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RESUMEN

RODRIGUEZ SOLIS GEORGINA. Manual para el cuidado y manejo ético de
animales de laboratorio (Ratén, rata y conejo) para investigacion y docencia (bajo

la direccion del: MVZ Atonatiu Edmundo GOmez Martinez).

El presente manual tiene como objetivo primordial el promover el cuidado
responsable y ético de los animales utilizados en la ensefianza. Los objetivos de
este documento buscan brindar informacion que mejore el bienestar de los
animales, la calidad de la docencia, practicas y el avance de conocimientos en
ciencias bioldgicas relevante para los humanos y los animales.

Este manual recopila algunos conceptos fundamentales en lo ético, profesional y lo
técnico; contiene temas relacionados con normatividad, bioética, caracteristicas de
animales, enriquecimiento ambiental, bienestar animal, manejo de animales, vias
de administracion, toma de muestras, analgésicos, dosis de anestésicos, punto final

humanitario, eutanasia y manejo de residuos peligrosos biol6gicos infecciosos.



INTRODUCCION.

En la investigacion biomédica actual, se utilizan animales de laboratorio que estan
bajo condiciones ambientales, nutricionales y genéticas; evitando variables en los
proyectos; es importante recalcar que existen alternativas en la investigacion basica
como son estudios in vitro e in silico (modelos virtuales).

El uso del animal como fuente de conocimientos experimentales tiene ya una larga
trayectoria en areas como la farmacologia, fisiologia, toxicologia, psicologia, cirugia,
etologia, etc. En la educacion profesional es importante que el alumno adquiera
destrezas y conocimiento anatomo fisiolégico de los animales de laboratorio que

comunmente se utilizan en las précticas de laboratorio que asi lo requieren.



OBJETIVOS.

Elaborar un manual para que los alumnos, laboratoristas y docentes, que utilicen
ratones, ratas y conejos de laboratorio en la Facultad de Quimica de la UNAM,
apliguen la ética en el cuidado y manejo de los animales como sujetos de
experimentacion. Es importante recalcar que se debe siempre apegar a las normas
de uso y cuidado del animal de laboratorio, conocer que son seres capaces de sentir
dolor, experimentar una serie de emociones y sentimientos.

Se creara un acervo bibliografico e informativo actualizado de los procedimientos
mas frecuentes que se realizan en la Facultad con tendencias a la actualizacion

continua y periédica.

REVISION SISTEMATICA.

Para la elaboracién de este manual se realizaron consultas bibliogréficas utilizando
manuales, libros, tesis, articulos y paginas web cientificas relacionadas con
animales de laboratorio.

Este manual contiene XllII capitulos que abarcan lo referente a las caracteristicas
de los bioterios, normas, programas y comités relacionados al cuidado y uso de los
animales de laboratorio; alternativas para el cuidado ético de los animales de
laboratorio, caracteristicas fisioldgicas, manejo, protocolos de farmacos a utilizar,
parametros para determinar el punto final de un experimento, eutanasia y toma de

muestras.



ANALISIS DE LA INFORMACION.

El manual aportara informacion basica con respecto al cuidado y manejo ético de
los animales de laboratorio (Ratén, rata y conejo), incluyendo referencias y
bibliografia para que el estudiante si asi lo desea amplié la informacion. Ademas,
aportara informacion acerca de tomas de muestras, vias de administracion,
protocolos de farmacos y métodos aceptables para la eutanasia.

A continuacién, se describe que es un bioterio.

|.- DEFINICION DE BIOTERIO.

Definicion de Bioterio: bios, “vida” y therio "lugar.

Un Bioterio es el conjunto de instalaciones destinados al alojamiento y manutencion
de animales de laboratorio durante una o varias de las fases de su ciclo vital; como
son, nacimiento, desarrollo, reproduccion y muerte. NOM-062 ZO0-1999.

En los bioterios se alojan animales que cuentan con una calidad genética y
microbioldgica definida donde se realiza experimentacion. Se controla la calidad y
cantidad de luz, las renovaciones de aire por hora, la temperatura y la humedad
entre otros factores, acordes a las necesidades de la especie que alli se aloje. ?
Funciones de un bioterio: investigacion, produccion, mantenimiento de animales,
pruebas de constatacion y docencia.

Otros nombres que se les da a las instalaciones para la investigacion con
organismos vivos en condiciones de confinamiento controlado es Unidad de
Experimentaciéon Animal, Animalario, Unidad de Modelos Bioldgicos, Laboratorios

de Experimentacion Animal. @



.- ALTERNATIVAS O MEJORAS PARA EL CUIDADO ETICO DE
ANIMALES DE LABORATORIO.

2.1 Etologia.

La etologia del griego Ethos costumbre y logos estudio. Es una subdisciplina de la
psicobiologia que aborda el estudio de la conducta espontanea de los animales en
su medio natural. La etologia considera que la conducta es un conjunto de rasgos
fenotipicos y esta influenciada por factores genéticos. En resumen, la etologia
pretende describir la conducta natural, explicar como se produce, que funcién
adaptativa cumple, su filogenia o evolucion.

La etologia es una disciplina relativamente nueva dentro de la ciencia animal,
Konrad Lorenz, generalmente considerado como el fundador de la etologia,
descubrié el “imprinting” (impresién) como concepto basico, de un animal
aprendiendo quien es su madre y a que especie pertenece.

Los animales como las personas son sociables. Ellos interactian, se comunican,
desarrollan relaciones amistosas 0 apegos, unos son dominantes y otros son
subordinados o sometidos, tienen alguna necesidad de privacidad o “territorio”, y

son afectados por las “interrelaciones sociales”. )

Hoy en dia, los cientificos reconocen las contribuciones tanto de los enfoques
conductistas como de los etolégicos para entender el comportamiento. Los cerebros
de las aves y de los mamiferos estan construidos con el mismo disefio basico: todos
tienen tronco, sistema limbico, cerebelo y corteza cerebral; esta Ultima es la porcion
del cerebro que se utiliza para el pensamiento y la solucién flexible de problemas.

La mayor diferencia entre el cerebro humano y los de animales es el tamafio y la
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complejidad de la corteza; los primates tienen una corteza mas grande y compleja
que los perros o cerdos y estos a su vez mayor que la de las ratas. Todos los
animales poseen patrones motores innatos y propios de cada especie, que
interactlan con la experiencia y el aprendizaje para formar la conducta. Segun el
grado de desarrollo de la especie animal y su evolucién cerebral, sera el tipo de
patrones de conducta que dominen su comportamiento. Un principio etoldgico
basico establece que los animales con cerebros grandes y complejos, los patrones
dominantes son los derivados de la experiencia y el aprendizaje. ®

2.1.1 Etologia en ratones.

La gran adaptabilidad del ratén a todo tipo de ambientes y situaciones ha atraido la
atencion de los et6logos, quienes consideran a esta especie como la més adaptable
de todos los mamiferos, con excepcion del hombre, en particular en términos
reproductivos.

