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Prefacio

Este compendio es una adaptacion de los procedimientos presentados en la
plataforma BPEA (Buenas Précticas en Experimentacion Animal), disponible en
https://sites.usp.br/bpeanimal/. La plataforma BPEA ofrece una extensa
coleccion de videos demostrativos que abarcan diversas técnicas aplicadas en
animales de laboratorio.

La concepcion de la plataforma BPEA tuvo origen en la tesis de maestria titulada
"Métodos Sustitutos al Uso de Animales Vivos en la Ensefianza de Pregrado en
Medicina Veterinaria: Procedimientos en Roedores de Laboratorio," presentada
en 2018 por el programa de Posgrado en Patologia Experimental y Comparada
de la Facultad de Medicina Veterinaria y Zootecnia de la Universidad de Sdo
Paulo (ZANATTO, 2018). Esta publicacién representa una sintesis préctica y
accesible, derivada del compromiso académico y la investigacion emprendidos
en dicha tesis.

A lo largo de este e-book, exploraremos de manera detallada y elucidativa los
métodos propuestos en la plataforma BPEA, proporcionando una valiosa fuente
de referencia para profesionales, investigadores y estudiantes involucrados en
la experimentacién animal y la ensefianza de la Ciencia de Animales de
Laboratorio.



https://sites.usp.br/bpeanimal/

Introduccion

Este manual tiene como objetivo ofrecer informaciones y directrices para
procedimientos experimentales en los que se utilizan ratas de laboratorio. Sin
embargo, es fundamental resaltar que este e-book no debe ser considerado una
guia para la realizacién de estas técnicas, pero si un recurso de revision
destinado a personas con entrenamiento en la manipulaciéon de animales de
laboratorio. Las técnicas aqui presentadas deben ser estrictamente seguidas de
acuerdo con los protocolos aprobados por la Comisién de Etica en el Uso de
Animales de la Institucion, asi como en conformidad con todas las regulaciones
sobre bioseguridad institucionales y gubernamentales.

Es importante enfatizar que estas técnicas sélo deben ser ejecutadas en
instalaciones acreditadas, bajo la supervisién de especialistas en cuidados y
manejo de animales, debido a los riesgos sustanciales de lesiones graves
relacionadas a objetos punzocortantes, agentes quimicos, biolégicos y otros.

Las practicas y técnicas demostradas en este e-book fueran aprobadas por la
Comisién de Etica en el Uso de Animales de la Facultad de Medicina Veterinaria
y Zootecnia de la Universidad de Sdo Paulo (CEUA-FMVZ), con el protocolo
numero 4245090117, y son ampliamente utilizadas en estudios en los que se
requieren ratas de laboratorio.

Los procedimientos que estan siendo presentados hacen de la plataforma BPEA
(Boas Praticas em Experimentagdo Animal, disponible en el link
https://sites.usp.br/bpeanimal/), el cual ofrece videos demostrativos de técnicas
realizadas en animales de laboratorio.

Actividades que parecen simples, como manipular y restringir animales de
laboratorio, pueden convertirse en fuentes de estrés y riesgo tanto para los
animales como para personas sin entrenamiento adecuado. Ademas, la
administracion de sustancias y la colecta de muestras bioldgicas pueden afectar
significativamente el bienestar de los animales. La realizacién de estas técnicas
de manera inadecuada no s6lo compromete el bienestar de los animales, sino
que también puede impactar negativamente los objetivos cientificos del estudio.

Finalmente, el traslado seguro de animales de una jaula a otra o de una jaula
para el area de trabajo es una tarea fundamental para el manejo de las ratas de
laboratorio. Las demostraciones presentan diversos métodos para realizar este
traslado y asi como metodologias para la contencién de las ratas, priorizando su
seguridad y bienestar.

En resumen, el entrenamiento adecuado desempefia un papel crucial para
garantizar el cumplimiento de las normas éticas y regulatorias, la seguridad y
bienestar de los animales y la validez de los estudios cientificos en los que se
utilizan ratas de laboratorio.



https://sites.usp.br/bpeanimal/
https://sites.usp.br/bpeanimal/
https://sites.usp.br/bpeanimal/

I

Manipulacion y cambio de jaula

Materiales:
e Guantes descartables para los procedimientos;
e Bata de laboratorio;

e Jaulalimpia con material de cama esterilizado.

Procedimientos:

1. Posicione la mano, de forma suave, pero con firmeza sobre el dorso del
animal. Envolver todo el térax por detras de los miembros toracicos de la rata;

2. Si fuera necesario suspenda la rata, sosteniéndola por la base de la cola, lo
mas proximo al cuerpo posible;

3. Cuidadosamente, levante la rata hacia fuera de la jaula y coldquela en una
nueva jaula o en una superficie firme;

4. Dominar esta técnica permitird que usted ejecute con seguridad diversos

procedimientos.

ATENCION

Las ratas deben ser habituadas a la manipulacién antes de los procedimientos
experimentales para evitar impactos indeseados en la investigacidn.

Nunca sostenga la rata de la extremidad de la cola o la suspenda por un
periodo prolongado, pues puede someter al animal a estrés innecesario y/o posibles

lesiones. Apoye el animal rdpidamente en una superficie luego de la contencion.




Manipulacion de la rata y cambio de jaula

Figura 1l




II

Contencion para la realizacion de
procedimientos

Contencion de la rata por el dorso - Técnica I

Materiales:

Guantes descartables para los procedimientos;
Bata de laboratorio;

Jaula limpia con material de cama esterilizado.

Procedimientos:

1.

