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Direction des services vétérinaires                             Procédure normalisée de fonctionnement 

Objet : Génotypage de rats et souris transgéniques Numéro : TS-1a 

Portée : Ceci est une directive de la Direction des services vétérinaires à l'intention des 
utilisateurs et du personnel des animaleries de l'Université Laval (campus et 
centres de recherche affiliés). 

Préparée par Anne-Marie Catudal 
Vétérinaire clinicienne, Direction des services vétérinaires Date : 1er août 2013 

Modifiée par Annie-Christine Fillion 
Technicienne en santé animale conformité, Direction des services vétérinaires Date : 1er février 2023 

Révisée par Anne-Marie Catudal 
Vétérinaire clinicienne, Direction des services vétérinaires Date : 14 février 2023 

But : Décrire la procédure de génotypage chez le rat et la 
souris transgéniques. Version 3 

 

Généralités  

• Le génotypage sert à déterminer la constitution génétique d’un animal modifié 
génétiquement et surveiller la dérive génétique d’un élevage. (Lignes directrices du 
CCPA sur les souris et sur les rats) 

• Le choix de la méthode doit dépendre de la possibilité de réduire au minimum la 
douleur et la détresse de l’animal, de la quantité de tissus nécessaire et de la 
possibilité de combiner la manipulation à l’identification de l’animal. (Lignes 
directrices du CCPA sur les souris et sur les rats) 

• Le succès du génotypage dépend d’un échantillon adéquat, des mesures empêchant 
toute contamination entre les échantillons et des mesures qui évitent la 
dégradation des échantillons. (Lignes directrices du CCPA sur les souris et sur les 
rats) 

• Lorsque l’étude le permet, les techniques moins invasives comme la collecte de 
follicules pileux, de sang ou encore la prise d’échantillon fécal ou oral doivent être 
priorisées. 

• Un génotypage par PCR (Polymerase Chain Reaction) requiert moins d’ADN qu’un 
Southern Blot. 

• Il est recommandé d’effectuer le génotypage sur des animaux de 10 à 21 jours afin 
de diminuer la douleur ressentie. Cela a aussi comme avantage de cibler les animaux 
à garder avant le sevrage. La quantité d’ADN libérée est aussi maximale à cette 
période. 
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• Pour les manipulateurs inexpérimentés ou pour les lignées de plus petite taille, il 
est recommandé de procéder après 14 jours.  

• Des biopsies répétées nécessitent une justification auprès du CPAUL. 
 

Méthodes et procédures 

Échantillon de fèces 

• Méthode non invasive et simple, utile si peu d’animaux doivent être génotypés et 
qu’une identification n’est pas nécessaire.  

• Cette méthode comporte des risques de contamination croisée et n’est pas fiable 
pour toutes les constructions génétiques.  

• Les échantillons doivent être analysés dans les 24 h après la récolte et le génotypage 
requiert souvent plusieurs fèces par animal pour être efficace.  

• Prendre des fèces qui sortent de l’animal à la suite de la manipulation ou mettre 
l’animal dans une cage propre pendant une à deux minutes et récolter les fèces 
ensuite. 

Échantillon de salive et de cellules buccales 

• Méthode peu invasive et simple, utile si peu d’animaux doivent être génotypés et 
qu’une identification n’est pas nécessaire.  

• L’échantillon peut être récolté par pipette ou frottis buccal avec un coton-tige.  

• Les cellules buccales des animaux non sevrés pourraient être contaminées par 
l’ADN de la mère après l’allaitement ou par du sang en cas de blessure buccale.  

Échantillon de follicules pileux 

• Méthode peu invasive et simple, utile si peu d’animaux doivent être génotypés et 
qu’une identification n’est pas nécessaire.  

• Prélever des poils à l’aide d’une pince désinfectée/stérilisée sur l’abdomen de 
l’animal.  

• Cette méthode comporte des risques importants de contamination croisée.  

Échantillon de sang 

• Voir les PNF P-1 Prélèvements sanguins chez le rat, P-2 Prélèvements sanguins chez 
la souris et P-16 Procédure générale pour les prélèvements sanguins.  

• Ne pas faire chez des animaux de moins de 14 jours.  

