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Introduction

La terrariophilie a pris un essor certain en Fraptées reptiles sont devenus des animaux
de compagnie a part entiere.

Les vétérinaires praticiens seront de plus en plugfrontés aux squamates et autres
chéloniens en consultation.

Les propriétaires, gu’ils soient des collectionisenmn de simples particuliers ayant noué un
lien affectif avec leur compagnon a sang froid, tsdemandeurs de soins meédicaux et
chirurgicaux pour leurs animaux.

Ainsi 'anesthésie des reptiles devient un enjeur p® vétérinaire, face a des animaux dont
la valeur marchande ou sentimentale s’avere grsaalie.

Peu d'articles ont été publiés sur I'anesthésie rdptiles. Les sources bibliographiques
sont souvent dépassées.

Cette étude n’est donc pas une liste exhaustivetatgmiques d’'anesthésie utilisables,
mais plutbt un recensement des essais déja réalisés

Nous aborderons les differences anatomiques eigbggjues des reptiles par rapport aux
mammiféres pouvant influer sur la conduite de I&hésie. Par la suite nous verrons les
précautions a prendre avant d’anesthésier un eepfiuis les modes et rythmes
d’administration de différents anesthésiques @éslishez les reptiles. Enfin, nous traiterons de

la surveillance de I'anesthésie générale et dulréve
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Partie 1 : Particularités anatomiques et
physiologiques des reptiles et conséquences sur
I'anesthésie

L’anesthésie générale des reptiles differe de cdds carnivores domestiques. Ces
différences sont le résultat de particularités @mé&jues et physiologiques héritées de
lointains ancétres sortis des eaux, mais aussiutariode de vie agquatique pour certains.

I. L'appareil respiratoire

A. Le larynx

La glotte des reptiles est généralement en posttiés craniale dans la cavité buccale
(Photographies N° 1 et 2).

Photographie N° 1 : Glotte d’un python réticulé Photographie N° 2: Glotte d'un iguane vert
maintenu gueule ouverte Iguanaiguana
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. Elle se situe juste a la base de la langue dtessfacilement mobilisable. Cette anatomie
permet une intubation facile7 sauf chez les crdeod qui possédent une membrane pré-
épiglottique. Celle-ci se développe a partir dunpleer de la cavité buccale caudalement a la
langue. Elle prend appui sur le palais osseuxltmgg chez les crocodiliens. Elle leur permet

ainsi d’ouvrir la gueule sous I'eau sans risquéatdsse déglutition48 (Figure 1).

narine — palais osseux
AT long
membrane pharynx

pre-epiglottique

epiglotte

trachee
oesophage

Figure 1 : Anatomie des voies aériennes supérieurdss crocodiliens. (D’aprés LANE 4

Chez les tortues et certains lézards la langue rtnésculeuse et épaisse peut parfois
constituer une géne a l'intubatfon

B. Latrachée

La trachée des ophidiens et des lézards est aastit’anneaux incomplets fermeés
dorsalement par une membrane tracHéa@es espéces requiérent donc une intubation douce
non traumatique afin de ne pas déchirer cette mamebr

Chez les chéloniens et les crocodiliens, la tracksieformée d’anneaux cartilagineux
completé. Ainsi lors de I'utilisation des sondes endotradbé avec ballonnet, il importe de
ne pas trop le gonfler afin de ne pas obstrueuradre de la sonde et de ne pas écraser la
muqueuse trachéale qui reste tres fragile chezdpsles. Enfin, la trachée de certaines
espéeces de chéloniens est trés courte et se diyigkement en deux bronches, juste en arriére
de la glott& " 2 (Photographie N° 3). Il convient de faire attent@ ne pas trop enfoncer la

sonde endotrachéale afin d’éviter une intubatidecsi&e non recherchée.

18



Photographie N° 3 : Bifurcation bronchique située gelques mm caudalement a la glotte chez une tortue
grecque.

C. Les poumons

La plupart des serpents n’ont qu’'un poumon draits pu moins long. Il se termine en une
chambre parfois qualifiée de sac aérien. Ce sderaést plus développé chez les espéces
terrestre¥. Il peut s'étendre trés caudalement, juste en tadancloaque chez certaines
especes. Le poumon gauche s’avere en généraligkstigabsent. Seuls les boidés possédent
un petit poumon gauché® *  {Figure 2).

19
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Figure 2 : Anatomie d’un boidé. (D’aprés FUNCKY®

Chez la plupart des reptiles, les bronches débowahirectement dans les poumons, sans
ramification. Les poumons des reptiles sont de Empacs plus ou moins réticulés selon les
classes et les especes. On peut trouver de sipplesons a parois lisses, des poumons avec
de Iégéres crétes, leurs donnant un aspect rétionile des structures trés proches de celles
des alvéoles pulmonaires des mammiféres et deswiswmme chez les crocodiliérs® %

8. 58 (Figure 3). Cette structure saculaire demeureissuffe pour couvrir les besoins en
oxygene (Q) des reptiles dont le métabolisme basal est beguptus faible que celui des

mammifered & 1329, 48,58
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Figure 3 : Les poumons des reptiles (D'aprés PERRY}

Les poumons sont plus ou moins compartimentés seltes espéces. Du haut vers le bas : poumon sacutair
simple, poumon légérement cloisonné, enfin poumommpartimenté des crocodiliens.

De plus, les poumons des chéloniens et de cerainss reptiles aquatiques ont un grand
volume, leur permettant d’interrompre leur venitlat pendant plusieurs heures. Cette

particularité physiologique rend impossible uneuictéibn par les anesthésiques volatils
D’'un point de vue mécanique, les poumons des esptdont trés fragiles. Lors de

ventilation assistée, il est donc conseillé de as @gépasser une pression d’insufflation de
12cm HO* " 13

D. Les autres zones d'échanges ga2e{ix

Il existe d’autres zones d'échanges respiratoinez tes reptiles.

Les muqueuses cloacale, buccale et pharyngée esrothes d’échanges gazeux. Chez les
espéeces aquatiques, notamment les chéloniensjsteexn diverticule cloacal qui sert de
réserve d’air lors des plongées.

Les serpents possedent des poumons trachéauxs (pdetérticules situés sur la zone
membraneuse de la trachée) qui assureraient laagsp lorsqu’une proie ingérée encombre

la cavité coelomique et diminue ainsi le volume aatipulmonaire.
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E. Mécanisme de la ventilation

Les reptiles ne possedent en général pas de dgaphrd_a cavité pleuropéritonéale non
segmentée est alors appelée cavité ccelorigie 2% 38

Chez les squamates (serpents et lézards), la atéilest assurée a la fois par les
contractions des muscles intercostaux et abdomigaugréent une dépression dans la cavité
ccelomiqué ® 2% "3

Chez les chéloniens, il existe un pseudo-diaphragmebraneux qui ne joue cependant
aucun role dans la respiration. La présence darkpace ne permet aucun mouvement de la
cage thoracique ou de la paroi abdominale. Lesidsripossedent des muscles pariétaux
assurant une compression de la masse viscéralecpderr une dépression intra-saculaire.
L’action de ces muscles peut étre facilitée panesivements de la téte et des membtés

Chez les crocodiliens, le mécanisme de la vertitatist identique a celui des mammiferes.
La dépression dans la cage thoracique est indaitiep contractions des muscles intercostaux
et d’'un pseudo-diaphragme (le septum post-hépatigiie?’ 42

Chez toutes ces especes dépourvues de diaphragméoks de cceliotomies, a l'origine
d’'une dépressurisation de la cavité ceelomique, vamgilation spontanée persiste. Il existe
dans la paroi des poumons, des muscles lisses ajuieprs contractions assurent une

circulation d’air" ?’.

F. Métabolisme anaérobie

Certains reptiles, notamment les chéloniens etresodiliens, mais aussi certains lézards
et serpents, sont capables de bloquer longuemanmt fdespiration. Cette aptitude
physiologique concerne les espéces aquatiques rqubasoin de plonger, mais aussi des
especes terrestres comme l'iguane vert. Ce deestecapable de survivre plus de 4 heures
dans une enceinte contenant 100% d’'dZoté L'induction par des anesthésiques volatils

reste alors un défi clinique difficile a relever.
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Il. Le systeme porte rénal

Les vertébrés non mammiféres possedent une vaseati@n rénale particuliere. lls
disposent d’'un systeme porte rénal qui draine gy gbles membres pelviens et de la queue
vers le parenchyme rénal, plus précisément versulasies rénauk * '3 2% % pour cette
particularité, certains auteurs déconseillent ¢ation de médicaments dans ces parties du
corps, car il serait probable que ces xénobiotigaesvent directement au rein. Les
conséquences en seraient alors une éliminationrphide pour les molécules a élimination
rénale et un risque de toxicité accru lors d'irifgtde molécules néphrotoxiqdés’

Cependant, il ne s’agit la que d’hypothéses. Ménfie)sstence d’'un systeme porte rénal
semble constante chez les reptiles, le drainageeuride la partie caudale de I'animal ne
semble pas transiter systématiquement par le @iaz la tortue a tempes roug@&sachemys
scripta eleganscomme chez I'iguane vert, le flux veineux des rhegs pelviens contourne
le rein et aboutit dans la veine abdominale veetrdi

Le flux veineux en provenance de la queue entexctiiment dans le parenchyme rénal au
niveau des tubules via le systéme porte rénal thpmne verf. ChezTrachemys scripta
elegans(Tortue a tempes rouges ou encore tortues dedelprce flux se dirige vers le
systeme porte rénal ou vers le systeme porte lgeatiCette observation sous-entend
I'existence d’un systéme de régulation originafldu sanguin dans le systéme porte réhal

A l'encontre de la recommandation précédente, Haltnontré cheZrachemys scripta
elegansque l'existence de ce systeme vasculaire modiéiefaton peu significative la
pharmacocinétique des xénobiotiques a excrétiomlegrgu’ils soient injectés dans un
membre pelvien ou un membre thoracifudde méme, la demi-vie plasmatique de la
gentamicine injectée par voie intramusculaire daertue boite n’est pas significativement
différente qu’elle soit injectée dans un membrezigel ou un membre thoraciquéefrapene
carolina caroling®.

En outre, malgré I'existence de ce systéme pomelréour que cette précaution soit
pertinente, il faudrait connaitre les voies d’éhation de chaque drogue chez les reptiles, ce

qui n’est pas fait a I'heure actuelle.
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lll. La thermorégulation

Les reptiles sont des poikilothermes. Leur métabwi est directement dépendant de leur
température centrale, elle-méme conditionnée paenapérature de I'environnement. La
solubilité des molécules dans le sang varie avéengpérature corporelle. Par conséquent, la
température ambiante sera un facteur a prendrerepte lors de I'anesthésie.

En effet, le métabolisme général de I'animal dineimgiil n’est pas maintenu dans la
fourchette de température préconisée pour son @shaaconséquence, I'induction et le réveil
seront plus lents pour des températures inférieatestempératures optimales de vie du

reptile anesthésié

IV. Les voies d’administration

A. Lavoie sous-cutang&C)

De méme que pour de nombreux médicaments, la woie-cutanée est a éviter chez les
reptiles pour I'administration des anesthésiques.eHet, certains anesthésiques s’averent
irritants et sont mal tolérés par cette voie (darbituriques en concentration supérieure a
2.5% ). De plus, la biodisponibilité sous-cutanppaaait tres faible ( faible vascularisation et
diffusion lente entre la peau et les mustlgs Cliniquement, I'utilisation de cette voie se

traduit par un temps de mise en place de I'eféet kong voire infini (ex : propofol, curaréd)

B. La voie intramusculair@dM)

La voie intramusculaire est la voie la plus utidéiggar les vétérinaires, car la plus pratique a

réaliser chez ces animaux.
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1. Choix de la zone d’injection

Pendant de longues années, il existait un consegaussoulait que les injections
intramusculaires chez les reptiles soient réalisies les muscles de la moitié craniale du
corps, du fait de I'existence d’un systéme portaté

Aujourd’hui, ce consensus ne tient plus: il a d&nontré chez quelques espéces que
I'utilisation des muscles des membres pelviens h@nge en rien la pharmacocinétique des
molécules injectées. De plus, les voies d’élimoratiles anesthésiques sont inconnues chez
les reptile **(cf. IL.).

2. Différents sites possibles

Chez les ophidiens, on ne peut utiliser que lescteaparavertébrayet on préférera faire
I'injection dans une zone située entre le prem@nstet la moitié du corps car elle apparait

plus charnu® ® (Photographies N° 4 et 5)

N

Photographie N° 4 et photographie N° 5 : Injectionntramusculaire chez un serpent.