Con la rata sobre una superficie plana, posicione la palma de la mano sobre

el dorso del animal (Fig. 2A);

2. Deslice suavemente el dedo indice y el dedo del medio alrededor del cuello
del animal,

3. Con una presion firme, pero suave, inmovilice el cuello y cabeza de la rata
(Fig. 2B);

4. Se debe tener cuidado para no generar un exceso de presion en la traquea,
que se encuentra localizada en la porcion ventral del cuello;

5. Levante el animal con la otra mano y sostenga firmemente los miembros
pélvicos para inmovilizarlos (Fig. 2Cy 2D);

6. Dominar esta técnica le permitird que ejecute con seguridad diversos
procedimientos.

ATENCION

Nunca realice este procedimiento con el animal apoyado en la rejilla de la

jaula, para evitar que la rata lastime o quiebre las ufias. Preferiblemente, realice la
contencién dentro de una jaula limpia o sobre una placa de parafina

Para evitar estrés innecesario del animal, realice el procedimiento de la forma

mas breve posible.

Esta técnica de contencién requiere que otra persona realice la

administraciéon de sustancias.




Contencion de la rata por el dorso (I)

Figura 2A. Colocacion de la palma de la
mano sobre el dorso del animal.

Figura 2B. Inmovilizacidn del cuello y
cabeza de la rata.

Figuras 2Cy 2D. Inmovilizacién de la
rata a través de los miembros pélvicos.




Contencion de la rata por el dorso - Técnica II

Materiales:
e Guantes descartables para los procedimientos;
e Bata de laboratorio;

e Jaulalimpia con material de cama esterilizado.

Procedimientos:

7. Con la rata sobre una superficie plana, posicione la palma de la mano sobre
el dorso del animal;

8. Sostenga el animal posicionando el pulgar, el dedo indice y el dedo medio
encima de los miembros tordcicos (Fig. 3A);

9. Posicione los otros dedos alrededor del térax y levante al animal (Fig. 3B);

10. Inmediatamente con la otra mano, sostenga firmemente los miembros
pélvicos para inmovilizarlos;

11. Dominar esta técnica le permitird que ejecute con seguridad diversos

procedimientos.




Contencion de la rata por el dorso (II)

Figura 3A. Colocacion de los dedos sobre
los miembros tordcicos del animal

Figura 3B. Colocacién de los dedos
restantes alrededor del térax.

Figura 3C. Inmovilizacién de la rata a
través de los miembros pélvicos.




Contencion de la rata por el dorso - Técnica III

Materiales:
e Guantes descartables para los procedimientos;
e Bata de laboratorio;

e Jaulalimpia con material de cama esterilizado.

Procedimientos:

1. Con la rata sobre una superficie plana, posicione la palma de la mano sobre
el dorso del animal (Fig. 4A);

2. Deslice suavemente el pulgar y el dedo indice hacia adelante, posicionandolos
en la base del craneo (Fig. 4B);

3. Con una presion firme, pero suave, sostenga la piel de la region del cuello y
el dorso, de tal forma que restrinja el movimiento de la cabeza de la rata y
levantela (Fig. 4C);

4. Dominar esta técnica le permitird que ejecute con seguridad diversos

procedimientos.




Contencion de la rata por el dorso (III)

Figura 4A. Colocacion de la palma de la
mano sobre el dorso del animal

Figura 4B. Movimiento de pinza con los
dedos pulgar e indicador.

Figuras 4Cy 4D. Inmovilizacién de la
rata a través de la restriccion de
movimientos del cuello y dorso.




Contencion con bolsa plastica

Materiales:

Guantes descartables para los procedimientos;
Bata de laboratorio;

Bolsa plastica para la contencién y un cierre de alambre o cordén.

Procedimientos:

1.

Colocar una mano, de forma suave, pero firme, en el dorso del animal,

envolver todo el térax, detras de los miembros tordcicos de la rata (Fig. 5B);

2. Posicione la cabeza de la rata dentro de la abertura de la bolsa plastica (Fig.
5C);
3. Empuje gentilmente el cuerpo de la rata, garantizando que ingrese dentro de
la bolsa plastica (Fig. 5D);
4. Cierre la parte de atras de la bolsa con un alambre o corddn (Fig. 5E);
5. El animal ahora esté restringido para la realizacién de procedimientos.
ATENCION

La bolsa plastica para la contenciéon debe tener una forma cénica con las

extremidades abiertas y debe ser del tamafo adecuado para que la rata quede

completamente dentro de la misma (Fig. 5A).




Contencion de la rata utilizando una bolsa plastica

T

Figura 5A. Ejemplo de bolsa plastica.

Figura 5B. Colocacién de la mano
alrededor del dorso del animal.

Figura 5C. Posicionamiento de la rata
antes de introducirla en la bolsa plastica.

Figura 5D. Forma de empujar el animal
para que ingrese a la bolsa pléstica.

Figura 5E. Cierre de la bolsa plastica.




Contencion con una toalla

Materiales:
e Guantes descartables para los procedimientos;
e Bata de laboratorio;

e Toalla de tela para la contencion (Fig. 6A).

Procedimientos:
1. Colocar una mano, de forma suave, pero firme, en el dorso del animal,
envolver todo el térax, detras de los miembros toracicos de la rata (Fig. 6B);
2. Coloque gentilmente la rata en el centro de la toalla (Fig. 6C);
3. Envuelva el animal con la toalla, hasta que quede bien firme (Fig. 6D);

4. El animal ahora esta restringido para la realizacién de procedimientos.

Contencion de la rata usando una toalla

\ Figura 6A. Ejemplo de toalla.

Figura 6B. Posicion de la mano
alrededor del dorso del animal y
posicionamiento de la rata en el centro
de la toalla.




Figura 6C. Ilustracidn de la forma como
doblar la toalla para inmovilizar al
animal.

Figura 6D. Demostracién de cémo el
animal queda inmovilizado.