Los ratones son animales de actividad nocturna y por lo tanto su vista estd muy
poco desarrollada; son practicamente incapaces de percibir color y sensibles a altas
intensidades de luz. Los animales albinos, sufren degradacion de retina cuando se
exponen a una intensidad de luz superior a 60 Lux.

Los sentidos mas importantes para los ratones son el olfato y el tacto. En la orina
del macho, y en menor grado de la hembra, existen compuestos odoriferos que
sirven para marcar el territorio y regular la actividad sexual y social del grupo. Los
ratones usan sus bigotes para percibir objetos y el movimiento del aire.

El oido de los ratones también esta muy desarrollado, especialmente para

frecuencias altas (ultrasonidos) que los humanos no podemos percibir. Por ejemplo,



los roedores pueden oir sonidos de frecuencia tan altas como 70-80 kilohertz,
aunque son insensibles a frecuencias de menos de 500 hertz. ©)

Los ratones son animales timidos pero sociales. El contacto con otros de su especie
es importante, porque un raton alojado solo puede estresarse y ser mas agresivo.
Aungue los ratones silvestres son nocturnos, los ratones de laboratorio tienen
periodos activos tanto de dia como de noche.

Las categorias de comportamientos comunes de los ratones incluyen:

(1) comportamientos de mantenimiento (acicalarse, comer, beber, anidar);

(2) conductas investigativas / exploratorias (escalar, cavar, masticar, olfatear);

(3) interacciones sociales (acurrucarse juntos, acicalarse entre si, olor / marcacion
territorial, agresioén, defensa, comportamiento sexual).

Los ratones pasan una gran cantidad de tiempo manipulando su material de cama,
y si el material lo permite, construirdn tineles y nidos. Proporcionar materiales de
anidacion apropiados a los ratones es importante, ya que el comportamiento de
anidacion es muy pronunciado en hembras gestantes. ©)

Es importante mencionar que los animales pueden presentar dolor asi que se tiene
que tener en cuenta los signos de dolor en los animales, en el Cuadro 1 se indican

las caracteristicas conductuales vy fisiol6gicas de los ratones cuando tienen dolor.



Cuadro 1.

SIGNOS DE DOLOR O MALESTAR EN RATONES.

Comportamiento General

Apariencia

Fisiologicos

Reduce actividad.

Falta de acicalamiento.

Suerio

Reduce apetito. Pilo ereccion. interrumpido.
Reduce ingesta de agua. Abdomen hundido. Hipotermia.
Guarda las extremidades. Postura encorvada. Respiracion
Automutilacion. Secrecién  porfirinica superficial y
Incrementa la agresividad nivel nasal. rapida.

y las vocalizaciones. Parpados parcialmente Puede  emitir
Aversion a la cerrados. algin  sonido
manipulacion. Pupilas dilatadas. durante la
Se aisla del grupo. Animal en decubito expiracion.
Incrementa el movimiento lateral.

de las vibrisas.

Tabla editada de la Comisién Nacional de Investigacion Cientifica y

Tecnoldgica (CONICYT).

A continuacion, en la Figura 1, se muestra una evaluacion del dolor en ratones,

donde se perciben los gestos faciales.



N la mejilla.

Figura 1. Evaluacion del dolor en raton.

Modificada de Nature Methods ®



2.1.2 Etologia en ratas.

A pesar del temor que las ratas inducen en las personas, son animales tranquilos,
inteligentes y faciles de manejar. Raramente muerden a menos que se les moleste
0 que se manejen inadecuadamente. ©

Las ratas pueden alojarse individualmente o en grupos. En general, las ratas
machos son menos propensos a pelearse cuando estan alojados juntos 9; pero
las hembras con camadas pueden no tolerar la compafiia de otras hembras. La
mayoria de las cepas son ddciles, curiosas y se adaptan facilmente a diversos
entornos. El comportamiento docil puede ser notable cuando el manejo de las ratas
es frecuente y suave.

Las ratas son nocturnas, durmiendo la mayor parte del dia. Les gusta excavar y
aunque hay cierta variabilidad entre las cepas, las hembras pueden construir nidos
si las crias estan presentes y se les provee de material de anidamiento. Las crias
emiten vocalizaciones de alta frecuencia (22-80 kHz). Los adultos vocalizan
rutinariamente bajo una variedad de circunstancias; casi todos estos sonidos estan

mas alla del alcance del oido humano. ©

En el Cuadro 2 se muestran los signos de dolor o malestar que se pueden observar

en las ratas.
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SIGNOS DE DOLOR O MALESTAR EN RATAS.

Cuadro 2.

Comportamiento General

Apariencia

Fisiologicos

Reduce actividad.
Reduce apetito.

Reduce ingesta de agua.
Guarda las extremidades.
Automutilacion.

Aumenta la agresividad.
Incrementan las vocaliza-
ciones.

Aversion a la manipulacion.

Se aisla del grupo.

e Animal en

e Falta de acicalamiento.
e Pilo ereccion.

e Abdomen hundido.

e Postura encorvada.

e Secrecion porfirinica a

nivel nasal.

e Parpados parcialmente

cerrados.

e Pupilas dilatadas.

decubito
lateral.

Suefio
interrumpido.
Hipotermia.
Respiracion
superficial y
rapida, puede
emitir  algun
sonido durante

la expiracion.

Tabla editada de

Tecnolégica (CONICYT).

indicativos de dolor en la rata.

la Comisién

Nacional de

secrecion fluye hacia abajo del conducto nasolagrimal. 10

11

Investigacion Cientifica vy

El dolor agudo hace que la glandula de Harder, una glandula lagrimal modificada,
produzca una secrecion roja que normalmente lubrica el ojo. Cuando la rata esta
estresada, esta secrecion se desborda en la cara, produciendo un anillo rojo
alrededor del ojo, que es caracteristico del estrés; esto se conoce como

cromodacriorrea. La tincién roja también puede aparecer en la nariz, ya que la

En la Figura 2, se muestra una evaluacion del dolor, donde se ilustra los gestos




Figura 2. Evaluacion del dolor en la rata.

Modificada de Nature Methods ®
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2.1.3 Etologia en conejos.

Se ha descubierto que los conejos silvestres y domésticos son muy similares en su
comportamiento. Es esencial tener esto en cuenta al cuidar y manipular conejos.
En general los conejos son timidos, pero no son agresivos. Algunos animales
mostraran una conducta defensiva, tipicamente caracterizada, que es golpeando el
piso de la jaula con las patas traseras, mordiendo y aventandose hacia el frente de
la jaula cuando se abre. 12

Los conejos a menudo pasan la tarde y primeras horas de la mafiana buscando
comida ®3); pero los conejos alojados en laboratorio demuestran un comportamiento
diurno. 12 Es importante tener en cuenta la biologia de los conejos al disefiar
protocolos de alojamiento y cuidados, ya que los conejos domésticos conservan
muchas conductas de tipo salvaje. )

Los comportamientos mas comunes de los conejos alojados individualmente son:
estar alerta, dormir, acostarse, comer y estan inactivos la mayoria del tiempo; a
comparacioén con los conejos alojados en pares tienen mayor actividad. 12 Los
conejos sexualmente maduros son territoriales y generalmente pelearan si estan
juntos. Por el contrario, si las hembras inmaduras son alojadas juntas a los 3 meses
de edad o menos, a menudo establecen grupos estables a largo plazo. ©)

Aunque no son particularmente vocales, se comunican entre si a través de sefales
de olor, tocandose y golpeando sus patas traseras en el suelo para advertir de
peligro. 3 Tienden a ser curiosos, pero se asustan facilmente.

