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Introduction

Les oiseaux occupent depuis longtemps une place non négligeable parmi les
animaux de compagnie (environ 7 millions en 2004), juste derriere le chat (10
millions) et le chien (8,5 millions) [1]. Pourtant, la médecine aviaire pour oiseaux de
compagnie est encore peu développée en France. Seules quelques cliniques et
institutions bénéficient du matériel et des connaissances nécessaires a cette
pratique.

Les affections du systeme urinaire sont relativement fréquentes chez les oiseaux.
Cependant, du fait des différences anatomiques et physiologiques, la pathologie
urinaire ne suit pas le méme schéma que chez les mammiferes.

Cette these se propose donc d'apporter les explications nécessaires a la
compréhension, au diagnostic et au traitement des affections du systéme urinaire
des oiseaux de compagnie (principalement les Psittaciformes et les Passériformes).
Afin de mieux comprendre la pathologie urinaire, les particularités anatomo-
physiologiques des oiseaux seront abordées dans un premier temps. Les outils
diagnostiqgues pouvant étre mis en oceuvre seront ensuite détaillés ainsi que les
différents types d’affections. Pour finir, les agents thérapeutiques a la disposition du
clinicien seront étudiés.

Malgré la richesse de la littérature américaine, il reste encore de nhombreuses zones
d’ombre concernant les affections du systeme urinaire des oiseaux.
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|. Particularités anatomo-physiologiques du systeme
urinaire des oiseaux

Il est important pour le clinicien d’avoir une bonne connaissance de I'anatomie et de
la physiologie aviaires afin de pouvoir interpréter correctement les données cliniques.

A. Anatomie

L’anatomie du systéme urinaire des oiseaux est nettement différente de celle des
mammiféres.

1. Morphologie et localisation

Les oiseaux sont dépourvus de vessie. Leur systeme urinaire se limite donc aux
reins et uretéres. L'urine produite rejoint la matiére fécale dans le cloaque pour
former les fientes.

a) Reins
Les reins sont deux organes symétriques, oblongs et de couleur rouge-brun (cf. Fig.
1). lls sont situés en position rétropéritonéale, dans la fosse rénale, dépression
ventrale du synsacrum (os résultant de la fusion entre le sacrum et des vertebres
thoraco-lombaires). Contrairement aux reins des mammiféres, ils sont fermement
fixés dorsalement et ne sont pas mobilisables. Ils pesent 1 a 2,6% du poids vif et
sont, de ce fait, proportionnellement plus lourds que ceux des mammiféres qui ne
représentent quant a eux que 0,5% du poids vif [2].
Les reins des oiseaux s’étendent de I'extrémité caudale des poumons au synsacrum
caudal [3]. Un diverticule du sac aérien abdominal passe ventralement au rein, le
soulignant par une opacification de type aérienne a la radiographie [3].
Chez les oiseaux autres que Passériformes, les reins sont divisés en trois parties :
les régions craniale, moyenne et caudale. La limite entre les régions craniale et
moyenne est soulignée ventralement par l'artere iliaque externe. Celle entre les
régions moyenne et caudale, par l'artere ischiatigue externe. Ces régions sont
improprement appelées «lobes » mais ne correspondent pas, anatomiquement
parlant, aux lobes des reins des mammiferes [4].
Chez la plupart des Passériformes, les régions moyennes et caudale sont fusionnées
[5].
Chaque région présente une fine granulation qui correspond aux unités structurales :
les lobules rénaux.

b) Uretéres

Les uretéres prennent naissance au niveau de la région craniale de chaque rein et
s’étendent caudalement le long de leur face ventrale. lls recoivent les branches
primaires qui sont elles-mémes formées des branches secondaires qui drainent
chacune le tube collecteur d'un lobule rénal [6]. Les ureteres prennent fin
directement au niveau de l'urodeum, portion dorsale du cloaque ou l'urine et les
urates sont momentanément stockés avec les matieres fécales avant I'émission des
fientes [5].
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Coeur

Lésions
Poumon d'aspergillose
droit

Rein

gauche

Figure 1. Cavité coelomique d’'un Gris d’Afrique (Psittacus erithacus) atteint
d’aspergillose, systéeme digestif retiré (Photo personnelle, Clinique de I'Arche,
Valence, 2004).



2. Organisation interne

Le parenchyme rénal est traversé par des artéres et des veines importantes (a.
ischiatique, a. fémorale et v. ischiatique) et par le nerf sciatique et le plexus sacré [7].

a) Unité fonctionnelle : le lobule

Les oiseaux n'ont pas de ligne de démarcation définie entre le cortex et la médulla, ni
de pelvis rénal. Les reins sont divisés en de petites unités fonctionnelles appelées
lobules (cf. Fig. 2). lls sont formés chacun d’un large cortex recouvrant une médulla
en forme de petit cdne (le cone médullaire) [8-10]. Ces lobules peuvent étre situés a
la surface du rein, tout comme a l'intérieur de celui-ci, sans forcément avoir de
contact avec sa surface.

Veine interlobulaire
(afferente)

Canal collecteur

Veine intralobulaire
(efferente)

Apport arteriel

Néphron de type

Plexus capillaire reptilien

Courte anse de Henlé d'un néphron de
type mammalien

Longue anse de Henlé d'un néphron
de type mammalien

Céne médullaire

Branche urétérale

Figure 2. Organisation interne du rein des oiseaux, détail d’'un lobule [10].

Le cortex de chaque lobule est principalement formé des néphrons de type reptilien
et d’'une partie des néphrons de type mammalien (a I'exclusion de leur anse de
Henlé). Il est délimité d'une part par les veines interlobulaires et les tubules
collecteurs périlobulaires, périphériques au lobule et d’autre part par I'artére et la
veine intralobulaires qui se situent en position centrale et permettent
I'approvisionnement en sang artériel et le drainage du sang veineux du lobule [6]. Le
cbne meédullaire est, quant a lui, formé des anses de Henlé, des capillaires
péritubulaires ou vasa recta et des tubes collecteurs (cf. Fig. 3).
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Surface du rein Glomérule Neéphron de type reptilien

Artériole efférente
Artériole afférente

Capillaires intralobulaires

Veine intralobulaire

Glomérule
Veine interlobulaire

Artére intralobulaire
Weine interlobulaire

sAnse de Henle

Tubwile collecteur

Y

Rameau de la veine afférente

Branche secondaire de luretére

Figure 3. Organisation d’un lobule rénal d’oiseau [11].

b) Néphrons

L’'unité de base du rein des oiseaux est, comme chez les mammiferes, le néphron. Il
se compose d’'un glomérule qui filtre le sang, d’'un tube contourné proximal, une anse
de Henlé (pas toujours présente), un tube contourné distal et d’un tube collecteur qui
se jette dans un canal collecteur.

L'une des particularités propres aux oiseaux est la présence de deux types de
néphrons : le type mammalien, semblable aux néphrons des mammiféres, qui
posséde une anse de Henlé et le type reptilien, proche des néphrons des reptiles,
qui n’en possede pas [12]. Les néphrons sont également présents en plus grand
nombre par rapport aux mammiféres [13].

(1) Néphrons de type « mammalien »

Leur organisation est tres proche de celle des néphrons des mammiferes (cf. Fig. 4
et 5).

Chez les oiseaux, seulement 10 & 30% des néphrons sont de type mammalien [2,
14-16]. Leur anse de Henlé se situe dans la médulla, au sein du céne médullaire.
L’anse de Henlé permet la concentration de I'urine et donc la production d’'une urine
hyperosmotique [12, 17]. Ainsi, les oiseaux peuvent conserver I'eau en produisant
une urine osmotiquement plus concentrée que le plasma dont elle est issue.
Cependant, cette capacité a concentrer l'urine est limitée comparée a celle des
mammiféres.
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(2) Néphrons de type « reptilien »

La plupart des néphrons des oiseaux sont de type reptilien et se situent dans le
cortex [16]. Leur conformation est proche de celle des néphrons reptiliens cependant
ils sont dépourvus de segment intermédiaire (cf. Fig. 5). Ne possédant pas d’anse de
Henlé, ils produisent une urine iso-osmotique qui limite la capacité des oiseaux a
concentrer leur urine [14].

Composition du néphron:
1 = Capsule glomérulaire
2 = glomérule

3 = artériole afférente

4 = artériole efférente

5 = Tube contourné
proximal

6 = Tube contourné distal

7 = Tubule collecteur
8 = Anse de Henlé
9 = Capillaires

péritubulaires

= (vasa recta)

Figure 4. Organisation d’'un néphron de type mammalien [18].

MNeéphron reptilien Néphron aviaire de Néphron aviaire de Néphron mammalien
type reptilien type mammalien

Tube proximal D Tube distal Segment intermédiaire ou Canal collecteur

anse de Henlé
Figure 5. Différents types de néphrons [19].

c) Collection de l'urine

Une autre différence majeure entre les reins des oiseaux et ceux des mammiféres
concerne la terminaison des tubes collecteurs. Chez les mammiferes, les tubes
collecteurs se terminent au niveau d'une papille qui s'ouvre sur un calice. La
coalescence des calices forme le pelvis rénal qui donne ensuite naissance aux
ureteres. Chez les oiseaux, chaque céne médullaire se termine en un large canal
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collecteur. Plusieurs de ces canaux collecteurs se rejoignent pour former une
branche urétérale. La fusion des différentes branches forme I'uretére. Ce systéme
dendritique, dépourvu de papille, est donc continu, depuis le plus petit néphron
cortical de type reptilien jusqu’a la jonction des uretéeres avec le cloaque [19].

3. Vascularisation

Le systéme vasculaire des reins est relativement complexe et explique en partie le
fait que la chirurgie rénale est difficile chez les oiseaux [20].

La principale particularité de ce systeme vasculaire est le fait que I'apport sanguin est
a la fois artériel (arteres rénales) et veineux (veines portes rénales) [16].

a) Apport sanguin artériel

Le sang artériel est amené aux reins via les artéres rénales (craniale, moyenne et
caudale).

L'artére rénale craniale proviennent directement de I'aorte et irrigue la région craniale
du rein. Les arteres rénales moyenne et caudale proviennent de I'artere ischiatique
ou iliaque externe et irriguent respectivement les régions moyenne et caudale du rein
(cf. Fig. 6).

Vertébrale gauche

Carotide commune gauche

Brachiocéphalique

Pectorale
gauche

Coronaires

Aorte

Coeliacue

‘/':

I f § s
1 Rénale — = % L’ ) 7]
o T
7l

Femorale ?/:\ s
=) N~ .
& iﬁ\\ﬁ AR Rein gauche/%
Ischiatique g .l it i

lliaque interne Mésentérique caudale

Caudale médiale

Figure 6. Arteres systémiques majeures des oiseaux [21].

Les artéres rénales se divisent en artéres intralobulaires puis en artérioles afférentes
qui apportent le sang a filtrer aux glomérules rénaux [22]. Certaines de ces artérioles
afférentes shuntent les glomérules et vont directement dans le réseau capillaire
péritubulaire : lors de sécheresse ou lorsque I'oiseau est stressé, le sang est dirigé
préférentiellement vers ces vaisseaux afin de limiter la filtration glomérulaire et ainsi
de conserver I'eau [2].
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b) Apport sanguin veineux : le systeme porte-rénal

Le systéme porte-rénal offre un second apport sanguin au rein, de type veineux [16].
Absent chez les mammiféres, on le retrouve chez les batraciens, les reptiles et les
oiseaux [7].

Il s’agit d'un cercle vasculaire situé face ventrale du rein et formé des veines porte-
rénales craniale et caudale provenant de la veine fémorale et qui se jettent dans les
veines iliaque externe et iliaque commune (cf. Fig. 7) [16].

Sinus veineux vertébral interne
Artére adrenale\—7

Veines rénales craniales -

Aorte

Artére rénale craniale
Artére ovarique

Veine cave caudale

1_Veine porte-rénale craniale
— Veine iliague commune

—— Emplacement de la valvule porte-rénale

Veine iliaque commune
Veine iliaque externe -

Veine rénale caudale Artére rénale médiale

I.l\rtére et veine

Branche rénale efférente Ischiatiques

Branche rénale afférente Artére rénale caudale

Veine porte-rénale caudale
Veine iliaque interne

K——Velne latérale caudale

Veine pudendale

Veine mésentérique
caudale

Figure 7. Vascularisation des reins [5].

Le sang veineux est apporté par les veines iliaque interne, ischiatique, et
mésentérique caudale [15]. Le flot sanguin est contrdlé par une valvule porte-rénale
située au niveau de la jonction entre les veines iliaque commune et rénale et permet
d’apporter le sang veineux au rein ou de le shunter completement [23]. Quand cette
valve est ouverte, le sang venant des membres pelviens shunte le rein et se dirige
directement dans la veine cave caudale. Au contraire, quand elle est fermée, le sang
veineux des membres pelviens est dirigé vers le systeme veineux afférent des reins,
jusque dans le réseau capillaire péritubulaire [16, 24]. Ce sang veineux ne passe
jamais dans les capillaires glomérulaires : ceux-ci ne sont empruntés que par du
sang artériel, tandis que les capillaires péritubulaires apportent aux tubes proximaux
et tubes distaux des néphrons de type reptiien a la fois du sang artériel
postglomérulaire et du sang veineux porte-rénal [15].

De ce fait, les veines porte-rénales jouent un rdle important dans I'élimination des
urates qui ne sont pas filtrés au niveau des glomérules mais sont sécrétés par les
tubes proximaux des néphrons de type reptilien [4, 5, 25].
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Chacune des deux valves est constituée d’'un muscle lisse richement innervé, ce qui
permet le contrble du flot de sang veineux entrant dans les reins.

En cas d'urgence, la stimulation sympathique provoque la sécrétion d’adrénaline, qui
ouvre les valves et dirige le sang directement vers le cceur et le cerveau [22, 25].

Ce systéme porte-rénal est important a connaitre car il présente des applications
clinigues: le sang pouvant étre dirigé des membres pelviens directement au
parenchyme rénal, les effets néphrotoxiques ainsi que [I'élimination rénale des
principes actifs injectés dans ces derniers sont susceptibles d’étre majorés, et ce
avant méme d'étre entrés dans la circulation systémique [26].

Il serait donc probablement préférable de réaliser les injections médicamenteuses
dans la moitié craniale du corps [20].

D’autre part, du fait que le sang veineux afférent est en partie amené par la veine
mésentérique caudale qui draine la partie distale du systéme digestif, les affections
de ce dernier peuvent directement toucher les reins [20].

c) Retour veineux

Le sang veineux des reins est évacué depuis les veines intralobulaires dans les
veines iliague communes via les différentes veines rénales craniales et caudales qui
drainent respectivement la région craniale et les régions moyenne et caudale du rein
[16]. Le sang rejoint ensuite la veine cave caudale qui le raméne au coeur (cf. Fig. 8).

Jugulaire

Sousclaviére

Porte-hépatique

Veine cave caudale

Mésentérique
craniale .
lliacque commune

; lliaque externe

Porte-rénale caudale

Mésentérique

caudale Rénale caudale

lliaque interne

Figure 8. Veines systémiques majeures des oiseaux [21].
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4. Systeme nerveux local

Les reins sont intimement liés aux plexus nerveux lombaire et sacré (cf. Fig. 9).

Le plexus lombaire passe dorsalement a la région craniale du rein et sort du bassin
cranialement a I'articulation coxo-fémorale [27].

Le plexus sacré passe quant a lui dans le parenchyme de la région moyenne du rein
et sort du bassin par le foramen ischiatique [27, 28].

Cela est important cliniquement car une pression sur un plexus peut provoquer une
boiterie de non-appui [28]. C’est pourquoi certaines atteintes rénales, notamment
celles causant une néphromégalie telles que les néoplasies, provoquent une boiterie
unilatérale. Les autres causes de boiterie unilatérale possibles sont des troubles de
la ponte, une pododermatite, une néoplasie testiculaire et un traumatisme [20].

Plexus lumbalis:

N. cutaneus femoralis lateralis
N. cutaneus femoralis medialis
N. ilicinguinalis

N. femoralis

N. obturatorius

Plexus sacralis:

N. coxalis caudalis

N. cutaneus femoralis caudalis
N. ischiadicus

Plexus pudendus

Figure 9. Schéma des plexus nerveux présent au niveau des reins [29].

Les particularités anatomiques et physiologiques du systéme urinaire des oiseaux
sont étroitement liées.

B. Physiologie
La physiologie rénale des oiseaux présente plusieurs grandes différences avec celle

des mammiferes. Elle permet d’expliquer la spécificité de certaines affections propres
aux oiseaux.

1. Fonctions des reins

Les reins des oiseaux ont les mémes fonctions que ceux des mammiferes :

la régulation hydrique et osmotique, la régulation du pH, la production de vitamine D
sous sa forme active, I'excrétion des déchets métaboliques et la détoxification et
I'excrétion des toxines endogenes et exogenes. En effet, les reins aident le foie en
participant a la détoxification [15]. Ainsi, les concentrations tissulaires en
antibiotiques et toxines sont souvent plus élevées [30-33] et l'identification et la
guantification de nombreux composés sont plus facilement réalisées dans le tissu
rénal.

Bien que les fonctions soient identiques, la régulation hydrique et osmotique et
I'excrétion des déchets azotés se font de manieres tres différentes [34] et vont donc
étre abordées plus en détail.
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2. Régulation hydrique et osmotique

Les reins jouent un réle important dans la régulation de la composition du milieu
extracellulaire, via les processus de filtration, de sécrétion et de réabsorption.

a) Filtration

La filtration du plasma au travers des capillaires glomérulaires est analogue a celle
des mammiferes et constitue la premiére étape de la formation de I'urine.

La plupart des protéines ne traversent pas le filtre. Le glucose, les acides aminés,
'urée et de nombreux électrolytes sont présents dans le filtrat, a la méme
concentration que dans le plasma [35].

Le débit de filtration glomérulaire dépend de la pression hydrostatique sanguine,
favorable a la filtration et de la pression oncotique qui S’y oppose. La perméabilité du
filtre glomérulaire ainsi que la surface de filtration entrent également en jeu [35].

Le débit de filtration glomérulaire par néphron est plus faible chez les oiseaux, du fait
de la faible surface du filtre glomérulaire. Cependant les néphrons sont plus
nombreux. De ce fait, le débit de filtration glomérulaire est proche de celui des
mammiféres [35].

b) Sécrétion
Certains composés ne sont pas filtrés, mais sécrétés au niveau des tubules. C’est le
cas des phosphates (en petite quantité, sauf sous I'action de la parathormone), des
protons (ce qui permet de maintenir un pH sanguin proche de 7,5 et explique le fait
gue l'urine soit acide), de 'ammoniaque qui représente 10% a 30% de I'excrétion
azotée, mais aussi des urates qui représentent quant a eux la majorité de I'excrétion
azotée et ne sont que trés peu filtrés [13].

c) Réabsorption

(1) Réabsorption tubulaire d’eau

La réabsorption tubulaire permet de concentrer I'urine. Concernant I'eau, elle peut
représenter jusqu’'a 99% du volume filtré. L'urine finale peut donc étre
hyperosmotique [13] (jusqu’a 2,5 fois supérieure a lI'osmolarité plasmatique, ce qui
est tout de méme limité par rapport aux mammiferes qui sont capables de produire
une urine jusqu’a 30 fois plus concentrée que le plasma [19]).

Les tubes contournés proximaux sont responsables de la réabsorption de 70% du
volume d’eau filtré. Celle-ci dépend de la réabsorption active de sodium mais pas de
celle des bicarbonates [36].