II1

Administracion de sustancias

Administracion oral por ingestion voluntaria

Materiales:
e Guantes descartables para los procedimientos;
e Bata de laboratorio;
e Placas de cultivo celular de 24 pozos;
e Mezcla para gelatina agar-agar sin sabor;
e Aromatizante de bacon.
Observacion: El aromatizante puede ser sustituido por consomé en polvo sabor a bacon

o carne, siempre que contenga 0% de grasa.
Procedimientos:

A. Preparacion de la gelatina:

1. Disuelva 4 g de agar-agar y adicione el aromatizante o un sobre de consomé
en polvo con sabor a bacon o carne em 600 ml agua y pongalo a calentar;

2. Hierva la mezcla por cerca de 2 minutos, moviéndolo constantemente;

3. Con la ayuda de una pipeta, coloque aproximadamente 1,5 ml de gelatina en
la placa de cultivo celular de 24 pozos;

4. Espere para que se enfrie y antes de que la gelatina se solidifique, disuelva la
sustancia que va a ser administrada en dosis individuales;

5. Coloque la gelatina en la refrigeradora por 1 hora aproximadamente;

6. Para el grupo control, prepare la gelatina de la misma forma sin la sustancia

que sera administrada.




B. Habituacion de los animales a la gelatina:
1. Separe cadarata en una jaulaindividual y ofrézcale a la rata la gelatina en una
base plastica (Fig. 7A);
2. Espere hasta que el animal ingiera toda la gelatina (Fig. 7B);
3. Repita el procedimiento una vez al dia hasta que la rata consuma la gelatina

en menos de 5 minutos (Fig. 7C).

C. Después del periodo de habituacion, ofrezca la gelatina con la sustancia,

conforme el protocolo de administracion predefinido.

OBSERVACIONES
La base plastica utilizada puede ser una placa petri descartable.

En general, la habituacién para este procedimiento ocurre en 3 dias.




Administracion de la sustancia por via oral por el método de ingestion

voluntaria

Figura 7A. Ofrecimiento de la gelatina
sobre una base pldstica.

Figura 7B. Rata ingiriendo la gelatina.

Figura 7C. Demostracion exitosa de la
administracion de la gelatina.




Via oral (sonda)

Materiales:

Guantes descartables para los procedimientos;
Bata de laboratorio;
Sonda rigida o flexible compatible con el tamafio del animal (largo y calibre);

Jeringa (de 1 ml a 3 ml).

Procedimientos:

1.

La canula que va a ser utilizada debera tener el largo adecuado al tamafio de
la rata, considerando la distancia a partir de la comisura de la boca hasta la
ultima costilla del animal (Fig. 8A);

Rellene la jeringa con la cantidad apropiada de la sustancia que se va a
administrar;

Realice la contencién de la rata preferiblemente del dorso (Técnica de
contencion III);

Introduzca la punta de la cdnula por la comisura lateral de la boca de la rata,
teniendo el cuidado de que no la muerda;

Deslice la punta de la canula dentro de la cavidad oral, por encima de la
lengua del animal, realizando un movimiento delicado y continuo, observe el
movimiento de deglucion del animal;

Cualquier resistencia es indicativa de que la colocacién de la cénula es
incorrecta, la misma debe deslizarse facilmente por el es6fago;

Una vez que la canula esté debidamente colocada, administre lentamente la
sustancia;

Remueva la cdnula lentamente, siguiendo la misma curvatura en la cual fue
introducida;

Observe si el animal presenta algun signo de dificultad para respirar o
sangrado por la boca o narinas por lo menos 5 minutos antes de devolverlo a

la sala de alojamiento en el bioterio.




Administracion de la sustancia por via oral por el método de canulacion en ratas

Figura 8A. Demostracién del largo
adecuado, considerando la distancia a
partir de la comisura de la boca hasta la
ultima costilla.

Figura 8B. Introduccion de la punta de la
canula en la comisura lateral de la boca.

Figura 8C. Posicionamiento de la cdnula
en el interior de la cavidad oral, por
encima de la lengua.




Via subcutanea - Region posterior del cuello (entre las escapulas)

Materiales:
e Guantes descartables para los procedimientos;
e Bata de laboratorio;
e Jeringa (de 1mla 3 ml);
e Aguja hipodérmica (calibre de 22 G a 30 G);
e Alcohol etilico 70%;

e Algoddn o gasa.

Procedimientos:

1. Rellene la jeringa con la cantidad de la sustancia apropiada para la
administracion;

2. Realice la contencion de la rata;

3. Forme un pliegue estirando la piel con un movimiento de pinza con el dedo
pulgar y el dedo indice en la regién del cuello, entre las escapulas del animal
(Fig. 9A);

4. Realice la antisepsia del drea de administracién con alcohol al 70% (Fig. 9B);

5. Inserte la aguja en la base del pliegue de la piel, con un angulo de
aproximadamente 45 grados en relacion al cuerpo del animal (Fig. 9C);

6. Administre la sustancia con un movimiento continuo (Fig. 9D).

Administracion de sustancias por via subcutanea por la region posterior del
cuello (nuca)

Figura 9A. Movimiento de pinza para
crear un pliegue en la piel de la regién
del cuello.




Figura 9B. Antisepsia con alcohol etilico
70%.

Figura 9C. Indicacién del lugar y 4ngulo
para la insercién de la aguja.

Figura 9D. Administracién de la
sustancia.

Pliegue de piel  Epidermis

Dermis
Tejido subcutaneo

- Musculo

Figura 9E. Representacion grafica de la
via subcutanea.




Via subcutanea - Region lumbar o flanco

Materiales:

Guantes descartables para los procedimientos;
Bata de laboratorio;

Jeringa (de 1 ml a 3 ml);

Aguja hipodérmica (calibre de 22 G a 30 G);
Alcohol etilico 70%;

e Algoddn o gasa.
Procedimientos:

1. Rellene la jeringa con la cantidad de la sustancia apropiada para la
administracion;

2. Realice la contencion de la rata;

3. Forme un pliegue estirando la piel con un movimiento de pinza con el dedo
pulgar y el dedo indice en la regién lumbar del animal (Fig. 10A);

4. Realice la antisepsia del drea de administracién con alcohol al 70% (Fig. 10B);

5. Inserte la aguja en la base del pliegue de la piel, con un angulo de
aproximadamente 45 grados en relacion al cuerpo del animal (Fig. 10C);

6. Administre la sustancia con un movimiento continuo (Fig. 10D).

Administracion de sustancias por via subcutanea por la region lumbar o flanco

Figura 10A. Movimiento de pinza para
crear un pliegue en la piel de la regiéon
lumbar.