On pourra utiliser les muscles des membres pehagetisoraciqueshez les lézards et les

chéloniens. Pour les membres pelviens, on utilipeééérentiellement les muscles glutéaux
pour réaliser linjection car ils restent plus déppés que le quadriceps féméral
(Photographie N° 6). Au niveau du membre antériéumjection se fait dans le triceps
brachiaf®. (Photographie N° 7)

25



Photographie N° 6 : Injection intramusculaire
dans les muscles glutéaux chez un iguane vert.

Photographie N° 7 : Injection intramusculaire
dans le triceps brachial chez un iguane vert.

Enfin on pourra utiliser les muscles de_la basdadgueuechez les crocodiliens et les
lézards de grande taitfe 2 ®(Photographie N° 8). Cependant, il arrive que cesales

soient abondamment enveloppés de graisse (notanuhentles crocodiliens), qui pourra si

BN

'anesthésique y est injecté, étre alors a l'oegid’'un retard voire d'une absence
d’inductior?’.

Photographie N° 8 : Injection intramusculaire dansles muscles caudaux chdguana iguana.
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C. La voie intraveineus@V)

Cette voie demeure peu utilisée. Les vétérinaitesptéferent en général les voies
intramusculaire et intraccelomique, car les injeig restent techniguement plus faciles a
réaliser.

1. Les différentes voies veineuses

Les veines juqulairesont faciles d’acces chez les chéloniens. Elled situées en zone

ventro-latérale du cd®i La veine jugulaire droite, de plus gros diaméwe la gauche, est
préférentiellement utilisée. Chez les serpentg, @kst accessible que chez les animaux de
moyenne et grande taille, boidés par exemple (serplun métre et plu$)

Pour réaliser une ponction jugulaire, il conviefibfdtrer localement les tissus avec un
anesthésique local puis réaliser une petite intisidanée. On disseque ensuite le tissu sous-
cutané afin d’isoler la veine. On peut alors plaaeicathéter intraveineux que I'on suturera a
la peau ou que I'on fixera avec un adhésif. On péaliser la pose de ce cathéter sur animal
vigile, lorsque les animaux sont débilités ou tespératifs. Cependant, ce geste douloureux
peut nécessiter une sédation voire une anesthésie

La pose de cathéter jugulaire peut aussi étresé@mabans dissection. La veine est visualisée

par une compression réalisée a la base du cou.

La veine palatinest accessible uniquement chez les serpents deegtaill€®,

Cette veine doit étre réservée a I'injection deakdotiques. Sa ponction reste difficile car elle

se collabe facilemefit

La veine céphaliquepeut étre cathétérisée chez les chéloniens etékzsds aprés une

dissection cutanée ou m3nAprés la pose d’'un garrot, la veine est localaggonctionnée.

La veine abdominale ventratdhemine le long de la ligne blanche a l'intériderI’abdomen

chez les reptiles. Chez les lézards, il importeéddiser une dissection apres infiltration d’'un
anesthésique local pour localiser cette V&iiBhotographies N° 9 et 10). Un manipulateur

expérimenté peut utiliser cette voie chez les afiéles en piquant & travers la caraface
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Photographie N° 9 et photographie N° 10 : Dissectiocutanée sur la ligne blanche

puis cathétérisation de la veine abdominale ventralchez un iguane.

La veine coccygienne ventrakst la voie la plus utilisé® - %3 Méme si cette veine est
drainée par le systétme porte rénal, la pharmadigireé des molécules n’est que peu
modifiée. Elle est utilisable chez les serpents giande taille mais reste difficile a
cathéteriser.

Photographie N° 11 : Injection dans la veine coccygnne ventrale chez un python réticulé.
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Elle est cependant aisée a localiser chez lesdgzar les crocodiliens. On peut la
ponctionner par la face ventrale, en se placamt $ue la ligne médiane de la queue et juste en
arriére d'une vertébre dans I'espace intervertdb(®hotographies N° 11 et 12). Elle peut

aussi étre ponctionnée en zone latéro-venttale

Photographie N° 12 : Injection dans la veine coccygnne ventrale chez un iguane vert.

La veine coccygienne dorsaleertains auteurs proposent d'utiliser la veigeccygienne

dorsale chez les chéloniens. Cependant, une \aiific anatomique a mis en évidence qu'il
s'agit en réalité de ponctions des sinus paravents’. D’aprés ces auteurs, cette voie serait
a eéviter pour l'administration de xénobiotiques aminent anesthésiques car cette voie
majorerait le risque d'injection dans les ménirigjeGette voie reste pourtant trés utilisée par
les vétérinaires qui ne notent pas de risque répratique.

Le clinicien tire la queue de la tortue vers I'aré et vers le bas. Il réalise I'injection dans
le tiers proximal de la queue. Il insére l'aiguilier la ligne médiane de la queue jusqu’a

obtenir du sang (Photographie N° 13).
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Photographie N° 13 : Ponction du sinus veineux caatldorsal chez une tortue grecqueTestudo graeca).
2. L’injection intracardiaque (IC)

Elle est trés utilisée chez les serpents. Le ctauvere facilement localisable par palpation
(absence de sternum chez les ophidiens). La pose dathéter intracardiaque ou la
réalisation d’une injection apparaissent trés &l ®3 Cette voie est aussi empruntée chez
les lézards et chéloniens par certains auteursriexgétés. |l est pourtant bon d’éviter cette
voie si on dispose d'une autre voie veineuse suffreent grosse pour étre ponctionnée.
L’injection d’anesthésiques directement dans I'exalde peut en effet créer des hypotensions
séveres mais aussi des lésions plus ou moins é@snpouvant entrainer un collapsus

cardiaqué® ®
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D. La voie intraosseusgO)

Cette voie est de plus en plus utilisée.

On peut utiliser un cathéter intra-osseux che4deards et les chéloniens. En général, on
implante le cathéter dans un fémur, mais le tileiat @ussi étre utilisé sur les animaux de plus
grande taille. Chez les chéloniens, le cathétet pte mis en place au niveau du pilier

inguinal de la jonction entre la carapace et lstptaf®,

1. Matériel
On peut utiliser un cathéter intraosseux en métalméme une aiguille a injection ou a
ponction lombaire. Le choix de la taille de l'aijgiise fera en fonction du diameétre du tube

de I'os que 'on veut cathétériser.

2. Technique
Aprés avoir réalisé une asepsie chirurgicale deolae d'implantation du cathéter, on
utilise un anesthésique local au niveau du gragedtanimal, puis on cathétérise le tube
fémoral en partant de son extrémité distale ouild@a tdepuis son extrémité proximale
(Photographie N° 14). Cette technique peut étrésg&a sur animal vigile avec une simple
anesthésie locale. On implante le cathéter entaeHiat de petits mouvements de rotation
autour de l'axe de laiguille pour traverser la tamle de I'os et cathétériser la cavité

médullaire de I'os.

Photographie N° 14 : Cathéter intra-osseux mis enlace dans le tibia chez un iguane vert.
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Il importe de toujours vérifier radiographiquemdat bon positionnement du cathéter
(Photographie N° 15). Il faut réaliser un clichéfdee et un de profil. La corticale des os de
reptile étant relativement fine, le risque de trage la corticale la diaphyse n’est pas

négligeable.

Photographie N° 15 : Vérification radiographique dubon positionnement d'un cathéter intra-osseux.

E. Lavoie intraccelomiquéCe)

Chez les chéloniens les injections intracoelomigoes réalisées au niveau du pli inguinal,
cranialement au membre pelvien et caudalement &er pnguinal de la carapace
(Photographie N° 16).
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Photographie N° 16 : Injection intraccelomique dange pli inguinal chez une tortue grecqueTestudo
graeca).
Chez l'iguane, les autres lézards et les crocatdijieelle est réalisée en face ventrale
(Photographie N° 17). L’aiguille est plantée sureuigne paramédiane (afin d’éviter de
ponctionner la veine abdominale ventrale), a mitau de I'abdomen (pour éviter de

ponctionner le foie cranialement ou les masse adg®e présentes dans |'abdomen

postérieur).

Photographie N° 17 : Injection intracaelomique en zwe abdominale paramédiane chez un iguane vert.
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Chez les ophidiens, l'injection intra-coelomiqué Ealisée entre le tiers moyen et le tiers
postérieur du corps de I'animal en zone paramédiane

Cette voie est utilisable pour I'anesthésie gémrémakis la vitesse d’induction apparait tres
variable en fonction des individus et des anestjipési utilisés. Il faut éviter les produits

irritants qui pourraient déclencher une péritonhemiqué’ *°
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Partie 2 : Les difféerentes techniques d’anesthésie

Nombre d’anesthésiques et de techniques « pselahth@siques » ont été et sont encore
utilisées chez les reptiles. Ces techniques et cutdé n’'ont pas toutes le méme potentiel
analgésique, anesthésique et myorelaxant. Certadtaediées expérimentalement, semblent
efficaces pour quelques especes de reptiles ssqses majeurs ; d'autres, plus empiriques,

sont a abandonner.

I. Les techniques ancestrales ou anecdotiques

A. Catalepsie, hypnose, manceuvres vagales...

L’'immobilisation des reptiles utilise nombre deheimues empiriques dont les résultats

cliniques sont généralement de trés courte duréde tible intensité.

En exercant une pression sur les globes oculaieesettains |ézards, on obtient une
hypotension et une bradycardie qui immobilisenhii@al. Ce dernier récupere son état de
conscience a la moindre stimulation auditive otil&é.

De méme, le fait de claquer violemment la machdis crocodiliens entraine un état de

catalepsie transitoire

La mise sur le dos de certains Iézards et croewdi)iainsi que le fait de leur couvrir les
yeux avec un bandeau, entrainent leur immobilisatioorsqu’on additionne les deux
dernieres technigues on parle alors d’"hypnosefs mdaencore I'animal récupére son état de

vigilance & la moindre stimulatioh

Toutes ces techniques sont en fait a ranger danbvles d’histoire naturelle. A notre
époque ou l'éthique tient une place grandissahteemble impossible d'utiliser de telles
techniques qui n'ont pas d'effets analgésiquesdent trés stressantes pour les animaux. Les
reptiles sont des animaux trés sensibles au sttgs=ut déclencher chez eux de nombreuses
affections et troubles du comportement (ex : anejexCes manipulations peuvent aussi étre

dangereuses pour I'animal puisqu’elles entrainestlitadycardies et des hypotensions, mais
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surtout pour le manipulateur, lorsqu’il a en faeelai un animal venimeux ou un animal de
grande taille et de grande puissance. Enfin, admigues ont un effet tres variable selon les
individus et s’avérent peu reproductibles.

B. Anesthésie par le froid

L’'anesthésie par le froid (I'animal est placé afnigérateur a 5°c pendant plusieurs heures)
a été utilisée classiquement lors des premiéresvientions chirurgicales sur des reptife®
% Si elle permet immobilisation du patient, elie procure aucune analgésie et engendre
une diminution du métabolisme de I'animal. Il egislors un risque d’exacerber des maladies
métaboliques telle que la goutte viscérale et dd@nér une faiblesse du systéeme
immunitairé * % Dans la littérature plus récente les auteurs mi&bent cette technique

gu’ils qualifient de barbare. Cette pratique dasfparaitre des ouvrages et des mémoires.

C. L'électroanesthésie de l'iguane vert

Northway a décrit une technique d’électroanesthdsi€iguane vertifuana iguana qui
consiste a faire circuler deux courants alterndtifs de basse et un de haute fréquence) au
travers du corps du patient. Les électrodes saagpk de part et d’autre de la téte de I'animal
en zone temporale. Il a ainsi obtenu une induatioune récupération plus ou moins rapides
en fonction du ratio (basse / haute fréquence). &edts respiratoires sont survenus lors
d’augmentation trop importante de l'intensité diecte’®. Les animaux anesthésiés par cette
technique n’ont cependant pas subi de chirurgievdlaur analgésique de cette technique n'a

jamais été évaluée.

D. L'éther et le chloroforme

L’éther a été le premier anesthésique volatil sdilichez les reptiles. Divers travaux
montrent que les résultats obtenus apparaissetiveshent satisfaisafit Le chloroforme a
aussi été utilisé par Kaplan, mais nous ne disposteucun résultat publié concernant sa
s(reté d’empldF.
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Aujourd’hui ces deux agents n’ont plus cours erique vétérinaire car :

- ils sont irritants pour les muqueuses des animaux.