La régulation de la réabsorption d’eau a lieu dans les cénes médullaires, au niveau
des anses de Henlé des néphrons de type mammalien: tout comme chez les
mammiféres, un mécanisme de concentration a contre-courant permet la
réabsorption d'eau. Cependant, a la différence des mammiféres, le gradient de
pression osmotique entre les branches ascendantes et descendantes des anses de
Henlé est généré uniquement par le chlorure de sodium (chez les mammiféres, l'urée
y joue un role important) [37]. Le chlorure de sodium ayant un pouvoir osmotique
plus faible que I'urée, la concentration de 'urine est limitée [20].

Chez les oiseaux normalement hydratés, les tubes contournés distaux et tubes
collecteurs sont imperméables a I'eau.
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(2) Réabsorption tubulaire d’électrolytes

La plupart des acides aminés et des électrolytes tels que le chlorure de sodium et les
bicarbonates ainsi que la totalité du glucose sont réabsorbés avec I'eau au niveau du
tube contourné proximal (cf. Fig. 10) [38].

Le chlorure de sodium est également réabsorbé de facon active au niveau de la
branche ascendante de I'anse de Henlé et du tube contourné distal (cf. Fig. 11). Sur

le schéma, les chiffres représentent la pression osmotique (mMOsm/L) dans les
différents segments du néphron.

Lumiere dutubule proximal Membrane

apicale

Na"‘ OI‘“ Na"‘ Glucose Na* vitamines

3Na* Glucose Vitamines

,,.,,_m.—,.,___d._nq%ﬁ
%z-ﬁ*—'
ﬁ?ﬁa
f T
Y, C O

. Hz0

T e, g i T, TR

~
f

; e R
. Membrane
" basolatérale
|

o W

=

J;

pé"' Hgﬂ Glucose l.rjt;mines

Vaisseau sanguin proche du tubule

Figure 10. Réabsorption tubulaire d’eau et d’électrolytes [39].
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Figure 11. Concentration des urines chez un oiseau correctement hydraté
[40].
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(3) Réabsorption intestinale d’eau et de solutés

Une fois parvenue dans I'urodeum, I'urine est envoyée dans le coprodeum et le colon
par un péristaltisme rétrograde [41] (cf. Fig. 12). La composition de I'urine est alors
modifiée par réabsorption d’eau et de solutés au travers de la muqueuse intestinale
[42].

Cependant, si l'urine est trop concentrée (iso- a hyper-osmotique), elle ne sera pas
envoyée dans le colon, dont le gradient de pression osmotique ne permettra de toute
facon aucune réabsorption [41].

Uretre  HO  NaCl

Proctodeum /

Coprodeum

Urine urétérale

Urodeum
Figure 12. Vue sagittale du cloaque [13].

3. Excrétion azotée

Chez les mammiféres, le produit final du catabolisme protéique est I'urée,
synthétisée dans le foie a partir de 'ammoniaque provenant de la désamination des
acides aminés. Seul le métabolisme des purines conduit a la formation d’acide urique
[43] qui est ensuite converti en allantoine par I'uricase (dont seuls les humains,
certains singes et les dalmatiens sont dépourvus) [44].

Contrairement aux mammiferes, les oiseaux sont uricotéliques : ils éliminent I'azote
principalement sous forme d’acide urique (et de ses sels : les urates) mais produisent
également de l'urée et des ions ammonium en plus petite quantité [13]. Le
catabolisme de la purine et des autres acides aminés conduit a la formation d’acide
urique [45]. Il s’agit d'une adaptation qui permet aux oiseaux de limiter les
déperditions d’eau dans I'urine.

L'acide urique est majoritairement synthétisé dans le foie, cependant, une petite
partie de cette synthese se fait dans les reins (3 a 20%) et le pancréas [46, 47]. La
filtration glomérulaire intervient peu dans leur élimination : les urates (forme ionisée
de I'acide urique) sont éliminés a plus de 90% par sécrétion tubulaire au niveau des
tube contournés proximaux des néphrons corticaux (de type reptilien) [46, 48]. Les
urates sont excrétés et forment une solution colloide (suspension semi-solide) due a
I'association avec des protéines, ce qui évite la formation et I'agrégation de cristaux
d’acide urique qui bloqueraient les tubes contournés rénaux [13]. Les protéines sont
ensuite réabsorbées lors du passage des urines dans le rectum.

L'excrétion de l'acide urique nécessite peu d'eau car ce déchet azoté est
osmotiqguement inactif [15]. C’est la sécrétion de mucus dans les uretéres qui facilite
le passage des urates insolubles. L’élimination des déchets azotés est donc
largement indépendante du flot urinaire : pour une quantité donnée de déchets
azotés excrétée, les oiseaux n'ont besoin que de 0,5 a 1 mL d’eau tandis que les
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mammiféres en utilisent 20 mL [4]. Les urates seront donc continuellement sécrétés,
y compris chez des oiseaux tres déshydratés [38].

La nécessité de la limitation des pertes d’eau urinaire chez les oiseaux adultes est
discutable. Le véritable avantage de l'uricotélisme est le stockage de déchets azotés
dans I'ceuf sous forme insoluble : I'urée qui est soluble serait toxique pour I'embryon
et nuirait a son bon développement [15].

Les oiseaux sont dépourvus de carbamyl phosphate synthétase, enzyme
indispensable a la synthése d’'urée a partir d’acides aminés [49]. Bien qu’ils ne
produisent que trés peu d’'urée, le cycle de l'urée est tres important et concerne
principalement les processus de détoxification rénale et non I'élimination des déchets
azotés [15, 34].

4. Réponse a la déshydratation

En réponse a la déshydratation, 'osmolarité du plasma des oiseaux augmente. Cela
stimule la sécrétion d’arginine vasotocine, une hormone similaire a I'hormone
antidiurétique des mammiferes [50-52]. Elle augmente la perméabilité des tubes
contournés distaux et des tubes collecteurs médullaires (qui sont en temps normal
imperméables a I'eau), ce qui permet la formation d’'une urine hyperosmotique [15,
41] (cf. Fig. 13).

Lors de déshydratation sévere, un autre phénoméne se produit: lintermittence
rénale. Il s'agit d'une constriction des artérioles afférentes des néphrons de type
reptilien, ce qui diminue voire interrompt le taux de filtration glomérulaire, ainsi que le
volume d'urine passant dans les tubes collecteurs de ces néphrons [34]. Le flux
sanguin est alors redirigé vers les néphrons de type mammalien, ce qui permet
d’optimiser la concentration des urines [53].

Concernant la réabsorption rectale et malgré une concentration urinaire plus élevée,
'augmentation de I'osmolarité plasmatique permet de maintenir un gradient suffisant
au niveau de la muqueuse rectale [19]. La réabsorption rectale peut donc avoir lieu.
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Figure 13. Concentration des urines lors de déshydratation [40].

Une fois I'anatomie et la physiologie rénale en téte, le clinicien doit s'orienter vers les
outils diagnostiques les plus appropriés.
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lI. Outils diagnostiques

Diagnostiquer une atteinte rénale est difficile car les signes pathognomoniques sont
rares, les particularités anatomo-physiologiques des oiseaux ne permettent pas la
mise en ceuvre de tous les outils diagnostiques disponibles chez les mammiféres. De
plus, les lésions rénales ne sont souvent qu'une conséquence d’'une maladie
systémique sous-jacente.

Dans la plupart des cas, plusieurs tests diagnostiques seront nécessaires afin de
confirmer une atteinte rénale et de poser un diagnostic définitif [54].

A. Commeémoratifs, anamnese

Il est important, tant d’'un point de vue diagnostique que thérapeutique, de prendre
connaissance de I'environnement de I'oiseau, de son alimentation, d’'une éventuelle
exposition a des agents infectieux ou toxiques, de ses antécédents familiaux ainsi
gue de son comportement habituel.

Les facteurs environnementaux peuvent inclure une exposition a des toxiques
topiques, ingérés ou inhalés. D’'autres conditions ayant pu amener a une
déshydratation ou d’autres formes de stress doivent également étre identifiées.

Le régime alimentaire doit étre adapté a I'espéce de I'oiseau et I'on doit questionner
le propriétaire sur toute supplémentation ou changement alimentaire.

Il est également important de connaitre I'origine de I'oiseau. La provenance d’une
animalerie, d’'une station de quarantaine, de la nature ou autre doit suggérer la
possibilité d’'une pathologie existant chez d’autres especes de la méme source.

Une exposition a un agent infectieux ou des toxiques identifiés est importante a
connaitre car l'identification définitive de I'agent causal n’est pas toujours possible en
I'absence d’examens complémentaires compliqués et/ou colteux.

Les pathologies d’origine génétique ne sont que tres peu décrites mais du fait de la
sélection de certains génes pour la conservation de mutations particuliéres, il n'est
pas exclu que ces derniéres deviennent plus courantes.

Tout changement de comportement peut étre associé a une atteinte rénale et doit
étre noté. Il peut s'agir d'abattement, d’anorexie, d’anurie, d’oligurie, de polyurie, de
polydipsie, de picage dans la région du synsacrum (I'oiseau s’arrache des plumes),
ou encore d’automutilation [20].

B. Examen physique

Il commence par un examen a distance de l'oiseau afin de recueillir un maximum
d’'informations sans stresser le patient. Les oiseaux étant naturellement des proies,
ils ont tendance, lorsqu’ils se sentent observés a essayer de tromper I'ennemi en
paraissant étre en bonne santé. Un individu laissé au calme dans sa cage reprendra
au bout de quelques minutes, 'attitude correspondant a son état. C’est donc lors de
cet examen a distance que I'on pourra détecter la plupart des signes généraux.

Les oiseaux stressent facilement. Il convient donc de les manipuler avec précaution
et le moins longtemps possible. Lorsqu’'un oiseau présente une dégradation
importante de I'état général, le simple fait de le manipuler peut suffire a le tuer.

1. Examen général

La plupart des anomalies associées a une atteinte rénale et décelées lors de
I'examen physique ne sont pas spécifiques.
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Les sujets atteints d’'une affection rénale peuvent présenter les mémes signes que
les mammiferes : de la déshydratation, de I'anorexie, une faiblesse généralisée, des
régurgitations et une atrophie musculaire [4, 20].

Lors de néphromégalie, I'oiseau peut présenter une distension abdominale ou
encore un déplacement ventral du ventricule (qui sera alors détecté a la palpation,
lors d’une radiographie de contraste ou de transillumination abdominale) [4].

D’autres signes clinigues associés a une atteinte rénale chez les oiseaux ne sont pas
présents chez les mammiféres. Lors d'un dysfonctionnement rénal sévere, les
oiseaux peuvent développer la goutte viscérale ou articulaire qui résulte d'une
hyperuricémie. En cas de goutte articulaire, des granules d’urates sont visibles sous
la peau, particulierement au niveau des pieds, des articulations métatarsiennes et
des articulations de l'aile. Les oiseaux sont alors incapables de voler [4].

Une boiterie est souvent le premier signe de déficit neurologique présent chez les
psittacidés souffrant d’'une néoplasie rénale [4].

Le diagnostic précoce d'une atteinte rénale est souvent difficile car les signes
clinigues ne sont pas spécifiqgues. Ainsi, les atteintes rénales sont rarement
détectées avant d’avoir atteint un stade avancé [4].

La détection précoce, le diagnostic et le traitement d’'une atteinte rénale peuvent étre
possibles grace a la réalisation d’'un diagnostic différentiel complet, d’'une analyse
d’'urine, d’'un examen endoscopique et d'une biopsie rénale [4].

2. Examen des fientes

a) Aspect normal

Les fientes d'oiseau sont formées de trois composés : les matieres fécales, I'acide
urigue et les urates, I'eau et le mucus (cf. Fig. 14).

La couleur des matiéres fécales est variable et dépend de I'alimentation de I'animal
mais se situe en général entre le vert et le brun. Leur consistance est semi-solide.
L’acide urique et les urates ont une couleur blanche a créme et se présentent sous
forme de suspension floconneuse.

L’eau et le mucus sont limpides, incolores a jaune péle et Iégerement visqueux [53].
L'urine au sens strict est formée a la fois de 'acide urique, des urates, de I'eau et du
mucus. Par abus de langage, 'urine désigne souvent uniguement la partie aqueuse.

Figure 14. Fiente normale d’un conure [55].

b) Anomalies de la quantité d’urine émise

La quantité d'urine émise varie énormément selon I'espéce, I'age et le statut
physiologique. Il est donc important, lorsqu’un client se plaint de la quantité d’urine
émise, de vérifier qu'il s’agit bien de polyurie [4].
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Bien que de I'oligurie et de I'anurie puissent étre notées, la polyurie est considérée
comme l'un des signes cliniques classiques lors d’'atteinte rénale chez les oiseaux.
Caractérisée par une augmentation franche et persistante de la quantité d’urine
émise, la polyurie reste un signe non spécifique qui nécessite davantage
d’investigations [4] (cf. Fig. 15).

La polyurie et la pollakiurie peuvent directement résulter d’une atteinte rénale, étre la
manifestation secondaire d’'un désordre systémique ou une réponse physiologique
au stress [53]. Les fientes produites lors d'un examen ne sont donc pas
représentatives de celles produites a la maison. Il faut demander aux propriétaires
d’apporter dans un papier les fientes des précédentes 24h, ou mieux, d'apporter
'oiseau dans la cage dans laquelle il vit sans l'avoir nettoyée auparavant afin
d’évaluer la qualité des fientes en dehors de tout stress [53].

Les désordres systémiques affectant indirectement les reins sont la seconde cause
de polyurie et de pollakiurie la plus courante. Parmi ceux-ci, on trouve le diabete
sucré qui provoque une polyurie majeure. Beaucoup de maladies infectieuses
systémiques incluant les maladies virales, la chlamydophilose ainsi que beaucoup
d’autres infections bactériennes sont accompagnées d'une polyurie. La
pathophysiologie de ce phénomene n’est pas connue et est probablement
multifactorielle [53]. Dans la plupart des maladies systémiques, le foie est
endommagé et les pigments biliaires sanguins augmentent. Ceux-ci sont a 'origine
d’'une néphrose souvent retrouvée a l'autopsie et qui peut altérer la fonction rénale
[34].

Toute atteinte rénale sévere, quelle qu’en soit la cause, peut potentiellement altérer
la capacité des reins a concentrer les urines et donc provoquer une polyurie.
Habituellement, lors de polyurie, I'excrétion d’acide urique et d’urates n'augmente
pas [4].

Il est important de pouvoir réaliser un examen des fientes car les propriétaires
confondent trés souvent polyurie avec diarrhée. Lors de polyurie, la portion fécale est
correctement formée et entourée d'une quantité importante de liquide. Lors de
diarrhée, la portion fécale est liquide a peu formée [53].

L'oligurie et I'anurie peuvent, tout comme la polyurie, ne pas étre d'origine uro-
génitale : une déshydratation sévére est probablement I'atteinte générale la plus
fréquente. Des atteintes cloacales, comme des cloacolithes, des néoplasies ou des
cloacites peuvent provoquer de l'oligurie, de I'anurie ou de la strangurie.

Il ne faut cependant pas oublier que dans de nombreux cas d’atteinte rénale, aucune
modification significative de la quantité d’urine émise n’est notée [4].

Figure 15. Polyurie chez un ara bleu et jaune [56].

c) Biliverdinurie
La biliverdinurie est une conséquence courante des maladies hépatiques (cf. Fig.
16).
Les oiseaux sont dépourvus de biliverdine réductase et ne produisent donc pas de
bilirubine en tant que produit final du catabolisme de I'hémoglobine mais de la
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biliverdine [56]. Ce pigment est normalement prélevé dans le sang par le foie,
cependant, lors d'atteinte hépatique (le plus souvent hépatite ou lipidose), la
biliverdine s’accumule dans le sang, dépassant le seuil rénal et est excrétée dans
I'urine [53].

De facgon plus rare, une biliverdinurie peut également résulter d’'une hémolyse [57].
Cliniqguement, les urates apparaissent jaunes a vertes et peuvent colorer la portion
liquide des fientes. Dans ce cas preécis, il est important de réaliser I'observation sur
des fientes fraiches car dans le cas contraire, les pigments biliaires présents dans la
portion fécale diffusent dans I'urine et donnent une teinte verte a jaune aux urates.
Chez les oiseaux anorexiqgues chroniques, les pigments biliaires colorent les féces en
vert foncé a noir. L'urine est colorée a leur contact avant méme son évacuation.

En général, les oiseaux biliverdinuriques sont également polyuriques.

Chez les Psittacidés, la biliverdinurie est fréquente lors d’infections systémiques
causées par Chlamydophila psittaci [58], les Entérobactéries [57], les polyomavirus
[59] et la maladie de Pacheco[60] bien que dans ces deux derniers cas, les oiseaux
meurent souvent avant son apparition. La biliverdinurie est également fréquente lors
de lipidose hépatique [56].

Figure 16. Biliverdinurie et polyurie chez un cacatoés [55].

d) Hémoglobinurie et hématurie

La présence de sang en nature dans les fientes n’est pas forcément la conséquence
d’'une pathologie rénale : elle peut provenir d’'une atteinte cloacale (le plus souvent),
intestinale ou génitale [53].

Les atteintes rénales provoquant de I'hématurie comprennent les néoplasies, les
néphrites virales et bactériennes et certaines formes de néphropathies toxiques [4].
L’hémoglobinurie suggére une érythrolyse : en effet, ce pigment n’est excrété par les
reins que lorsque qu'il est présent en quantité importante dans le sang.
L’hémoglobine doit étre différenciée des autres pigments pouvant colorer I'urine en
rouge. Comme il a été vu précédemment, les pigments situés dans les feces peuvent
diffuser dans l'urine avec le temps. L’encre rouge du papier journal servant de litiére
peut également diffuser dans I'urine et ressembler a une hémoglobinurie [53].

Chez les Amazones (Amazona sp) lors d’'intoxication aux métaux lourds (rarement
chez d’autres espéces), l'urine est rose a rouge sombre, parfois brune[61]. Cette
coloration est probablement causée par de la porphyrinurie plutét que par de
I’lhémoglobinurie [62].

Des urines rouges-brunes ont été décrites chez de jeunes psittacidés en bonne
santé nourris a la main. Ce phénomene est plus courant chez les jeunes recevant
une alimentation avec des protéines d'origine animale et disparait la plupart du
temps lorsque les protéines sont remplacées par d’autres d’origine végétale [56].
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C. Analyses sanguines

Les valeurs usuelles des paramétres sanguins du perroquet gris d’Afrique (Psittacus
erithacus) sont présentées en annexe 1.

Les analyses présentées sont toutes réalisables, cependant leur valeur clinique est
treés variable.

1. Prélévement sanguin

La ponction de la veine jugulaire droite (qui a un plus gros diametre que la gauche)
permet d’obtenir rapidement le volume sanguin adéquat. Les veines métatarsiennes
et ulnaires sont plus faciles a ponctionner mais leur débit sanguin est plus faible et
leur taille insuffisante chez les petites espéces [63].

Bien que le volume sanguin nécessaire aux analyses soit constant, il ne faut pas
oublier qu’en fonction de la taille de lI'oiseau, on ne peut pas prélever le méme
volume sans risques.

Chez un oiseau en bonne santé, on peut prélever sans risques, 10% de son volume
sanguin, soit 1% de son poids [63]. Chez un oiseau débilité, ce volume est limité a
8% du volume sanguin, soit 0,8% de son poids.