Figura 10B. Antisepsia con alcohol
etilico 70%.

Figura 10C. Indicacion del lugar y
angulo para la insercion de la aguja.

Figura 10D. Administracion de la
sustancia.

Pliééue depiel Epidermis

Dermis

Tejido subcuténeo

Musculo

Figura 10E. Representacion grafica de la
via subcutanea.




Inyeccion intradérmica

Materiales:

Guantes descartables para los procedimientos;

Bata de laboratorio;

Jeringa (1 ml);

Aguja hipodérmica (calibre de 25 G a 30 G);

Alcohol etilico 70%;

Algoddn o gasa;

Rasuradora.

Procedimientos:

1.

La inyeccidén intradérmica debe ser realizada con el animal anestesiado o
sedado;

Llene la jeringa con el volumen de la sustancia apropiada segun la dosis;
Rasure el pelo y luego limpie el drea con solucidn salina;

En el lugar de la administracién, realice la antisepsia con alcohol etilico
70% (Fig. 11A);

Inserte la aguja entre las capas superficiales de la piel (epidermis y
dermis) en el dorso de la rata, con un angulo entre 10 y 15 grados en
relacion al cuerpo del animal (Fig. 11B);

Verifique la posicién correcta de la aguja jalando el émbolo de la jeringa.
Si se aspira sangre es indicativo de un posicionamiento incorrecto;
Administre la sustancia lentamente, alcanzando un volumen maximo de
100uL por sitio de inyeccidn, para evitar con esto un dano tisular (Fig.
11C);

La correcta ejecucion del procedimiento resultard en una pequefia area

circular hinchada (Fig. 11D).




Administracion de sustancias por via intradérmica

Figura 11A. Antisepsia con alcohol
etilico 70%.

Figura 11B. Indicacidon del lugar y
angulo para la insercidon de la aguja.

Figura 11C. Administracion de la
sustancia.

Figura 11D. Demostracién de la pequefia
area hinchada, confirmando el éxito del
procedimiento.

Epidermis Figura 11E. Representacion grafica de la

via intradérmica.

Dermis

Tejido subcutaneo

Musculo




Inyeccion intramuscular

Materiales:

Guantes descartables para los procedimientos;
Bata de laboratorio;

Jeringa (1 ml);

Aguja hipodérmica (calibre de 24 a 30 G);
Alcohol etilico 70%;

e Algoddn o gasa.
Procedimientos:

1. Llene la jeringa con la cantidad de sustancia apropiada para la
administracion;

2. Realice la contencién de la rata, preferiblemente utilizando una toalla (Fig.
12A);

3. Realice la antisepsia del 4rea en la que serd realizada la inyeccidn con alcohol
al 70% (Fig. 12B);

4. Inserte la aguja en los musculos del gluteo, formando un angulo de 90 grados
en relacion al miembro pélvico de la rata (Fig. 12C);

5. Verifique la posicion correcta de la aguja jalando el émbolo de la jeringa. Si se
aspira sangre es indicativo de un posicionamiento incorrecto;

6. Administre la sustancia realizando un movimiento continuo y lento. Inyectar

la sustancia de forma rapida puede causar trauma tisular.




Administracion de la sustancia por via intramuscular
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Figura 12A. Inmovilizacién con una
toalla y posicionamiento del animal.

Figura 12B. Antisepsia con alcohol
etilico 70%.

Figura 12C. Indicacion del lugar y
angulo para la insercion de la aguja.

Figura 12D. Representacion grafica de la
Epidermis via intramuscular

Dermis

Tejido subcutaneo

Musculo




Inyeccion intraperitoneal

Materiales:

Guantes descartables para los procedimientos;
Bata de laboratorio;

Jeringa (de 1 a 3 ml);

Aguja hipodérmica (calibre de 22G a 30 G);
Alcohol etilico 70%;

Algoddn o gasa.

Procedimientos:

Llene la jeringa con la cantidad de sustancia apropiada para la
administracion;

Realice la contencidén de la rata por el dorso (Fig. 13A), inclindndolo con la
cabeza para abajo (Fig. 13B). Esta maniobra permitird que los intestinos se
posicionen cranealmente, lejos del area de administracion;

Realice la antisepsia del area de administracion de la sustancia con alcohol al
70% (Fig. 13B);

Inserte la aguja en el cuadrante inferior derecho del abdomen del animal, en
un angulo de aproximadamente 30 grados en relacion al cuerpo del animal;
Verifique la posicién correcta de la aguja jalando el émbolo de la jeringa (Fig.
13C). Si se aspira sangre u otro fluido es indicativo de un posicionamiento
incorrecto. En caso de que esto ocurra se debe descartar tanto la aguja como
la jeringa y utilizar unas nuevas para evitar producir una peritonitis;

Administre la sustancia con un movimiento continuo (Fig. 13D).




Administracion de la sustancia por via intraperitoneal

Figura 13A. Contencidén del animal por
el dorso.

Figura 13B. Posicionamiento con la
cabeza del animal volteada para abajoy
antisepsia.

Figura 13C. Indicacion del lugar y
angulo para la insercion de la aguja.

Figura 13D. Administracién de la
sustancia.

Epiderme
Derme
Tecido Subcutaneo

Mdsculo

Cavidade peritoneal _
Intestino

/ delgado

Figura 13E. Representacion grafica de la
via intraperitoneal




IV
Técnicas de colecta de sangre

El volumen total de sangre colectada dependera de las caracteristicas del

experimento y del tamafio del animal. Conforme la Tabla 3, es posible identificar el

volumen médximo recomendado para la colecta de sangre y el intervalo de

recuperacion.