- ils ne sont pas utilisés dans des vaporiseurs ét®gomn, mais par introduction
d’ouate imbibée de liquide dans une cage a inducti@ concentration en
anesthésique et la profondeur d’anesthésie sorst atm contrélables.

- Enfin, ces molécules sont explosives et donc @atilon dangereuse pour le

manipulateur.

E. Le méthoxyflurane

Le méthoxyflurane est un anesthésique halogénéagité utilisé avec succés chez les
reptiles pendant de nombreuses antié&¥Cependant, des morts lors de I'anesthésie ont été
décrites chez des serpents en bonne santé des Najaesp.et Ophiophagus sp!’ ainsi que
chez les élapidés et certains bofdés

Le méthoxyflurane posseéde des effets cancérigenesématotoxiques. Il n'est plus
commercialisé dans le monde.

II. L'examen pré-anesthésique et la prémédication

Hormis en cas d’'urgence, comme chez les carnivdoesestiques, seuls les reptiles en
bonne santé apparente et dont les paramétres tioctes paraissent corrects seront

anesthésiés. Cette précaution permet de limitaidgaes anesthésiques.

A. L'examen pré-anesthésigue général

L’examen pré-anesthésique est important chez jglege En effet, les valeurs usuelles
des différents parametres cardiovasculaires etradsppes ainsi que la température sont tres
variables d’'une espéce a l'autre et méme d’un iddia I'autre. Elles restent trés largement
influencées par les conditions de logement. Un exaclinique minutieux permet donc de
définir les valeurs de base de la fréquence caudiggC) et de la fréequence respiratoire (FR)
ainsi que la température et le poids de I'animahaVanesthésie générdie
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B. Les examens complémentaires

Sur un animal en bonne santé apparente, on peautnsenter d’'un bilan pré-anesthésique
succinct comportant un hématocrite, un dosage dsipes plasmatiques et une mesure de la
glycémie.

La glycémie varie beaucoup d’'une espéce a 'ay@ 1 g/L) et est plus faible que celle
des mammiféres et des oise¥lix

D’autres examens peuvent étre envisagés si I'@agamhté du patient le nécessite. Leur

choix est alors conditionné par la clinique.

C. Correction des parameétres biochimigues

Si lintervention n’apparait pas urgente, il comtiede corriger les parametres

biochimiques anormaux avant d’anesthésier I'animal.

Il faut d’abord penser a réhydrater I'animal :
- par immersion simple dans de l'eau a la températypttmale de vie de
'espece.
Rq : les chéloniens ont la capacité d’absorberadailpar leur muqueuse cloacale, ce qui
leur permet de concentrer I'acide urique qu'ilsréxent?.
- par voie orale
- par voie parentérale
Les voies utilisables sont nombreuses : la voiaweineuse (IV) chez les reptiles les plus
gros (Photographie N°18), la voie intra-ccelomigl@&e] chez les plus petits, la voie sous-
cutanée (SC) chez les individus trop petits pourcfionner une voie veineuse et la voie intra-
osseuse (IO) chez les lézards et les chélonierd@aphie N° 19).

L’hydratation normale des reptiles se situe enfre¥58% du poids VAT.
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Photographie N° 18 : Perfusion intraveineuse via laeine abdominale ventrale chez un iguane vert.

Photographie N° 19 : Perfusion d’un iguane vert pawvoie intra-osseuse.
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D. La perfusion per-anesthésique

Comme chez les carnivores domestiques, les autecosnmandent un débit de 5 a 10
ml/kg/h (1V, ICe, 10, SCy 2> 3% %He NaCl & 0,9%, de lactate de Ringer, de gluccsd au
du glucose 2,5% + NaCl 0,458 ©2

Attention, il faut cependant garder en mémoire tpieglucose 5% est un soluté de
réhydratation hypotonique car le glucose est cons®@mapidement apres l'injection dans

'organisme.

E. Le jedine pré-anesthésique

Si I'état de santé du patient le permet, il estguable de réaliser un jelne de 24 a 48 h
chez les lézards et les chéloniens se nourrissatidiennement et d’'une semaine chez les
ophidiens. Le jelne évite les régurgitations dorar fa méme occasion les fausses
déglutitions. La cavité abdominale n’est pas ena@émlpar des aliments ce qui augmente le
volume courant des poumons et facilite la venthati Enfin, I'anesthésie entraine un
ralentissement important du transit digestif etaddigestion du fait de I'hypothermie qu’elle

engendré

F. La prémédication

1. Anticholinergiques

Leur utilisation reste anecdotique chez les reptills peuvent étre utilisés pour prévenir
une eéventuelle bradycardie ou pour limiter les &@uns orales et respiratoires qui
risqueraient d’obstruer la sonde endotrachéalenmotent chez les plus petites especes. De
tels phénomeénes restent rares chez les répffles

Certains auteurs proposent aussi d'utiliser leglaolinergiques pour prévenir un éventuel
cedéme pulmonaire suite & une anesthésie avec riisitiques.

L’atropine s’emploie & 0,01-0,04 mg/ket le glycopyrrolate & 0,01 mg/Kgnjectés en IM

10 a 15 minutes avant I'induction.
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2. Phénothiazines

L’acépromazine a été utilisée par de nombreux asitdtile potentialise I'anesthésie et
diminue ainsi la dose d’anesthésique a injectgre Fecommande son utilisation a une dose
comprise entre 0,1 et 0,5 mgfRg D'autres auteurs administrent jusqu'a 1 mg/kg

d’acépromazin®. Son utilisation chez les crocodiliens n’a jaméiis décrité’.

La chlorpromazine a été utilisée avec succes chesteprs especes de tortues aquatiques
du genrePseudemys sp(10 mg/kg IMJ* > %> Elle entraine une induction par les
barbituriques injectés en ICe beaucoup plus ragideproductible que lorsqu’ils sont utilisés
seul§ *

Aucun auteur n'a décrit dinconvénient ou d'accidesuite a [I'utilisation des

phénothiazinés® %
3. Benzodiazépines

Le diazépam est frequemment recommandé pour ohieeirbonne myorelaxation lors
d’anesthésie avec la kétamine.
L'utilisation du diazépam doit étre proscrite apmése injection d’ivermectine qui le

potentialisé®.

Le midazolam est une benzodiazépine hydrosoluldsgmtant les méme effets bénéfiques
gue le diazépam (myorelaxation, analgésie, ...)s mae vitesse d’action plus grande et une
efficacité plus reproductible. Pour diverses intiass, le midazolam peut étre utilisé seul. Il
procure une bonne sédation chez certaines esgéaegxemple, a 1,5-2,5 mg/kg IM chez
Trachemys scripta elegams obtient une myorelaxation et une sédation édkente qualité
sans créer de dépression cardiorespiratoie

Il faut cependant garder en mémoire qu’il exists depeces résistantes au midazolam.

Chrysemys scriptatteint au mieux un état de sédation pour des dek@sng/kg®.
Le zolazépam est une benzodiazépine non utilissdalée. Elle est toujours associée a la

tilétamine pour limiter la rigidité musculaire trémportante engendrée par cette derniere.
(Cf.: 1. C))
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L'utilisation du flumazénil en fin d’anesthésie pawontrer les effets des benzodiazépines
ou en cas de surdosage n’'a jamais été décritelehazptiles. Son codlt tres élevé reste un
facteur limitant de son utilisation lors de I'artedie des reptiles.

4. Les agonistea2-adrénergiques

Connus pour induire une sédation et une analgdisiers auteurs proposent I'utilisation de
ces agents de la prémédication.

La xylazine a des doses variant de 0,1-1,25 mgrkdyit des effets variables allant de la
sédation & I'anesthésie généfal¥ et pouvant durer de 45 min & 12 h selon les iddii
2 a 4 mg/kg de xylazine en IM chez les chéloniens
0,8 mg/kg IM chez les ophidiens

2 mg/kg IM chez les sauriens

La médétomidine a été utilisée en association kv&eétamine par quelques auteurs (Cf I
D 132).

Peu de données sur l'utilisation desagonistes chez les reptiles ont été publiées. I
semble possible d'utiliser les antagonistesaeadrénergiques ( ex : atipamezol 50u§7Kkg
chez les reptiles pour accélérer le retour & ugagavice normale apres une médication a la

médétomiding® °2

lll. Les anesthésiques injectables

A. Les anesthésigues injectables : avantages et iGn@nts

Il est possible chez les reptiles d’administreretsv agents injectables plus ou moins
conventionnels pour induire la perte de conscie@es. agents injectables possédent diverses
gualités et défauts :

Les avantages :
- lls sont pour la plupart peu onéreux (sauf le pfolpo
- lls apparaissent utilisables dans tous les cabirétinaires et ne demandent

pas d’investissement dans un équipement spécial.
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Les inconvénients :
- Aprés administration, le contréle de la profondé@anesthésie semble difficile
voire impossible.
- lls ont pour la plupart une élimination lente. Léveil et I'induction
apparaissent longs (sauf pour le propofol).
- Certains requierent d’étre injectés par voie irgmaguse (propofol,

barbituriques), geste technique qui n’est pas tosjtacile a réaliser.

B. L'uréthane

L'uréthane reste tres peu cité dans la littérat@térinaire. Il peut étre administré par voie
orale, intraveineuse, intraccelomique ou intracauid. Certains auteurs rapportent une
utilisation chez les chéloniens a différentes doEesfonction des voies utilisées, les durées

d’induction semblent tres variables :

2,4 g/kg en IV induction en 2 heures
1,7g/kgenIC induction en 12 min

2,8 g/lkg en ICe induction en 2 heures
2,8 g/kg en PO induction en 4,5 heures

Dans ces rapports, la durée de I'anesthésie égilus de 10 heures dans la majorité des
cas®*

Son utilisation chez certains lézards lors d’étusi@sle fonctionnement de l'oreille a été
décrite, mais sans aucune donnée sur la posoltdes evitesses d’induction et de réveil
observées.

C. Les barbituriqgues

1. Voies d’administration utilisables
Chez les reptiles, toutes les voies d’administraemblent utilisables a condition de ne

pas dépasser une concentration de 2,5% car leiusigphes sont alcalins et donc irritahtt

est cependant préférable d’utiliser la voie IV.
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Lors de l'utilisation de la voie intra-ccelomiqu&pparition d’cedéme mésentérique a été
décrité' *°

2. Métabolisme et élimination

Le mode d’élimination des barbituriques reste imtoohez les reptiles, méme si certains

auteurs présument qu'il est hépatique comme clsem#nmiféres

Les barbituriques ont une latence et une duréded’'ingues et imprédictibles. Elles sont
conditionnées par I'espéce, le stade physiologipitanimal et sa température corporfté
19, 46.

La latence peut prendre de 30 minutes a plus dhewge pour une durée d’anesthésie
chirurgicale allant de 20 a 45 minutes. La récup@natotale s’avere longue et peut durer
plusieurs heures a plusieurs jouf3

Le méthohexital est un barbiturique réputé pouraaion et son élimination environ trois
fois plus rapide que le thiopental et le pentoliatbBon utilisation a été proposée chez de
nombreuses espéces de reptiles par Beif@eemple :Thamnophis sp.Anolis carolensis,

Tupinambis tuguixinVaranus niloticusCordylus cordylusChrysmys picta picteetc.)

3. Posologie

Tableau 1 : Doses et voies d’administration des bhituriques chez les reptiles.

Dénomination Doses Références
PENTOBARBITAL 10-30 mg/kg IV 6, 16, 25, 27, 45, 46
ICe IM
THIOPENTAL 15-30 mglkg ICe 6, 25. 28, 46
METHOHEXITAL 5-20 mg/kg SC 6
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Il est difficile de définir des posologies préciséisexiste des variations inter- et intra-
spécifiques importantes. Il faut cependant noterlga reptiles de grande taille requierent une
guantité d’anesthésique par unité de poids dewxdhis importante que les petits spécimens.
Les serpents venimeux présentent une certaindanésgsaux barbituriques et nécessitent une
dose double par rapport & celle des serpents momeax" *¢ 1% 46

Des morts ont été décrites chez des ophidiens descdoses faibles de thiopental et
pentobarbital (2 & 6 mg/ky)

Chez les crocodiliens, Fleming conseille une daspeahtobarbital de 8 a 15 mg/kg ICe ou

IV2">° La voie orale a été utilisée & une dose de 20@giTy
4. Effets secondaires et inconvénients

Une dépression cardio-respiratoire et des apnéeseténrapportées lors d’'anesthésies
générales avec des barbiturifue®'un point de vue pratique, leur utilisation pour
I'anesthésie des reptiles ne permet pas le conti®ll profondeur de I'anesthésie. Lorsque
I'injection est réalisée, le temps d’induction paav étre trés long, le praticien peut étre tenté

de réinjecter de I'anesthésique. Le risque de Sag® est alors élevé.