2. Hématologie

Les automates utilisés chez les carnivores ne sont pas capables de compter et
différencier de facon fiable les cellules sanguines des oiseaux. L’hémogramme est
donc réalisé a partir d'un frottis sanguin de sang frais sans anticoagulants.

Lors d’'une atteinte rénale, I'hnémogramme peut révéler certains changements non
spécifiques. Des hétérophilies, monocytoses, lymphopénie et anémies normocytaires
et normochromes ont été notées chez des poulets présentant différentes sortes
d’atteintes rénales [64]. Cependant, chez la plupart des oiseaux de compagnie
souffrant d’affections rénales, seule une hétérophilie modérée a franche est notée,
sans gu’il y ait de modification du compte total des leucocytes [59, 65, 66]. Ces
changements sont non spécifiques et peuvent étre présents chez des oiseaux sains
uniqguement sous l'effet du stress [67].

3. Biochimie

L'utilisation des parameétres biochimiques pour diagnostiquer une atteinte rénale est
limitée. Les valeurs de référence pour chague espéce ne sont pas toujours connues.
Cependant, la persistance de valeurs anormales concernant plusieurs parametres
doit alerter le clinicien et I'aider a choisir d’autres examens complémentaires.

a) Acide urique

L'acide urigue étant sécrété, son taux sanguin refléte la fonctionnalité des tubes
contournés proximaux. Ce dernier est donc également peu affecté par le taux de
filtration glomérulaire et donc par le taux d’hydratation de I'oiseau [34]. Cependant,
lorsque le taux de filtration glomérulaire devient tres faible (lors de déshydratation
sévere), le flot urinaire n'est pas suffisant pour entrainer les urates le long des
tubules et le taux d’acide urique sanguin augmente [53].

Ce taux n’est utile que lors d’affection rénale avancée (maladie tubulaire extensive)
ou lors de déshydratation sévere [68] : I'hyperuricémie ne se développe que lorsque
la fonction rénale a perdu plus de 70% de sa capacité d’origine, ce qui limite I'utilité
de ce paramétre pour une détection précoce [69].
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Lors d’atteinte tubulaire extensive, le taux d’acide urique sanguin peut donc rester
inférieur aux limites de la normale jusque peu avant la mort [53].

L’hyperuricémie, en plus de n’étre que peu sensible lors d'atteinte rénale, n'en est
pas non plus spécifique [4]: la synthése rénale d’acide urigue augmente lors du
catabolisme protéique, une hyperuricémie peut donc étre présente lors d’'un régime
alimentaire excessivement riche en protéines [70, 71] ou encore lors du catabolisme
des protéines corporelles suite a une sous-alimentation [72] et ce, en I'absence de
Iésions rénales [71]. C’est le cas également lors de dégats tissulaires importants, du
fait du relargage massif d’acides nucléiques [73].

Bien que l'opinion pense que l'uricémie est le meilleur parametre pour tester la
fonction rénale, elle n’est pas assez sensible pour servir d’'unique moyen d’évaluation
du patient.

Le taux d'acide urigue sanguin est normalement inférieur a des valeurs de 1 a 10
mg/dL (soit environ 60 & 600 pmol/L) [74].

Face a un oiseau correctement hydraté présentant un taux d’acide urique anormal, il
est donc recommandé de répéter I'analyse biochimique avant d’envisager une
atteinte rénale. De méme, chez les oiseaux suspects d’atteinte rénale dont une seule
mesure indique un taux d’acide urique anormal, il est conseillé de réaliser une
fluidothérapie sur 2 jours (100 mL/kg de fluides isotoniques par voie sous-cutanée,
une a deux fois par jour) avant de remesurer le taux d'acide urique [20]. Selon
'expérience de M. S. Echols [20], les individus présentant une hyperuricémie
persistante malgré les deux jours de fluidothérapie et/ou de jeun souffrent d’'une
atteinte rénale.

b) Urée
Ce parametre n'a que peu de valeur pour la détection d'atteintes rénales.
Cependant, c’est un indicateur sensible de I'état d’hydratation de I'oiseau [4].
Les oiseaux produisant peu d’'urée, en temps normal, leur taux sanguin reste bas (1
a 2 mg/dL) [75]. L'urée est éliminée par filtration glomérulaire et n’est pas réabsorbée
lorsque l'oiseau est correctement hydraté,
Lors de déshydratation, I'urée filtrée est réabsorbée a 99% [37].
Ainsi un taux d’'urée élevé peut traduire une déshydratation [34, 68].
Contrairement au taux d’acide urique, le taux d'urée sanguin est donc affecté par
I’état d’hydratation de I'oiseau.
L'urée plasmatiqgue serait donc lindicateur dinsuffisance rénale prérénale
(déshydratation) le plus utile [76].
Le rapport urée/acide urique peut étre utilisé pour avoir une meilleure idée de
I'azotémie postrénale. La réabsorption d’'urée étant beaucoup plus élevée que celle
d’acide urique, ce rapport sera plus élevé lors de déshydratation et d’obstruction
urétérale [68]. Il se calcule selon la formule :

Urée/acide urique = urée (mmol/L) x 1000
acide urique (umol/L)

Chez le faucon pelerin, la valeur normale de ce rapport est supérieure a 6,5. Pour les
autres especes, cette valeur n’a pas encore été établie [16].

Le taux d'urée augmente également lorsque le flux urinaire est faible et lors
d’obstruction urétérale bilatérale [73].
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c) Créatine et créatinine

La valeur diagnostique de la créatinine est trés limitée. Chez les oiseaux, la créatine
est excrétée dans I'urine avant d’avoir été transformée en créatinine. Le taux sanguin
de créatinine est donc bas (<1 mg/dL) [75].

La créatinine est a la fois excrétée par filtration glomérulaire et réabsorbée dans les
tubules [77].

Son taux sanguin augmente lors de Iésions musculaires importantes (son excrétion
reste alors constante) [73], d’atteinte rénale séveére ou lors d’'une réduction de la
filtration glomérulaire (donc lors de déshydratation) [68].

En théorie, lors de |ésions tubulaires, le taux sanguin de créatinine devrait chuter
[54].

En pratique, ce paramétre, peu utile, n’est pas utilisé de fagon courante.

d) Protéines

Les quelques études existant sur la relation entre le taux de protéines sériques et
I'atteinte rénale chez les oiseaux révelent que pour un méme type d’atteinte, les taux
de protéines plasmatiques different d'une espéece a l'autre. Il semblerait que la
plupart du temps, les variations ne soient pas significatives.

Ainsi, contrairement aux mammiféres, les protéines plasmatiques ne représentent
pas un indicateur fiable d’'une atteinte rénale potentielle [15, 78, 79].

4. Electrolytes plasmatiques

Hormis I'apport d'informations, I'ionogramme permet d’adapter la fluidothérapie afin
de compenser les déséquilibres.

a) Potassium

Lors d'insuffisance rénale aigué, une hyperkaliémie peut étre présente, causant de
séveres modifications électrocardiographiques (allant jusqu’a l'arrét cardiaque).

La manipulation de I'échantillon peut modifier les résultats : les cellules sanguines
doivent étre séparées du plasma dans la minute suivant la prise de sang [80].

b) Sodium

La déshydratation se traduit, entre autre, par de I'hypernatrémie.

Lors de pathologie rénale, les pertes de sodium peuvent étre importantes et non
compensées, ce qui conduit a une hyponatrémie [54].

L’hyponatrémie peut donc indiquer une insuffisance rénale [56].

c) Calcium

Le calcium est réabsorbé apres filtration glomérulaire. Lors d’'insuffisance rénale, les
pertes calciques sont importantes et provoquent une hypocalcémie. Des troubles
nutritionnels ou alimentaires doivent également étre envisagés.

Les valeurs de calcium sanguin total et ionisé ne doivent pas étre interprétées en
I'absence de la valeur de I'albuminémie car I'hypoalbuminémie réduit la quantité de
calcium lié ainsi que le calcium total tandis que le calcium ionisé aura une valeur
normale [81].

d) Phosphore

Une hyperphosphorémie peut étre présente lorsque le taux de filtration glomérulaire
est réduit [61].
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5. Microbiologie

Les analyses microbiologiques sont utilisées afin d'identifier I'agent infectieux
responsable de I'atteinte rénale.

Les bactéries peuvent parvenir au systéme rénal a la fois par voie hématogéne, par
voie ascendante depuis le cloaque, ou encore par extension locale lors de I'infection
d’'un organe proche [34].

Comme nous l'avons vu précédemment, du fait que le sang veineux afférent est en
partie amené par la veine mésentérique caudale qui draine la partie distale du tube
digestif, une colite peut constituer une source hématogene d'agents infectieux, de
toxines et de composés inflammatoires pour le rein. Pour cette raison, chez les sujets
suspects d’atteinte rénale, il est intéressant de réaliser une culture sur matieres
fécales [20].

Chez les oiseaux, les néphrites bactériennes représentent souvent un composant
d’une infection systémique impliquant plusieurs organes. Il a également été suggéré
gue toute septicémie peut potentiellement provoquer une néphrite [34].

Lors de suspicion de septicémie, la culture sanguine est tout a fait appropriée. La
peau doit alors étre préparée de fagon chirurgicale et la prise de sang doit se faire
dans des conditions aseptiques [82]. Une biopsie rénale peut également permettre la
réalisation de cultures.

Les causes de néphrites infectieuses ne sont pas uniquement bactériennes et
d’autres méthodes de culture et procédures diagnostiques sont nécessaires afin
d’identifier des organismes parasitaires, viraux ou fongiques [20].

6. Mesure du taux sanguin de métaux lourds

Lors de suspicion d’'intoxication aux métaux lourds, on recherche la présence d'un
taux anormalement élevé de plomb ou de zinc.

En pratique, les analyses les plus courantes sont ’'hématologie et la biochimie.

D. Analyse d'urine

L'analyse d'urine est I'un des outils diagnostiques les plus importants. Les
modifications urinaires ayant lieu avant les modifications sanguines, I'analyse d’urine
permet un diagnostic plus précoce [54]. Cependant, chez les oiseaux, I'analyse
d’'urine n’est pas aussi simple que chez les mammiferes et n'est donc pas encore
réalisée de routine. Elle devrait pourtant faire partie intégrale de I'examen d’un
oiseau suspect d’atteinte rénale [4]. Des résultats anormaux suggérent une
pathologie néanmoins, des résultats normaux ne permettent pas d’exclure une
néphropathie.

Elle est particulierement indiquée chez les oiseaux présentant de la polyurie ou un
taux d’acide urique sanguin élevé de facon persistante.

De facon générale, on observe la couleur, la turbidité (voir B. 2.), la densité, le pH,
les protéines, I’hémoglobine et le glucose [54].

1. Prélevement

L’'urine se mélangeant aux féces avant son émission, il est difficile d’obtenir de I'urine
vierge de toute matiere fécale autrement qu’en cathétérisant les uretéeres avec une
petite canule aprés avoir nettoyé le cloague, ce qui ne se fait pas en pratique
clinigue. Cependant, dans la plupart des cas, un échantillon satisfaisant peut étre
prélevé en placant dans le fond de la cage un revétement non-absorbant [53]. De
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plus, en pratiqgue vétérinaire, les oiseaux sont stressés : lors de polyurie de stress,
I'urine peut étre émise avant son entrée rétrograde dans le colon [56].
Immédiatement apres I'’émission d’une fiente, la composante aqueuse de I'urine est
récoltée a I'aide d’'une seringue propre. D’une fagon surprenante, ce type d’urine ne
contient que peu de protéines et de bactéries d’origine fécale.

Si l'urine est floconneuse ou contient des particules, une filtration ou centrifugation
peut étre nécessaire [53].

2. Densité

Les oiseaux ont la capacité a la fois de concentrer et de diluer leurs urines. La
densité urinaire se situe entre 1,005 et 1,020 [19].

La densité urinaire chez un oiseau sain varie en fonction de I'alimentation : chez un
oiseau privé d’eau, 'osmolarité augmente et de ce fait le densité urinaire également
[56]. Elle augmente d’autant plus que la réabsorption d’eau est importante au niveau
du cloaque et du colon : une urine collectée a I'aide d’'une canule au niveau des
ureteres aura donc une densité plus faible.

Au contraire, une alimentation humide provoque I'augmentation du volume d’urine
émise, donc une diminution de sa densité.

Chez les oiseaux insuffisants rénaux, les urines seront abondantes et leur densité
plus faible, indépendamment de leur alimentation [53].

3. Bandelette urinaire

Les parametres sont mesurés a I'aide des mémes bandelettes urinaires que celles
utilisées pour les chiens et chats.

a) pH
Chez les oiseaux, le pH urinaire est variable et se situe entre 6,5 et 8 [34, 77]. Des
valeurs inférieures a celles-ci peuvent indiquer une période de ponte chez la femelle
ou un état pathologique, pas nécessairement d’origine urinaire. Cependant, le pH
urinaire peut étre modifié au contact des matieres fécales dans le cloaque.
L’alimentation peut également modifier le pH urinaire : les oiseaux carnivores ont des
urines plutét acides, les granivores, des urines plutbt basiques [73].

b) Protéines

Les protéines sont présentes en quantité importante dans l'urine : jusqu’a 5mg/ml
[19]. La plupart sont associées aux urates (permettant de les maintenir sous forme
de suspension colloidale) [77]. Le reflux de I'urine dans le cloaque et le colon permet
la réabsorption de certaines protéines urinaires.

Apres centrifugation, les protéines ne sont présentes que sous forme de traces [62,
83].

La protéinurie pathologique est tres peu décrite chez les oiseaux. Contrairement aux
mammiféres, les oiseaux ne présentent pas de protéinurie pathologique lors
d’atteinte glomérulaire [20].

Lorsqu'une protéinurie pathologique est suspectée, une électrophorese des
protéines urinaires devrait étre réalisée afin des différencier le type et la taille des
protéines [84] puis étre comparée a celle d’un oiseau sain de la méme espeéce.

Afin de ne pas tenir compte des réabsorptions rénales, il faudrait recueillir de I'urine
urétérale. Du fait de cette contrainte et du manque de connaissances a ce sujet,
I'interprétation des protéines urinaires chez les oiseaux n’est pas réalisée en pratique
clinique [20].
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c) Hématurie, hémoglobinurie

L’hématurie est souvent visible a I'ceil nu. La présence de sang ou d’hémoglobine
dans l'urine n’'est jamais normale. Il faut noter que la myoglobinurie rend le test
d’hémoglobinurie positif. On peut la différencier de [I'hémoglobine par
spectrophotométrie [56]. Bien que rare, elle est présente dans les cas de
rhabdomyolyse [54].

(Voir B.2.d)

d) Bilirubine et urobilinogene

L’'urobilinogéne est un produit dérivé de la bilirubine. Les oiseaux ne produisant pas
de bilirubine, ces composés ne sont pas présents dans leur urine [53].
(Voir B.2.c)

e) Glucose

Le glucose est filtré puis entiéerement réabsorbé par les tubes contournés proximaux
[77]. En temps normal, le glucose doit étre indétectable ou présent sous forme de
traces seulement.

Les oiseaux souffrant d’un diabete sucré présentent une glucosurie persistante. Le
diabete n’est cependant confirmé que si la glycémie est également anormalement
élevée [54].

En théorie, une atteinte des tubes contournés proximaux ou un stress peuvent
provoquer une glucosurie. Une pancréatite et I'administration de fluides dextrosés
peuvent également causer de la glucosurie [53].

f) Cétones

En temps normal, I'urine des oiseaux ne contient pas de cétones [83].
Cependant, l'oxydation des graisses causée par l'anorexie [34] et le diabete
provoquent une cétonurie [85].

g) Enzymes urinaires

Le tissu rénal contient de la lactate-déshydrogénase, de la glutamate-
déshydrogénase, de I'aspartate-aminotransférase, de I'alanine-aminotransférase, de
la créatine kinase et de la phosphatase alcaline. Lorsque ces enzymes sont libérées
par les cellules rénales, elles ne passent pas dans la circulation générale mais sont
directement excrétées dans I'urine [16]. Ainsi, des taux élevés dans I'urine indiquent
un dommage rénal. Malheureusement, les limites de référence ne sont actuellement
pas encore établies [54].

4. Analyse du culot

L’analyse microscopique du culot urinaire, et plus précisément des cellules et des
cylindres, est I'examen le plus important dans le diagnostic précoce des atteintes
rénales. Elle est plus compliquée chez les oiseaux, du fait de la grande quantité
d’'urates présents : la centrifugation concentre les urates a tel point que les cellules,
bactéries et cylindres sont parfois difficilement visibles [53].

a) Cellules somatiques

Des cellules épithéliales du cloaque desquamées peuvent de fagon assez rare étre
observées dans le culot urinaire [62].
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b) Cellules tumorales

Des cellules tumorales peuvent étre présentes dans le culot urinaire lors de
néoplasies du systéme urinaire (il s’agit le plus souvent de néoplasies rénales) [86].

c) Leucocytes et érythrocytes

Ces lignées cellulaires sont rares dans I'urine normale. Un maximum de trois cellules
par champ au grossissement 40x est considéré comme normal [62]. Leur présence
en quantité supérieure est anormale.

d) Cylindres urinaires

Les cylindres sont des indicateurs importants d’atteinte rénale [87]. L'urine normale
n’en contient pas [87].
Les cylindres les plus fréquemment rencontrés sont de trois types [88] :

- les cylindres cellulaires, qui peuvent contenir des cellules épithéliales, des
érythrocytes provenant d’'une hémorragie rénale, des leucocytes et bactéries
provenant d’une infection rénale, etc.

- les cylindres granuleux, contenant des débris cellulaires.

- les cylindres hématiques, qui sont fréquemment rencontrés lors de septicémie
et d’intoxication aux métaux lourds. Chez les oiseaux, ces cylindres ne sont pas
nécessairement formés d’hémoglobine. Ce terme est cependant utilisé car ils
ressemblent énormément a ceux des mammiferes.

Des cylindres hyalins et cellulaires ont été identifiés [34, 87] lors de pathologie
tubulaire.

Chez un méme individu, le remplacement de cylindres cellulaires ou granuleux par
des cylindres hématiques est souvent le signe d’'une résolution de l'atteinte rénale
[88].

e) Microorganismes

Il est normal de trouver quelques bactéries Gram + dans le culot urinaires. Elles sont
probablement d’origine fécale. L’analyse microbiologique n’est alors pas nécessaire
[56].

Une quantité importante de bactéries Gram + et Gram — peut signaler un probléme.
Des levures peuvent également étre observées mais de la méme facon, des
guantités importantes sont anormales.

Les protozoaires sont rarement observés chez la plupart des Psittacidés et il est peu
commun d’en trouver dans un culot urinaire [53].

f) Cristaux

En temps normal, les urates sont les structures pseudo-cristallines majoritairement
trouvées dans l'urine. La présence de cristaux d’oxalate de calcium a également été
observée, cependant sa signification reste inconnue, a ce jour [89].

L'analyse d'urine est outil diagnostique précieux qui doit systématiquement étre
réalisé lors de suspicion d’affection rénale.
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E. Imagerie et visualisation directe

L’'imagerie médicale est importante et permet souvent de recueillir de nombreuses
informations de fagon non-invasive.

1. Radiographie
La radiographie a un important intérét diagnostic : des modifications de I'opacité ou
de la taille des reins indiquent une atteinte rénale [4].
La réalisation de vues latéro-latérales est la meilleure méthode pour visualiser les
reins radiographiquement [16] (cf. Fig. 17). Sur une vue ventro-dorsale, des reins
normaux ne sont pas vraiment visibles [90] (cf. Fig. 18).