Vena lateral de la cola

Materiales:

Guantes descartables para los procedimientos;

Bata de laboratorio;

Toalla o bolsa plastica adecuados para la contencion;
Lampara de luz infrarroja;

Jeringa (1 ml);

Aguja hipodérmica (calibre de 25 G a 30 G);

Alcohol etilico 70%;

e Algoddn o gasa.
Procedimientos:

1. Realice la contencidn de la rata de manera que quede inmovilizada utilizando
una toalla o bolsa plastica;

2. Irradie con laluz infrarroja la cola de la rata hasta que se note la dilatacién de
las venas laterales de la cola (3 a 5 minutos) teniendo el cuidado de que no
ocurra un calentamiento excesivo de la regidon para evitar lesionar al animal
(para esto, mantener la mano junto a la cola para percibir el nivel de calor)
(Fig.14A);

3. Realice la antisepsia de la cola con alcohol al 70% (Fig.14B);

4. La insercion de la aguja debe ser realizada con el bisel hacia arriba,

preferiblemente en la porcién distal a la mitad de la cola (Fig.14C);




Utilizando los dedos pulgar e indice, presione la cola con el fin de generar una
dilatacion de la vena, inserte la aguja en la cola siguiendo la direccién de la
vena hacia craneal,

Inserte al menos 3 mm de la aguja en el lumen de la vena lateral (Fig.14D);
Certifique la posicion correcta de la aguja jalando el émbolo de la jeringa. Si
se aspira sangre es indicativo de un posicionamiento correcto;

Jale el émbolo de la jeringa de forma firme, continua y lenta, evitando asi la
ruptura de la vena (Fig.14E);

Después de haber retirado la aguja, realice una presion utilizando un algodén

o gasa en el lugar de colecta para garantizar la hemostasia, antes de retornar

el animal a la jaula (Fig.14D).




Colecta de sangre por la vena safena lateral de la cola
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: Figura 14A. Irradiacion de luz infrarroja

para la dilatacién de las venas laterales
de la cola.

Figura 14B. Antisepsia de la cola con
alcohol etilico al 70%.

Figura 14C. Demostracién del lugar y
posicionamiento de la inserciéon de la
aguja.

Figura 14D. Presién de la cola para
mantener la dilatacidén de la cola.

Figura 14E. Colecta de sangre de forma
lenta y continua.
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Figura 14F. Posicionamiento del bisel de
la aguja hacia arriba.

Figura 14G. Hemostasia por medio de
presion




Vena gingival

Materiales:
e Guantes descartables para los procedimientos;
e Bata de laboratorio;
e Jeringa (1 ml);
e Aguja hipodérmica (calibre de 26 a 30G);

e Gasa.

Procedimientos:

1. Estatécnica debe ser realizada con la rata anestesiada;

2. Coloque la rata en dectbito dorsal, y exponga la gingiva debajo de los dientes
incisivos inferiores, retrayendo el labio inferior (Fig. 15A);

3. Inserte aproximadamente 2mm de la aguja, con el bisel hacia arriba, en un
angulo de 20 a 25 grados entre el de dientes incisivos inferiores del animal
(Fig. 15B);

4. Certifique la posicién correcta de la aguja jalando el émbolo de la jeringa. Si
se aspira sangre es indicativo de un posicionamiento correcto;

5. Continte jalando el émbolo de la jeringa de forma firme, continua y lenta,
hasta recolectar el volumen deseado, evitando la ruptura de la vena (Fig.15C).
Esta técnica permite colectar aproximadamente 800 uL de sangre;

6. Después de retirar la aguja, realice una presion sobre el area de colecta para
garantizar la hemostasia, utilizando la mano o gasa, antes de retornar el

animal a la jaula (Fig.15D).

ATENCION
El animal debe ser observado y mantenido caliente durante la anestesia y el

periodo de recuperacion.




Colecta de sangre por la vena gingival

Figura 15A. Exposicion de la gingiva con
el animal en decubito dorsal.

Figura 15B. Demostracion del lugar y
posicionamiento donde se debe
introducir la aguja.

Figura 15C. Colecta de sangre de forma
lenta y continua

Figura 15D. Presion de la gingiva para la

hemostasia.

Figura 15E. Gingiva de la rata




Vena safena

Materiales:
e Guantes descartables para los procedimientos;
e Bata de laboratorio;
e Jeringa (1 ml);
e Aguja hipodérmica (calibre 26 a 30 G);
e Alcohol etilico 70%;
e Algoddn o gasa;

e Madquina para rasurar.

Procedimientos:

1. Realice la contencién o anestesie la rata;

2. Realice la tricotomia del area lateral del miembro pélvico de la rata y limpie
la region con alcohol al 70% (Fig. 16A);

3. Comprima con los dedos la vena safena encima de la articulacién de la rodilla
para generar un torniquete (Fig. 16B);

4. Inserte la aguja al menos 3 mm en el limen de la vena, formando un angulo
de aproximadamente 20 grados en relacion al miembro pélvico (Fig. 16B);

5. Certifique la posicién correcta de la aguja jalando el émbolo de la jeringa. Si
se aspira sangre es indicativo de un posicionamiento correcto (Fig. 16C);

6. Contintde jalando el émbolo de la jeringa de forma firme, continua y lenta,
hasta recolectar el volumen deseado, evitando la ruptura de la vena (Fig. 16D);

7. Después de retirar la aguja, realice una presion sobre el area de colecta para
garantizar la hemostasia, utilizando la mano o gasa, antes de retornar el

animal a la jaula (Fig.16E).

ATENCION
Si en el primer intento no tuvo éxito realizando la colecta, evite reintroducir la

aguja de nuevo por riesgo de ruptura del vaso.




Colecta de sangre por la vena safena

Figura 16A. Area depilada y antisepsia
de la cola con alcohol etilico al 70%.

Figura 16B. Demostracion del lugar
donde debe realizarse la presion de la
vena safena, encima de la articulacién de
la rodilla, y el lugar de la insercién de la
aguja.