5. Conclusion

Dans la littérature la plus récente, les auteucomeillent d'utiliser les barbituriques qui
s’averent difficiles d’emploi et pour lesquels deertalités d’animaux sains ont déja été

décrited 46 %

D. Les anesthésiques dissociatifs

Considérés comme faiblement toxiques chez les \waes domestiques, les agents

dissociatifs ont été proposeés pour I'anesthésigajades.

1. La kétamine

Chef de file des agents dissociatifs, la kétamir&éautilisée avec succes dans tous les

ordres de reptilés’ 11223133, 70
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11.Voies d’administration utilisables

Les auteurs recommandent d'utiliser les voies IK2,& 10. Le temps de latence est bien
sr plus lent par voie SC* 3! 3 Comme chez les mammiféres, elle provoque une vive
douleur et des réactions violentes lorsqu’elle iegictée par voie IM ou SC chez les

reptile$?.

12. Métabolisme et élimination

L’élimination de la kétamine se fait par le reirezHe chat et par le foie chez le chien. Son
excrétion et sa métabolisation chez les reptilsernt inconnues.

Certains auteurs déconseillent son utilisation cfeezanimaux en mauvais état général car
le temps de récupération peut alors durer plusjeurs’. Des morts ont été décrites chez des
reptiles africains Python sebaet un Psammophis punctulatysprésentant une infection
bactérienn€.

13.Posologie

131. L’induction

La kétamine permet d'induire une simple sédatiamé dose de 22 a 44 mgfkg" *
Cette dose permet par exemple de réaliser une ratiplo médicale sur un animal rétif ou
d’intuber un animal que I'on souhaite entretenie@un agent volatil. La kétamine s’'avére
tres utile pour I'induction des espéces qui peuwdodquer leur respiration pendant un temps
important (chéloniens par exemple).

Pour atteindre un stade d’anesthésie chirurgicatelg seule kétamine, on utilisera une
dose de 55 & 88 mg/kg™ Le temps d'induction varie de 10 & 30 minutesy@yenne. La
récupération totale peut durer plusieurs jours @ jaursf. Arena décrit I'utilisation & des
doses comprise entre 180 et 230 mg/kg pour obter@ranesthésie chirurgicale avec de la
kétamine seule, chez deux especes de grands ssingawaliensggernia kingiiet Tiliqua
rugosa®.

L'intervalle des doses conseillées s'avére trégelamais la faible toxicifé de la kétamine

permet d’éviter les surdosages.
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La dose d’anesthésique par unité de poids dimirugz daugmentation du poids du
patienf' %8
La dose nécessaire a I'anesthésie des serpentase@niapparait beaucoup plus importante

que celle utilisée pour I'induction des ophidiens wenimeuX.
132. L’entretien
Il est possible d’entretenir 'anesthésie généemlénjectant a la demande 10 mg/kg toutes
les 30 minute’s
Pour des animaux plus résistants, on peut réimjelete doses jusqu’a atteindre une dose
cumulée de 100 & 130 mgMda récupération risque alors de durer une serffaine

133. Les différentes associations possibles avec larkata

La kétamine est tres peu analgésique et n'est pasetaxante. Il est ainsi pertinent de

I'associer a des agonistag-adrénergiques ou des benzodiazépines.

Midazolam + kétamine

L’association du midazolam a la kétamine (2 mgMgde midazolam + 20-40 mg/kg IM
de kétamine) induit une anesthésie générale deleml qualité (plus profonde, bonne
myorelaxation, meilleure analgésie ch&helydra serpentina’. La dose de kétamine pour
atteindre un stade d’'anesthésie chirurgicale séaverins importante du fait de la
potentialisation induite par le midazolam. Au cair, Holz ne note pas de différence
significative lors de I'utilisation du midazolamrome préanesthésique associé a la kétamine

chezTrachemys scripta elegétis

Xylazine + kétamine

La xylazine a des doses allant de 0.1 & 1.25 magkgciée a la kétamine a 25 a 75 mg/kg(
IM 1IV) donne de bons résultats lors de I'anesthésis reptileS' *°. Sedgwick recommande
leur utilisation aux doses de 10 mg /kg de xylaznB0 mg/kg de kétamine en fil

D’aprés Holz, l'utilisation de cette associationdwnne pas de résultats significativement
différents de la kétamine seule. Cependant, leesdds xylazine utilisées par cet auteur sont
trés faibles ( 2 mg/kg.
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Par ailleurs, des informations fournies par le tabmre BAYER suggérent I'utilisation du
mélange d’Hellabrun (4 ml de kétamine 1000mg/106rélangés a un flacon de 500 mg de
xylazine séche [ROMPUN®]) chez différentes espéleereptiles aux doses suivarites

Tortue d’'Hermann 0,08ml/kg IM
Iguane vert 0,15-0,32 ml/kg ICe
Lézard ocellé 0,15 ml/kg ICe
Varan gris 0,2 ml/kg ICe
Pythons 0,15 ml/kg ICe

Boa constrictor 0,15 mi/kg ICe

La latence de ce mélange est de 30-40 min et kedlianesthésie chirurgicale de 45 a 60

min en général. La phase de sommeil peut parfgisaenger jusqu’a 6 heures

Médétomidine + kétamine
Malley a administré 100pg/kg de médétomidine etnsfkg de kétamirfd °* & des

couleuvres américainesampropeltis getulus californidé Haerd propose ['utilisation de

cette association & différentes ddses
Lézards 150 pk/kg médétomidine + 10-15 mg/kgWMO
Tortues terrestres 50-100 pk/kg méedétomidinel® Bag/kg IM
Tortues géantes 40-60 pk/kg médétomidine + 4-BonigV
Tortues aquatiques  100-300 pk/kg médétomidin@-25Lmg/kg IM
Peu de données sur l'utilisation de la médétomidhrez les reptiles sont disponibles dans

la littérature vétérinaire.

14 . Effets secondaires et inconvénients

+ [Effets secondaires

Méme lors de stades d’anesthésie relativement padsfal peut persister des mouvements

serpentins de I'animal.
Comme chez les mammiferes, la kétamine présente ¢effets dépresseurs
cardiovasculaires chez les reptiles. Mais si I'épabkse la dose de 110 mg/kg, on peut assister

a des apnées et une diminution du rythme cardfadpes morts ont été décrites chez les
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crocodiliené’. on note chez certaines espéces, notamment clseselpents, des cas
d’hypertension, tachycardie, bradypnée et hypolagiui’" °®(expériences menées sur deux
especes Pituophis melanoleucus catenifet Elaphe obsoleta Ces phénomeénes existent
aussi chez certaines espéces de lézards commiedeesa langue bletell importe donc de

prendre la précaution d’intuber les animaux afin mpermettre une ventilation assistée

lorsqu’elle est nécessaire, méme si ces effetagao@s demeurent relativement rares.

* Inconvénients principaux

Un des inconvénients majeurs de la kétamine redienips de récupération long dont elle
est responsabl® bien que celui-ci soit relativement plus coureqelui observé avec les
barbituriques,

De plus, pour atteindre un stade d’anesthésie rgfidrale sur des animaux de grand format
(comme les crocodiliens), il faut injecter des voés trop importants en pratidtie

Enfin la persistance d’'un certain nombre de réfeéflexe palpébral par exemgl@eut
rendre la surveillance de la profondeur de I'aresthdifficile.

La persistance du réflexe laryngé ne géne cepepaartintubatiof.

15.Conclusion

L’'anesthésie fixe avec la kétamine semble un pmgéthtivement sdr et facile a utiliser
chez toutes les familles de reptiles. Il faut celaen prendre la précaution d’'intuber I'animal
et d’utiliser un pré-anesthésique myorelaxant atgasique.

On peut aussi l'utiliser pour créer une simple #fiédaafin d’intuber le reptile et
d’entretenir son anesthésie générale avec un agkaiti.

2. L’association tilétamine / zolazépam

21.Particularités et différences par rapport a larkéta

La tilétamine est un anesthésique dissociatif @attes rapide.
Elle posséde un potentiel anesthésique plus puisgenla kétamine. Il est ainsi possible
de l'utiliser chez les reptiles de grand format lear volumes injectés s’averent compatibles

avec la pratiqué.
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On n'utilise jamais la tilétamine seule car elléuit des crises de tétanie et une rigidité
musculaire trés importante. Elle est toujours a@ésoavec une benzodiazépine (a action
rapide elle aussi), le zolazépam, qui apporte umend myorelaxation et une meilleure
analgésié

22.Métabolisme et élimination

Le métabolisme et I'élimination de la tilétaminedet zolazépam demeurent inconnus chez
les reptiles. Nombre d’auteurs décrivent que @ociation entraine une anesthésie générale
ou une sédation de longue durée. De méme, la réatigrecompléte de I'animal apparait tres
longué 28

Soulignons que Barten a décrit lors de réchaufférmeificiel des animaux, un phénomene
de ressolubilisation de la tilétamine dans le séng.en effet observé un approfondissement

de I'anesthésie a la suite d’une telle pratique

23.Posologie, effets secondaires et inconvénients

Selon les auteurs les doses utilisées sont vasiable

Il semblerait que pour de fortes doses (88mg/kgdlatiendrait une anesthésie chirurgicale
de plus de 16 heures mais avec une récupératioplétmallant jusqu’a 24 heure$Schobert
propose des doses allant de 10 & 30-40 mg/kg klaspecéd

Tableau 2 : Dose de I'association tilétamine/zolagém (Telazol) chez différentes espéces de reptiles.

Dose moyenne ou intervalle de

Espéce dose Références
(mg/kg )
Boa constrictor 15-29 64
Crotalus atrox 35-210 64
Crotalus horridus 75 64
Iguana iguana 10-26 64
Lampropeltis getulus
californiae 0 o4
Python molurus 154 64
Trachemys scripta elegans 3.5-14 64
Alligator mississipiensis 15 21
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Encore une fois, les serpents venimeux ( gewretalus par exemple) semblent plus
résistants a cet anesthésitjue

Utilisée & faible dose (<15 mg /kdg® ®, I'association ne permet généralement pas
d’obtenir une anesthésie profonde mais seulememtsadation poussée. Flemming propose

une dose de 4-8 mg/kg de I'association en IM poumabiliser les crocodiliens adultds
24.Conclusion

Il est préférable de ne pas généraliser I'utilmatde I'association tilétamine/zolazépam
chez les reptiles. La meilleure solution semblecdda limiter son utilisation a I'induction
d’'une anesthésie générale entretenue par des agéatits et aux individus de grand format.

E. Le propofol

1. Voies d’administration utilisables

Comme chez les mammiféres, en raison de sa présentous forme d’émulsion, le
propofol requiére une administration par voie vas&" *® ® || a cependant été décrit des
administrations intra-osseuses chez I'iguane®vprovoquant une anesthésie générale de

bonne qualité.
2. Métabolisme et élimination
Le métabolisme de cette molécule chez les repsieda encore inconft Cependant, il
présente une induction et une récupération rapiiesj qu’'une courte durée d’action, de

I'ordre de la demi heure chez les repfifedl représente I'agent injectable de plus courte

durée d’action chez les reptiles.
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3. Posologie
* Pour I'induction (Tableau 3)
Le propofol est utilisé a une dose comprise enteé 3 mg/kg par voie intraveineuse (ou

intraosseuse chez les lézards). On prépare unecdagglete et on injecte celle-ci par petits

bolus toutes les 2 & 3 minutes jusqu’a obtentiostdde anesthésique déiré

Tableau 3: Posologie du propofol proposée par diffénts auteurs dans les différentes classes de rdes .

BENNET SCHUMACHER”®|  MALLEY ** FLEMING*'
5-10 mg/kg
Sauriens IO chez 13 mg/kg IV
l'iguane vert
Ophidiens 10 mg/kg I\
) 14-15 mg/kg
Chéloniens 5-10 mg/kg IV v
Crocodiliens 3-5 mg/kg |

* Entretien de 'anesthésie générale
Chez les chéloniens, il est conseillé d’entretBaitesthésie & un rythme de 1 mg/kg/Min
alors que chez liguane vert une dose moins imptetasemble plus appropriée (0,5
mg/kg/min)8. Il n'y a pas dans la littérature de référencesceonant les autres espéces de
reptiles.