Cuando el conejo esta asustado o adolorido, pueden emitir un grito agudo o una

exhibicion en forma de pisar fuerte, grufiir, o bufar. Al igual que con otras especies
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presa, los conejos se quedan quietos cuando estan asustados o estresados y rara
vez puede mostrar signos evidentes de dolor. ©

En el Cuadro 3, se muestran los signos de dolor en conejos.
Cuadro 3.

SIGNOS DE DOLOR O MALESTAR EN CONEJOS.

Comportamiento General Apariencia Fisiologicos

Puede no mostrar | e Salivacion.

e Se esconde o evade el

contacto. grandes  cambios, | e Respiracion
¢ Chillidos o gritos. pero hay caida de superficial y
e Agresividad. pelo. rapida.
e Rasguia.
e Muerde.

e Apetito disminuido.

e Inmovilidad ténica.

Tabla editada de la Comisién Nacional de Investigacion Cientifica y

Tecnolégica (CONICYT). ™

En la Figura 3, se muestra una evaluacion del dolor en el conejo, donde se perciben

los gestos faciales.
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Figura 3. Evaluacion del dolor en conejo.

Modificada de Nature Methods ®
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2.2 Bioética:

La ética es una rama de la filosofia que se dedica a la reflexion critica y racional de
los principios que guian nuestras decisiones y comportamientos, buscando los
fundamentos de los juicios morales. Aspira a ser racional y objetiva, a la vez que ha
de proporcionar conocimientos sistematicos, metddicos, y hasta donde sea posible
verificables. (4

La ética de los deberes dice que: “Los animales no sélo tienen valor instrumental
sino un valor en si mismos”, es decir no son simple “material biolégico”, sino seres
vivientes y sintientes, por lo que nos debemos referir a ellos, como: “sujetos
experimentales o sujetos de estudio”. 5

El término “bioética” se compone de los vocablos “bios” y “ethiké”. El primero se
refiere a la vida, y el segundo deriva de éthos, que significa costumbres, caracter y
refugio, 1®) es decir, como el estudio sistematico de la conducta humana en el area
de las ciencias de la vida y la salud, a la luz de los principios de la ética incluyendo
la consideracion del entorno ecoldgico, demogréfico y ambiental. @ Tiene un papel
insustituible porque su tarea consiste en preservar y promover la vida de las
generaciones presentes, futuras y de la naturaleza con sentido de la justicia, en
cuidar de los seres vulnerables y en asumir la responsabilidad por las
consecuencias que las decisiones econOmicas, avances cientificos y técnicos
tienen para ellos, e incluso los impactos no deseados 9 ; trata los conflictos morales
planteados por las ciencias de la vida, es un puente entre la biologia y la moral, la
ciencia y el humanismo, en busca de resolver la necesidad de rescatar los valores,

principios morales y preservar el entorno para enfrentar las amenazas que se
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ciernen sobre la supervivencia del hombre y la naturaleza, estudiando los dilemas
humanos frente a las ciencias de la vida y los temas de estudio que se orientan
inicialmente hacia los problemas individuales de la cotidianidad humana. *®) En el
abordaje de la relacion entre humanos y animales, constituye un pilar importante en
la formacién integral de los profesionales en salud animal, por lo que resulta
imprescindible propagar la idea de que independientemente del fin que se persiga
con la crianza animal, ya sea de compaifiia (afectivo), experimental o productivo, los
animales también son seres vivos y tienen derecho a ser tratados con respeto, por
lo que es necesario establecer condiciones adecuadas de bienestar durante su uso,
manejo y muerte. (19

La bioética emplea corrientes del pensamiento como el Utilitarismo, la Deontologia
(deber) y el Principialismo, la obligacién de no causar dafio, la practica de la equidad
y la justicia retributiva. ®°)

Paul W. Taylor fue un fildsofo conocido por su trabajo en el campo de la ética
ambiental, €l propone un conjunto de principios de prioridad, cada principio
representa un grupo de consideraciones moralmente relevantes que pueden servir
como guias basicas para tomar decisiones sobre qué deberes pesan mas que otros.
Hay cinco principios los cuales son:

1.-Principio de autodefensa: establece que es permisible que uno se proteja contra
organismos peligrosos o dafiinos que amenazan la vida y la salud bésica de una
persona, mediante la destruccion de ellos. La justificacion de la autodefensa
depende de tratar de evitar situaciones de conflicto y utilizar el método menos

dafiino para defendernos. Implica un dafio vital a otro.
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2.- Principio de proporcionalidad: establece que se debe dar mayor importancia a
los intereses basicos que a los no basicos, sin importar de que especie se trate.

3.- Principio de minimo dafio: debemos lograr nuestros objetivos de la manera que
menos dafio produzca mediante la busqueda de nuestros intereses de una manera
gue minimice el grado de dafio o dolor causados a otros organismos.

4.- Principio de justicia distributiva: cubre conflictos entre intereses basicos de todos
los involucrados o afectados.

5.- Principio de justicia restitutiva: cuando se ha dafiado a los organismos, se

requiere compensarlos por el dafio causado. (?%-21)

Por ende, el animal de laboratorio tiene que ser respetado como ser vivo, entender
que tiene necesidades y sufre dolor; por ética y en consciencia es obligacion del
personal que lo mantiene y utiliza, asegurar su bienestar y disminuir su sufrimiento

mientras viva.

2.3 Las tres erres de Russell y Burch:

En 1957, en Inglaterra, durante el Simposio sobre Técnicas Humanitarias en el
Laboratorio convocado por la Federacion de Universidades para el Bienestar Animal
se acufio el concepto de las tres erres (3 “R”s): reemplazo, reduccion y refinamiento.
Posteriormente en 1959, los autores del concepto; William Russel y Rex L. Burch
publicaron el libro “Los Principios de la Técnica Experimental Humanitaria”
(reimpreso en 1992) en donde se definid con precision cada uno de los principios.

Las tres erres (3R’s) se refieren a reemplazar los animales de experimentacion por

métodos o modelos que no impliquen su uso, reducir su nimero siempre que sea
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posible y cuando sea necesario utilizarlos, por ultimo, se refiere a refinar las técnicas
para aminorar su sufrimiento.

Los principios de las tres erres prevalecen en nuestros dias como referente ético en
la experimentacion con animales de laboratorio.

Hoy en dia, las 3R"s son vistas como un marco para la realizacion de estudios
cientificos de alta calidad en los sectores académicos e industriales con mayor
énfasis en el desarrollo de enfoques alternativos que eviten el uso de animales.