Figura 16C. Verifique la presencia de
sangre en el cafidn de la aguja.

Figura 16D. Colecta de sangre de forma
lenta y continua

Figura 16E. Hemostasia por medio de
presion




Vena yugular

Materiales:
e Guantes descartables para los procedimientos;
e Bata de laboratorio;
e Jeringa (3 ml);
e Aguja hipodérmica (calibre 24G);
e Alcohol etilico 70%;
e Algoddn o gasa;
e DPlaca de parafina para fijar el cuerpo de la rata;
e Corddn de algoddn para la fijacion de la rata;

e Aparato de anestesia inhalatoria o anestésico inyectable.

Procedimientos:

1. Estatécnica debe ser realizada con la rata anestesiada;

2. Posicione la rata en posicién decubito dorsal en el centro de una placa de
parafina (Fig. 17A);

3. Fije a la rata con los cordones de algoddn a la placa de tal forma que sus
miembros tordcicos queden extendidos (Fig. 17A);

4. Gire horizontalmente la cabeza de la rata para el lado opuesto a la que sera
introducida la aguja;

5. Realice la antisepsia del area con alcohol al 70% (Fig. 17B);

6. Inserte la aguja lentamente en la vena yugular, que esta localizada
superficialmente en el centro del espacio entre la cabeza y el miembro
toracico (Fig. 17C);

7. Certifique la posicién correcta de la aguja jalando el émbolo de la jeringa. Si
se aspira sangre es indicativo de un posicionamiento correcto;

8. Continue jalando el émbolo de la jeringa de forma firme, continua y lenta,
hasta recolectar el volumen deseado, evitando la ruptura de la vena (Fig. 17D);

9. Después de retirar la aguja, realice una presion sobre el drea de colecta para
garantizar la hemostasia, utilizando un algodén o gasa, antes de retornar el
animal a la jaula (Fig. 17E).

ATENCION
El animal debe ser observado y mantenido caliente durante la anestesia y el

periodo de recuperacion.




Colecta de sangre de la vena yugular

Figura 17A. Posicionamiento del animal
en decubito dorsal y amarre con el
corddn.

Figura 17B. Posicionamiento de la
cabeza del animal y antisepsia con
alcohol etilico 70%.

Figura 17C. Lugar de insercion de la
aguja en la vena yugular, que debe ser
localizada en el centro del espacio entre
la cabeza y el miembro toracico.

Figura 17D. Colecta de sangre de forma
lenta y continua.

Figura 17E. Hemostasia por medio de
presion.




Puncion intracardiaca

Materiales:

Guantes descartables para los procedimientos;
Bata de laboratorio;

Jeringa (3 ml);

Aguja hipodérmica (calibre 22G a 24 G);
Alcohol etilico 70%;

Algoddn o gasa;

Aparato de anestesia inhalatoria o anestésico inyectable.

Procedimiento:

1. Estatécnica debe ser realizada con la rata anestesiada;

2. Posicione la rata en decubito dorsal en el centro de la placa de parafina (Fig.
18A);

3. Amarre a la rata en la placa con los cordones, de tal forma que sus miembros
toracicos queden extendidos (Fig. 18A);

4. Con la rata en decubito dorsal, limpie el térax del animal con alcohol etilico
al 70% (Fig. 18B);

5. Inserte la aguja en el lado izquierdo del cartilago xifoide, préximo a la base
del esternén, formando un angulo de aproximadamente de 20 a 30 grados en
relacién al cuerpo del animal (Fig. 18By 18 C);

6. Introduzca la aguja lentamente, ejerciendo una leve presion negativa en el
émbolo de la jeringa (la sangre debera fluir por el cafidon de la aguja, asi que
el bisel penetra una de las cdmaras del corazdn). Es posible sentir la pulsacion
cuando la aguja es introducida en el corazén del animal;

7. Jale el émbolo de la jeringa de forma continua y lenta, hasta la finalizacién del
flujo sanguineo (Fig. 18D).

ATENCION

Esta técnica solo puede ser realizada con el animal anestesiado y por personas

bien entrenadas. Por ser invasivo, el procedimiento es considerado terminal, o sea,

debe ser realizada a eutanasia, con el animal atin bajo anestesia




Colecta de sangre por puncion intracardiaca

Figura 18A. Posicionamiento del animal
en decubito dorsal, amarre con el cordén
y antisepsia con alcohol etilico 70%.

Figura 18B. Esquema del
posicionamiento de la aguja, en la base
del esternén, lateral a la linea media del

lado izquierdo de la cabeza de la rata.

Figura 18C. Lugar de insercidén de la
aguja.

Figura 18D. Colecta de sangre de forma
lenta y continua.
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Técnicas anestésicas

Bloqueo del nervio ciatico - Anestesia local del miembro pélvico

Materiales:
e Guantes descartables para los procedimientos;
e Bata de laboratorio;
e Jeringa Carpule con reflujo (jeringa de dentista);
e Aguja gingival larga (27 G): 0,4 x 30mm;
e Clorhidrato de bupivacaina 0,5%;
e Alcohol etilico 70%;

e Algoddn o gasa.

Procedimientos:

1. Realice la contencién del animal colocando una mano de forma suave, pero
firme, sobre el dorso del animal (Fig. 19A);

2. Por medio de palpacién identifique la patela, la epifisis proximal del fémur y
las vértebras lumbares como referencias anatomicas;

3. Trace un tridngulo imaginario uniendo la epifisis proximal del fémur, las
primeras vértebras caudales y la columna vertebral. La aguja debera ser
insertada en la porcion caudal, encima de la epifisis del fémur y préximo al
vértice del triangulo (Fig. 19B y Fig. 19C);

4. Realice la antisepsia del lugar de administraciéon con alcohol etilico al 70%
(Fig. 19D);

5. Introduzca la aguja en un dngulo de aproximadamente 45 grados en la
posicion caudal al fémur apuntando en la direccién craneo-medial (Fig.19E);

6. Inyecte 1 mlde anestésico local (clorhidrato de bupivacaina 0,5%) usando una
jeringa de dentista y una aguja larga ultrafina;

7. Aproximadamente 10 minutos después de la inyeccidn perineural, es posible

observar la interrupcion del estimulo nervioso por la pérdida del movimiento

del respectivo miembro posterior. El miembro contrario puede ser utilizado

como control (Fig.19F).