Figure 17. Radiographie latéro-latérale d’'une amazone aourou normale. (B.J. et S.A.
Smith dans [91]) 1) Silhouette rénale

Figure 18. Radiographie ventro-dorsale d’'une amazone aourou normale. (B.J. et
S.A. Smith dans [91])

Sur une vue latéro-latérale, la silhouette de reins normaux ne dépasse pas les lignes

imaginaires paralléles a la colonne vertébrale (A sur le schéma) et passant par le
bord ventral de I'acétabulum (B sur le schéma) [92] (cf. Fig. 19).
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La masse intestinale n’est pas superposée aux reins, cependant, les deux reins le
sont. En cas d’anomalie, une vue oblique permet d’individualiser chaque rein et de
déterminer lequel est en cause [93].

>Humérus
I\-\-\-'\-\.

Proventricule __| _Intestine

SYNEacrum

Yentricule — Acétabulum
—Reinz

Figure 19. Schéma d’une radio normale [94].

La disparition de I'opacification de type aérienne située entre le rein et le synsacrum
due a la présence d'un diverticule dorsal du sac aérien abdominal, indique une
augmentation de la taille du rein [34, 69, 87, 90]. Si cette augmentation de taille
concerne la totalité de I'organe, cela suggére une atteinte diffuse.

Figure 20. Vue ventro-dorsale de contraste, 45 min apres ingestion de barium chez
deux perruches ondulées (Melopsittacus undulatus) [94].

A : Déplacement latéral du proventricule B : Vue normale.
(PV) et caudal du ventricule (V) du & une
masse d’opacité tissulaire.
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Les tumeurs rénales sont une cause courante de néphromégalie. Il faut toutefois
faire attention aux gonades qui, lorsqu’elles sont actives, sont superposées a la
région craniale du rein et peuvent faire penser a une néoplasie [54].

La réalisation d’'un transit baryté permet de mieux visualiser le systéme digestif et
peut aider a déterminer I'origine d’'une masse coelomique [94]. En temps normal, sur
une vue ventro-dorsale, I'angle entre la colonne vertébrale et le proventricule mesure
environ 45°(cf. Fig. 20). Une augmentation de taill e de la partie craniale du rein droit
provoque une augmentation de cet angle, ce qui correspond au déplacement latéral
du proventricule.

Sur une vue latéro-latérale, une augmentation de taille des reins provoque
également un déplacement ventral du proventricule, du ventricule et de la masse
intestinale [95]. Le diagnostic différentiel comprend les masses d’origine gonadique,
splénique et hépatiques [94].

Une augmentation de I'opacité signe souvent une déshydratation ou une
hypovitaminose A.

Lors de minéralisation rénale, I'extension du processus sera Vvisible
radiographiquement (Cf. Fig. 21).

En cas de déshydratation sévére, de pathologie intratubulaire extensive, de goutte et
plus généralement d’atteinte rénale avancée, les urates extratubulaires seront
visibles radiographiquement. Les dép6ts d’'urates se présentent alors sous forme de
petites zones linéaires d’opacification plus marquée. L’'observation de ce phénoméne
nécessite un grossissement de I'image radiographique [53].

Il est important de positionner I'oiseau correctement, c’est-a-dire perpendiculairement
aux rayons incidents car dans le cas contraire, le diverticule du sac aérien sera
obscurci, ce qui peut engendrer des erreurs d’interprétation [87].

Figure 21. Calcification rénale chez un perroquet Gris d’Afrique. (M. McMillan dans
[56])

L’identification d’'une néphromégalie ou de tout autre anomalie rénale est une
indication pour une endoscopie ou une biopsie afin d’effectuer un diagnostic définitif.
Les modalités pratigues de réalisation de radiographies chez les oiseaux sont
présentées en annexe 2.
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2. Echographie

L’échographie est un outil diagnostique courant en médecine vétérinaire. Cependant,
du fait de la présence de sacs aériens soulignant les reins ventralement et du
synsacrum situé dorsalement et latéralement, I'échographie n’est pas trés populaire
en médecine aviaire [96].

Le principal avantage de cette technique est qu’il permet de voir les structures
profondes des organes. De plus, c’est un examen non-invasif qui peut étre utilisé en
toute sécurité chez des patients faibles, contrairement a I'endoscopie qui nécessite
une anesthésie [97].

L'échographie est indiquée en cas de polyurie, polydipsie, paramétres rénaux
sanguins élevés, boiterie ou lorsque I'apparence radiographique des reins semble
anormale [97].

Il est recommandé d’utiliser un échographe avec une sonde sectorielle de 7,5 MHz
[97]. La téte de la sonde doit vraiment étre petite car la zone de contact chez les
oiseaux est trés limitée : une téte de sonde de 1,5 x 2,5 cm permet d’examiner des
oiseaux de 40 g a 1 kg [97].

Il est préférable de faire jeliner I'oiseau au minimum 3 heures avant I'examen afin de
limiter les interférences créées par des anses intestinales pleines d’aliments [97].
Cependant, ce n'est pas toujours indiqué, notamment lorsque l'oiseau est en
mauvaise condition [94].

L'approche est ventrale, la zone de contact se situant entre le processus xiphoide et
le pubis. Le patient doit préalablement étre plumé au niveau de cette zone. L’'oiseau
est maintenu en décubitus ventral, ou en position verticale, les deux pattes étendues
caudo-latéralement [97].

Il est impossible d’échographier des reins normaux [96]. Cependant, certaines
affections qui comblent les sacs aériens (toute cause de néphromégalie : néoplasie,
kyste...) ou provoquent l'accumulation de liquide dans la cavité coelomique
permettent leur visualisation [98]. Dans ces cas particuliers, I'échographie peut servir
de méthode d’évaluation non-invasive pour les structures coelomiques telles que les
reins [20].

Les tumeurs apparaissent généralement comme des structures hétérogenes, les
kystes comme des structures anéchogéenes rondes [54].

3. Urographie

Du fait de I'absence chez les oiseaux de cortex et de médulla définis, de vessie et de
pelvis rénal, I'urographie a peu d’indications et est donc peu utilisée.

Elle permet de différencier les reins et uretéres des autres structures coelomiques et
de mettre en évidence une obstruction urétérale ou autre dysfonctionnement du
systeme urinaire [99].

Les produits de contraste habituellement utilisés sont des produits iodés organiques
injectés de facon lente par voie intraveineuse dans la veine ulnaire (2mL/kg pour une
solution de 70 a 80% de produit iodé organique contenant 300 a 400mg iode/mL)
[99].

Etant irritants, ils doivent étre injectés par voie intraveineuse stricte, a la température
de I'oiseau [99].

De nouveaux produits de contrastes non-ioniques sont maintenant disponibles. Leur
utilisation est préférable car leurs effets secondaires sont moindres, en particulier
leur pouvoir irritant qui est nul. L’'iopamidol (lopamiron®) ou I'iohexol (Omnipaque®)
sont utilisés a la dose de 400 mg d’iode/kg [54].
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Le produit de contraste est excrété tres rapidement par le systéme porte-rénal et est
visible radiographiquement dans le cceur, l'aorte et les artéres pulmonaires 10
secondes suivant I'injection [99].

Les reins et les ureteres sont visibles dans les 30 a 60 secondes suivant I'injection, le
cloaque 2 a 5 minutes aprés l'injection [99].

Un temps d’élimination rénale prolongé indique une insuffisance rénale.

Cette technique est proscrite chez les oiseaux souffrant d’'une atteinte rénale sévére
connue [16].

Une sédation (voire une anesthésie) est recommandée afin de sécuriser l'injection
intraveineuse et de faciliter le positionnement pour les radiographies.

Le surdosage et une température trop basse du produit de contraste peuvent
provoquer des vomissements et, chez les oiseaux stressés ou faibles, des problemes
circulatoires [99].

4. Scintigraphie rénale

Bien qu'il n’y ait pas de bonne corrélation entre les résultats de la scintigraphie et la
gravité des Iésions histologiques, cette méthode permet de mettre en évidence les
néoplasmes, kystes et autres altérations physiques du parenchyme rénal.

La scintigraphie n’est cependant pas un examen courant et reste onéreuse et
contraignante du fait de la nécessité de confiner les animaux 12 a 24 heures afin que
les radio-isotopes soient dégradés [100].

En pratique, cet examen n’est donc pas utilisé.

5. Tomodensitométrie

Cet examen est peu utilisé lors de pathologie rénale (il est colteux et souvent
inaccessible en pratique) mais peut étre utile lors de néoplasie.

6. Endoscopie

L'endoscopie est devenue un outil diagnostique extrémement important pour les
vétérinaires aviaires [87].

L’'observation directe des reins et des organes adjacents permet d’évaluer leur talille,
leur couleur, leur forme et I'apparence de leur surface [4, 101]. Elle représente une
source d’information inestimable [4, 101]. Si une partie du rein semble anormale, une
biopsie guidée visuellement peut étre réalisée [101].

L'intérét diagnostique de I'endoscopie et les faibles risques liés a la biopsie rénale en
font des outils de choix dans la détection précoce d’atteinte rénale chez les oiseaux
[4].

Les indications de I'endoscopie sont la polyurie, la polydipsie et l'infertilité [4].
L'approche par le sac thoracique caudal gauche avec un endoscope rigide est la plus
recommandée [101].

La patte est tirée caudalement. La zone d'incision est située au milieu du triangle
formé par les dernieres c6tes, le muscle ilio-tibial et le bord caudal du synsacrum (cf.
Fig. 22).

L'’endoscope est alors introduit dans le sac abdominal aprés perforation de sa
membrane, ce qui permet d’avoir une vue directe sur les reins. Le systéme urinaire
peut alors étre visualisé ainsi que la plupart des autres organes coelomiques. De
cette fagon, une éventuelle atteinte primaire ou conséquences de l'atteinte rénale
peuvent étre recherchées. Par exemple, la goutte viscérale peut étre détectée au
niveau du péricarde et de la capsule hépatique.
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Les différences anatomiques entre chaque espéece doivent étre prises en compte
[54].

De petits points blancs ou jaunes dans le rein sont souvent des signes de goutte
viscérale. Un uretere rempli et gonflé peut signer une obstruction urétérale ou une
déshydratation. La perte de I'apparence typique de la surface des reins est souvent
due a une glomérulonéphrite tandis qu’'une masse jaune unique peut étre un abces
ou un lymphosarcome [101]. Une biopsie rénale est nécessaire afin de différencier
ces atteintes.

Figure 22. Site d'incision (1) lors d’endoscopie par approche latérale du sac
thoracique caudal gauche [101].

L’endoscopie comporte cependant certaines contre-indications : la présence d’ascite
(risque de noyade lors de la perforation du sac aérien) et I'obésité (I'endoscopie n’est
alors plus vraiment utile car les organes sont recouverts de gras) [101].

La radiographie et I'endoscopie sont de tres bons outils diagnostiques en pathologie
aviaire, notamment lors d’affection rénale. lls apportent des informations précieuses
et permettent souvent d'orienter le diagnostic.

F. Biopsie

La biopsie rénale est recommandée en cas de polyurie persistante, de polydipsie,
d’hyperuricémie ou d’anomalie macroscopique du parenchyme [102].

Dans la plupart des cas, la biopsie est réalisée au cours d’un examen endoscopique.
Cela permet de visualiser le rein. Il est donc recommandé de réaliser la biopsie sous
endoscopie, par le canal opérateur, avec une pince a biopsie cupulaire flexible [54].
La localisation des gros vaisseaux doit étre gardée en téte [54]. Les arteres rénales
craniales étant plus facilement abimées, il est conseillé de biopser au niveau des
régions moyenne ou caudale [4].

Le rein est composé de dizaines a centaines de lobules qui fonctionnent chacun en
tant qu’unité fonctionnelle. Ainsi, quelle que soit la région du rein biopsée, I'examen
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révelera toute atteinte diffuse. La biopsie guidée par endoscopie et la culture sont
souvent des tests qui donnent un diagnostic définitif [101].

Cela permet de diagnostiquer précocement les atteintes rénales, ce qui est essentiel
a la mise en place d’'un traitement efficace [53].

G. Evaluation du taux de filtration glomérulaire

L'évaluation du taux de filtration glomérulaire chez les oiseaux a un intérét limité car
une modification de ce taux peut avoir différentes significations.

Alors qu’une baisse du taux de filtration glomérulaire indique, chez les mammiféres,
une atteinte pré-rénale, rénale ou post-rénale, chez les oiseaux, cela peut étre a la
fois le signe d’'une pathologie ou la réponse physiologique appropriée a un manque
d’eau [38].

De plus, la mesure directe de ce taux par récolte des urines sur 24 heures est
impossible, et les méthodes de mesure indirecte sont peu interprétables (créatinine
et urée sanguines). En pratique, le taux de filtration glomérulaire n’est pas utilisé.

hY

Finalement, de nombreux examens complémentaires sont a la disposition du
clinicien. Les informations qu’ils apportent n'ont cependant pas toujours la méme
valeur que chez les mammiféres.

Les plus utiles lors d’affection du systéme urinaire en pratique aviaire sont I'analyse
d’'urine, I'imagerie médicale (radiographie et endoscopie), la biopsie et les analyses
sanguines (hématologie et biochimie).

Le diagnostic sera pourtant souvent difficile, du fait de la diversité des affections de
I'appareil urinaire et de I'absence de signes pathognomoniques jusqu’a un stade
avancé de la maladie.
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lll.Différents types d’affections rénales

Chez les mammiféres, beaucoup d’atteintes du systéme urinaire lui sont spécifiques.
Au contraire, chez les oiseaux, la plupart des affections urinaires ne sont qu’'une
composante d’'une atteinte systémique touchant de nombreux organes.

Les causes étant nombreuses, le traitement spécifique sera évoqué pour chaque
type d'atteinte. Les différentes classes d’agents thérapeutiques seront détaillées par
la suite (cf. IV).

A. Définitions

1. Néphrite

C’est un terme non spécifigue pour décrire une inflammation du rein. Elle peut
concerner le milieu interstitiel, les tubules et/ou les glomérules [20]. Bien que certains
auteurs parlent de pyélonéphrite, cette appellation est incorrecte car les reins des
oiseaux sont dépourvus de bassinet [74].

2. Glomérulopathie

Les glomérulopathies rassemblent toutes les atteintes rénales concernant plus
particulierement les glomérules. Le terme « glomérulonéphrite » est réservé aux
atteintes glomérulaires d’origine inflammatoire. Ces derniéres sont souvent dues a un
dépdt de complexes immuns ou d’anticorps dirigés contre la membrane basale du
glomérule [84]. Cependant, leur étiologie reste souvent inconnue [20].

Chez les mammiféeres, les glomérulopathies sont les principales causes
d’insuffisance rénale chronique. Elles se traduisent par une protéinurie.

Les glomérulopathies des oiseaux different en de nombreux points de celles des
mammiféres et n'induisent pas de protéinurie pathologique [103].

3. Néphrose

La néphrose est une modification histopathologique du parenchyme rénal
caractérisée par toute lésion dégénérative, non-inflammatoire du rein, quelle qu’'en
soit la cause [74]. De telles lésions peuvent entrainer I'apparition de lésions
inflammatoires, ce qui rend le diagnostic difficile [74].

Les causes de néphrose sont nombreuses: I'hémoglobinurie, les infections a
adénovirus, les métaux lourds, les aminoglycosides, le calcium, le sodium,
I'ochratoxine A et la perfusion par voie intraveineuse de solutés hypertoniques en
sont quelques exemples [74, 104-106].

B. Anomalies congénitales et héréditaires

Bien gue peu rapportées, des lésions rénales congénitales sont occasionnellement
rencontrées chez les oiseaux [107].

L'aplasie ou I'hypoplasie rénale unilatérale est décrite chez la volaille[74] comme
chez les oiseaux de cage [56]. Chez ces derniers, il s’agit souvent de trouvaille
d’autopsie : le rein controlatéral est alors hypertrophié et la fonction rénale non
altérée [38].

Les kystes rénaux, d'origine congénitale ou acquise, sont peu communs [38].
Lorsque ces lésions sont séveres, elles peuvent conduire a une insuffisance rénale
[38].

De I'hypervascularisation glomérulaire est rapportée chez les canaries [108]. Cela
provoque une déformation glomérulaire mais n’altére pas la fonction rénale.
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C. Maladies infectieuses

Les néphrites infectieuses ne représentent souvent qu’'une composante d’une
atteinte générale touchant plusieurs organes. Toute septicémie peut potentiellement
provoquer une infection et/ou inflammation rénale.

1. Bactériennes

a) Type d’infection
Les infections rénales bactériennes peuvent résulter d'une contamination
ascendante (depuis le cloaque), d’'une contamination par voie hématogene (lors
d’affection systémique) ou encore d’'une contamination de proximité par extension
d’un processus infectieux localisé (coelomite, oophorite, salpingite,...).

Les infections ascendantes par contamination cloacale sont peu fréquentes[4]. Les
oiseaux atteints présentent un nombre accru de leucocytes, des cylindres et des
bactéries dans le culot urinaire. La culture d’'urine permet de déterminer I'agent en
cause et, couplée a un antibiogramme, I'antibiotique adéquat [34]. Dans la plupart
des cas, les infections sont aigués et rapidement fatales [34].

La majorité des infections rénales d'origine bactérienne ne sont que des
composantes d’une atteinte systémique [34]: la contamination a lieu par voie
hématogene. Rappelons l'importance clinique d’'une entérite : elle peut, du fait de
I'existence du systéme porte-rénal, étre a l'origine d’'une contamination directe des
reins par voie hématogene. Il est donc important de correctement traiter une entérite
lors d’atteinte rénale [20].

Les infections par voie hématogéne provoquent une néphrite interstitielle ou une
glomérulonéphrite. Dans les deux cas, les oiseaux sont bactériémiques ou
septicémiques et présentent des signes d’atteinte générale. La culture de sang est
alors plus appropriée. Lorsque linfection est a un stade avancé, l'urine peut
présenter des modifications telles que la présence de cylindres, une augmentation
des protéines et des leucocytes [34].

b) Lésions

Quel que soit le type de contamination (ascendante ou hématogéne), les reins
présentent une augmentation de taille ainsi que des degrés variés de nécrose. Les
Iésions histologiques typiques d’une néphrite bactérienne sont la dilatation tubulaire
et I'impaction par des cellules inflammatoires [74].

Les infections ascendantes aigués sont caractérisées par la présence de
nombreuses bactéries dans les tubules et parfois aussi dans le milieu interstitiel.
Lorsque l'infection devient chronique, d’autres Iésions apparaissent : de la nécrose
tubulaire, I'apparition de kystes et de la fibrose interstitielle avec une infiltration de
cellules mononuclées [74].

Lors d’infection par voie hématogéne, les Iésions primaires sont présentes au niveau
des glomérules. Les bactéries associées a de la nécrose et a des infiltrations
inflammatoires pléocellulaires seront alors visibles.

c) Agents pathogénes
De nombreuses bactéries gram positives et gram négatives sont connues pour leur
capacité a causer des lésion rénales, que ce soit par infection ascendante ou par
voie hématogéne. Les plus courantes sont Staphylococcus sp. et Streptococcus sp.
[109]. D’autres bactéries ont été décrites lors d’infection rénales : Escherichia coli
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[34, 56, 109], Klebsiella sp. [110], Salmonella sp. [111], Yersinia sp. [111], Proteus
sp. [34, 111], Pseudomonas sp. [34], Mycobacterium sp. [56] et Chlamydophila
psittaci [112].