• Une formation spécialisée sur les techniques de prélèvements sanguins doit 
préalablement être suivie et à jour au dossier de formation du manipulateur.  

https://www.dsv.ulaval.ca/wp-content/uploads/2022/01/P-1-Prelevements-sanguins-chez-le-rat-V2.pdf
https://www.dsv.ulaval.ca/wp-content/uploads/2022/04/P-2-Prelevements-sanguins-chez-la-souris-V3.pdf
https://www.dsv.ulaval.ca/wp-content/uploads/2022/04/P-2-Prelevements-sanguins-chez-la-souris-V3.pdf
https://www.dsv.ulaval.ca/wp-content/uploads/2020/04/P-16-Proc%C3%A9dure-g%C3%A9n%C3%A9rale-pour-les-pr%C3%A9l%C3%A8vements-sanguins-V3.pdf
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Biopsie de l’oreille 

• Nettoyer et désinfecter/stériliser un poinçon d’oreille et une paire de pinces. 

• Contentionner l’animal afin de limiter les mouvements de la tête. 

• Appliquer le poinçon à l’endroit voulu sur l’oreille et récupérer la biopsie. Il est 
possible de s’aider avec les pinces au besoin. 

• Replacer l’animal dans sa cage et noter sur le carton et/ou dans la base de données 
les informations relatives à son identification, au besoin. 

• Nettoyer et désinfecter/stériliser les outils entre chaque animal. 

Biopsie de la queue  

• Lors d’une biopsie de la queue, si un anesthésique local est utilisé, toujours vérifier 
le temps d’action requis avant de commencer la biopsie. 

• Un maximum de 5 mm peut être prélevé lors d’une biopsie de la queue. 

• Si de l’ADN supplémentaire est requis à la suite d’une biopsie de queue, des 
alternatives à une seconde biopsie de queue doivent être priorisées (poinçon 
d’oreille, prélèvement de poil, etc.). 

• Des biopsies de queue répétées nécessitent une anesthésie générale et de l’analgésie. 

• Anesthésie/analgésie : 

o Animaux de 10 à 21 jours : l’anesthésie locale est fortement recommandée. 

o Animaux de 22 à 31 jours : l’anesthésie locale est obligatoire. 

o Animaux de 31 jours et plus : l’anesthésie générale et l’administration d’un 
analgésique pour un niveau de douleur attendu de 2 sont obligatoires. Voir PNF 
A-1 Analgésie et anesthésie des rongeurs (Réf. tableau 1 ou tableau 2, plan 
analgésique 2) 

• Anesthésie locale :  
o Tremper la queue dans de l’éthanol sur glace pendant 10 secondes ou; 
o Appliquer un vaporisateur de chloroéthane (chlorure éthylique) et attendre le 

délai requis par le fabricant pour assurer l’anesthésie, ou; 
o Appliquer un anesthésique local comme la lidocaïne vaporisée et attendre 1 

minute avant d’effectuer la biopsie, ou autre selon les directives du vétérinaire. 

• Désinfecter le bout de la queue avec une gaze d’alcool ou de chlorhexidine. 

• Avec une lame de scalpel, une lame de rasoir ou une paire de ciseaux stérile, exciser 
2 mm de la queue. 

• Au besoin, contrôler le saignement par cautérisation, en effectuant une pression ou 
avec une poudre hémostatique.  

• Vérifier l’arrêt du saignement et retourner l’animal dans sa cage d’hébergement si 
aucun saignement n’est observé après 2 minutes. 

https://www.dsv.ulaval.ca/wp-content/uploads/2022/07/A-1-Analgesie-et-anesthesie-des-rongeurs-V9.pdf
https://www.dsv.ulaval.ca/wp-content/uploads/2022/07/A-1-Analgesie-et-anesthesie-des-rongeurs-V9.pdf


4 
 

• Nettoyer et désinfecter/stériliser les outils entre chaque animal. Si une surface de 
travail est utilisée, nettoyer et désinfecter la surface entre chaque animal pour 
diminuer les risques de contamination des échantillons multiples et ainsi diminuer 
les risques d’erreur de génotypage.  
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Mises à jour de la PNF 

Version 2 11 janvier 2016 Ajout de l’analgésie obligatoire pour les souris de 31 jours 
et plus. 

Version 3 14 février 2023 

PNF scindée en deux : TS-1a rats et souris et TS-1b 
poissons-zèbres. 
Ajout de généralités. 
Ajout des sections échantillon fécal, oral, follicules pileux 
et sang.  
Précisions des biopsies d’oreilles et de queue. 
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