Procedimiento del bloqueo del nervio ciatico- Anestesia local del miembro
pélvico

Figura 19A. Posicionamiento y
contencién del animal por el dorso.

L4 L5 L6

Figura 19B. Esquema del nervio cidtico y
local de aplicacién, mostrando la
posicion de la patela, de la epifisis
proximal del fémur y las vértebras

lumbares.

Figura 19C. Fotografia demostrando el
posicionamiento del nervio ciatico para
definir el lugar de aplicacion.

Figura 19D. Realizacién de la antisepsia
con alcohol etilico al 70% en el lugar de
la insercién de la aguja.




Figura 19E. Posicionamiento de la
insercion de la aguja.

Figura 19F. Demostracion de la
interrupcion del estimulo nervioso por la
pérdida del movimiento del respectivo
miembro pélvico.
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Anexos

Tabla 1. Caracteristicas de las vias de administracion e impacto en el bienestar

animal
Via de Frecuencia Contencidn Comentarios Impacto en el
administracion bienestar
Bomba Continua Anestesia Evita multiples inyecciones. *k
osmatica para el
implante,
luego
ninguna
Intraarticular u Anestesia Puede lesionar la articulacion; la esterilidad RS
es esencial; realizar solo una vez.
Intracerebral u Anestesia Técnicamente dificil en neonatos. El *Ex
procedimiento incorrecto, volumen
incompatible o propiedades de la
sustancia, o rechazo por acumulacion de la
sustancia pueden resultar en muerte.
Intradérmica R M Se debe lograr una buena técnica para *k
garantizar que la administracion no sea
subcutdnea.
Intramuscular R M Los efectos irritantes pueden causar dolor y *k
lesion tisular. Puede causar dafio a los
nervios. Evite inyectar en los espacios entre
las fascias o vasos sanguineos. Los efectos
ocasionados por grandes voliumenes y dafio
tisular quedan ocultos. Preste atencidn a
los adyuvantes. Considere inyectar en
diferentes lugares para administraciones
sucesivas.
Intranasal R M Es dificil garantizar que se administre la *

dosis completa en la nariz. Los efectos
adversos son improbables, pero volimenes
excesivos pueden causar asfixia.




Intraperitoneal

Intratraqueal

Intravaginal

Intravenosa

Oral: En
dieta/agua

Oral: Gelatina

Oral: Sonda

Respiratoria:
Exposicion de
cuerpo
completo

Respiratoria:
Inhalacién solo
nasal

R M Sustancias irritantes pueden causar dolory
peritonitis. Pueden ocurrir equivocos al
administrar la sustancia directamente en
un organo, aunque es dificil de detectar.
Indicado solo para roedores pequefos.

U Anestesia Puede causar muerte en error técnico o si
la sustancia es irritante.

R M Puede ser dificil retener la sustancia dentro
de la vagina.
R Anestesia o Es necesario calentar al animal para
contencion vasodilatacién. Cuidado para evitar
mecanica guemaduras en la cola. La inyeccidn rapida
con ayuda puede resultar en alta concentracion de la
de tela, tubo  sustancia en el sistema nervioso central u
o bolsa otro érgano, pudiendo ser fatal.
plastica
R No La dosis puede variar con la ingesta de

alimentos o agua. La dosificacion en
alimentos causa poco estrés, pero la baja
palatabilidad puede restringir la ingesta, lo
que permite el sufrimiento causado por la
sed. Es importante conocer el
comportamiento alimentario del animal.

R No Facil de administrar, pero el animal puede
rechazar sustancias no palatables. Es
importante conocer el comportamiento
alimentario del animal.

R M El posicionamiento preciso de la canula es
esencial. Los errores son raros, pero puede
ocurrir muerte en roedores pequefios si la

canalizacion es incorrecta.

R No Es dificil medir la dosis administrada, pero
fallos o problemas técnicos o de bienestar
son raros.
R Tubos o Estresante debido a la contencién en el
mascaras tubo. El entrenamiento y la habituacidn de

los animales son esenciales.

* %k

%k k

* %

% %k

* %k



Subcutanea R M En caso de dosis sucesivas, alternar el lugar &
de administracion; atencion a los

adyuvantes.
Tdépica dérmica R M o Poco utilizado en roedores pequefios. La *k
anestesia eliminacion de los apdsitos adhesivos

puede ser dolorosa. Las sustancias
irritantes son especialmente
problematicas.

Toépica Ocular R M Es una técnica facil, pero las sustancias *
irritantes pueden causar lesiones oculares,
gue tienden a ser muy dolorosas.

M: contencion manual durante el periodo de administracion; R: dosis repetidas; U: dosis unica.
* Impacto menor: procedimiento no doloroso, minima contencion, rdpido o no invasiva;

** Impacto medio: el procedimiento puede demandar anestesia, sedacion o contencion, que exige capacidad técnica
refinada;

*** Impacto mayor: puede ser necesario anestesiar al animal (con los riesgos que esto implica), una técnica
incorrecta puede causar muerte o lesiones graves.

Fuente:

Morton DB, Jennings M, Buckwell A, Ewbank R, Godfrey C, Holgate B, et al. Refining procedures for the
administration of substances. Laboratory animals. 2001;35(1):1-41.

Zanatto DA. Métodos substitutivos ao uso de animais vivos no ensino de graduacdo em medicina
veterinaria: procedimentos em roedores de laboratério [tesis de maestria]. Sdo Paulo: Universidade de
Sao Paulo, Faculdade de Medicina Veterinaria e Zootecnia; 2018 [consultado en 2024 ago 9].
d0i:10.11606/D.10.2019.tde-11062019-145628.