La necesidad de mejorar el disefio y los procedimientos de la investigacion con
animales esta tomando impulso en la comunidad cientifica sobre todo el minimizar

el uso de los animales y mejorar su bienestar. 22

1. Reemplazo: eventualmente, este es el objetivo deseado para los métodos
cientificos en los cuales los experimentos con animales son reemplazados
efectivamente por métodos libres de animales. Por ejemplo, modelos
informaticos, modelos in silico. @3

El reemplazo puede dividirse en dos categorias principales, reemplazo absoluto y
relativo.

Ventajas del reemplazo:

e reduce los tiempos,

e disminuye costos.

2. Reduccién: se refiere a disminuir el nimero de animales utilizados (al
minimo con el que se pueda obtener una significancia estadistica (n=) en los

resultados), asi como reducir las situaciones que les causen estrés y dolor,

19



antes, durante y después del procedimiento. ?9 Las ventajas al reducir el
namero de animales permite optimizar la misma cantidad de informacion.

3. Refinamiento: consiste en depurar los protocolos en todos los estudios que
se realicen en animales, desde el alojamiento y crianza, hasta los
procedimientos cientificos realizados en ellos. Por ejemplo, el uso adecuado
de anestésicos y analgésicos para minimizar el dolor; capacitacion del
personal, entrenar y socializar a los animales para que el manejo sea mas
sencillo durante los procedimientos de toma de muestras y asi disminuir el

estrés o cualquier otra forma de dafio al bienestar del animal. 2223

Antes de implementar un experimento, el investigador principal del estudio junto con
el veterinario debe revisar los objetivos del ensayo y determinar si su intervencién
altera el objeto principal del estudio. En un contexto ideal, el disefio experimental
debe contar con un protocolo de refinamiento el cual garantice disminuir cualquier
estado de sufrimiento en los animales. ?¥ Es importante conocer métodos para

detectar dolor, saber determinar el punto final y aplicar eutanasia. ?

Para mayor informacién sobre métodos alternativos a la experimentacion animal,

revisar la base de datos en el anexo.

2.4 Enriguecimiento ambiental.

El enriquecimiento tiene como objetivo mejorar el bienestar psicologico y fisico de
los animales en cautiverio proporcionandoles estimulos ambientales que ayudan a

satisfacer sus necesidades conductuales y psicolégicas.
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En vida silvestre, los animales estan expuestos a una gran variedad de estimulos
sensoriales los cuales cambian constantemente. En cautiverio, tales estimulos son
limitados o inexistentes. A través del enriquecimiento ambiental, podemos
proveerles alternativas que les permiten expresar algunos de sus comportamientos
naturales necesarios.
El enriquecimiento ambiental es una técnica para mejorar el entorno y como
consecuencia la vida del animal cautivo, permitiéndole tener un mayor control sobre
Su ambiente y experimentar situaciones novedosas, maximizando beneficios y
minimizando riesgos, aproximandose estrechamente a los comportamientos propios
de su especie en vida libre. El enriquecimiento tiene que ver con el disefio de los
recintos, juguetes, accesorios, presentacion y tipos de comida, formacion de grupos
sociales y cualquier otro factor que pueda influenciar la percepcion del animal
cautivo respecto a su ambiente 9y de esta forma atenuar los efectos negativos del
cautiverio, el aislamiento o las intervenciones invasivas.
Enriquecer la vida de los animales en cautiverio es importante tanto para su
bienestar fisico como mental. Se ha visto que este enriquecimiento:

1) Eleva la calidad de vida del animal residente.

2) Ayuda en disminuir el estrés, la agresividad, el aburrimiento y los

comportamientos estereotipicos.
3) Sirve para promover ciertos comportamientos especificos naturales de la
especie.
4) Le permite al animal enfrentar desafios de mejor manera.
5) Facilita el trabajo de los cuidadores.

6) Puede incrementar el éxito de reproduccion.
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7) Si se ejecuta correctamente, también sirve como herramienta de educacion
sobre la conservacion y el bienestar animal.
8) Ayuda a preparar, mental y fisicamente a los animales que seran utilizados

en la experimentacion. (6

2.4.1 Tipos de enriqguecimiento ambiental.

El enriquecimiento ambiental debe comprender un buen disefio y un programa

evaluado que beneficie a los animales y a los resultados experimentales. Los tipos

de enriquecimiento ambiental generalmente se clasifican en enriquecimiento social

y fisico. @7

Enriquecimiento social: incluye el contacto con sus congéneres (especies
gregarias deben alojarse en grupos o en parejas) o sin contacto (visual, auditiva,
olfativa) con otros individuos; la socializacion entre los animales puede ser de la
misma especie (intraespecificas) y/o las que se establecen con individuos de
otras especies (interespecificas), incluidos los humanos. ¢

La experiencia social temprana apropiada puede ser esencial para el desarrollo
de un repertorio conductual normal; por lo tanto, las condiciones en las
instalaciones de crianza juegan un papel importante en la determinacion de la
aptitud posterior de los animales como sujetos experimentales o futuros
reproductores. (28

Enriguecimiento fisico: incluye alojamientos, la provision de una cantidad
adecuada de espacio, materiales para manipular, estimulos sensoriales y una

dieta variada. Para prevenir o reducir las conductas inducidas por el estrés, se
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debe otorgar a los animales cierto grado de control sobre su entorno,
fomentando el ejercicio fisico apropiado a su especie, la busqueda de alimento

y actividades cognitivas. %)

2.4.2 Enriquecimiento ambiental en ratones.

En ratones el enriquecimiento social es importante, ya que son animales gregarios,
los animales alojados juntos deberian ser comparieros de camada, pero este arreglo
podria no ser posible en la mayoria de los casos debido al tamafio del grupo y
posible sesgo en el estudio. ?? El contacto social puede consistir en cualquier
variedad de interacciones entre los animales desde solo contacto visual o
comunicacion auditiva. Otros tipos de enriquecimiento tienen como objetivo
estimular otros sentidos que no sean el tacto o el gusto, pero se han usado con
menos frecuencia.