Les infections a Mycobacterium sp. et Chlamydophila psittaci sont généralement
systémiques. Bien qu'elles puissent causer des lésions rénales, ce n’est que
rarement le cas [113].

d) Démarche clinique

D’une facon générale, le diagnostic se fait par analyse d’urine, culture bactérienne
sur urine et sang et par biopsie rénale. L’interprétation des résultats d’analyse d’urine
et de culture bactérienne sur urine doit tenir compte du fait qu’il est tres difficile
d’obtenir un échantillon d’urine pure sans contamination fécale.

Le traitement se fera en fonction de l'agent étiologique, des résultats de
I'antibiogramme et de la séveérité de I'atteinte.

Les infections bactériennes étant courantes chez les oiseaux de cage, une
antibiothérapie a base d'un antibiotique non néphrotoxique a spectre large est
conseillée lors d’'atteinte rénale [4] (voir tableau en annexe 3).

2. Virales

Plusieurs infections virales provoquent de la polyurie. Cependant, aucune n’est
principalement caractérisée par ce signe clinique ou uniquement par une atteinte
rénale. L'atteinte rénale et la polyurie présentes avec la plupart des infections virales
ne représentent souvent que des composantes d’'une atteinte systémique [34]. De
nombreux virus sont retrouvés dans les reins sans pour autant y induire de
dommages. Leur présence est due a la virémie, la transmission par I'appareil urinaire
et/ou la réplication virale [20].

Les virus les plus connus pour affecter les reins chez les oiseaux de cage sont les
polyomavirus [114, 115]. Une infection a polyomavirus peut étre diagnostiquée par
PCR (Polymerase Chain Reaction) a partir d'un écouvillonnage cloacal. Cependant,
un résultat négatif ne permet pas d’éliminer un polyomavirus du diagnostic différentiel
[4]. Histologiquement, des corps d’inclusion sont présents dans les noyaux des
cellules épithéliales des tubules [6].

Les adénovirus [116], les poxvirus [117], les herpesvirus [118], les paramyxovirus,
les virus du syndrome de dilatation du proventricule et de la bronchite infectieuse
(des poules), ainsi que d’autres virus non identifiés ont également été décrits lors de
Iésions rénales chez les oiseaux de cage [67].

Les lésions rénales ne sont pourtant que rarement majeures en comparaison des
autres lésions causées par le virus : chez les jeunes psittacidés, par exemple, les
polyomavirus provoquent une glomérulonéphrose aigué a complexes immuns. Ces
oiseaux meurent rapidement d’autres complications de l'infection virale sans avoir
présenté de signes d’atteinte rénale [119].

La biopsie rénale reste I'examen de choix pour diagnostiquer une infection virale.

Il n'existe pas de traitement spécifique pour les maladies virales hormis pour les
herpesvirus. Le traitement sera alors celui d’'une néphrite : des soins de support et la
gestion des signes cliniques généraux [4]. Les herpesvirus, quand a eux, répondent
a I'acyclovir. La nature potentiellement néphrotoxique de cette drogue doit cependant
étre considérée avant toute administration a un oiseau souffrant d’'une néphropathie
[120].
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3. Fongiques

Les néphrites fongiques sont relativement rares [34]. Quelques cas d’aspergillose et
de cryptosporidiose touchant les reins ont été rapportés [121-123]. La fonction rénale
peut étre altérée lors de compressions dues a la présence de granulome extensifs
dans les sacs aériens adjacents, d’'invasion locale ou d’'un infarcissement rénal du a
des thrombi artériels et veineux contenant des hyphes fongiques [4]. Cependant, les
anomalies d'origine urinaire ne seront pas les principaux signes de latteinte
systémique et ne seront cliniguement visibles que lorsque celle-ci sera sévere [38].

4. Parasitaires

Comparées aux oiseaux sauvages, les maladies rénales parasitaires des oiseaux de
cage sont relativement rares [4].

La coccidiose rénale peut étre asymptomatique ou causer des lésions de néphrite
interstitielle granulomateuse [124]. Son diagnostic se fait grace a la coproscopie
qualitative par flottaison, en prenant garde qu'un échantillon adéquat d’urine soit
prélevé avec la fiente [38].

Des infections a Eimeria sp. [56], Isospora sp. [125], Cryptosporidium sp. [126],
Sarcocystis sp. [127], Microsporidium sp. [128] et Encephalitozoon sp. [56] ont été
rapportées chez les oiseaux de compagnie.

Eimeria sp. et Isospora sp. sont présentes chez de nombreuses especes. Ces
coccidies sont principalement retrouvés dans I'épithélium des tubes collecteurs
périlobulaires et des canaux collecteurs médullaires [129]. Le traitement se fait avec
du métronidazole.

La cryptosporidiose rénale est rarement rencontrée. Elle cause également des
Iésions de néphrite interstitielle granulomateuse[126]. Les reins apparaissent enflés
et pales. Histologiquement, les cellules épithéliales tubulaires sont colonisées par les
microorganismes et peuvent présenter une légére prolifération [38].

Le diagnostic se fait grace a la mise en évidence d’anticorps par des conjugués
spécifiques d’anticorps marqués a la fluorescéine [38].

Il 'y a pas de traitement spécifique.

L’encéphalitozoonose est habituellement diagnostiquée chez les inséparables et les
perruches ondulées (Melopsittacus undulatus). On la retrouve cependant chez
d’autres psittacidés [130, 131]. Elle se traduit cliniquement par une mort subite ou un
abattement, une baisse de l'appétit et une perte de poids quelques heures a
guelques jours avant [130, 132, 133]. Moins fréquemment, de la diarrhée [130, 133],
une augmentation de la mortinatalité [130, 133] et une kératoconjonctivite [134]
peuvent étre observés. Chez les oiseaux, la plupart du temps, linfection est

inapparente [135]. Il semblerait que [I'encéphalitozoonose soit une maladie
opportuniste que I'on retrouverait principalement chez les individus immunodéprimés
[131].

A I'examen macroscopique, le parenchyme rénal semble normal ou présente de
petites zones plus péles. A l'histologie, des protozoaires sont retrouvés dans les
cellules et a I'état libre dans les zones de nécrose tubulaire et dans la lumiére des
tubules rénaux [107].

Le diagnostic se fait grace a I'immunofluorescence indirecte, une coloration trichrome
bleue modifiée ou une coloration au calcofluor [38] qui donne les meilleurs résultats
mais nécessite un microscope a fluorescence [38, 136].
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D. Intoxications

Les intoxications chez les oiseaux sont majoritairement chroniques et dose-
dépendantes [105].

Les effets causés par un toxique sont tres variables d’'une espece a l'autre. lls
apparaissent plus rapidement chez les oiseaux, du fait de la rapidité du transit et de
I'absorption gastro-intestinale ainsi que du métabolisme élevé [105].

1. Etiologie

a) Intoxication iatrogene

La cause la plus connue d’atteinte rénale d’origine toxique chez les oiseaux de cage
est la néphrotoxicité due aux aminoglycosides (gentamicine, amikacine,...). Elle
provoque de la polyurie et une néphrose diffuse [4].

b) Intoxication aux métaux lourds

L’intoxication aux métaux lourds est I'une des intoxications les plus courantes chez
les oiseaux de cage, du fait de la grande diversité de sources et de I'habitude, des
psittacidés en particulier, de tout grignoter [105]. La sévérité de I'atteinte dépend de
la dose ingérée et de la chronicité de l'intoxication [105]. Le plomb est le métal le
plus souvent rencontré, suivi du zinc, du cuivre et du fer [105]. D’autres métaux
lourds comme le cadmium, le mercure et I'arsenic sont également néphrotoxiques
[137].

(1) Intoxication au plomb

L’intoxication au plomb provoque une nécrose tubulaire aigué [106, 138]. La
présentation clinigue est multi-systémique et concerne les systemes
hématopoiétique, nerveux, gastro-intestinal et rénal [105]. Les intoxications
chroniques a faible dose peuvent entrainer une immunosuppression du sujet [105].
Chez les oiseaux de cage, les signes les plus courants sont de I'abattement, de la
faiblesse, des vomissements, de la diarrhée, de la polyuro-polydipsie, de
I’hémoglobinurie, de la biliverdinurie et des convulsions [139]. Les individus atteints
peuvent présenter de I'hétérophilie, une anémie hypochromique régénérative, des
vacuolisations cytoplasmiques des érythrocytes, une élévation de la lactate
déshydrogénase, de I'aspartate amino-transférase, de la créatine kinase et de I'acide
urique [139, 140].

Exemples de sources de plomb :

Plombs de carabine

Fil galvanisé

Peintures et mastics au plomb

Soudures

Linoléum

Poids en plomb (pour les rideaux, la péche)
Batteries

Accessoires vestimentaires

Jouets pour oiseaux avec des poids en plomb
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(2) Intoxication au zinc

Les signes cliniques sont les mémes que lors d’intoxication au plomb, hormis pour
I’lhémoglobinurie, absente lors d’'intoxication au zinc [105].

Exemples de sources de zinc :

Maille et containers galvanisés
Agrafes

Fertilisants

Certaines peintures

Shampoings au pyrithione de zinc
Oxyde de zinc

Certaines pieces de monnaie

c) Intoxication aux mycotoxines

Plusieurs mycotoxines (aflatoxine, oosporéine, ochratoxine, citrinine) provoquent des
troubles rénaux chez la volaille [56, 78]. On peut donc raisonnablement penser que
ces mycotoxines peuvent également étre toxiques chez les oiseaux de cage. Elles
sont présentes dans les graines et les aliments pour oiseaux. Une suspicion
d’intoxication aux mycotoxines est difficile a confirmer. La gravité de l'intoxication
dépend souvent de la dose ingérée et les formes aigués sont rares : la plupart des
cas sont chroniques et se traduisent par des signes non-spécifiques. Les plus
courants sont une immunosuppression, une hépatite chronique, une baisse des
performances reproductives et une atteinte rénale [141].

d) Intoxication a certaines plantes

Les oiseaux de compagnie sont souvent sujets a ce type d’intoxication, du fait des
nombreuses plantes d’appartement présentes dans les foyers. La plupart se
traduisent par des signes gastro-intestinaux, cependant I'ingestion d’avocat (le fruit)
est susceptible de provoquer une néphrite [142].

e) Autres toxicités

Des dommages hépatiques ou musculaires (blessure, rhabdomyolyse) importants
ainsi que toute cause d’hémolyse [104] peuvent également étre a I'origine de lésions
rénales [56], suite a une néphrose due aux pigments biliaires, a la myoglobinurie ou
I’lhémoglobinurie. Dans ces deux derniers cas, les reins seront brun foncé.
Microscopiquement, on observe dans les tubes contournés proximaux une
dégénération tubulaire, une accumulation luminale d'un matériel amorphe
éosinophilique (les pigments) et dans les tubes collecteurs, des cylindres
éosiniphiliques [107].

2. Diagnostic

Il est important de bien prendre 'anamnese et de correctement s’informer sur les
sources éventuelles de toxiques avec lesquelles I'oiseau aurait pu étre en contact
(exposition a des métaux lourds, administration de vitamines) [105]. Cependant, le
diagnostic se fait souvent par exclusion d'autres étiologies (infectieuses,
métaboliques...) [105].

Le diagnostic repose principalement sur I'anamnese, les signes cliniques, les
résultats des examens complémentaires dont la concentration sanguine en métaux
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lourds et la radiographie afin de détecter la présence d'une éventuelle particule
métallique dans le systéme digestif. L’absence de particules métalliques ne permet
d’exclure une intoxication aux métaux lourds. Lors d'intoxication au plomb, le
diagnostic définitif sera réalisé grace a la concentration sanguine en plomb :
supérieure a 20 pg/gL, elle apportera une forte suspicion, supérieure a 50 pg/gL, elle
sera diagnostique [141]. De méme, lors d’intoxication au zinc, une concentration
sanguine en zinc supérieure a 200 pg/gL apportera une forte suspicion [105].

Dans la plupart des cas d'intoxication, les |ésions macroscopiques et histologiques
sont identiques [105]: la biopsie rénale permet parfois de diagnostiquer une
intoxication et son stade mais rarement sa nature.

3. Traitement

Il dépend de la nature de l'intoxication, cependant il doit prioritairement tenir compte
du patient. La démarche a suivre est la suivante [105] :
e Stabiliser le patient en lui administrant les soins d’'urgence nécessaires (lors
de convulsions, d’'anémie, dimmunosuppression, d’anorexie...).
« Eliminer la source toxique afin d’éviter que I'oiseau y soit de nouveau exposeé.
e Limiter l'absorption : effectuer un lavage du jabot et/ou du proventricule
(intubation indispensable), administrer des adsorbants et des laxatifs,
intervenir chirurgicallement si nécessaire. Les drogues émétisantes sont
contre-indiquées chez les oiseaux.
* Antagoniser le toxique grace a un antidote ou des chélateurs (éthylene
diamine tétra-acétate de calcium lors d’intoxication au plomb et au zinc).
» Faciliter I'élimination des toxiques absorbés : augmenter la diurese, utiliser
des laxatifs.
» Apporter les soins de support nécessaires, en fonction des besoins du
patient : chaleur, fluidothérapie, antibiothérapie, suppléments nutritionnels et
autres.

E. Maladies nutritionnelles

1. Hypervitaminose D3

La vitamine D3 intervient dans la régulation du métabolisme calcique en stimulant
I'absorption intestinale, la résorption osseuse et en diminuant I'excrétion urinaire du
calcium, ce qui conduit a une augmentation de la calcémie. Aucune complémentation
n'est nécessaire chez les oiseaux exposés a la lumiere naturelle ou a des rayons
ultraviolets. Lorsqu’elle est présente en quantité excessive dans l'alimentation
(>1000 Ul/kg d’aliment), la vitamine D3 provoque une hypercalcémie qui, a terme,
provoque une minéralisation des tissus mous et plus particulierement des reins[143].
Cliniqguement, l'oiseau présente de l'anorexie, des nausées, une déminéralisation
des os, une faiblesse musculaire et articulaire, de la douleur, une désorientation, une
augmentation du taux de crétine kinase sanguine, de la polyuro-polydipsie, une
incapacité a concentrer ses urines et en phase finale, de I’hyperuricémie et la goutte
[38, 67].

L’'arrét de la supplémentation ainsi que l'administration d’'un régime pauvre en
calcium et riche en vitamine A permettent de limiter les effets néfastes de
I’hypervitaminose D3 [144].
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2. Hypovitaminose A

Au niveau rénal, I'hypovitaminose A provoque une métaplasie squameuse de
I’épithélium des uretéres et des tubes collecteurs, une diminution de la production de
mucus [4] et accélere la précipitation des urates (par diminution de la production de
mucus qui les dilue en temps normal [45]). Cela conduit souvent a une obstruction
urétérale ainsi qu'une insuffisance post-rénale [4].

Cette affection est a suspecter face a un oiseau oligurique a anurique présentant une
hyperuricémie.

Les lésions rénales dues a une hypovitaminose A ne sont pas fréequemment
observées car les autres troubles générés par cette carence amenent souvent les
clients a consulter avant qu’elles n’apparaissent [144]: chez les psittacidés, les
signes les plus caractéristiques sont une métaplasie des glandes salivaires linguales
et/ou sous-mandibulaires ainsi qu’une érosion des papilles choanales [145]. Les
oiseaux atteints ont souvent une alimentation trop riche en graines de tournesol
[145].

Le diagnostic repose sur le régime alimentaire, les signes cliniques et la réponse de
I'oiseau a la supplémentation [146].

Le traitement comprend des soins de support, 'administration de vitamine A par voie
parentérale ainsi qu’en une correction du régime alimentaire [20].

3. Aliments industriels

Certains aliments du commerce présentés sous forme de granulés ont provoqué
chez plusieurs espéces de psittacidés des néphroses tubulaires non-spécifiques
réversibles en quelgques mois aprés modification de I'alimentation (sans granulés)
[20].

4. Intoxication au sel

L’intoxication au sel est trés bien décrite chez les poules mais mal documentée chez
les oiseaux de cage. Chez ces derniers, elle cause des troubles rénaux dus a la
déposition d’'urates et se traduit cliniquement par de la polyurie [147].

5. Exces de cholestérol

Les régimes trop riches en cholestérol peuvent étre a l'origine d’atteintes rénales
diffuses comme des glomérulopathies prolifératives, de la fibrose périglomérulaire,
une néphrite interstitielle multifocale et la présence de cellules chargées de lipides
dans les glomérules [148]. Ces résultats ont été obtenus grace a une étude sur des
pigeons qui ont été autopsiées. On peut penser que de telles Iésions peuvent
également se développer chez les oiseaux de cage. Aucune donnée clinique sur les
moyens diagnostiques ou thérapeutiques n’a été apportée [20].

F. Néoplasies rénales

Les tumeurs rénales peuvent affecter la plupart des especes. Elles sont cependant
plus courantes chez les psittacidés (notamment chez la perruche ondulée
(Melopsittacus undulatus) [149]) que chez les passériformes [150, 151]. Chez la
perruche ondulée, les tumeurs rénales affectent davantage les males, jeunes ou
d’age moyen (autour de 5 ans), et sont souvent localisées au pdle antérieur du rein
[151, 152]. Un rétrovirus pourrait étre a l'origine de I'apparition des tumeurs rénales
[153].
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1. Nature

Le carcinome est la tumeur rénale la plus courante, cependant les adénomes
rénaux, néphroblastomes, cystadénomes, fibrosacomes, lymphosarcomes,
mélanome malin et autres sont également rapportés [137]. La plupart du temps, il
s’agit de tumeurs primaires mais des métastases tumorales provenant d’'un autre site
(le plus souvent d’'un lymphome [150] ou d’'un adénocarcinome [154]) peuvent
également étre présentes. Les tumeurs rénales ont un faible pouvoir métastasique
mais sont parfois localement infiltrantes [149].

Les néphroblastomes sont souvent rapportés chez la poule, cependant on les trouve
également chez les Psittacidés et les petits Passériformes. Habituellement, ils sont
unilatéraux mais peuvent parfois étre bilatéraux. Macroscopiquement, ils ressemblent
aux carcinomes [137].

Les lymphosarcomes rénaux peuvent étre primaires mais sont généralement des
métastases d’'une autre tumeur. Macroscopiquement, les reins sont pales, chinés,
modérément fermes, avec des infiltrations nodulaires ou diffuses [150].

2. Signes cliniques

La présentation clinique la plus fréquente est une boiterie, parésie ou paralysie uni-
ou bilatérale des membres pelviens sans traumatisme rapporté [153]. L'oiseau a du
mal a se percher et a se déplacer sur ses pattes [150, 151]. Cette présentation
clinigue est due a la compression par la tumeur des plexus nerveux passant au sein
du parenchyme rénal qui conduit a une neuropathie périphérique avec perte du
réflexe de retrait a la douleur [155].

Les autres signes clinigues pouvant accompagner une tumeur rénale sont moins
spécifiques [94]. Il s’agit d'une distension abdominale [4] , de dyspnée, d’émaciation,
d’apathie et de diarrhée, dues a la pression intracoelomique ou au déplacement
d’'organes [92]. Les signes urinaires initiaux comme la polyurie ne sont pas majeurs.
Les répercussions sur la fonction rénale ne sont pas vraiment connues [34].