Tabla 2. Volumenes maximos recomendados, pH y calibre de la aguja segun la via de administracion en

roedores de laboratorio

ViA DE
ADMINISTRACION

Oral (sonda)
Subcutaneo
Intraperitoneal
Intramuscular
Intravenoso
Intradérmico

Intranasal

* Dividir la dosis en 2 a 4 lugares de aplicacion.

pH

2,0-9,0

73-7,4

7,3-7,4

7,3-7,4

4,0-9,0

7,3-7,4

73-17,4

Volumenes

maximos (ml)

3,0

5,0-10,0

5,0-10,0

0,3

0,5

0,05-0,1

0,03 -0,05

Calibre da aguja

16-18G

24-26G

24-26G

26G

24-26G

30G

RATONES

Volumenes

maximos (ml)

0,5-1,0

2,0-30*

2,0-3,0

0,05 **

0,2

0,05

0,02

Calibre da aguja

18-20G

26G

26G

30G

26G

30G

** Recomendada solamente en situaciones especificas que exigen la via IM, debido a la masa muscular insuficiente en el ratdn.

HAMSTERS

Volumenes Calibre da

maximos (ml) aguja

1,5 18G
30-4,0* 24-26G
3,0-4,0 24-26G

0,1 26 G

0,3 26 G

0,05-0,1 30G

0,03 -0,05 =



bisel -

vastago —

canula —

186 216G 22G 24G 266G 30G

Figura 20. Imagen demostrativa del calibre de las agujas.
Fuente:

Diehl K, Hull R, Morton D, Pfister R, Rabemampianina Y, Smith D, et al. A good practice guide to the administration of substances and removal of
blood, including routes and volumes. Journal of Applied Toxicology: An International Journal. 2001;21(1):15-23.

Gad SC, Spainhour CB, Shoemake C, Pallman DRS, Stricker-Krongrad A, Downing PA, et al. Tolerable levels of nonclinical vehicles and formulations
used in studies by multiple routes in multiple species with notes on methods to improve utility. International Journal of Toxicology. 2016;35(2):95-
178.

Turner P v, Pekow C, Vasbinder MA, Brabb T. Administration of substances to laboratory animals: equipment considerations, vehicle selection, and
solute preparation. Journal of the American Association for Laboratory Animal Science. 2011;50(5):614-27.




Tabla 3. Voliumenes maximos recomendados para la colecta de sangre e intervalo para la recuperacion

Especie Volumen total de sangre (ml) Intervalo para recuperacion, porcentaje y volumen de sangre (ml)
4 semanas
1 semana (7,5%) 2 semanas (10%) 3 semanas (15%)
(20%)
Ratones (25 g) 1,8 0,1 0,2 0,3 0,4
Hamsters (150 g) 10,0 0,75 1,0 1,5 2,0
Ratas (250 g) 16,0 1,2 1,6 2,4 3,2
Fuente:

Diehl K, Hull R, Morton D, Pfister R, Rabemampianina Y, Smith D, et al. A good practice guide to the administration of substances and
removal of blood, including routes and volumes. Journal of Applied Toxicology: An International Journal. 2001;21(1):15-23.




Tabla 4. Dosis sugeridas de analgésicos para ratas

Substancia

Carprofeno

Flunixina meglumina

Ibuprofeno

0,2mg/ml de agua

Cetoprofeno

Meloxicam

Paracetamol

2-4,5mg/ml de agua

Buprenorfina

0,3mg/ml (1 gota)
0,5 (6-9mg/litro de agua)

Butorfanol

Fentanil

Morfina

Petidina (Meperidina)

Piritramida

Tramadol

5

Cetamina
Metamizol

Gabapentina

Dosis (mg/kg)

2-5
1-2,5
20

VO en agua de
bebida

1-2
200-300

VO en agua de
bebida

0,05
VO

VO en agua de
bebida

1-2
0,03
2,5-5
10-20

0,3

0,5mg/ml de
agua

SC
4

100-250

55

Via de Administracion

SC

SC
VO

Continuo (max. 72h)

SC
SC, VO
VO

Continuo

sC
4-6h

Continuo

SC

SC, IM
SC, IM
SC

VO en agua de bebida

Aprox. 2h
IP, IM
VO, SC

VO

Intervalo de
Dosificacion

12-24h

12h

12h (max. 72h)

12h

4-6h

4h
2h
4h

2-3h

Continuo

30-60min
6h

4h



100 IP

12h
BrshEe 1-2 (méx, 8) InflltraC|on,en el tejjld.o_e?ntes y In|C|oldeI efectc_)
después de la incision. después de 15min.
Aspersion sobre la herida o Duracion 4-8h.
mucosa.
Lidocaina 2-4 (max. 7) Infiltracidn en el tejido antes y Inicio del efecto
después de la incision. después de 5-10min.
Aspersion sobre la herida o Duracidn aprox.
mucosa. 30min.
Ropivacaina 1-2 (max. 8) 95, elidto (1l dicn, Inicio del efecto

o ele) después de 15min.

Duracion 4-8h.

SC: subcutdneo; VO: Via Oral; IV: intravenoso; IM: intramuscular; IP: intraperitoneal.

Observaciones: Las dosis de los analgésicos deben ser adaptadas a la respectiva situacion clinica
y requisitos del protocolo experimental. Efectos adversos e influencia en los resultados de los
experimentos deben ser buscados individualmente en la literatura.

La respuesta a los analgésicos puede ser influenciada por variaciones individuales y por el
linaje; por tanto, es esencial evaluar el efecto analgésico en cada individuo.

Fuente:

Arras M, Becker K, Bergadano A, Durst M, Eberspacher-Schweda E, Fleischmann T, et al. Pain
management for laboratory animals. Expert information from the GV-SOLAS Committee for
Anaesthesia in collaboration with Working Group. 2020;4.

Flecknell P. Laboratory animal anaesthesia. Academic press; 2015.
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