4. Effets secondaires et inconvénients

Le propofol procure peu d’analgésie et doit étreoatpagné d’'un protocole anti-douleur

en cas de manipulation ou chirurgie doulouretis&s

L’administration de propofol nécessite d’avoir wae veineuse a disposition. Comme

nous l'avons précédemment évoqué, la réalisatiatique d’une injection intraveineuse n’est
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pas aisée chez certains animaux rétifs ou de &8t faille et peut méme étre dangereuse
pour le clinicien chez les animaux venimeux etréggiles de tres grande taille.

De plus, il a été noté un certain nombre d'effasdiorespiratoires avec du propofol
administré a 5 ou 10 mg/kg en IO chez l'iguane.v@r observe une légere diminution du
rythme cardiaque et de la saturation en oxyfjébme hypercapnie et des apnées sont
fréquemment décrites lors de l'inductioril faut donc intuber systématiquement I'animal
pour pouvoir le ventiler. En général, aprés uneéapies animaux récupérent une ventilation
spontanée assez rapidenient

Comme chez 'homme, la durée et la sévérité dedespdépendent de la dose et du rythme
d’administration. Il est donc conseillé d’admingstte propofol sous forme de petits bolus ou
en injection continue et lente jusqu'a obtentiors@ule d’anesthésie désfté

5. Conclusion

Le propofol est peu cité comme anesthésique chezrdptiles dans la littérature,
notamment du fait de son colt éleve. Néanmoinauésurs qui I'utilisent en parlent comme
d'un anesthésique de choix lorsque l'acces a une veineuse est possible sur I'animal
vigile.

Il peut étre utilisé en dose unique pour une irgetion de courte durée (une intubation
permet un relais par des anesthésiques volatilsasrde besoin) ou en perfusion, voire en

bolus répétés, pour entretenir une anesthésieaénér

F. L’étorphine

L’étorphine est un puissant narcotique utilisé pangsthésier les animaux sauvages.
Chez les reptiles, cet opioide a surtout été atitisez les crocodiliens et tres peu dans les
autres familles.

1. Voies d’administration utilisables

On peut administrer I'étorphine par voie IM, ICe Bumais pas par voie SC car elle est

alors inefficac&.
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2. Métabolisme et élimination

L’induction et la durée de I'anesthésie avec urnection intraccelomique sont deux fois
plus courtes qu'aprés une intramusculdir®’aprés Schumacher, chez les crocodiliens, le
temps de latence est identique, que I'étorphineisiectée par voie IM ou 12

Les reptiles semblent plus résistants a I'étorpljune les autres especes. L'origine de cette
résistance demeure mal compfisé

3. Posologie

Différentes doses sont décrites dans la littéraemdonction de la voie d’administration et
de la profondeur d’anesthésie recherchée.
La dose nécessaire par unité de poids apparaibigdgéante avec 'augmentation de taille

des animauk?” 2

Tableau 4 : Dose de I'étorphine chez quelques espéale reptiles.

Especes Doses
Crocodiliens 0,05 & 3 mg/kg IK*
Tortue & tempes rouges (tortue de Floride) 0,25 agy/kg IM"?
Tortue des Galapagos 0,22 mg/kg i
Serpents Résistants & des doses > 5 mg/kg

L'immobilisation des animaux est obtenue aprés RD aninutes, pour une durée d’effet
de 20 minutes a 2 heures.

L'utilisation de I'étorphine chez les lézards a él&crite, mais aucun protocole précis
d’anesthésie avec I'étorphine n’a été publié.

De méme, l'utilisation de la naloxone, un antagenges opioides, n'est pas documentée

chez les reptiles.
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4. Effets secondaires et inconvénients

Cet anesthésique semble peu utile chez les refHitesffet :

- Les reptiles y sont relativement résistants et sgtant donc, pour
I'induction, des doses élevées. Certains reptited snéme totalement résistants a
I'étorphine Prymarchon corais couperPituophis catenifer sayetc. ).

- L’étorphine a un effet trés variable, peu reproihlietet ne produit
pas une anesthésie profonde, mais juste une imisaiimh permettant des
manipulations peu douloureuses méme chez les dhiecsd (reptiles les plus
sensibles & I'étorphin®) 2

- L’étorphine est un narcotigue soumis a une légiaparticuliere.
Son codt est relativement élevé et les effets dépres de cet agent rendent son
utilisation dangereuse pour le clinicien.

- L’étorphine n’est pas disponible en France.

5. Conclusion

L'étorphine est un produit onéreux et dangereuxe E'a que peu d'utilité pour
I'anesthésie des reptiles, qui y sont, de surcrelidtivement résistants.

G. Alphadolone/alphaxalone

1. Voies d’administration utilisables

Cette association de deux anesthésiques steroigiens étre administrée par voie
veineuse, intra-ccelomigtie ou intramusculai®. Elle a cependant moins d'effet lors
d’administration ICe (on obtient simplement uneati&h)® et est complétement inefficace
en SC°.
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2. Métabolisme et élimination

Cette association n’est pas liposoluble et ne siacte pas dans les tissus adipeux. Ces
agents sont rapidement élimif%s

Le métabolisme et les voies d’élimination demeunecnnus chez les reptiles.

Si on l'utilise en IV, on assiste a une inductioestrapide de I'ordre de quelgues secondes
a quelgues minutés Si on utilise la voie IM, I'induction dure envit0 minute® °

La durée de I'anesthésie est relativement cougelfda 30 mif?' *9 et augmente avec la
dose administré® La récupération est totale aprés une durée ‘adenl heure 30 & 4

heured* 4°

3. Posologie

Une dose de 9-15 mg/kg fM1°°ou 6 & 9 mg/kg I 3* °° >%est recommandée pour une
anesthésie de courte durée ou pour intuber I'anamaht d’entretenir I'anesthésie avec un

anesthésique volatil.

4. Effets secondaires et inconvénients

Aucune répercussion cardiovasculaire ou respietoa été mise en éviderice

Par contre, un effet anti-analgésique déja obsdans les espéces humaine et féline se
manifeste chez certains individus reptiliens. Itregluit par une importante agitation lors de la
phase de révéfl *°

L'utilisation de l'alphadolone/alphaxalone donnesdeisultats tres variables chez les
serpents. Chez les animaux de petit format pouquikes I'acceés a une voie veineuse est
impossible, I'administration en IM peut étre suidain échec anesthésique qui peut étre
expliqué par la réalisation d’'une mauvaise in@ttiM. En effet, cet anesthésique est

inefficace lorsqu'’il est administré par voie 8C

Enfin, il est bon d'utiliser les anesthésiques aithiens avec précaution chez les jeunes
crocodiliens car des accidents anesthésiques manekté décrits
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5. Conclusion

Le mélange alphadolone/alphaxalone peut étre éitibwec assez de slreté pour
'anesthésie des reptiles de grande et de moyaile notamment chez les lézards et les
chéloniens. Son effet est beaucoup moins satisfaid#ez les petits spécimens et chez les
serpents d’'une maniere générale. Enfin il faut eévison utilisation chez les jeunes

crocodiliens.

H. Les curares

1. Particularités des curares

Les curares ne sont pas des anesthésiques a pesprearler puisqu’ils ne produisent
gu'une simple immobilisation sans perte de consdewe l'animal. Néanmoins, ces
molécules restent trés utilisées chez les chélendm grande taille et surtout chez les

crocodiliens.

2. Voies d’administration utilisables

Les curares sont généralement administrés par imti@musculair€’. Ills sont souvent
utilisés chez les crocodiliens de grande taillejdction se fait en général de loin a la
sarbacane ou au fusil & seringues hypodermiques.

Il convient de souligner que lefficacité thérapque dépend de la qualité de
administration. En effet, lorsque le produit esjecté partiellement en sous-cutané, sa
biodisponibilité devient faible et les concentragoplasmatiques obtenues apparaissent

insuffisantes pour induire les effets recheréhés
3. Mécanisme d’action
Ces molécules sont toutes des bloquants neuronairesulElles se fixent aux récepteurs a
'acétylcholine de la plaque motrice. De la, sdie® empéchent le passage de I'influx

nerveux sans dépolariser la cellule ( gallamineacatrium ) et on obtient une paralysie

flasque, soit elles se fixent et entrainent unetézation de la cellule musculaire entrainant
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une contracture des muscles et une paralysie qui @¢re flasque ou spastique
(succinylcholine).
Comme chez les mammiféres, la gallamine est élieniia les reins sans métabolisation

4. Posologie

Les posologies sont trés variables selon les autdig tableau 5 ci-dessous résume les

posologies décrites dans les articles les mieuxmeatés de la littérature vétérinaire.

Tableau 5 : Les curares chez les reptiles

Doses Références
3-5 mg/km IM 16, 68
0
=
.8 0,5-2 mg/kg IM
3 (Chéloniens 0,5-1 mg/kg
%’; Succinylcholine Grands lézards 0,75-1 mg/kg 7,13, 27, 38,51
0 Crocodiliens juvéniles 0,4-1 mg/kg
G
S Crocodiliens adultes 0,5-5 mg/kg)
Déja utilisée jusqu’a 9,5 mg/kg chez dep -
spécimens résistants sans effets indésirgbles
' 0,4- 4 mg/kg IM trés variable selon les
Gallamine 27, 28, 51, 52, 64

especes.

_ 1-8 mg/kg IM chez les pythons
Tubocurarine _ _ 6, 52
6 mg/kg IM colubridés australiens

Besylate d’atracuriun

—4

15 mg/kg IM 21, 27, 52, 57

Curares non dépolarisants

Rque : la gallamine n’est plus commercialisée emée.
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Les effets de la gallamine et de I'atracurium sémersibles avec de la néostignfihé" >
( 0,03 a 0,06 mg/kg IM apreés utilisation de gallaeet 0,05 mg/kg IM aprés une injection
d’atracurium ). La récupération est alors rapide 5 a 40 mifi* °X On peut aussi combiner
I'atropine a 0,01-0,02 mg/kg en IM pour antagonisfet bradycardisant de la néostigmine.
Il nexiste pas d’'agent antagoniste de la succhmlice. La récupération dépend

uniquement de I'excrétion urinaire de I'animal.

L'utilisation du d-Tubocurarine n’a été recenséauga fois chez un crocodilien, mais en

association avec des barbiturigiledi est donc impossible de définir des doses.

Il est en général admis que l'utilisation de lalaaine plus de deux fois chez le méme
crocodilien augmente les risques de mortalité. 6apet Loveridge décrit 'immobilisation

d’un crocodile du Nil huit fois en six ans avegtdlaming”.

La récupération aprés une immobilisation aux cerast assez rapide. L'immobilisation
ne dure que quelques heures en moyenne (3 h) avecsdiccinylcholine qui est un curare a
action trés rapidé °* ®® Une douzaine d’heures de récupération sont naicessavec la

gallamine et 6 heures environ avec I'atracufiim

La succinylcholine est utilisée avec grand sucdesz des crocodiliens, notamment chez
I'alligator®’. Aux doses proposées (Tableau N°5), la succinjilubo’entraine pas de blocage
des muscles intercostaux et I'animal ventile spuéraent®. Pour les autres curares, les arréts
respiratoires sont plus fréquents notamment avgallaminé' *%. Quelle que soit la molécule
utilisée, il est essentiel de disposer du mat@oel intuber et ventiler I'animal.

Les curares ne doivent pas, pour des raisons éthidre utilisés seuls pour réaliser une
manipulation douloureuse ou une chirurgie. En quatj il est possible de débuter une
anesthésie aprés l'immobilisation, soit avec unstmésique volatif®: soit avec un

anesthésique injectable tel que la kétamine.

Spiegel recommande l'utilisation de diazépam ewa@ason avec la succinylcholine chez
I'Alligator américain (diazépam 0,37 mg/kg IM 20 maies avant la succinylcholine 0,24
mg/kgf” ® Cette combinaison permettrait I'utilisation d’'upéus faible dose de curare,
diminuerait les contractures musculaires et enfitnagnerait une sédation qui réduit le stress

engendré chez I'animal incapable de se déplacer.
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5. Effets secondaires et inconvénients

Lors de surdosage avec la gallamine, on peut obisene bradycardie, une augmentation
de la motricité digestive, une hypersalivation ¢ mydrias&’.