3. Diagnostic

a) Biochimie et analyse d'urine

Lors de tumeur rénale, le taux sanguin d’acide urique est parfois augmenté [156].
Cependant, il n'est pas spécifiqgue et peut rester dans les limites de la normale.
L'oiseau peut présenter une anémie régénérative lors de rupture tumorale et
d’hémorragie dans la cavité coelomique [86, 149, 157].

L’analyse d’urine permet de mettre en évidence la présence de cellules tumorales
[86] et parfois d’hématurie. Cette derniere indique une atteinte rénale comme une
néoplasie, une néphrite bactérienne ou virale ou encore certaines néphropathies
d’origine toxique [4]. Elle n'est donc pas spécifique.

b) Radiographie

C’est un outil diagnostic important dans le cas de tumeurs rénales. Ces dernieres
sont plus fréquemment détectées sur les vues latéro-latérales [54, 156]. Sur ce type
de vue, la silhouette de reins normaux ne dépasse pas la ligne imaginaire paralléle a
la colonne vertébrale et passant par le bord ventral de I'acétabulum [92]. Sur une vue
ventro-dorsale, des reins normaux ne sont pas vraiment visibles [90].

La réalisation d’'un transit baryté permet de mieux visualiser le systéme digestif et
peut aider a déterminer I'origine d’'une masse coelomique [94]. En temps normal, sur
une vue ventro-dorsale, I'angle entre la colonne vertébrale et le proventricule mesure
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environ 45° Une augmentation de taille de la partie craniale du rein droit provoque
une augmentation de cet angle, ce qui correspond au déplacement latéral du
proventricule. Sur une vue latéro-latérale, une augmentation de taille des reins
provoque également un déplacement ventral du proventricule, du ventricule et de la
masse intestinale [95]. Le diagnostic différentiel comprend les masses d’origine
gonadique, splénique et hépatique [94].

c) Echographie
Elle permet la différenciation des masses coelomiques, notamment des tumeurs
gonadiques et rénales. Les tumeurs gonadiques sont souvent homogenes et bien
délimitées, avec la présence de tissu rénal entre le synsacrum et la masse, tandis
gue les tumeurs rénales sont généralement hétérogénes, sans qu’aucun tissu rénal
soit visible entre elles et le synsacrum [94].

d) Biopsie
Elle est utile dans le diagnostic bien que la plupart des tumeurs ne soient identifiées
gu’a l'autopsie [86].

4. Traitement

La néphrectomie est le traitement de choix lors de tumeurs rénales chez les
mammiféres.
Cependant, chez les oiseaux elle est difficile voire impossible pour plusieurs raisons :

- la localisation des reins dans la fosse rénale du synsacrum rend leur excision
guasiment impossible,

- la présence autour des reins et au sein du parenchyme rénal de nerfs et d'un
réseau vasculaire important majore le risque de Iésion nerveuse et d’hémorragie,

- la nature vasculaire de la plupart des tumeurs majore également le risque
d’hémorragie [4, 93].
Généralement, les tumeurs rénales sont prises en charge avec un traitement palliatif
comprenant des analgésiques (butorphanol, méloxicam) et des corticoides comme la
méthylprednisolone [92]. Chez les mammiferes, la chimiothérapie n’est pas efficace
sur les tumeurs rénales autres que les lymphosarcomes [158] et elle n’a été que peu
évaluée chez les oiseaux.
Le pronostic est sombre car la plupart des oiseaux atteints de tumeur rénale vivent
moins de trois mois aprés le diagnostic [86, 150, 151, 153].

G. Affections métaboliques a répercussion rénale

1. Déshydratation

La déshydratation provoque une diminution du flot urinaire et la précipitation de
cristaux d’'urate dans les tubules. Macroscopiquement, les reins présentent des
Iésions multifocales blanches a jaune pale pouvant faire penser a de la
minéralisation et qui sont en fait des dépbts d’'urates [107, 159].

Chez les poules, la déshydratation est associée a une néphrose caractérisée par une
dilatation tubulaire accompagnée ou non de cylindres urinaires hyalins, de nécrose
épithéliale et de granulomes ou cylindres d’urates [160].

Le traitement consiste en un premier temps a réhydrater I'oiseau et dépendra pour la
suite, des conséquences de la déshydratation.
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2. Lipidose

La lipidose rénale est souvent secondaire a un régime trop riche en graisses ou a
une atteinte hépatique chronique. Macroscopiguement, les reins apparaissent pales.
Microscopiqguement, de la graisse est retrouvée dans les cellules épithéliales
tubulaires. Des macrophages contenant des graisses sont également retrouvés dans
les capillaires glomérulaires [107].

3. Amyloidose

L'amyloidose est un terme général pour désigner les maladies causées par le dépot
de substances amyloides dans le parenchyme de différents organes. Peu de cas
concernant les reins ont été rapportés [20]. Son étiologie n’est pas connue mais
semble étre multifactorielle [4] : le stress et les maladies inflammatoires chroniques
en sont des facteurs favorisants [34].

Cette affection touche principalement les Passériformes [107].

La suspicion se base sur 'anamnese et I'analyse d'urine. La biopsie rénale sous
endoscopie apportera un diagnostic définitif. Morphologiqguement, les reins sont
augmentés de taille, fermes, cireux ou de couleur péle et parfois friables[4]. Les
substances amyloides sont retrouvées dans la paroi des artéeres et artérioles rénales
ou dans la membrane basale des tubules et des glomérules et se caractérise par une
coloration brune a l'iode, qui vire au bleu lors d’ajout d’acide sulfurique [34, 137].

Le traitement consiste en des soins de support[4] et I'administration de colchicine
[20].

4. Goutte

a) Définition, pathogénie
La goutte (viscérale et/ou articulaire) est un terme désignant une condition qui
accompagne différents types d’affections d’étiologies variées.
Elle est fréquemment rencontrée chez les oiseaux et peut étre a la fois la
conséquence et la cause d'une atteinte rénale [4]. En général, elle doit étre
considérée comme la manifestation d'un dysfonctionnement rénal sévere et non
comme une affection primaire.
Elle est causée par une réduction de I'excrétion des urates ou par une augmentation
de leur production (excés de protéines dans I'alimentation [161], cachexie [162]),
voire les deux [163]. Lorsque le taux d'acide uriqgue plasmatique augmente et
dépasse la solubilité de I'urate de sodium (hyperuricémie), il se forme des cristaux
d'urate de monosodium [162]. La déshydratation, les obstructions urétérales, de
nombreuses atteintes rénales (atteintes rénales infectieuses, intoxications,
tumeurs...) ainsi que des causes nutritionnelles (excés de calcium [45], déséquilibres
en sodium et potassium [45], hypervitaminose [164] et hypovitaminose A [44] ,
hypervitaminose D3 [165], B [166], carences en magnésium et phosphore[166]) sont
les causes les plus fréquentes de goultte.
Cliniguement, on parle d’hyperuricémie lorsque le taux d’acide urique dépasse 30
mg/dL, ou est élevé (> 10 mg/dL) et augmente de fagon continue sur plusieurs jours
(méme s'il reste inférieur a 30 mg/dL) [167].

(1) Goutte viscérale

La goutte viscérale résulte d’'une hyperuricémie et consiste en la déposition de
cristaux d’'urates sur des organes viscéraux [163], le plus souvent sur le péricarde, le
foie et la rate [54] (cf. Fig. 23). Les dépbts forment un enduit blanc a la surface des
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organes concernés. Histologiquement, des dépots d’'urates sont également retrouvés
dans la lamina propria du proventricule, du ventricule, parfois des intestins et dans le
parenchyme rénal (cf. Fig. 24). lls peuvent étre présents dans tous les tissus [20]. La
goutte viscérale est rarement diagnostiquée du vivant de I'oiseau. Le plus souvent,
elle provoque une mort subite, parfois précédée de signes non spécifiques comme
de I'anorexie, de la |éthargie et de la polyurie [168, 169].
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Figure 23. Présence de dépdts d’'urates  Figure 24. Présence de dépbts d'urates
sur le péricarde et le foie d’un perroquet dans le parenchyme rénal du méme
Gris d’Afrique souffrant de goutte perroquet [56].

viscérale [56].

(2) Goutte articulaire

La goutte articulaire résulte de I'accumulation d’urates dans la capsule synoviale et
les gaines tendineuses des articulations [163]. Lors de goutte articulaire, il n’y a pas
de dépbts d’'urates sur les organes viscéraux [74], cependant, la goutte viscérale et
la goutte articulaire peuvent étre présentes simultanément [45, 163].

Cliniguement, la goutte articulaire se traduit par des gonflements des pieds au niveau
des articulations métatarsophalangiennes et interphalangiennes [74], des boiteries,
une baisse d’activité, une réticence a marcher, a se percher et/ou a voler (en fonction
des articulations atteintes) ainsi que de la douleur [166]. La présence de nodules
blancs (cf. Fig. 25) sous la peau caractérise la goutte articulaire. Il ne faut pas les
confondre avec des abceés ou de la pododermatite [168, 169].

b) Diagnostic

Il repose sur la présentation clinique, 'examen cytologique du produit récolté par
aspiration des articulations enflées (la présence de cristaux pointus en forme
d’aiguille avec des cellules inflammatoires permet de confirmer le diagnostic) et la
mesure du taux d’acide urique sanguin [4, 168]. Ce dernier, lorsqu'il est élevé, n'est
cependant pas caractéristique de la goutte, ni d’'une atteinte rénale, et peut étre
normal méme en cas de goutte [4].
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Figure 25. Multiples nodules périarticulaire chez une perruche ondulée
(Melopsittacus undulatus) souffrant de goutte articulaire [56].

Les taux sériques de créatine kinase et d’aspartate aminotransférase sont souvent
augmentés et parfois accompagnés d’une leucocytose avec une hétérophilie relative
[4].

L'analyse d’'urine est également utile dans le diagnostic d’'une atteinte rénale car on
peut noter la présence de sang, de glucose, de protéines ou de cylindres urinaires
[4].

La radiographie peut mettre en évidence des dépobts d'urates, la minéralisation des

reins, des articulations ou d’autres tissus [170]. Une augmentation de I'opacité rénale
peut signaler la présence de goutte ou une déshydratation [90].

L’endoscopie permet d’identifier les dépdts d’'urates sur la séreuse des organes
coelomiques touchés (lors de goutte viscérale) [171].

L’'autopsie permet également de les mettre en évidence, ainsi que les dépbts
d’'urates présents dans les articulations lors de goutte articulaire [4] (cf. Fig. 26).

Figure 26. Dép6bts d’'urates périarticulaires chez un pigeon [56].

c) Traitement

Il est souvent difficile, cependant il est parfois curatif.

Le traitement repose sur une alimentation a faible teneur en protéines, la mise en
place d’'une fluidothérapie appropriée, I'administration d’allopurinol et de colchicine
afin de réduire le taux sériqgue d’acide urique ainsi que sur la prise en charge de
I'affection rénale primaire [4]. Il est conseillé d’éviter les drogues néphrotoxiques [43]
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(utiliser l'allopurinol avec précautions), de placer I'oiseau dans un environnement
favorable & sa rémission (chaleur, calme, ...) [169] et de suivre son évolution
régulierement (état général, uricémie, électrolytes, ...) [166].

La réponse au traitement est variable, probablement du fait de la variété des
étiologies et du degré de sévérité des lésions [4]. Un diagnostic précoce et la mise en
place rapide d’'un traitement adéquat peuvent permettre de résoudre certains cas de
goutte avant I'apparition de Iésions irréversibles [139].

H. Urolithiase et obstruction urétérale

Chez les oiseaux, l'urolithiase désigne les calculs d'urates qui se forment dans les
uretéres [20]. Décrite depuis longtemps chez la volaille, c’est une complication
fréequente de déshydratation sévere, de certains virus, d’exces de calcium et de
déséquilibres électrolytiques d’origines alimentaires [172]. Cette affection n’est
cependant que peu rapportée chez les oiseaux de cage [20].

Le but du traitement est de lever I'obstruction afin de permettre la reprise de la
diurese. Les urolithiases étant rares chez les oiseaux de cage et non traitées chez la
volaille, peu de cas sont rapportés : un cas de retrait chirurgical d’urétérolithes chez
un perroquet [173] et un autre de lithotripsie d'urolithiases chez un pingouin [174].
Aprés la levée de I'obstruction, la fluidothérapie permet d’améliorer la fonction rénale
et de corriger les anomalies électrolytiques. Les voies a privilégier sont les voies
intraveineuse et intraosseuse. La saline (NaCl 0,9%) est le fluide de choix. La
fluidothérapie et la surveillance de l'oiseau doivent se faire sur plusieurs jours
(quantité d’'urine émise, poids, hématocrite, protéines totales, électrolytes sériques)
car la diurese postobstructive peut durer un a cing jours [158, 175].

I. Hémorragie rénale

Les hémorragies rénales sont généralement secondaires a un traumatisme (morsure,
endoscopie...), une ischémie ou une maladie primaire [137]. Elles sont visibles
macroscopiquement et affectent a la fois le tissu interstitiel et les tubules. La plupart
du temps, elles induisent une atteinte rénale chronique ou terminale avec une fibrose
sévere [137]. Si un hématome se forme sous la capsule rénale, des signes nerveux
peuvent étre présents, par compression sur les plexus nerveux lombaire et sacré
[54].

Des hémorragies rénales sont présentes lors du syndrome de mort subite de la dinde
[176], chez les nouveaux-nés infectés par le virus de I'entérite virale des oisons
nouveaux-nés [177] et lors du syndrome d’hydropéricarde chez les poulets [178].
Ces affections ne sont actuellement pas rapportées chez les oiseaux de cage.

J. Ischémie et hypoxie rénales

Les ischémies et hypoxies rénales aigués résultent souvent d'un trouble vasculaire
localisé ou généralisé. Elles provoquent une nécrose tubulaire, un relargage de
protéines et un dépét d’urates [107].

En résumé, les atteintes rénales sont fréquentes chez les oiseaux de compagnie.
Leurs causes sont variées, cependant les plus fréquentes sont les toxicoses, la
déshydratation, les infections bactériennes systémiques et I'amyloidose.

Le diagnostique précoce de I'affection permet la mise en place rapide d’un traitement
adapté et limite le risque d’apparition de Iésions irréversibles.
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V. Thérapeutique

Le choix du traitement d’'une atteinte rénale chez les oiseaux dépend a la fois de
I'étiologie, du type d’atteinte rénale et de la nature des complications. La plupart du
temps il sera médical car la chirurgie rénale est peu indiquée et assez difficile.

Lors d'insuffisance rénale, le but va étre de stopper ou au moins de limiter la
progression de la maladie et de traiter d’éventuelles séquelles. Lorsque I'étiologie est
connue, cela permet de mettre en place un traitement spécifique, qui a donc
davantage de chances d’étre efficace.

Le manque de recul dans ce domaine ne permet pas d’établir un pronostic précis,
cependant, la perte d'une partie importante du tissu rénal ne signifie pas forcément
un pronostic désespéré : en pratique, la survie est quand méme possible sur de
longue périodes avec seulement une petite proportion de tissu rénal sain [179].
Malheureusement, toutes les molécules citées ci-dessous ne sont pas disponibles
pour les vétérinaires. Leur utilisation a quand méme été présentée ici dans I'espoir
gu’elles soient un jour accessibles.

Un tableau récapitulatif des principes actifs mentionnés est présent en annexe 3.

A. Conduite a tenir

Lors d’atteinte rénale, la démarche a suivre idéalement est la suivante :
» Découvrir I'origine de I'affection et adapter le traitement en fonction de celle-ci.
* Placer le patient dans un environnement favorable.
» Monitorer le patient régulierement afin de suivre I'évolution de ses parameétres
et d’ajuster le traitement.
» Eviter les drogues néphrotoxiques autant que possible.

B. Conditions environnementales

Avant tout, les patients doivent étre placés dans un environnement favorable a leur
rémission c'est-a-dire calme, chaud et sans aucun stress [65]. Les manipulations
doivent étre limitées au maximum : regrouper les traitements et les administrer de
facon rapide [169]. Un apport d’oxygene supplémentaire peut étre nécessaire pour
les individus les plus faibles.

C. Modifications alimentaires et supplémentation

Les oiseaux doivent en premier lieu bénéficier d’'une alimentation adaptée a leur
espéce. Lors d’anorexie, ils peuvent étre alimentés par gavage. Comme pour tout
oiseau malade, les patients souffrant d’'une atteinte rénale doivent étre pesés
régulierement afin d’objectiver toute perte de poids.

1. Teneur en protéines

La teneur idéale en protéines de 'alimentation des oiseaux souffrant d’'une atteinte
rénale est un sujet assez controverseé.

Chez les mammiféeres, lors d'insuffisance rénale on diminue la quantité de protéines
apportée dans l'alimentation. Cependant, il a été montré qu'un régime méme
excessivement riche en protéines n’entraine pas vraiment de lésions rénales
marquées chez les calopsittes élégantes (Nymphicus hollandicus). Il ne semble donc
pas qu’une restriction protéique soit absolument nécessaire chez les oiseaux
souffrant d’atteinte rénale [71].

Malgré tout, certains auteurs conseillent une alimentation a faible teneur en
protéines, potassium, phosphore, sodium et riche en graisses et carbohydrates lors
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d’insuffisance rénale faible a modérée [4, 16]. Une telle alimentation permet de limiter
les signes cliniques secondaires a l'insuffisance rénale comme la nausée, ainsi que
la phosphorémie, ce qui ralentit la progression de la maladie. Ce type de régime est
totalement contre-indiqué chez les sujets souffrant d’insuffisance rénale avancée car
peut conduire a de la malnutrition [158]. Cette derniére entraine le catabolisme des
protéines corporelles qui résulte en une augmentation des déchets azotés et donc de
la charge des reins [180].

Il est important de prendre en charge une éventuelle hypoprotéinémie chez les sujets
souffrants d’'une atteinte rénale. Cependant, I'association entre atteinte rénale et
hypoprotéinémie n’est pas clairement définie chez les oiseaux [20].

En l'absence de nouvelles études, il est conseillé d’apporter aux patients une
alimentation équilibrée (sans excés de protéines) et facilement digestible adaptée a
leur espece. S'il est décidé de restreindre I'apport protéique, les individus concernés
doivent étre surveillés de prés [20].

2. Complémentation en vitamines

L'administration de complexes de vitamines B permet de compenser les pertes
urinaires de vitamines hydrosolubles [158].

L’hypovitaminose A pouvant provoquer une insuffisance rénale, il est recommandé
de revoir le régime alimentaire et d’apporter de la vitamine A aux oiseaux suspects
d’hypovitaminose et d’atteinte rénale [20]. Lors de son administration, il est important
de respecter la posologie afin d’éviter que le patient présente une hypervitaminose A
[20] (Cf. Tableau 1).

Principe actif Posologie Voie Durée du traitement Indication Sl SERIEES,

commentaires
gbzlﬁtirgrl;/ld(g Jusqu’a normalisation de Supplémenter en
Acides gras ratio AG PO I'histologie ou des Glomérulonathies vitamine E lors
oméga 3 (AG Q3) 06/03 < 6/1 paramétres rénaux. Peuvent P d’administration a long
SID étre donnés 6 & 12 mois. terme.
2000-5000 Une seule injection + Toxicité
Vitamine A Ul/kg M rpo@lflce}_no_ns _allmentalres. Hypovitaminose A (hypgryltamlnose A) si
une seule Répéter I'injection au bout de administration au long
injection 3 semaines si nécessaire. terme.
Vitamines B 1-2 mL/mL de Insuffisance
(complexe) fluides rénale, support.
SID : une fois par jour IM : intra-musculaire PO : per os

Tableau 1. Compléments nutritionnels [20, 175].