Los ejemplos incluyen la provision de musica o ruido blanco y el uso de estimulos
olfativos como la vainilla. @9

Para el enriquecimiento fisico se les puede proporcionar ruedas para correr, refugios
de escondite como tubos de cartén y PVC, de forma y tamafios distintos como se
muestra en la Figura 4, pueden estar enterrados o sobre la superficie y de colores
oscuros; materiales de anidacion, este debe ser un material blando y absorbente
que puedan triturar y manipular al gusto como viruta de papel o madera, rollos de
algodén o papel de seda; este enriguecimiento es importante para los ratones
porque les permite crear microambientes apropiados para descansar y

reproducirse. ?7)
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Figura 4. Enriquecimiento ambiental en ratones. 9

www.nc3rs.org.uk

2.4.3 Enriquecimiento ambiental en ratas.

El enriquecimiento social con contacto causa un aumento del estado de alerta y del
comportamiento exploratorio, proporciona distraccién, ocupacion y probablemente
también desarrolla algunos sentimientos de seguridad en grupos estables. ¢") El
contacto con humanos (por ejemplo, manejo, entrenamiento y socializacion)
generalmente beneficia tanto a los animales como a los resultados de los
experimentos porque permite la interaccion positiva entre el animal y los cuidadores,
alumnos e investigadores. ?7)

El enriquecimiento fisico consiste en proporcionar cajas que sirvan como refugios

para descansar, realizar ejercicios de escalada; material para roer, ver Figura 5 (por
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ejemplo, bloques de madera blanda, pellets duros, tubos de cartén) para evitar el
crecimiento excesivo de los dientes y evitar la masticacion estereotipica de barras.
Las ruedas para correr, cuerdas, cordones y las cadenas para escalar también

pueden ser beneficiosos para los roedores. GV

- "

Figura 5. Enriquecimiento ambiental en ratas. ©2

www.nc3rs.org.uk

2.4.4 Enriquecimiento ambiental en conejos.

Para proporcionar un enriquecimiento social adecuado, se les debe de dar espacio
suficiente para permitir la vivienda grupal, hacer ejercicio y permitir el
enriquecimiento esencial de modo que los animales puedan realizar una amplia

gama de comportamientos normales.
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La vivienda puede ser en grupos estables y compatibles que sean establecidos con
animales inmaduros de la misma edad y sexo, tan pronto como sea posible después
del destete.

Los conejos machos enteros deben separarse de los otros machos en la madurez
sexual (12 a 14 semanas) y alojarse individualmente con contacto visual y olfativo
con otros conejos.

Para un enriquecimiento social sin contacto se puede tomar conejos macho alojados
individualmente fuera de la jaula y dejarlos correr en un corral con diferentes objetos;
esto puede ser un enriquecimiento, ya que se les da un cambio de ambiente, olores
de otros conejos machos que estimulan el marcado de olores y la oportunidad de
moverse en un area mas grande, que puede ayudar a reducir la obesidad. Colocar
barreras visuales permiten que los animales inicien o eviten el contacto social. 3
El enriguecimiento fisico adecuado incluye paja, heno, palitos de madera para
masticar, cajas de carton, colocacién de areas elevadas que les permita escalar y
explorar su alrededor, ruido de fondo, sustituir madrigueras por cajas de plastico,
secciones de tuberia de PVC de tamafio adecuado como se ve en la Figura 6; para
permitir que los animales se alejen de situaciones que les provoque miedo. (3334
Para roer hay juguetes masticables como aros, pesas de plastico, bloques de
madera; dar juguetes con cascabeles y campanas son ideales para ellos ya que les
encanta hacer ruido arrojandolos al aire. Proporcionar bastante sustrato como viruta

puede estimular la excavacion de taneles y madrigueras. 34
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Figura 6. Enriquecimiento ambiental en conejos. ¢

www.nc3rs.org.uk

2.5 Bienestar animal.

La Organizacién Mundial de Sanidad Animal (OIE) define el bienestar animal como:
“Estado dinamico de un individuo en relacién con los mecanismos biolégicos que
utiliza para adaptarse positiva y exitosamente ante los cambios del ambiente,
involucrando salud, confort y el estado emocional del mismo”. Dichas necesidades
conductuales, ambientales y alimentarias estaran influenciadas por variables como
la raza, edad, sexo y fin zootécnico. 9

Por otra parte, las respuestas de un individuo al entorno estaran determinadas por
las caracteristicas anatémicas, fisiologicas y de comportamiento resultado de la
evolucion de su especie y por el aprendizaje a lo largo de su vida (adaptacion).

Existen indicadores del bienestar clasificados en tres grupos.
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a. Conductuales: son una variedad de comportamientos normales, presentes o
suprimidos; asi como, la presencia y el grado de conductas de aversion.

b. De salud: principalmente las que se veran reflejadas en el estado inmunoldgico,
la prevalencia de enfermedades y/o de lesiones, la condicién corporal y la tasa de
crecimiento.

c. Fisiologicos: como la frecuencia cardiaca, temperatura corporal, niveles de
hormonas relacionadas con el estrés (glucocorticoides: cortisol y corticosterona); y
sus metabolitos. 19

Las dimensiones del bienestar animal se incluyen en las “cinco libertades” o
provisiones para los animales, emitidas por el Consejo del Bienestar Animal en
Granjas del Reino Unido (FAWC).

1. Libres de hambre, sed y desnutricién: acceso al agua limpia y a una dieta
capaz de mantener sus requerimientos nutricionales.

2. Libres de malestar: disponer de un alojamiento limpio, de un ambiente que
incluya &reas de descanso cOmodas, con dimensiones que les permitan
desplazarse, libres de frio, calor, incomodidad e inmovilidad.

3. Libres de dolor y enfermedad: atendidos en sus padecimientos y
enfermedades. Tener protocolos de analgesia, anestesia y bioseguridad en la
unidad de produccion.

4. Libres de expresar su comportamiento normal: disponer de espacio,
infraestructura, compafia de animales, de acuerdo con las necesidades de su
especie y proveer enriguecimiento ambiental.

5. Libres de miedo y angustia: deben contar con condiciones 6ptimas a fin de

evitarles sufrimiento, aislamiento, golpes, heridas. (1920
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Estas dimensiones se pueden llevar a cabo proporcionando dentro del bioterio un

adecuado plan de enriquecimiento ambiental.

l1l.- NORMATIVIDAD NACIONAL ACERCA DEL USO Y CUIDADO EN

RATONES, RATAS Y CONEJOS.

En México, la Secretaria de Agricultura, Ganaderia, Desarrollo Rural, Pesca y
Alimentacion (SAGARPA), publico en el Diario Oficial del Gobierno Mexicano el 28
de junio de 2001 la Norma Oficial Mexicana NOM-062-ZO0-1999: “Especificaciones
técnicas para la Produccion, Cuidado y Uso de los Animales de Laboratorio”. Con
la publicacion de esta norma se les proporciona a los investigadores mexicanos una
importante ayuda para el buen éxito de su actividad cientifica. Esta norma esta
basada de la Guia Canadiense; en Canada existe el Canadian Council on Animal
Care (CCAC) es una organizacion nacional responsable de establecer y mantener
estandares para el uso ético y el cuidado de los animales en la ciencia.

En México, existe el reglamento de la Ley General de Salud en materia de
investigacion para la salud; se da una breve mencion al uso de animales en
investigacion en el titulo 7°, articulos 121 al 126.

La constitucidn de la Ciudad de México (En vigor el 17 septiembre de 2018), Articulo
13. Ciudad habitable, hace mencion sobre la proteccion de los animales: Esta
constitucion reconoce a los animales como seres sintientes y por lo tanto, deben

recibir trato digno. En la ciudad de México toda persona tiene un deber ético y
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obligacion juridica de respetar la vida y la integridad de los animales; estos por su
naturaleza son sujetos de consideracion moral.