Les curares ne sont pas des anesthésiques camtsinent pas de perte de conscience ni
d’analgésie. Les curares ne sont pas utilisables I&$ serpents qui y sont peu senstBlé&e
plus, comme chez tous les reptiles, il est possibidserver des contractures parfois a
'origine d'une hyperkaliémie et d’'une myoglobin@mimportante pouvant avoir un effet

toxique respectivement sur le coeur et sur I€tein

Enfin, chez les chéloniens males, les curares péwrdrainer un prolapsus du pénis, qui
parfois s’avére irréversible, mais surtout, qui tpétre a l'origine de lésions séveres du

pénis®.

6. Conclusion

Méme si les curares sont cités tres souvent autob@mesthésie dans la littérature, ils ne
font pas partie de cette famille de médicamentsur Letilisation doit se limiter a
immobilisation d’animaux dangereux tels les crdidiens ou de chéloniens de grande taille
qui auraient besoin d’étre déplacés.

Pour les chirurgies, ils peuvent éventuellement aitilisés pour immobiliser les
crocodiliens de grande taille avant une anesthgsigérale afin d’examiner I'animal et de

pouvoir 'anesthésier (injection, intubation, étesans danger pour le manipulateur.
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IV. Les anesthésiques volatils

Leur grande fiabilité lors de I'anesthésie des ivames domestiques a rendu l'utilisation
des anesthésiques halogénés fréquente en pratitiernaire. Par conséquent, leur utilisation

chez les reptiles apparait grandissante.

A. Les anesthésigues volatils : avantages et incoamtni

Les anesthésiques volatils présentent un certambre d’'avantages par rapport aux
anesthésiques injectables et quelques inconvém@neurs.

Les agents volatils permettent :

- Un contrdle précis de la profondeur d’anesthésie.

- De se passer du poids corporel précis de I'anig®lgqui évite une
manipulation qui pourrait étre dangereuse lorsgupaltient est un reptile de grande
taille, agressif ou lorsqu’il s’agit d’'un animalnieneux.

- Une induction et un réveil rapides dans la plude# cas.

- L’intubation endotrachéale est facile chez lesileptméme vigiles.

- Si lanimal est intubé, cette méthode anesthésigered aisée
'administration d’oxygene pur et la ventilation meelle en cas de défaillance
respiratoire.

- Une anesthésie associée a des dépressions cgpdiaees
minimes par rapport aux anesthésiques injectables.

- Une induction non traumatique et non stressante f@suanimaux
puisque l'induction en cage ne nécessite pas deewrgtion musclée si I'animal est

réticent.

Cependant, les anesthésiques volatils présentefgups désavantages mineurs.
- La myorelaxation et I'analgésie sont relativemewntgrées s'ils sont
utilisés seuls.
- lIs sont relativement chers, surtout les plus récefisoflurane,

sévoflurane).
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- Lors de l'induction, trois phases peuvent étreatisées :

* Une phase d’excitation, due a la crainte de I'ahloraqu’il percoit I'odeur
des vapeurs inhalées.

* Une phase de délire caractérisée par des mouvenwonsques et
incoordonnés dus a I'anesthésique lui-méme.

 Une phase danesthésie pendant laquelle l'animalcalene et perd
conscience. Sa téte tombe, sa machoire inféria@urel&che jusqu’a obtenir un stade
profond d’anesthésie générale, dit stade chirukgica
Lors de la phase d’excitation une contention biadisée est nécessaire si I'animal
est induit au masque.

Enfin, la vie aquatique permet a certains repties couper leur
respiration pour plonger. Ainsi, les chélonienretcodiliens peuvent stopper leur
ventilation lors de I'induction avec des anesthésgyvolatils. D’autres reptiles non
aquatiques, quelques squamates (comme l'iguaneuedst capable de survivre en
milieu dépourvu d’oxygene pendant plus de 4 hewgespmbre de tortues terrestres,
en sont aussi capables. L’induction avec un gasthésique peut alors se révéler
impossible. Pour éviter les arréts respiratoire®ntaires lors de I'induction, il est
conseillé d’augmenter la concentration en anesihéspar palief$ et d’ajouter du
protoxyde d’azote et/ou 5-10% de £8u gaz portedt ®° Le fait d’ajouter un peu
de CQ entraine une hyperventilation donc une inductias papide.

B. Les modes d’administration

1. Choix du circuit

Pour des reptiles pesant moins de 18Ky ®ou 5 kg’ ?” selon les auteurs, il est

recommandé de ne pas utiliser un circuit réinhatatoar 'espace mort et la résistance sont

trop important$ *°

On considere que le débit en oxygene nécessaireymaubonne oxygénation du patient

est 1 a 2 L/min lorsqu’un circuit non réinhalatogt utilisé. Pour les reptiles de grande taille

reliés a un circuit circulaire, un débit de 2 a/fhin d’oxygene sera utilisé pour I'induction.

Ce débit sera diminué jusqu’a 1 ou 2 L/min pendlantretien de I'anesthésid" 1% 27- 38.52.65
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Ces débits d’oxygene sont valables chez toutesdpeces de reptiles, y compris les

crocodilieng’.

2. La cage a induction

Elle peut étre utilisée de deux manieres.

21.« Open-drop method »

On place un morceau d’ouate imbibé d’anesthésiaus ¢h cage a induction, puis on y
place I'animaf *°

Cette méthode est décrite dans les publicationglissanciennes mais continue a étre citée
dans les ouvrages récents. Befinpar exemple, pense que cette technique d'inductsi
envisageable pour des interventions de courte d@épendant il est plus prudent d’éviter
cette méthode. En effet, elle ne permet pas unr@ende la quantité d’anesthésique placée
dans la boite. Méme si I'on place un volume biefindé@’anesthésique sur le coton, son
pourcentage de vaporisation dans la chambre atindugarie avec la température extérieure.
De plus, les anesthésiques volatils sont plus degse l'air, ils restent donc au fond de la
cage a induction ou ils sont trés concentrés. bahia donc du mal a s’endormir tant qu’il a
la téte levée, puis risque de s’intoxiquer quaamdsthésie se fait ressentir et qu’il ne peut
plus maintenir sa téte. Par ailleurs, elle seftejdsl’induction et nécessite donc un entretien

avec un vaporiseur si I'on effectue une intervamtangue.
22.Cage a induction reliée a un vaporiseur
La cage a induction est directement connectée eswoxial de I'appareil d’anesthésie

volatile*? (Photographie N° 20). Cette méthode permet unréenprécis de la quantité

d’anesthésique qu’on administre a I'animal.
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Photographie N° 20 : Anesthésie d’un iguane vert ecage a induction.

Cette technique est utilisable pour tous les eptgourvu qu’ils puissent entrer dans la
cage a induction. Il faut bien penser a prévoirciges a induction de différentes tailles pour
choisir une cage la plus petite possible afin diiré I'espace mort et surtout afin de remplir
rapidement la cage pour que l'induction soit rapide

Bonath préconise I'anesthésie en cage a inductiotowg pour les reptiles de petite et
moyenne taille¥.

Les reptiles de grande taille seront immobiliséecades curares ou des anesthésiques
injectables et intubés dés qu’une bonne myorelaxatst obtenté

3. L’anesthésie au masque
(Photographies N° 21 et 22)

L’anesthésie au masque est utilisable chez lesaanimoopératifs et de force limitée. En
effet, lors des premiéeres inspirations, I'odeurl’daesthésique peut entrainer des réactions
violentes de la part de I'animal. La contentiontdaiors étre bien réalisée. Il est donc
impossible d’anesthésier au masque des squamates etocodiliens de grande taille.
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Photographie N° 21 et photographie N° 22 : Inductio au masque chez un iguane vert et un boa
constrictor.
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La plupart des chéloniens étant capables de rétrictéte dans leur carapace, I'induction
au masque est parfois irréalisable. Il est pluse sdgtiliser la cage a induction, en se
rappelant toutefois que les chéloniens sont sowliffitiles voire impossibles a induire avec
un anesthésique volatil. Une induction avec un aiggectable est alors conseillée.

Les serpents venimeux devraient préférentiellerdartinduits en cage a induction. Il est
cependant possible de réaliser leur contention demgube en plexiglas (Figure 4), de
diametre juste supérieur a celui du corps de l'ahif®n place I'avant du corps dans le tube
transparent et on empéche sa progression danddedune main. L'animal ne peut ni
avancer, ni reculer, ni se retourner. Il est apmrssible d’adapter un systéme pour brancher le

coaxial sur I'extrémité du tub®

Figure 4 : Contention et anesthésie au masque desrjgents venimeux.

Cette technique permet aussi de stimuler la ppastérieure du corps afin d’augmenter la
fréquence respiratoire pour accélérer l'induction

Pour les animaux de petite taille, on peut utillesrcorps de seringue en guise de masque
a induction (Photographie N° 23).

Photographie N° 23 : Masque de fortune utilisé cheane tortue (corps de seringue coupé).
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4. L'intubation endotrachéale

41.Le matériel

L’intubation endotrachéale est indispensable Idtmal anesthésie, qu’elle soit fixe ou
volatile. Elle permet de ventiler I'animal si nésase.

On utilise des sondes endotrachéales en PVC ashdaés le commerce. On peut trouver
des sondes spécialement congues pour les nouvedmaux de compagnie a partir d'un
diametre de 2,5 mm. Si on devait endormir des leptde tres petite taille, libre a
'imagination de chacun de trouver de quoi intulesranimaux. Une sonde urinaire pour chat
coupée a la bonne longueur, un cathéter intraveifde diamétre adapté a la trachée de
I'animal) peuvent faire office de sonde endotratdh@@hotographies N° 24 et 25).

Photographie N° 24 et photographie N° 25 : Intubatin d’'un boa constrictor avec un cathéter
intraveineux.

42.Réalisation

L’intubation est facile a réaliser chez les repgtile

Certains auteurs proposent méme d’intuber les st&xpainsi que les tortues et iguanes
coopératifs, vigiles. Cependant pour éviter de rcdis |ésions dans les voies aériennes de
'animal et de le stresser, il est préférable dedlire au masque, en cage, ou avec un
anesthésique fixe. On peut aussi réaliser une siggalation, créant ainsi un relachement des
machoires et limitant le stress causé a I'animal.

Il faut aussi penser a pulvériser un peu d’anesthédocal sur la glotte de I'animal, car
certains anesthésigues (comme les anesthésiquexidiffs) ne suppriment pas le réflexe
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laryngé. Cette anesthésie locale permet aussitdiéun traumatisme de la muqueuse du

pharynx et du laryri.
43. Particularités

Chez certains Iézards et chez les chéloniens (Btagthie N° 26), la langue trés charnue
peut géner la réalisation de I'intubation. Il falnc appuyer dessus afin de bien visualiser la
glotte. Chez les crocodiliens, il existe un clapembraneux pré-épiglottique a repousser

pour visualiser le larynx.

Photographie N° 26 : Intubation endotrachéale d’uriguane vert.

Chez les chéloniens, il faut utiliser des sondes tourtes et ne pas les enfoncer trop loin,
car la bifurcation des bronches est parfois trémiale. On risquerait alors de réaliser une
intubation sélective.

68



Une fois lintubation réalisée, si I'on utilise usende a ballonnet, il faut vérifier que ce
dernier ne soit pas trop gonflé. Il pourrait alorfiger des lésions séveres a la muqueuse
trachéale (tres fragile) des chéloniens et cromdilqui ont des anneaux trachéaux complets.

C. L’halothane

L’halothane est I'anesthésique halogéné le pluseanencore utilisé. Il a été utilisé avec
succeés pour I'anesthésie générale des reptilestt conseillé par de nombreux aut&urs*

1. Dose

Les articles les plus anciens font référence adthade « open-drop’ss cependant, cette

meéthode n’est actuellement plus recommandablel{CB. )

L’halothane a été utilisé dans presque toutes lesses de reptilés ' 32 y compris les
chéloniens (exemple : tortue géar@eochelone giganté®u tortue marindepidochelys
kempel®).

Sa concentration alvéolaire minimum apparait |légerd plus élevée chez les reptiles que
chez les mammiféres. Lors de l'utilisation d’'un @dpeur, la concentration en halogéné
conseillée est 2,5 a 5 % pendant 20 a 30 min poduttion, puis 1,5 a 2,5% d’anesthésique
pour I'entretien de I'anesthéSie

Pour les especes venimeuses qui possedent uneneeraistance, il est recommandé
d’utiliser un pourcentage d’halogéné plus élevélees’attendre a un temps d’induction plus
long. Les raisons de cette moindre sensibilitéeresbujours inconnués *®
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2. Métabolisme et élimination

L’halothane est un anesthésique volatil relativetmigosoluble. Il s’accumule dans les
tissus adipeux, ainsi les temps d’induction et @mupération s’avérent plus longs que ceux
observés avec les autres anesthésiques halogénés.