3. Complémentation en acides gras

Les acides gras oméga 3 sont connus pour leurs propriétés anti-inflammatoires et
anti-cancéreuses, leur capacité a stabiliser les lipides, a protéger la fonction rénale
ainsi que bien d'autres qualités. Peu d’études ont été réalisées mais I'expérience
tend a montrer que lI'administration d’acides gras (25 a 45% d’'oméga 6 pour 55 a
75% d’oméga 3) combinés a de faibles doses d’aspirine (0,5-1mg/kg par os toutes
les 12h) a permis de traiter avec succes des glomérulopathies (le succes a été
objectivé grace a la disparition de I'hyperuricémie et I'amélioration clinique ou la
réalisation d’'une biopsie qui s’est révélée normale) chez un perroquet Gris d’Afrique
(Psittacus erithacus), un cacatoes soufré (Cacatua sulfurea citrinocristata), un
Amazone diademe (Amazona autumnalis) et une colombe (Streptopelia risoria)
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(Echols non publié dans [20]). M.S. Echols a également utilisé une supplémentation
constituée d'acides gras (25 % d'oméga 6 pour 75% d'oméga 3 a la dose de
22mL/kg par voie orale, une fois par jour) afin de controler plusieurs types d’atteintes
rénales chez différentes especes, sans noter d’effets secondaires (Echols non publié
dans [20]) (Cf. Tableau 1).

D. Fluidothérapie

Lorsqu’elle n'est pas prise ne charge correctement, la déshydratation aggrave les
Iésions rénales [4]. Cela s’explique principalement par le fait que la sécrétion
tubulaire a lieu indépendamment du flot urinaire : quand ce dernier devient trop
faible, il ne permet plus I'excrétion des urates qui s’accumulent dans les reins [4].
Lors d'oligurie ou d’anurie, le mannitol et le furosémide peuvent aider a la reprise de
la diurese [4, 16](Cf. Tableau 2). Cependant, leur utilisation a été tres peu étudiée.
Le furosémide augmentant I'excrétion urinaire de sodium, potassium et chlore [15],
son utilisation nécessite le remplacement de ces électrolytes [20].

Durée du

Principe actif Posologie Voie ; Indication Commentaires
traitement
. N Utiliser & doses
Furosémide 0.1-4,0 mg/kg PO, SC, IM,IV Au besoin Anurie, ollgur_le, inférieures pour les
SID-BID hypervolémie :
nectarivores.
Mannitol A0 el IV lente Au besoin AUTE, ElIUTE,
SID hypervolémie
SID : une fois par jour BID : deux fois par jour SC : sous-cutanée
IM : intra-musculaire IV : intra-veineuse PO : par voie orale

Tableau 2. Diurétiques [175].

En pratique, I'administration de fluides par voie parentérale suffit la plupart du temps
a induire la reprise de la diurése [20, 66].

Lorsque le statut acido-basique et électrolytique de I'oiseau n’est pas encore connu,
les fluides utilisés pour maintenir I’hydratation, remplacer les pertes hydriques et/ou
induire la diurese doivent étre isotoniques: la plupart du temps, on utilise une
solution de Ringer lactate (LRS) car sa composition est similaire a celle du plasma
des oiseaux et il est peu onéreux [181]. Le lactate du LRS est transformé dans le foie
en bicarbonate qui combat I'acidose souvent présente chez les oiseaux dans un état
critique [2]. Pour cette raison, il est déconseillé lors d’atteinte hépatique ou d’alcalose
métabolique.

Les besoins hydriques de maintien se situent entre 40 et 60 mL/kg/jour [26, 182]. Le
plan de réhydratation doit tenir compte, a la fois des besoins d’entretien journaliers et
du déficit hydrique de l'oiseau, calculé en fonction de son poids de forme (voir
encadré ci-dessous).

PLAN DE REHYDRATATION [181]

Déficit hydrique (mL) = % de déshydratation x poids normal de 'ciseau (g)
Besoin hydrique de maintenance (mL) = 50 x poids normal de 'oiseau (kg)

Jour 1 : Administration du besoin hydrique de maintenance + 50% du déficit
Jour 2 : Administration du besoin hydrique de maintenance + 25% du déficit
Jour 3 : Administration du besoin hydrique de maintenance + 25% du déficit

Les fluides doivent étre chauffés (a environ 35C) [167 ] et administrés par voie orale,
sous-cutanée, intraveineuse ou intraosseuse, en fonction de I'état de I'oiseau [4].
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Les voies intraveineuse et intraosseuse sont préférables chez les patients dans un
état critique, du fait de la disponibilité immédiate des fluides [26].

Bien que souvent utile, la voie sous-cutanée ne doit pas étre utilisée lors de
déshydratation sévéere, de choc ou d’hypothermie [26].

La voie orale ne doit étre utilisée que chez des oiseaux stables, déshydratés de
facon modérée et ne souffrant pas de troubles gastro-intestinaux [183].

Lorsqu’un oiseau est dans un état critique, I'idéal est de pouvoir lui faire un bilan
complet comprenant un ionogramme afin que la fluidothérapie puisse répondre de
facon adéquate a ses besoins [167].

Le suivi du poids de I'oiseau une a deux fois par jour permet de suivre I'évolution du
patient.

La fluidothérapie ne doit prendre fin que lorsque les troubles (déshydratation, anurie,
hyperuricémie,...) ont disparu et que I'état de I'ciseau s’améliore [167].

E. Antibiothérapie

Elle est indiquée lors de suspicion ou de diagnostic de néphrite bactérienne.

Le choix de l'antibiotique (Cf. Tableau 3) se fait en fonction de I'agent étiologique
isolé ou suspecté (lors d’entérite connue par exemple). L'antibiotique choisi doit étre
de préférence bactéricide (les oiseaux malades sont souvent immunodéprimeés) et
présent en concentration suffisante dans le tissu rénal, comme par exemple les
fluoroquinolones [2, 16, 31].

Dans le cas d'atteinte rénale, il est important de tenir compte de la potentielle
néphrotoxicité de I'antibiotique utilisé. Chez les oiseaux, seuls les aminoglycosides
sont clairement néphrotoxiques [2, 184, 185]. Les autres antibiotiques
néphrotoxiques chez les mammiferes (céphalosporines, fluoroquinolones,
tétracyclines...) ne semblent pas I'étre chez les oiseaux [2].

L'utilisation d’aminoglycosides doit donc étre évitée autant que possible ou se faire
avec précaution lors d’atteinte rénale [20]. De méme, les sulfamides doivent étre
évités chez les individus déshydratés car leur solubilité est faible et ils sont
susceptibles de précipiter dans les reins [2].

Principe actif Posologie Voie Durée du traitement Indication Commentaires
Néphrite s
Amoxicilline 20-100 mg/kg PO 4-6 semaines, + si NB bactérienne Ne Pas associer a
SID-BID . I'allopurinol.
(NB), entérite
Ceftazidime 75;%95}‘%”(9 IM, IV 4-6 semaines, + si NB NB, entérite Usage hospitalier.
Ceftiofur 100 mg/kg TID IM 4-6 semaines, + si NB NB, entérite
Ciprofloxacine 20-40 mg/kg BID PO 4-6 semaines, + si NB NB, entérite =l ordonnar_lce en
pharmacie.
. 10-30 mg/kg PO . . -
Enrofloxacine SID-BID M 4-6 semaines, + si NB NB, entérite
Piperacilline lOOéZHCDJ(-)TTDg/kg IM, IV 6 semaines, + si NB NB, entérite Usage hospitalier.
6 semaines, + si NB Réquraitations
Sulfamide- 16-100 mg/kg Dose inférieure pour - " gurgia y
. ] PO - ; NB, entérite Utiliser avec précaution chez
Trimétoprime BID-TID les oiseaux de moins g p .
les individus déshydratés.
de 300g.
SID : une fois par jour BID : deux fois par jour TID : trois fois par jour
QID : quatre fois par jour IM : intra-musculaire IV : intra-veineuse
PO : par voie orale NB : néphrite bactérienne

Tableau 3. Antibiotiques [20, 175]
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Chez les chiens et les chats, la durée de traitement recommandée pour une néphrite
bactérienne est de 4 a 6 semaines [186]. Aucune durée idéale n'a été définie chez
les oiseaux, cependant, I'expérience montre que la réponse a l'antibiothérapie est
meilleure lorsque le traitement a une durée minimale de 6 semaines [20]. Ces
résultats sont basés sur I'évaluation histopathologique des reins et la résolution des
signes cliniques chez quelques cas d’atteinte rénale [65, 66].

Une colite associée sera traitée 5 a 7 jours ou jusqu’a disparition des signes cliniques
[20].

Tous les antibiotiques ne sont pas disponibles en médecine vétérinaire. Certains sont
réservés a un usage hospitalier.

F. Anti-inflammmatoires non stéroidiens

Les effets des anti-inflammatoires non stéroidiens (AINS) lors d’atteinte rénale chez
les oiseaux n’ont malheureusement été que peu étudiés. Du fait de leur élimination
rénale (pour la plupart), les AINS doivent étre utilisés avec précaution car ils peuvent
provoquer des lésions rénales diverses chez les oiseaux comme chez les
mammiféres [187, 188].

Cependant, de faibles doses d’aspirine et potentiellement d’autres AINS (comme le
méloxicam) peuvent se révéler utiles lors d’atteinte rénale [20]. Particuliérement lors
d’amyloidose, de glomérulonéphrite a médiation immune et autres atteintes rénales
causées par des dépbts [65]. L’expérience de M.S. Echols[20] montre que de faibles
doses d’aspirine (0,5-1mg/kg par voie orale toutes les 12h) associées a une
supplémentation en acides gras oméga 3 ne sont pas toxiques et permet une
amélioration de certaines atteintes rénale, particulierement des atteintes
glomérulaires [20]. Ces drogues peuvent étre administrées sur de longues périodes,
jusqu’a ce que les troubles rénaux aient été résolus ou maitrisés [20]. Les
posologies sont présentées dans le tableau 5.

G. Anti-inflammatoires stéroidiens

Les corticoides ont un réle important lors de tumeur rénale : ils permettent son
contrdle en réduisant linflammation et I'cedéme péritumoraux [189]. De la
méthylprednisolone a été utilisée en tant que traitement palliatif chez une perruche
ondulée (Melopsittacus undulatus) ayant une tumeur rénale [92].

Cependant, les corticoides doivent étre utilisés avec précaution car ils prédisposent a
des infections secondaires comme I'aspergillose [190].

Les posologies sont présentées dans le tableau 5.

Effets secondaires,

Principe actif Posologie Voie Durée du traitement Indication .
commentaires
Jusqu’a disparition Lésions rénales en cas de
clinique de la surdosage.
0.5-1 ma/k glomerulopathie ou des Ne pas utiliser chez les
Aspirine ’SID-B(I:JD 9 PO anomalies de Glomérulopathies individus déshydratés ou
laboratoire. dans un état critique.
Peut étre donnée 6 a 12 En pharmacie sans
mois. ordonnance.
. 0,5 mg/kg q PO . Analgésie,
Meloxicam 1h sc Au besoin amyloidose
Méthylprednisolone 0,5-1,0 mg/kg Iljl\sl) Tumeur rénale Palliatif.
SID : une fois par jour BID : deux fois par jour IM : intra-musculaire
SC : sous-cutanée PO : par voie orale g 1h: toutes les heures

Tableau 5. Anti-inflammatoires [20, 175].
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H. Contrdle de I'hyperuricémie
Les posologies sont indiquées dans le tableau 4.

1. Allopurinol

Le principal effet de I'allopurinol est de diminuer la production d’acide urique. Il agit
en inhibant une enzyme, la xanthine oxydase, nécessaire a la conversion de
I’lhypoxanthine en xanthine (et donc a la production d’acide urique) [191, 192]. |l
limite donc la synthése rénale d’acide urique et permet I'excrétion de xanthine [192].
Les études ont pu montrer que l'allopurinol entraine une baisse de I'acide urique
sérique et/ou urinaire chez les oiseaux traités [46, 193, 194].

Certains auteurs ont pu constater son innocuité chez les oiseaux de cage et
préconisent son utilisation en premiére intention lors d’hyperuricémie sévere ou
lorsque la fluidothérapie et les modifications alimentaires ne suffisent pas a faire
baisser le taux d’acide urique sérique [20].

L'allopurinol est disponible en pharmacie sur ordonnance.

2. Colchicine

En théorie, la colchicine permet chez les oiseaux de réduire le taux d’acide urique
sérique et peut donc permettre de contréler I’hnyperuricémie [20].

En pratique, elle est utilisée en premiére intention pour réduire la fibrose rénale et
hépatique et en seconde intention pour combattre I’lhyperuricémie [20].

Son administration en parallele avec I'allopurinol est bien supportée par la plupart
des espéces [20].

La colchicine peut également étre utilisée lors d’amyloidose [20].

Elle est disponible en pharmacie sur ordonnance.

3. Urate oxydase

L'urate oxydase permet également de diminuer le taux d’acide urique sérique [195].
Elle agit en convertissant I'acide urique en allantoine que les reins éliminent plus
facilement que I'acide urique. C’est une enzyme trés spécifique qui, contrairement a
I'allopurinol n’intervient pas dans le métabolisme des purines [195].

L'urate oxydase semble étre plus efficace que I'allopurinol, cependant ses effets a
long terme ne sont pas connus [195].

Elle est réservée a I'usage hospitalier.

Principe actif Posologie Voie Durée du traitement Indication Commentaires
Jusqu’'a disparition de Maintenir I'nydratation.
I'hyperuricémie et/ou des signes Ne pas associer avec
. 10-30 mg/kg L L , ape R
Allopurinol BID PO cliniques de goutte. Hyperuricémie  I'amoxicilline ou I'aspirine.
Durée < 4 semaines pour les Sur ordonnance en
doses maximales. pharmacie.
Jusqu’a disparition de RN (el )
Colchicine 105 (el PO I'hyperuricémie et/ou de la Hyperuricémie goutte.
SID-BID - p Sur ordonnance en
fibrose rénale. .
pharmacie.

100-200 Ul/kg Trés onéreuse.

Urate oxydase SID IM Hyperuricémie Usage hospitalier.
SID : une fois par jour BID : deux fois par jour
IM : intra-musculaire PO : par voie orale

Tableau 4. Drogues permettant de limiter I’lhyperuricémie [20, 175].
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|. Chélateurs, absorbants et laxatifs

lls sont indispensables dans le traitement des intoxications et permettent de limiter
les effets des toxiques en cause.

1. Chélateurs de métaux lourds

Les chélateurs facilitent I'élimination des toxiques par formation de complexes
sanguins non toxiques qui sont éliminés par voie biliaire et urinaire. Le traitement doit
étre ajusté a I'état du patient ainsi qu’a la concentration sanguine en métaux lourds
[105]. Pour les modalités de traitement, voir le tableau 6.

a) Ethylene diamine tétra-acétate de calcium (CaEDTA)

C’est le chélateur de choix lors d’intoxication aux métaux lourds [105].

Il doit étre administré 2 fois par jours pendant 5 jours. Le taux sanguin en métaux
lourds doit étre mesuré 3 a 4 jours apres la fin du traitement. Il est conseillé de le
reprendre si le taux n’est pas revenu a la normale.

Le traitement est interrompu lorsque le taux sanguin en métaux lourds est redevenu
normal, qu’aucune particule métalligue n’est visible radiographiquement et que
I'oiseau ne présente plus de signes cliniques [105].

b) Acide dimercaptosuccinique (DMSA)

Le DMSA est un bon chélateur de plomb chez les oiseaux souffrant d’intoxication
[140, 196]. Le dosage doit se faire avec précaution car la dose toxique n’est que
deux fois supérieure a la dose thérapeutique chez les calopsittes élégantes [196].
L’élimination se fait par voie rénale, il est donc important que l'ciseau soit
correctement hydraté [197].

L'utilisation conjointe de DMSA et d’une unique dose de CaEDTA est encore plus
efficace que chacun des chélateurs utilisés séparéments [198].

Le DMSA est réservé a l'usage hospitalier.

c) D-pénicillamine
Elle peut étre utilisée avec le CaEDTA ou seule [140]. Son avantage est de pouvoir

étre administrée par voie orale. Elle peut causer des régurgitations [105]. Elle est
disponible en pharmacie sur ordonnance.

Effets

Principe actif Posologie Voie Durée du traitement Indication secondaires,
commentaires
CaEDTA 35 mg/kg BID M 5 jours, ar[et,4jours IntOX|cat|on_au
puis répéter plomb, au zinc
1 a 2 semaines, arrét Régurgitations.

Intoxication aux

D-pénicillamine 55 mg/kg BID PO 3 a5 jours puis z Sur ordonnance
reprise au besoin ITEELELTE en pharmacie.
25-35 mg/kg 5 jours/semaine 3a 5 Intoxication aux Usage
DMSA PO . . N
BID semaines métaux lourds hospitalier.
BID : deux fois par jour IM : intra-musculaire
PO : par voie orale CaEDTA : éthyléne diamine tétra-acétate de calcium

Tableau 6. Chélateurs de métaux lourds [105].
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2. Adsorbants et laxatifs

L’administration de laxatifs permet d’accélérer I'élimination des particules métalliques
et d’éviter dans la plupart des cas une intervention chirurgicale [105]. Les produits
adsorbants limitent I'absorption des toxiques présents dans le systéeme digestif. Le
charbon activé est I'un des meilleurs absorbants. Parmi les laxatifs, on retrouve
I’huile minérale, le sulfate de magnésium et de sodium et le psyllium (cf. Tableau 7.)

Principe actif Posologie Propriétés Commentaire
2-8 g/kg d'une
Charbon activé solution de Adsorbant
0,1g/mL PO
Huile minérale 10 mL/kg PO Laxatif lubrifiant

solution a boire a 5% pour un

Sulfate de magnésium ) . . traitement a long terme.
(MgS04) 0.5-1 g/kg PO Laxatif osmotique Administrer 30 min aprés le charbon
activé car cause de la Iéthargie.
. Laxatif, chélateur du
Sulfate de sodium 0,5-1 g/kg PO plomb
Beurre de cacahuéte + Proportion 2/1 PO Laxatif lubrifiant

huile minérale

% cuillere a soupe A mélanger a 600 mL de gruau.

Pl PO Lavzii el En pharmacie sans ordonnance.
Beurre de cacahuéte PO Laxatif lubrifiant et
(délayé) + MgS04 osmotique
Protecteur gastro-
Salicylate de bismuth 1 mL/kg PO intestinal, faible pouvoir
adsorbant

PO : par voie orale
Tableau 7. Adsorbants et laxatifs [105].

J. Chirurgie

La chirurgie rénale est difficile, du fait de la localisation des reins dans la fosse rénale
du synsacrum qui rend leur excision quasiment impossible, de la présence autour
des reins et au sein du parenchyme rénal de nerfs (risque de Iésions nerveuses) et
d’'un réseau vasculaire important (risque majeur d’hémorragie) [93]. Cependant, des
chirurgies locales de Iésions rénales superficielles (dont les biopsies) ou de lésions
urétérales (obstruction [173]) peuvent parfois étre utiles et réalisables [20].

La chirurgie digestive peut également étre requise lors d’intoxication aux meétaux
lourds : la présence de particules métalliques dans le systeme digestif peut
nécessiter une intervention lorsque le traitement médical est insuffisant. Cependant,
tant que l'oiseau recoit des chélateurs et que son état s’améliore, la chirurgie n’est
pas urgente [105].