Dentro del marco legal en México para la experimentacion con animales, esta la Ley
de proteccion a los animales de la Ciudad de México (Reformado G.O. CDMX 27
de junio de 2017); Capitulo VII, Articulo 47 menciona que los experimentos que se
lleven a cabo con los animales, se realizaran apegados a las NOM cuando estén
plenamente justificados ante los comités institucionales de bioética.

Existen otras normas oficiales mexicanas que son de importancia conocer como la
NOM-051-Z00-1995 “Trato humanitario en la movilizacién de animales”, la NOM-
033-SAG/Z0O0-2014 “Métodos para dar muerte a los animales domésticos y
silvestres”.

Existen asociaciones las cuales se encargan de la difusion acerca del cuidado de
animales de laboratorio como la Asociacién Mexicana de la Ciencia de los Animales
de Laboratorio (AMCAL), la cual se encarga de publicar informacion actualizada con
platicas, talleres practicos, apoyando a profesionistas a obtener la certificacion
internacional por parte de American Association for Laboratory Animal Science
(AALAS), apoyandose de la Guia para el cuidado y uso de los animales de
laboratorio la cual proporciona informacion béasica sobre el manejo de animales
(tamafio de jaula, macroambiente y microambiente, alimento, cama, agua, entre
otros), el cuidado que debe tener el veterinario hacia ellos (monitoreo de salud,
procedimientos de la cuarentena, anestesia, eutanasia, entre otros), las
instalaciones fisicas (disefio del bioterio, pisos, paredes, techos, almacenamiento

entre otros).
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La Comision Europea es una de las siete instituciones de la Unién Europea. Muestra
el poder ejecutivo y la iniciativa legislativa. En su marco legislativo sobre la
experimentacion animal, tiene la Directiva 86/609/CEE relativa a la aproximacion de
las disposiciones legales, reglamentarias y administrativas de los Estados Miembros
respecto a la proteccion de los animales utilizados para experimentacién y otros
fines cientificos; en el afio 2010 se formo una nueva Directiva 2010/63/EU relativa
a la proteccion de los animales utilizados para fines cientificos; estos dos decretos
establecen las normas basicas aplicables para la protecciéon de los animales
utilizados en experimentacion y otros fines cientificos, incluyendo la docencia.

En todo el mundo existen distintas asociaciones, federaciones, colegios, comités, y
consejos, enfocados a proporcionar informacién acerca del uso y cuidado de los
animales de experimentacion; si usted esta interesado en conocer mas sobre otras

asociaciones puede consultar el anexo.

IV.- COMITES ENCARGADOS DEL CORRECTO USO DE ANIMALES

DE LABORATORIO.

A nivel mundial ha sido una preocupacion creciente el aplicar las tres erres, pero
sobre todo reducir al maximo el uso de animales de laboratorio; en la necesidad de
trabajar con animales en la investigacion, se debe conocer que se les tiene que dar
una proteccion fisica, emocional y evitar el maximo cualquier tipo de dolor y
sufrimiento, por lo que se han elaborado leyes y normas (de cumplimiento

obligatorio), asi como instancias que vigilen su cumplimiento. Dichas instancias
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funcionan como comités que supervisan el trato ético de los animales. En México

se les conoce como:

e Comité Interno para el Cuidado y Uso de Animales de Laboratorio (CICUAL),

e Comité Institucional para el Cuidado y Uso de los Animales de Experimentacién
(CICUAE),

e Comité Interno para el Cuidado y Uso de los Animales para Experimentacion y
Ensefianza (CICUAEE),

e Comité de Investigacion en Animales (CINVA),

e Comité de Etica en Investigacion, Docencia y Bienestar Animal (CEIDBA).

La norma NOM-062-Z00-1999 marca que debe existir un Comité Interno para el
Cuidado y Uso de los Animales de Laboratorio (CICUAL), cuya funcion es la de
asegurar la existencia de un mecanismo institucional encargado de revisar que el
cuidado y uso de los animales de laboratorio con propésitos de investigacion,
pruebas y/o ensefianza, sea de manera apropiada y humanitaria.

Un comité estard formado por investigadores, médicos veterinarios, médicos
cirujanos, bidlogos y el jefe de la unidad de produccién de animales de laboratorio.
En la Facultad de Quimica existe el Plan Institucional para el Cuidado y Uso de los
Animales de Laboratorio, en lo sucesivo PICUAL, define las lineas de autoridad,
responsabilidad y cumplimiento de las leyes, reglamentos y normas aplicables
vigentes en el pais, aplicables para el mantenimiento, reproduccién y utilizaciéon de
animales con fines de investigacion cientifica; asi como la implementaciéon de

procedimientos de evaluacion, cuidados meédicos veterinarios apropiados,
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programas de salud ocupacionales, practicas aceptables de crianza animal y
mantenimiento adecuado de las instalaciones que alojan animales. ©® Para mas

informacion consultar las disposiciones generales del PICUAL.

V.- REQUISITOS MINIMOS PARA EL CUIDADO DE ANIMALES DE

LABORATORIO.

Es indispensable que los espacios arquitectdénicos sean construidos y disefiados
con el proposito para la producciéon, mantenimiento, investigacion y ensefianza de
las especies que se alojaran en dicho bioterio. El ambiente en el cual se mantienen
los animales sera el apropiado para cada especie, permitiendo que tengan cubiertas
sus necesidades fisiologicas, mentales y con ello poder vivir con un nivel de
bienestar aceptable, disminuyendo conductas inducidas por estres.

El ambiente de los animales de laboratorio esta constituido por el microambiente y

el macroambiente, ver Figura 7.
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Figura 7. Factores ambientales. Rodriguez S. 2017.

El macroambiente o encierro secundario esta constituido por la habitacion:

Espacio (cm?), iluminacion, temperatura, ventilacion y humedad relativa, ausencia

de ruido y polvo, entre otros.

El microambiente constituye el encierro primario del animal, determinado por el

habitat o jaula y todo lo que en él se incorpora, como: lecho; agua; alimento, nimero

de animales y objetos de enriquecimiento.

Sus componentes deben satisfacer las necesidades fisiologicas, de conducta y las
interacciones sociales entre individuos de la misma especie, asi como el

establecimiento de jerarquias dentro del encierro. G7)
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Es importante recalcar que actualmente existen animales con controles
microbiol6gicos muy estrictos (gnotobioticos), creando la necesidad de formar
microclimas con areas estériles, lo que ocasiona utilizar equipos con tecnologia
disefiada para lo mismo.

Para mas informacion sobre los requerimientos para el cuidado de animales de
laboratorio, puede revisar anexos para consultar paginas de internet de distintas
asociaciones, lugares de venta de alimento, venta de equipos y venta de animales
de laboratorio.

Es muy importante recordar que a cualquier persona que haga uso de animales de
laboratorio debe considerar que debe de administrar correctamente sus pedidos, ya
gue, para entregar un grupo de ratas o ratones, se debe de hacer una solicitud

previa con 12 a 14 semanas de anticipacion, para garantizar la entrega de animales.

VI. MODELOS ANIMALES Y CARACTERISTICAS DE LAS

ESPECIES.