Chez les mammiferes, I'élimination se fait en magpar le foie (12 a 20%), le reste de
I'anesthésique est exhalé par les poumons. Des tieflermations ne sont pas disponibles chez
les reptiles a I'heure actuelle.

En moyenne, linduction prend 5 a 33 min et la dudéanesthésie aprés une simple
exposition est de 5 & 20 mintftes

Apres l'arrét de I'administration, on assiste a wéeupération rapide, sans excitation, et

sans rechuf@
3. Effets secondaires et inconvénients
Lors de l'induction, les apnées sont fréequentdsesi donc recommandé d’administrer
d’abord le gaz vecteur (oxygene) a I'animal pusugimenter progressivement le pourcentage
d’halogéné® *
De plus, une Iégere dépression cardio-respiratoaresitoire en début d’anesthésie a été
constaté¥. On observe aussi une congestion passagére deglzense buccale

4. Conclusion

L’halothane peut donc étre utilisé en toute sééuftez les reptilé§ méme si I'induction

et le réveil sont plus longs comparés aux aumestaésiques volatit<®

D. L'isoflurane

L’isoflurane est décrit comme I'anesthésique dexcpour les reptiles.
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Divers auteurs ont publié leurs données persormeldéenues sur différents reptiles. Ces

1. Dose

informations sont résumées dans le tableau 6.

Tableau 6 : Anesthésie a l'isoflurane chez les rdfgs. Pourcentage de gaz anesthésiant et débit dimene.

INDUCTION ENTRETIEN
_ . Reférences
Pourcentage  Débit Pourcentage  Deébit
d’halogéné | d'oxygene| d’halogéné | d’'oxygene
2 Tortues 2-3 1-2
o 5% _ 2-3% _ 40
'g terrestres L/min L/min
2 Tortues S . R
© ) Impossible a induire méme apres 30 min a 5% 40
aquatiques

L 5% 1 L/min 1,5% 1 L/min 40
@
n

Iguanes 4-5 % 3 L/min 1-2,5% 3 L/min 26
[%2)
=
\g cameléons 2% 1 L/min 40

Varanus ) ]

. 2-4% 4 L/min 1-2,5% 3 L/min 26
salvatori

Pour simplifier, on peut dire qu’en général l'intioa se fait entre 3 et 5 % d’halogénés
avec un débit d’oxygene de 1-3 L/min. L'entretienfait entre 1,5 et 4 % d’halogéné, en

fonction des paramétres de surveillance de la pdgfor d’anesthésie”

L’induction dure quelques minutes (1 a 10) en g&ngtrla récupération totale survient 5 a

30 minutes aprés l'arrét de I'anesthésig

2. Métabolisme et élimination

La solubilité de I'isoflurane dans le sang essphible que celle de I'halothane.
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Sa métabolisation dans I'organisme est trés fgB/8% chez les mammiféred) il est
presque entierement éliminé par voie respiratofes deux caractéristiques font que
I'induction, le réveil et la récupération totalescenimaux sont beaucoup plus rapides gu’avec
I'halothane. Il apparait donc comme recommandaléz des reptiles débilitEsou ayant une

affection hépatique ou rénale.

3. Effets secondaires et inconvénients

Chez les reptiles, [lisoflurane semble moins dé&mwes cardiovasculaire que
I'halothané®®

4. Conclusion

L'isoflurane est a I'heure actuelle I'anesthésigleechoix pour les reptiles. Il permet une
induction et un réveil rapides et une anesthédegivement sure. Méme si son co(t est
relativement élevé par rapport a celui de I'halothail reste abordable et peut donc étre

recommandé en pratique vétérinaire libérale.

E. Le sévoflurane

Pour certains auteurs, le sévoflurane est un agsgqtie d’avenir qui risque de supplanter
lisoflurane. En effet, I'induction et le réveil sbplus rapides qu’avec l'isoflurane.

Il existe tres peu de publications sur son utilisathez les reptiles.

Il a été utilisé chez une espéce de tortue teer€@ipherus agassizfl. Tous les individus
pesaient moins de 5 kg. Apres lintubation des awixnvigiles on a administré 3-7% de
sévoflurane avec un débit de gaz vecteur de 1 L¥mairun circuit non réinhalatoire de Bain.
La durée d’induction dans cette espéece a été denBtes en moyenne et la récupération
(apres une durée d’anesthésie moyenne de 105 m)jriee80 minutes environ.

L’'anesthésie au sévoflurane induit une Iégére hymbn mais le rythme cardiaque n’est
pas significativement modifié, et les valeurs ded&rémie, la kaliémie et la calcémie ne sont

pas modifiées par I'anesthé¥le

Le sévoflurane est encore peu évalué chez leslegptinais son utilisation semble
prometteuse. Sa solubilité dans le sang étant enaas faible que celle de l'isoflurane les
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vitesses d’induction et de réveil sont plus gran@ependant, cette grande vitesse de réveil et
d’'induction demande une surveillance accrue dertdopdeur d’anesthésie. Les risques
d’intoxication rapide ou de réveil en cours d’ahésie ne doivent pas étre négligés.

De plus, son colt de revient trés élevé promet rende beaux jours a l'utilisation de
I'halothane et de I'isoflurane en médecine vétérsma

F. Le protoxyde d’azote

Le protoxyde d’azote n’est jamais utilisé seuledt additionné aux autres anesthésiques
volatils pour faciliter I'induction et éviter lepaées.

Il permet en outre une meilleure myorelaxatfaet un renforcement de I'analgésie.

Il est conseillé de toujours incorporer plus d&28’0xygéne au mélange portéur

Aprés avoir examiné et induit le reptile a anesdréscommence alors une phase
importante : la surveillance de I'anesthésie etaheil de I'animal.
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Partie 3 : Surveillance de I'anesthésie chez les
reptiles

Apres avoir induit 'animal, débute une phase deeaillance de la profondeur d’anesthésie
permettant au clinicien de réagir rapidement, faae réveil prématuré de I'animal ou a un
surdosage de l'anesthésique. Puis s’amorce unee plagéveil dont le bon déroulement

conditionne une rémission rapide de I'animal.

I. Profondeur de I'anesthésie générale

Il est important de savoir apprécier la profondéeil’anesthésie. Cela permet au clinicien
d’augmenter la dose d’anesthésique ou son rythmdnuhistration si I'anesthésie n'a pas

atteint le stade désiré ou en cas d’intoxicatian’agent anesthésique.

Il existe différents types de paramétres qui petiater le clinicien a définir la profondeur

d’anesthésie.

A. Les parameétres respiratoires et cardiovasculaires

Au cours de l'anesthésie, il importe de surveibsr fréquences cardiaque et respiratoire de
I'animal. Une augmentation de ces fréquences signéralement un phénoméne douloureux,
ou tout simplement le réveil de I'animal. Il fadbis approfondir 'anesthésie. Au contraire
une chute des fréquences signifie que l'anesthestig¢rop profonde et que I'animal est en
train de s’intoxiquer.

La surveillance des parameétres cardiorespirattorssde I'anesthésie s’avere difficile, car
le métabolisme est tres lent et les bruits cardiaggi mouvements respiratoires sont souvent
difficiles a entendre ou a voir. Généralement,sil @nseillé de recourir a une surveillance
instrumentale. De plus, chez les plus petites espdauscultation est impossible. ( Cf. 11.)

Chez les reptiles, faire des relevés de pressi@miete non invasive lors de I'anesthésie

s’avere impossible. Il apparait en effet diffiaile trouver une artére ou poser le cristal piézo-
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électriqgue du doppler et un brassard. En outref [@oplupart des reptiles, il n’existe pas de

brassard de taille adaptée a I'espéce.

B. La myorelaxation

La myorelaxation est un des buts de I'anesthésrergicale. Il existe différents moyens
de juger de celle-ci.

» Chez les chéloniens, lorsque l'animal est anesthdai myorelaxation permet de
manipuler la téte qui n’est plus rétractée daratapace.

* Le tonus de la machoire est aussi un bon indicateunyorelaxation.

Lors de linduction de l'anesthésie, la myorelagatiprogresse de la téte vers la partie
postérieure du corps. Lors du réveil, les fonctionstrices réapparaissent dans le sens
inversé.

Chez les ophidiens, il est difficile d’obtenir umgorelaxation complété

C. Evaluation de la profondeur de I'anesthésie pardfiexes

Les réflexes utilisables pour le contréle de I'dhésie sont nombreux mais ne sont pas
tous fiables pour toutes les classes de reptiles.

* Le réflexe laryngé si I'on intube I'animal aprés induction, le etk laryngé doit avoir

disparu. Il ne faut cependant pas oublier qu'aves hnesthésiques dissociatifs, la
myorelaxation est mauvaise et le réflexe laryngsipee.

» Le réflexe de retournemen{Photographies N° 27 et 28) lorsqu’on met unikesur

le dos, il essaye immédiatement de se retournévaltiation de ce réflexe est pertinente chez
tous les reptiles. Il disparait tres précocememsgiwe l'animal atteint un stade léger

d’anesthésie. Cependant, c’est un excellent marglietéveil.
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Photographie N° 27 et photographie N° 28 : Absenaie réflexe de retournement chez un boa et un iguan
anesthésiés.

» Le réflexe de retrait de la tétevalable uniguement chez les chéloniens. Lortede

manipulation, ces derniers rentrent la téte enigpatt complétement dans la carapace. Ce
réflexe disparait des les premiers stades de thésie générale.

» Le réflexe linguat lorsqu’on tire sur la langue d’un serpent anésith celle-ci reprend

sa place a l'intérieur de la cavité buccale. S ediste extériorisée et ne reprend pas sa place,
I'animal est maintenu & un stade d’anesthésie profond” * (Figure 5). Ce réflexe est aussi

utilisable chez certains |Iézards, notamment lesrtkszcarnivores.

Figure 5 : La disparition du réflexe lingual chez un serpent signe une anesthésie trop profonde.

« L’élévation des cbéteslorsqu’on parcourt la face ventrale d’'un reptileec le doigt,

cela entraine un mouvement d’élévation des cbtes. p@énoméne disparait lors de
'anesthésie. L'absence de ce réflexe ne signaupagprofondeur d’anesthésie suffisante car

il disparait tres précocement ; cependant son reigne un réveil imminent.
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» Le réflexe de pincement de la queue et des memboesqu’on pince un membre, un

doigt ou la queue de I'animal, il le retire violeram. Ce réflexe persiste assez tard au cours
de l'anesthésie. Ce réflexe est absent lors d'adestd’anesthésie chirurgicale. On peut
effectuer ces manceuvres chez tous les reptilesogtiippourvus d’'une queue ou de membres.
Chez les crocodiliens, le réflexe de retrait desnimes postérieurs peut persister lors de
I'anesthésie, méme au stade chirurdical

» Le réflexe cloacal on pince légerement le cloaque de I'animal énier réagit en

agitant la queue. La disparition assez tardive eéeréflexe signe une bonne profondeur
d'anesthésie et d'analgésie. Ce réflexe persistenan@u stade chirurgical chez les
crocodiliend’. Chez ces espéces, sa disparition signe un sgeldsa’anesthésique.

Tableau 7 : Les différents réflexes utilisables paua surveillance de I'anesthésie chez les différéss
classes de reptiles.

+ = réflexe pertinent dans cette classe de reps
+/- = réflexe peu fiable chez ces especes

Ophidiens Sauriens Chéloniens Crocodiliens
Réflexe de
+ + +
retournement
Réflexe de retrai +
de la téte
Uniquement
Réflexe lingual + certains lézards
carnivores
Elévation des
R + +
coOtes
Réflexe de
pincement des + +
membres
Réflexe cloacal + + + +
Réflexe de
pincement de la +/- + +/- +/-
queue
Reflexe palpebra | o ophidiens n'on{ Pas présent chez +- +-
Réflexe cornéer]  Pas de paupieres| tous les lézards +/- +/-
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» Les réflexes cornéens et palpébrages deux réflexes doivent persister tout au tibang
'anesthésie. Leur disparition signe une intoximatills ne sont pas utilisables chez tous les
reptiles. Tout d’abord, les ophidiens n'ont paspadeipiéres, de plus certaines especes de
reptiles, notamment certains lézards ( lguanegystégtc), ferment les yeux lors de
I'anesthési®. Enfin, méme chez les reptiles possédant des @@spet ne fermant pas les
yeux pendant I'anesthésie, ces réflexes ne sortgmseproductibles.