K. Chimiothérapie
Lors de néoplasie rénale, I'approche chirurgicale étant difficile, des essais de
chimiothérapie ont été realisés. Les études sont cependant rares. L'utilisation de
cyclophosphamide, de doxorubicine, d’asparaginase de cisplatine et de carboplatine
présentent une toxicité au niveau du systéme digestif et peuvent provoquer chez
I'oiseau de I'anorexie, des régurgitations et une perte de poids [190]. L'utilisation de
carboplatine (5 mg/kg d’'une solution diluée a un 10° avec de I'eau stérile, IV, une fois
par mois) pour traiter un adénocarcinome chez une perruche ondulée (Melopsittacus
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undulatus) a permis une importante régression des signes cliniques, dés la seconde
injection [199]. Apres trois mois, I'état de I'oiseau s’est dégradé et la masse rénale
avait augmenté de taille. La mort de I'oiseau, trois mois aprés le début du traitement,
est probablement liee a une infection secondaire car la carboplatine est
immunosupressive. Un traitement précoce avec des doses supérieures de
carboplatine, une antibiothérapie préventive et le suivi de la formule blanche pourrait
probablement améliorer la qualité de vie des oiseaux atteints ainsi que leur temps de
survie [199]. Malheureusement, la carboplatine est réservée a un usage hospitalier
(cf. annexe 3).

L. Autre

La cimétidine et la famotidine permettent de diminuer l'acidité gastrique et les
vomissements [179].

L’anémie est traitée grace a une supplémentation en fer, 'administration de stéroides
anabolisants comme la nandrolone ou d’érythropoiétine recombinante afin de
stimuler la production d’érythrocytes [158].

Chez les oiseaux, I'hémodialyse n’a encore jamais été rapportée [179].

Le praticien dispose d'un éventail doutils thérapeutiques. Cependant, I'uro-

néphrologie aviaire nécessite encore de nombreuses études afin de déterminer les
effets a long terme des principes actifs et le pronostic des différents types d’atteinte.
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CONCLUSION

Le systeme urinaire des oiseaux présente, par rapport a celui des mammiféeres, des
particularités anatomiques et physiologiqgues notables: I'absence de vessie, la
présence d'un systeme porte-rénal et I'excrétion des déchets azotés sous forme
d’acide urique en sont les plus importantes. Ces différences ont des répercussions
marquées sur la démarche clinique car la pathologie differe et les outils
diagnostiques n’ont pas la méme valeur que chez les mammiféres. Ces derniers sont
cependant les mémes : hémogramme, biochimie, analyse d’urine, imagerie médicale
et biopsie. Seule I'endoscopie est moins volontiers utilisée en pratique canine. En
fonction des hypothéses diagnostiques, d’autres tests (mesure de la plombémie,
coprologie, culture sanguine, tests sérologiques viraux) sont également réalisables.
Malgré tout, les affections du systéme urinaire chez les oiseaux restent plus difficiles
a diagnostiquer car les signes clinigues ne sont que rarement pathognomoniques et
lorsquils le sont, la maladie est souvent déja a un stade avancé. De plus, les
affections du systéme urinaire sont souvent secondaires a une atteinte systémique
guil faudra donc diagnostiquer afin de pouvoir mettre en place un traitement
adéquat. Les affections systémiques les plus fréquentes lors d’atteinte rénale sont
les toxicoses, la déshydratation, les infections bactériennes systémiques et
I'amyloidose. Les tumeurs rénales sont relativement peu courantes, hormis chez les
perruches ondulées (Melopsittacus undulatus). La goutte ne doit pas étre considérée
comme une atteinte primaire mais plutdt comme la conséquence d’'un
dysfonctionnement rénal sévere.

La thérapeutique comprend les soins de support, primordiaux, ainsi que les
traitements spécifiques. Les praticiens ont a leur disposition tout un arsenal de
principes actifs. Cependant, on manque encore d’études et de données cliniques
pour une grande partie d’entre eux.

D’un point de vue pratique, les outils diagnostiques sont pour la plupart accessibles a
tous et ne nécessitent pas de matériel spécifique (hormis pour I'endoscopie). La
principale difficulté en pratique aviaire est donc de savoir manipuler les oiseaux de
tout format, de connaitre la propédeutique et de savoir réaliser les gestes
thérapeutiques courants (injections, gavage, ...).

La pathologie urinaire aviaire nécessite encore de nombreuses études afin de définir
correctement [I'étiologie de certaines affections, les doses toxiques, effets
secondaires possibles et durée optimale de traitement et d’améliorer certains outils
diagnostiques ou, tout au moins, de pouvoir correctement les interpréter.
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Annexe 1. Valeurs usuelles des parameétres sanguin d es perroquets Gris
d’Afrique (Psittacus erithacus)

Résultats communiqués par 29 institutions membres.

Valeurs de Reference
Valeur Valeur a

Test Unité Moyenne ET minimale  maximale Echantillon Animaux "
LEUCOCYTES 10°/L 11,27 6,137 2,200 43,20 72 50
ERYTHROCYTES 10™/L 3,15 0,49 2,00 4,20 38 26
HEMOGLOBINE g/L 142 15 110 161 23 14
HEMATOCRITE L/L 0,454 0,045 0,310 0,550 83 57
MCV fL 150,7 28,2 119,0 275,0 37 26
MCH pg/cellule 45,3 8,9 35,8 75,0 15 9
MCHC g/L 305 28 267 363 21 13
HETEROPHILES 10°/L 6,763 3,887 1,310 21,10 68 48
LYMPHOCYTES 10°/L 3,942 4,498 0,060 33,30 70 49
MONOCYTES 10°/L 0,467 0,459 0,023 2,835 51 38
EOSINOPHILES 10°/L 0,264 0,251 0,036 1,158 28 23
BASOPHILES 10°/L 0,296 0,237 0,060 0,946 37 27
CALCIUM mMol/L 2,15 0,43 1,20 3,40 49 32
PHOSPHORE mMol/L 1,49 0,90 0,23 3,88 28 18
SODIUM mMol/L 151 5 138 161 17 12
POTASSIUM mMol/L 3.4 1,9 1,3 10,3 18 12
CHLORE mMol/L 110 6 101 120 12 7
BICARBONATE mMol/L 25,0 0,0 25,0 25,0 1
DIOXIDE DE CARBON mMol/L 15,3 1,3 14,4 16,2 2
MAGNESIUM mMol/L 1,111 0,000 1,111 1,111 1 1
UREE mMol/L 1,071 0,3570  0,3570 1,428 14 9
CREATININE pMol/L 18 9 9 44 7 6
ACIDE URIQUE mMol/L 0,286 0,196 0,030 0,904 54 37
BILIRUBINE TOTALE HMol/L 5 5 2 17 7 6
GLUCOSE mMol/L 13,04 2,220 6,438 17,82 49 32
CHOLESTEROL mMol/L 7,123 2,046 4,921 16,06 30 18
TRIGLYCERIDES mMol/L 1,797  0,6441  0,8814 2,712 14 8
gﬁg’gﬂﬂgKlN ASE uiL 935 1140 100 4647 18 11
O ROGENASE UL 465 376 93 1332 14 11
ALKALINE PHOSPHATASE u/L 43 31 12 155 26 19
ﬁkAAluloNTERANSFERASE Lk o 11 g 44 14 o
ﬁfﬂmgléz\ﬁ SFERASE uiL 172 88 83 580 51 35
ngMA?AYLTRANSFERASE Lk 4 4 g 10 9 4
AMYLASE u/L 81,96 37,93 22,20 193,7 16 10
LIPASE u/L 32,80 11,12 24,74 40,59 2 2
fgg&%’:ﬁ;&?&ms giL 37 11 20 86 46 32
g:'gL%UF;'uETRIE) gL 19 5 8 27 21 15
ALBUMINE glL 17 6 12 33 21 15

(COLORIMETRIE)

75




. Valeur Valeur q a q b

Test Unite Moyenne ET Gldiels el Echantillon Animaux
GAMMA GLOBULINES
(ELECTROPHORESE) gL 3 2 2 8 6 5
ALBUMINE
(ELECTROPHORESE) oL 2 L a3 27 g g
?E'-LPEHCAT'éSI',;SggESNEE) glL 0001 0000 0,000 0,002 8 6
?ELFEHgégFESggEsNEE) gL 0001 0001 0,001 0,003 8 6
?E'EI_TEAC(TB'F;gEﬁ'E)'gESE) glL 0,006 0002 0,003 0,010 8 6
&: Nombre déchantillons utilisés pour calculer les valeurs de référence.

P* Nombre d'individus utilisés pour établir les valeurs de référence.

ET : écart type

International Species Information System

12101 Johnny Cake Ridge Road

Apple Valley, MN 55124
U.S.A.

WWW.iSis.org
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Annexe2. Technique radiographique

Matériel
Les appareils radiographiques utilisés pour les chiens et les chats conviennent trés
bien pour la réalisation de clichés chez les oiseaux.
Les films monocouche (mammographiques) sont préférables car permettent d’obtenir
une meilleure résolution et davantage de détails. lls nécessitent un écran lent et fin,
sans grille sauf si I'épaisseur du sujet est supérieure a 10 cm [200].
Exposition radiographique
Les constantes sont réglées sur :
- un temps d’exposition tres court (0,015 s) car le rythme respiratoire trés
rapide méme sous anesthésie peut générer un flou cinétique [201]
- une intensité élevée (300 mA [91]) pour compenser le court temps de pose et
permettre une exposition suffisante
- une tension faible (60 a 75 kV [91] en fonction de I'épaisseur de I'oiseau) afin
d’obtenir un bon contraste
- une distance focale d’1 m [91]
La cassette est directement posée sur la table [202].

Contention

La contention chimique offre un excellent confort, tant pour le patient que pour le
vétérinaire : une anesthésie flash a lisoflurane permet un positionnement optimal,
une réduction du nombre d’exposition aux rayons ainsi qu’'une diminution du stress
subit (le taux de corticostérone qui est le principal stéroide des oiseaux est beaucoup
plus faible chez I'oiseau anesthésié). Un patient présentant un risque anesthésique
élevé constitue cependant une contre-indication majeure a I'anesthésie [202].
L'isoflurane est réglé a 5% lors de I'induction puis entre 1% et 2% pendant la durée
de I'examen [203].

Le maintien des membres et de la téte peut se faire avec du ruban adhésif qui ne
lese pas le plumage type Micropore® ou Transpore 3M® (schémas 1 et 2) et des
sacs de sable (pour les membres uniquement). L'animal est alors directement
immobilisé sur la cassette ou sur une plaque de plexiglas, ce qui permet de
remplacer et développer le film sans changer la position de I'oiseau. L’épaisseur de
la plague doit alors étre inférieure a 5 mm pour ne pas affecter la qualité de I'image
et la tension est augmentée de 2 a 4 kV [201].

Positionnement
Deux vues du corps entier sont réalisées de fagcon systématique : cela permet de
détecter d’autres anomalies (causes ou conséquences de I'atteinte rénale).

L’incidence latéro-latérale

L'oiseau est en décubitus latéral droit, pattes tendues caudo-ventralement (patte
droite Iégerement craniale a la gauche) afin de ne pas étre superposées aux organes
coelomiques et fixées au niveau des tibio-tarses. Les ailes sont étendues dorso-
médialement (aile droite légerement créaniale a l'aile gauche afin de pouvoir
différencier les membres) et fixées au niveau de I'humérus et du carpo-métacarpe.
Le cou est en légere extension, immobilisé par du ruban adhésif et la queue dans le
prolongement du corps.

Le faisceau est centré sur de la derniére c6te, dans le plan médian.
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Schémal : Positionnement latéro-latéral [200].

Il est important de vérifier que la caréne sternale est bien paralléle a la cassette. Si le
positionnement est correct, les articulations scapulo-humérales doivent étre
superposées, de méme que les articulations coxo-fémorales [91].

L’incidence ventro-dorsale

L'oiseau est en décubitus dorsal, téte et queue dans I'axe du corps. Les pattes sont
paralleles et en extension caudale ce qui évite toute superposition avec le bassin.
Les ailes sont completement étendues de fagcon a ce que les muscles ne se
superposent pas avec le thorax, et perpendiculaires au corps. Le carpo-métacarpe
doit se situer au méme niveau que l'articulation scapulo-humérale.

Si le positionnement est correct, le bréchet est perpendiculaire a la cassette et
superposé a la colonne vertébrale.

Le faisceau est centré sur la derniére c6te, dans I'axe de la créte sternale.

Schéma 2 : Positionnement ventro-dorsal [200].

Il est recommandé d’effectuer la vue latérale en premier, lorsque la sédation est
maximale car elle est plus inconfortable et donc plus difficile & maintenir [91].
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Annexe 3.

Tableau récapitulatif des principes acti

fs [20, 134, 175, 199]

Principe actif

Acides gras oméga
3 (AG Q3)

Allopurinol

Amoxicilline

Aspirine

Beurre de
cacahuéte + huile
minérale

Beurre de
cacahuete (délayé)
+ sulfate de
magnésium

Butorphanol

CaEDTA

Carboplatine

Ceftazidime
Ceftiofur

Charbon activé
Cimétidine
Ciprofloxacine
Colchicine
DMSA
D-pénicillamine
Enrofloxacine

Furosémide

Huile minérale

Mannitol
Meloxicam
Méthylprednisolone
Métronidazole

Piperacilline

Psyllium

Posologie

0,22 mL/kg
solution de ratio
AG Q6/Q3 <6/1

SID

10-30 mg/kg
BID

20-100 mg/kg
SID-BID

0,5-1 mg/kg
SID-BID

Proportion 2/1

0,5-4,0 mg/kg q
4-6h

35 mg/kg BID
5 mg/kg une fois
par mois

75-200 mg/kg
BID-QID
100 mg/kg TID
2-8 g/kg d’'une
solution de
0,1g/mL

5 mg/kg BID-TID
20-40 mg/kg BID

0,04 mg/kg
SID-BID

25-35 mg/kg BID

55 mg/kg BID
10-30 mg/kg
SID-BID

0,1-4,0 mg/kg
SID-BID

10 mL/kg
0,25-2,0 mg/kg
SID

0,5 mg/kg q 1h
0,5-1,0 mg/kg

10-30 mg/kg BID

100-200 mg/kg
BID-TID

1 cuillere a
soupe

Voie

PO

PO

PO

PO

PO

PO

Durée du traitement

Jusqu’a normalisation de
I'histologie ou des
parameétres rénaux.
Jusqu’a 6-12 mois.
Jusqu’a disparition de
I'hyperuricémie et/ou des
signes cliniques. Durée < 4
semaines.

4-6 semaines, + si NB
Jusqu’a disparition des
signes cliniques ou des

anomalies de laboratoire.
Jusqu’a 6 a 12 mois.

Au besoin

5 jours, arrét 4 jours puis
répéter

4-6 semaines, + si NB

4-6 semaines, + si NB

4-6 semaines, + si NB

Jusqu’'a disparition de
I'hyperuricémie et/ou de la
fibrose rénale.

5 jours/semaine pendant 3-
5 semaines
1-2 semaines, arrét 3-5
jours puis reprise au
besoin

4-6 semaines, + si NB

Au besoin

Au besoin

Au besoin

10 jours

6 semaines, + si NB

Indication

Glomérulopathies

Hyperuricémie

NB

Glomérulopathies

Intoxications (laxatif)

Intoxications (laxatif)

Analgésie, néoplasie

rénale
Intoxication au
plomb, au zinc

Tumeur rénale sans
IR séveére, IS, HS a

la carboplatine.
NB, entérite
NB, entérite
Intoxications
(adsorbant)

Nausées

NB, entérite

Hyperuricémie

Intoxication aux
métaux lourds
Intoxication aux
métaux lourds
NB, entérite

Anurie, oligurie,
hypervolémie

Intoxications (laxatif)

Anurie, oligurie,
hypervolémie
Analgésie,
amyloidose

Tumeur rénale
Coccidiose

NB, entérite

Intoxications (laxatif)

Effets secondaires,
commentaires
Supplémenter en
vitamine E lors
d’administration a long
terme.

Néphrotoxique.
Sur ordonnance en
pharmacie.

Lésions rénales en cas
de surdosage.
Contre-indiqué lors de
déshydratation ou d’
état critique.

Non disponible en
France.

Néphrotoxique,
immunosuppresseur.
Usage hospitalier.

Usage hospitalier.

Sur ordonnance en
pharmacie.

Sur ordonnance en
pharmacie.

Usage hospitalier.

Régurgitations.

Doses inférieures pour
les nectarivores.

Palliatif.

Usage hospitalier.

A mélanger a 600 mL
de gruau.
En pharmacie sans
ordonnance.
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Effets secondaires,

Principe actif Posologie Voie  Durée du traitement Indication .
commentaires
Intoxications
Salicylate de (Protecteur gastro-
bismuth 1 mi/kg PO intestinal, faible pouvoir
adsorbant)
. 3 6 semaines, + si NB Régurgitations.
%JilrfnaéTold?ime e é|ODO _Ir_1|18/kg PO Dose inférieure pour NB, entérite Utiliser avec précaution
P les oiseaux< 300g. lors de déshydratation.
0.5-1 a/k Administrer 30 min
Sulfate de - L OIKG I . apres le charbon activé
. solution aboirea PO Intoxications (laxatif)
magnésium 5 car cause de la
5% a long terme. . .
léthargie.
: Intoxications (laxatif,
Sulfate de sodium 0,5-1 g/kg PO chélateur de plomb)
SID : une fois par jour BID : deux fois par jour TID : trois fois par jour
QID : quatre fois par jour IM : intra-musculaire IV : intra-veineuse
PO : par voie orale NB : néphrite bactérienne g xh : toutes les x heures
IR : insuffisance rénale HS : hypersensibilité IS : immunosuppresion

CaEDTA : éthyléne diamine tétra-acétate de calcium
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PLANCHE Amandine

PATHOLOGIE URINAIRE DES OISEAUX EXOTIQUES
DE COMPAGNIE

Thése Vétérinaire soutenue a Lyon, le 4 mai 2007.

RESUME : Le systéme urinaire des oiseaux est tout a fait différent de celui des
mammiferes. Ses particularités anatomiques et physiologiques (dont la présence d'un
systeme vasculaire porte-rénal) lui conferent des affections spécifiques. Les atteintes
rénales chez les oiseaux sont trés probablement sous-diagnostiquées, du fait de
'absence de signes cliniques pathognomoniques avant que la maladie ne soit a un
stade avancé. Les outils diagnostiques les plus utiles dans le diagnostic d’'une
atteinte rénale sont 'hémogramme, la biochimie, I'analyse d’urine, la radiographie,
'endoscopie et la réalisation de biopsies. En fonction des signes cliniques, de
lanamnese, des commémoratifs, et de 'examen physique, d’autres tests (mesure de
la plombémie, coprologie, culture sanguine, tests sérologiques viraux) sont également
intéressants.

Les affections sous-jacentes les plus courantes lors d’atteinte rénale sont les
toxicoses, la déshydratation, les infections bactériennes systémiques et 'amyloidose.
Les tumeurs rénales sont relativement peu courantes, hormis chez les perruches
ondulées (Melopsittacus undulatus). En général, la goutte doit étre considérée
comme la manifestation d’'un dysfonctionnement rénal sévére et non comme une
affection primaire.

Les soins de support comme la fluidothérapie sont primordiaux et permettent de
compléter le traitement spécifique de I'affection sous-jacente lorsque I'étiologie est
connue.
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