Muchos investigadores consideran al ratobn como un modelo animal casi perfecto
porque ademas de su corto tiempo generacional, alta capacidad reproductiva, son
animales de los que se tiene mas informacion acumulada a través de los estudios
genéticos, fisioldgicos, anatomicos, etc. ) En la Figura 8 se muestran los modelos

animales que mas se utilizan en investigacion.
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Modelos animales

m Raton

3° Lugar

= Rata 1° Lugar
m Conejo

m Otras especies

Figura 8. Modelos animales mas utilizados. ¢

Dentro de los modelos de experimentacion sin duda, el raton es el mas conocido y
utilizado en la mayor parte de las practicas de biologia y medicina, es en general el
modelo elegido para conocer la reaccion de un organismo mamifero frente a una
agresion, una intoxicacion o una infeccion experimental (parasitaria, bacteriana o
virica); reacciones o trastornos inmunolégicos, oncologia, teratologia y embriologia.
37

No existe una especie que cumpla con todos los requisitos para ser fiel
representante en la investigacion biomédica, por lo tanto, siempre se estan
buscando especies que sean afines a los intereses de los investigadores y para un

beneficio de la humanidad.
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6.1 Raton (Mus musculus).

Varias décadas de crianza en ratones, han proporcionado una amplia gama de
variantes genéticas que estan bien caracterizadas anatdmica vy fisiol6gicamente;
como resultado, el ratén es el animal de investigacion mas utilizado como modelo
animal. Su alta fecundidad (potencial reproductivo), gestacién corta y corta vida, los
hace ser modelos animales utiles para estudios de teratologia, genética y
gerontologia. La disponibilidad de ratones que son susceptible a virus especificos y
al desarrollo de tumores, los hacen utiles en temas de oncologia y virologia.

Los estudios de histocompatibilidad tisular son posibles debido a la disponibilidad
de cepas endogamicas bien caracterizadas de ratones. Esta ha mejorado
enormemente la investigacion relacionada con el trasplante de érganos. (3

Los ratones también son utilizados en estudios de diabetes, enfermedad renal,
comportamiento, giardiasis, obesidad y una variedad de enfermedades

autoinmunes. 3

Taxonomia:
Clase: Mamifera
Orden: Rodentia
Familia: Muridae
Género: Mus

Especie: Mus musculus

37



6.1.1 Anatomia:

Los ratones tienen varias caracteristicas que los distinguen de la mayoria de otras
especies, por ejemplo, son muy susceptibles a la deshidratacién y la hipotermia,
también por su rapido metabolismo tienen una gran demanda de oxigeno y de
energia, ocasionando hipoglucemia e hipoxia. (8

TERMORREGULACION.

Para refrescarse utilizan la vasoconstriccion periférica de las extremidades como la
cola y las orejas, esto contribuye a desviar el calor a otras partes mas importantes
del cuerpo. También utilizan para refrescarse la evaporacion de la saliva, que
previamente se extienden por el cuerpo. ©8

SISTEMA ESQUELETICO.

Las principales caracteristicas anatomicas del esqueleto del ratdén son la adaptacion
del crdneo a un cerebro respectivamente pequefio, estructuras del hueso nasal
relativamente grandes y la presencia de una cola larga. En ratones, el hueso pélvico
y escapular estan adaptadas para el cuadripedalismo, pero esta especie exhibe

locomocioén plantigrada % como se muestra en la Figura 9.
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Costillas Escapula Craneo

Vertebras
Cervicales

Humero

Tibia-Fibula  Radio- Ulna

Figura 9. Esqueleto del ratén. Imagen editada de ©Sheri Amsel

www.exploringnature.org “0
DENTICION.
Una de sus particularidades es su capacidad de roer; tienen 16 dientes, pero solo
poseen un par de incisivos superiores, estos incisivos tienen la raiz abierta
(arradiculares) y estan en constante crecimiento desde la base. )
La formula dental del raton es 2 (1/1 incisivos, 0/0 caninos, 0/0 premolares y 3/3
molares).
SISTEMA DIGESTIVO.
Las funciones del tracto gastrointestinal superior incluyen el transporte del bolo
alimenticio ingerido, la digestion enzimatica y la absorcién de nutrientes.
Los ratones presentan un tracto digestivo simple; entre el eso6fago y la zona del

cardias existe una cresta que impide la regurgitacion y que imposibilita el vomito.
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El estbmago esta ubicado en el abdomen craneal izquierdo y esta parcialmente
cubierto por el I6bulo hepético lateral izquierdo, el estbmago es monocavitario
constituido por la porcion del cardias (no glandular) y el pilérico (glandular).

El ratdn tiene un gran ciego saculado (que interviene en la digestién bacteriana de
la celulosa) y un colon largo como se ve en la Figura 10, donde poseen una

abundante microbiota, ya que no tienen apéndice. 9

Pancreas Estémago

Duodeno

Vesicula Esoéfago
Biliar

Figura 10. Sistema digestivo del ratén.

Imagen editada de www.gettyimages.es ¢V
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SEXADO.

El sexo de los ratones puede determinarse comparando la distancia anogenital entre
hembra y macho. En hembras la distancia entre el ano y la vulva es corta; los
machos se distinguen por el saco escrotal que contiene los testiculos y por la

distancia larga entre el ano y el pene “2 como se ve en la Figura 11.

Hembra ¢

Figura 11. Sexado en ratones. Lado izquierdo hembra, lado derecho

macho. Imagen editada de Wayne State University. ©)

6.1.2 Manejo:

Es importante que el manejador conozca fisiologia y anatomia, para evitar lesionar
a los animales y poder iniciar su manejo como el trasladar un raton de un sitio a
otro, el ratdn puede ser sujetado por la parte media de la cola con los dedos, como

lo demuestra la Figura 12.
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Figura 12. Sujecidn del raton por la parte media de la cola.

Foto tomada en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM

Nunca se sujeta un raton por la punta de la cola, ya que puede resultar en una
pérdida de la piel y la exposicién de las vértebras caudales.

Otra forma de sostener a un raton es tomarlo de la base de la cola con el dedo
pulgar e indice, colocandolo sobre una superficie que se pueda sujetar como una
rejilla, justo cuando el raton intente avanzar, se sostiene rapidamente de la piel

suelta localizada en la parte posterior de cuello como se muestra en la Figura 13.
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Figura 13. Pasos para sujetar un ratén de la piel.

Foto tomada en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM

Otra alternativa es hacerlo sobre una superficie lisa para sujetar al ratén, cuando se

inmoviliza correctamente la cabeza del raton, evitamos que pueda girar y nos pueda

morder, asi como se muestra en la Figura 14.
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Figura 14. Sujecién correcta de un ratén.