 Le diametre pupillaire les réflexes photomoteurs doivent rester pigsems de

I'anesthésie. Une dilatation importante des pupitigne une intoxication

Tableau 8 : Comment juger de la profondeur d’anestésie chez les reptiles*?

La présence ou I'absence des différents réflexesrpeettent de juger de la profondeur de I'anesthésie
générale. Ces réflexes ne sont pas valables danstés les espéces de reptiles (cf. tableau 7).

Profondeur de
I'anesthési trop légére stade chirurgical trop profonde
Réflexes
Frequence respiratoire 1 = !
Fréquence cardiaque 1 = !
Réflexe de retournement présent absent absent
Réflexe de retrait de la téte présent absent absent
] ' ] présent
Réflexe lingual présent . absent
mais plus lent
Elévation des cotes présent absent absent
Réflexe de pincement des ]
présent absent absent
membres
absent
Réflexe cloacal présent (reste présent cher absent
les crocodiliens)
Réflexe de pincement de |a ]
présent absent absent
queue
Réflexe palpébral présent présent absent
] ] ] présent
Réflexe cornéen présent _ absent
mais plus lent
R o _ myosis plus ou mydriase peu
Diametre pupillaire mydriase _ ] o
moins serré réactive
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II. La surveillance cardiovasculaire et respiratoire

A. Surveillance de la fonction respiratoire

Le monitoring de la fonction respiratoire est quasnt impossible chez les reptiles. Chez
les serpents anesthésiés, les mouvements respsasoint imperceptibles du fait de I'absence
de cage thoraciqle ®> Chez les lézards, des mouvements thoraciques assez
frequemment visibles, ainsi que chez les crocali€Chez les chéloniens, des mouvements
du creux inguinal juste devant les membres pelvienwent parfois étre perceptibie§®

La surveillance respiratoire semble donc illusookez les reptiles sauf chez les

crocodiliens et lézards de grande taille.

B. La surveillance cardiaque

1. Le stéthoscope
L’auscultation externe au stéthoscope est illuspioerr la plupart des reptiles®™: ©°
Souvent, les bruits cardiaques sont trés faiblegzdes especes les plus petites la cupule du
stéthoscope est souvent plus large que le corpardenal.
Il est par contre conseillé d’utiliser un stéthgeezocesophagien chez les reptiles de
moyenne et grande tailles.
Chez les ophidiens, la fréquence cardiaque peetpéise par palpation de I'apex du coeur

puisqu’ils n'ont pas de sternum.

2. L'ECG
L’ECG est utilisable chez les reptiles. Son intétation reste difficile, mais il donne au
moins une idée du rythme et de la fréquence cardiag cours de I'anesthésie générale.
Chez les chéloniens et les |ézards, les électrani@sdisposées comme chez les carnivores
domestique¥ (Photographies N°29 et 30).
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Photographie N° 29 et photographie N° 30 : Positiarement des électrodes de 'ECG chez un iguane vert.

Sur les animaux de trop petite taille, on ne pestgbtenir de tracé car les électrodes sont
trop proches.

Chez les Iézards les électrodes peuvent étre garersgion cervicale, juste en avant de la
ceinture scapulairé

Chez les serpents, les électrodes peuvent étrégaacanialement et caudalement au cceur,
a une distance de deux fois la longueur de ce el&h@n peut aussi positionner une électrode
au niveau du cou et l'autre au niveau du clodgle masse est placée sur la queue.

Chez les crocodiliens, les électrodes sont placéesne chez les mammiféres. Le cuir est
trés épais et recouvert d’écailles tres duresaut flors fixer les électrodes sur des aiguilles
plantées entre les écailfés® Il est bien sir nécessaire de réaliser une asepsint de

réaliser cette manoeuvre.

3. Utilisation du doppler
(Photographies N° 31 et 32)
Le doppler n'est pas utilisé pour mesurer la pogssrtérielle, mais pour connaitre le
rythme cardiaque. On positionne le cristal en gdw cceur, de I'artére carotide ou de
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l'artére fémorale. Ceci permet de réaliser une allance auditive du rythme cardiaque de

I'animal®®°

Photographie N° 31 et photographie N° 32 : Monitorg cardiaque chez un iguane vert. Positionnement du
cristal piézo-électrique du DOPPLER en regard du cag ou de I'artere carotide.

C. L'oxymétrie de pouls

Les pinces linguales utilisées en médecine vétiéeiqeeuvent convenir pour les animaux
de taille respectable, mais les sondes cloacalessetphagiennes semblent plus adaptées et
plus faciles a placér®

Les valeurs usuelles de saturation en oxygéne dg das reptiles sont inconnues. Il ne
faut pas attendre des valeurs proches de celleatas/ores domestiques. En effet, le coeur a
trois chambres des reptiles, autorise un mélangebpdes sangs carbonaté et oxygéné dans

le ventricule unique.

D. La capnographie

La capnographie n’est pas utilisée chez les reptlReu-étre parce que les chambres de
lecture utilisées a I'heure actuelle ne sont paapts pour des animaux ayant un
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meétabolisme aussi faible que celui des reptilesplDe I'existence d’'un seul ventricule chez

les reptiles rend la capnographie peu fidble

[ll. Reéanimation et soins post-anesthésiques

A. Réanimation en cas d’accident anesthésique.

1. Massage cardiaque
Lors d'arrét cardiaque, une compression interntigéean regard du cceur peut suffire a

oxygéner les tissus.

2. La ventilation assistée
Lors d’apnée ou de bradypnée importante, il sa#itcouper I'anesthésique et de ventiler
'animal. Si 'animal est anesthésié avec un aré&stjue injectable, il faut le ventiler jusqu’au
retour d’'une ventilation spontanée.
Si une ventilation manuelle est nécessaire, il faaliser 2 a 4 mouvements respiratoires

par minute6, 7,19, 27, 38, 52, 65

Il a été décrit des récupérations apres plusiesusds d’apnée et d’arrét cardiaque chez les
reptiles. Cette observation repose sur la facufigsiplogique des reptiles de passer d’un

métabolisme aérobie a une anaérobiose

3. Les analeptiques respiratoires
Si 'animal n’a pas pu étre intubé, on peut utilise analeptique respiratoire. Le doxapram

?\7/ 52, 65, 71

entre 2 et 5 mg/kg peut étre injecté par voié Quelques gouttes peuvent étre

instillées directement dans la bouthe

B. Les soins post-anesthésigues

Le réveil est relativement long chez les reptithsfait de leur métabolisme plutét lent. Le
réveil complet peut parfois prendre plusieurs jdars d’'injections d’anesthésique fixe en IM
ou en SC.

Il ne faut pas extuber les animaux avant queMeikéoit complet.
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1. Fluidothérapie
Il faut poursuivre la fluidothérapie jusqu’a récug#on compléte de I'animal. Ceci permet
d’éviter d’exacerber une goutte viscérale latehté
(Cf. partie 211.D)

2. Analgésie
En post-opératoire, il importe de prolonger le pecole analgésique mis en ceuvre lors de
manipulations douloureuses ou d’en mettre un erepki cela n'a pas encore étéfait

3. Lieu du réveill
Le réveil doit se faire au calme et dans un endmmibbre. Les reptiles sont trés sensibles
au stres¥.

4. Température
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Photographie N° 33 : Phase de réveil en enceinteaalffée suite a I'anesthésie d'un iguane vert.

Il faut penser a réchauffer les animaux apres $drésie, mais aussi pendant I'anesthésie
si cela est possible.

Pendant la période de révell, il est conseillé @ntenir les animaux dans une enceinte ou
la température est comprise dans l'intervalle deptrature optimal pour I'espéce concefnée
19.52.65) ors du réveil, 'augmentation de températurenetrune élimination plus rapide de
'anesthésique. Mais attention, 'augmentation timportante de la température entraine une
augmentation du métabolisme, donc une surconsommaiioxygene et des risques

52, 65

d’hypoxie®

85






Conclusion

Ce travail a appréhendé les différentes étapesamesthésie générale des reptiles. |l
dénote néanmoins le manque de données sur la pt@rimétique et la pharmacodynamique

des anesthésiques chez les reptiles.

Il apparait difficile de définir un schéma anesitpgs fiable pour tous les reptiles.
L’annexe Il propose quelques protocoles anesthésiqu

L’anesthésie volatile avec lisoflurane semble, pbleure, la technique anesthésique la
plus slre et la plus efficace pour linduction &ntretien de I'anesthésie générale de
nombreux reptiles.

Pour les chéloniens et reptiles aquatiques capabégmeée prolongée, I'utilisation des
agents dissociatifs semble fiable et sans effebrakaire notable. Aprés induction et
intubation endotrachéale, le relais sera pris paagent volatil.

Chez les reptiles comme chez les autres espécémnlze conduite de I'anesthésie est

conditionnée par les capacités d’observation etapation de I'anesthésiste.

Des appareils de mesure des parameétres biochimégqingsnatologiques des reptiles sont a
I'étude pour aider les cliniciens ; mais le mangi@edonnées, notamment en thérapeutique,
reste un facteur limitant en médecine des reptilessnombreux travaux expérimentaux sont

envisageables dans ce domaine.

87






Annexe | :Les anesthésiques injectables chez les

reptiles.
ophidiens sauriens chéloniens crocodilie
PENTOBARBITAL 10-30 mg /kg ICe IM16:25:45.46 8|'é5 mg/kg
%) eliM
(0]
>
=
E THIOPENTAL 15-30 mg/kg 1C&%>284°
2
a
2]
METHOHEXITAL 5-20 mg/kg SC
KETAMINE 50-90 mg/kg IM3% 5 40'&6: 0 malkd
%))
£ | TILETAMINE/ZOLAZE | 3-5mg/kg | 4-6 m/kg IM 30 mg/kg
5 PAM M8 IV 0% IM©°
0
%]
5 | KETAMINE/MIDAZOL 40-60 mg/kg
B AM M 1
=
2 | XYLAZINE /KETAMIN | 0,1-1,25 mg/kg 30 min avant 25-50 mg/kg I 2 M9/kg M
< E I/ 2550 puis 20 mg/kd
"(7)' |M 27
(0]
< 40-
MEDETOMIDINE | 100 p/kg+50| -20KK/kg+107 300ug/kgt5-
IKETAMINE mglkg M | 12 ma/kgIM | 15 mg/kg en
IV 108 fonction des
espéces
13 mg/kg IV?
PROPOFOL 10 mg/kg I¥| 5-10 mg/kg 5'}35@95/ kg 3'5“759/ kg
108
ALPHADALONE/ALPH 6-9 mg/kg I\FO 34 90. 52
ADOXONE 9-15 mg/kg IM?®>°
SUCCINYLCHOLINE 0'75[“1,'5“9/ kg O'ﬁ\;ﬁﬁ/r?%/kg 0'?@?%’ kg
0 0,4-1,25
< GALLAMINE mg/kg
> 27,28,51
3 IM
BESYLATE D 15 g/kg
ATRACURIUM IM=H27
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Annexe Il : Quelgues protocoles anesthésiques

SQUAMATES :

1-

Induction en chambre a induction isoflurane 5 %spuoiubation et entretien
1,5 a 3% en fonction des paramétre de surveillaecBanesthésie avec un
débit d'G, de 1 L/min.

2- Induction avec 3-5 mg/kg de propofol IV IO puisretien a la dose de 0,5
mg/kg/min ou avec de l'isoflurane.

3- Tilétamine/zolazépam 3-5 mg/kg IM IV en inductionip entretien avec un
anesthésique volatil (isoflurane).

CHELONIENS :

1-  1-Induction ketamine 55 & 88 mg :kg ou mélange zigka / ketamine 0,1-
1,25 mg /kg+25-50 mg/kg IV puis intubation et etitne avec de I'isoflurane
1-2% avec un débit d'’Ode 1 a 2 L/min

2-  Propofol administré entre 3-5 mg/kg IV puis engeta 1 mg/kg

CROCODILIENS :

Immobilisation avec I'association tilétamine/zolpaén 4-8 mg/kg en IM ou 0,25 mg/kg de

diazépam IM suivi aprés 20 a 30 min de 0,4 mg/kgukxinylcholine en IM. Puis I'animal

est intubé et I'anesthésie entretenue avec ddllireme a la dose de 2 a 3 % avec un débit
d'O,de 1 a2 L/min.
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