problématiques ont émergé : la volonté de contrdler ou d’éviter la reproduction, la
prévention des comportements indésirables et la préservation de la santé de ces animaux de
loisirs qui sont amenés a vieillir.

A travers une analyse de la littérature existante sur le sujet, les molécules anesthésiques et
analgésiques couramment employées chez chacune de ces especes ont été répertoriées et des
protocoles anesthésiques proposés. Les similitudes anatomiques et physiologiques des caprins
et ovins domestiques ont conduit a un regroupement dans la catégorie des petits ruminants,
tandis que le lama et I’alpaga ont été regroupés sous le nom de petits camélidés, tout en sachant
que ces deux groupes possédent des caractéristiques communes liées a leur statut respectif de
ruminant ou pseudo-ruminant. Enfin, cette étude a permis d’identifier les avantages et les
inconvénients de la stérilisation chirurgicale chez ces espéces et de détailler les techniques
chirurgicales les plus appropriées pour respecter le bien-étre animal, minimiser les risques per-
opératoires et post-opératoires, et faciliter la mise en ceuvre pour le vétérinaire.

Au cours de cette thése, il a été noté que les protocoles de stérilisation chirurgicale variaient
selon les espéces, mais que certains principes fondamentaux pouvaient étre appliqués de
maniere universelle pour garantir la sécurité et le bien-étre des animaux. On retrouve
notamment [’identification des risques anesthésiques et les mesures pour les minimiser
(intubation endotrachéale, mise a jeun, surveillance des parametres physiologiques pendant la
chirurgie, mesures de réchauffement ou de refroidissement, etc.). De plus, il a été mis en
¢vidence que, quelle que soit 1’espéce, la gestion adéquate de la douleur et du stress péri-
opératoire est cruciale pour minimiser les complications et favoriser une récupération rapide.

En fin de compte, cette these vise a fournir aux professionnels de la médecine vétérinaire un
travail précieux pour planifier et mettre en ceuvre des protocoles d'anesthésie et de chirurgie de
I’appareil reproducteur, de fagon efficace et sécuritaire. Elle souligne également l'importance
de la formation continue et de I'adaptation des pratiques vétérinaires aux évolutions sociétales,
afin d’améliorer constamment le bien-étre des animaux et de répondre aux attentes de leurs
propriétaires.
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Résumé

Cette thése s’intéresse aux procédures de stérilisation chirurgicale (castration,
ovariectomie, et ovario-hystérectomie) chez les moutons, les chévres, les cochons, les
lamas et les alpagas. Bien que ces especes soient encore majoritairement
considérées comme des animaux de production en France, certains individus
bénéficient désormais d’un statut d’animal de compagnie aux yeux de leurs
propriétaires. Par conséquent, il est essentiel pour les vétérinaires d’adapter leur prise
en charge. Ce travail met en évidence les défis liés a la gestion de la reproduction, a
la prévention des comportements indésirables, et a la préservation de la santé a long
terme de ces animaux de loisirs. La thése se structure en trois grandes parties : les
petits ruminants, les porcins et les petits camélidés. Au sein de chaque partie, 'accent
est mis sur les protocoles d’anesthésie et les techniques chirurgicales, en tenant
compte des spécificités anatomiques et physiologigues de chaque espéce, sans
négliger la réglementation concernant 'usage des médicaments vétérinaires sur les
animaux de rente. Ainsi, ce travail se présente comme un guide pratique destiné aux
vétérinaires, afin de les aider a mettre en ceuvre un protocole de stérilisation efficace
et sécuritaire, tout en respectant les attentes des propriétaires et le bien-étre animal.
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