Foto tomada en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM

6.2. Rata (Rattus norvegicus).

Los ancestros de la rata provienen de Asia Central, en la primera mitad de siglo
XVIII la rata emigré hacia Europa, lo que origin6 el nombre de rata noruega,
desplazando a la rata negra o de los tejados. Su domesticacibn como animal de
laboratorio se remonta a un entretenimiento muy popular en Inglaterra, en el siglo
XIX denominado muerde a la rata, que consistia en soltar perros terrier y ratas
dentro del ruedo, los espectadores especulaban sobre el tiempo necesario para que
un perro matara un numero determinado de ratas, este entretenimiento dio la

oportunidad para que se formaran criaderos que seleccionaron a ratas mutantes
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con base en su color, albinos, negros y manchados. En 1890 se utilizaron en
estudios de neuroanatomia en el instituto Wistar Washington de anatomia y biologia
de Filadelfia, en 1906 se inici6 la estandarizacion de esta cepa albina. “3)

En la actualidad la rata es una especie utilizada en toxicologia, teratologia y pruebas
de carcinogénesis en la industria farmacéutica; también es utilizada para estudios
del comportamiento, neurolégicos, nutricionales y endocrinolégicos. (2
Taxonomia:

Clase: Mamifera

Orden: Rodentia

Familia: Muridae

Género: Rattus

Especie: Rattus norvegicus

6.2.1 Anatomia;:

Las ratas son mucho mas grandes que los ratones, tienen cabezas conicas y
cuerpos cilindricos cubiertos de piel gruesa. Sus piernas son cortas y tienen una
cola sin pelo y comprende aproximadamente el 85% de la longitud del cuerpo. ©®
TERMORREGULACION.

La rata presenta un pelaje aspero y grueso con prominentes orejas desnudas y cola
practicamente desnuda y escamosa.

Las ratas no tienen mecanismos fisiologicos para permitir enfrentarse al calor, no
pueden sudar, no pueden jadear; la cola y las orejas son importantes para la
dispersion de calor gracias a la vasoconstriccion o vasodilatacion de los vasos de

acuerdo con la temperatura ambiental. 8
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SISTEMA ESQUELETICO.

La rata tiene una clavicula bien desarrollada, con ligamentos que hacen gque se
parezca a la articulacion del hombro humana como se ve en la Figura 15. Las manos
estan bien desarrolladas a diferencia del conejo, tienen la capacidad de flexionarse

y sujetar la comida con las palmas. 8

Toracicas Lumbares
Hueso occipital Escapula

Hueso parietal

Hueso sacro

Hueso frontal X

Hueso nasal / / 7%

Vertebras caudales

Maxilar !
Mandibula Clavicuia

Manubrio de esternon

Huesos dei carpo e

Huesos metacarplanos 1

Figura 15. Esqueleto de rata.

Imagen editada del libro “Color atlas of small animal anatomy” “%

DENTICION.

Posee cuatro incisivos, dos superiores y dos inferiores, carece de caninos y
premolares anteriores lo que ocasiona que haya un diastema. Sus incisivos crecen
durante toda su vida a partir de la base, que va sustituyendo la porcion desgastada

por la actividad de cortar y roer materiales duros. La parte exterior del diente es mas
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dura y carece de nervio, salvo en la base. La férmula dental es: 2(1/1 incisivos, 0/0

caninos, 0/0 premolares y 3/3 molares). 49

SISTEMA DIGESTIVO

El estbmago esta dividido en dos porciones: no glandular y glandular, separadas
por una cresta limitadora prominente que impide el vomito. La comida que entra en
el estbmago entra en la region no glandular llamada cardias y la segunda porcién
del estbmago con una salida al duodeno es la porcion pil6rica y se caracteriza por
un delicado epitelio glandular y pliegues prominentes. (“6)

El higado esta dividido en cuatro I6bulos y no tiene vesicula biliar, los conductos
biliares de cada Iébulo forman el conducto biliar comun, que permiten el flujo de la
bilis para que entre al duodeno. *? El pancreas es un érgano muy difuso y lobulado

como se muestra en la Figura 16.
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Figura 16. Anatomia de larata. Imagen editada de

http://www.lifeinharmony.me “7)

SEXADO.

El sexo se determina facilmente en ratas mediante la observacién de la regién
perineal. Los machos tienen un escroto localizado entre el ano y la apertura del
prepucio; el pene a menudo es visible y es mas grande que la papila uretral de la
hembra. Ademas, la distancia entre el ano y la apertura genital es mayor en el

macho que en la hembra @? como se ve en la Figura 17.
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Figura 17. Sexado en ratas. Lado izquierdo macho, lado derecho hembra.

Imagen editada del libro

“Ferrets, rabbits and rodents: Clinical medicine and surgery”. ¢®

6.2.2 Manejo:

El manipular o tener contacto fisico con los animales implica conocer a profundidad
su anatomia y conducta, para evitar dafarlos.
Si se sujeta por la cola, debe hacerse por la base de esta como se ve en la Figura

18 y Figura 19 se da la continuidad de la forma correcta de trasladar al animal.
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Figura 18. Sujecidn de rata por la base de la cola.

Foto tomada en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Figura 19. Sujecion para traslados cortos de una rata. Foto tomada en

Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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Inmovilizar no es sindbnimo de forzar ni de apretar con fuerza al animal, significa
restringir sus movimientos, poner una barrera, en este caso fisica, que impida
moverse.

Existen diferentes maniobras de sujecién para ratas de laboratorio, pero se debe
elegir la mas adecuada de acuerdo con el procedimiento, teniendo en cuenta dos
aspectos: primero, que la maniobra elegida deje expuesta la parte del cuerpo del
animal en el que se precisa trabajar; y segundo, la habilidad, seguridad y preferencia
de la persona que va a realizar la sujecion. “°)

Una forma para sujetar a la rata implica tomarla de la base de la cola, a medida que
se va moviendo hacia adelante, con la otra mano se sujeta firme la parte de la caja
toracica, el dedo indice queda por debajo de la mandibula de la rata, con el dedo
pulgar se empuja el codo para que la pata de rata quede al frente de su hocico,
ocasionando que la nuca quede sujeta en la falange del dedo indice del sujetador,
evitando que el animal pueda salirse hacia arriba o hacia abajo y la cabeza no tenga
movilidad; con la mano que estaba deteniendo la cola, se puede ahora sujetar
también las patas traseras; al final el térax debe de estar descubierto como se

muestra en la figura 20.
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Figura 20. Pasos para sujetar una rata.

Foto tomada en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Con este método de inmovilizacion se debe tener cuidado de no poner demasiada
presion apoyarse en las claviculas para evitar compresion en el térax de la rata, ya

gue esto puede dificultar la respiracién y causar su muerte.
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Siempre que se haga el movimiento para sujetar a una rata, debe de ser seguro,
certero y con movimientos suaves. Esrecomendable tener dos cajas, una en donde

esta el grupo de animales y otra donde se trabajara de forma individual a todas ellas.

6.3 Conejo (Oryctolagus cuniculus).

El conejo doméstico Oryctolagus cuniculus, pertenece al orden Lagomorfa, se
diferencia de los roedores por el segundo par de incisivos superiores. ¢9 |a raza
mas utilizada es la Nueva Zelanda variedad albina; 1% esta raza fue creada por sus
caracteristicas de carne y piel, pero en 1925 en Estados Unidos fue reconocida y
comenzo a ser utilizada como animal de laboratorio, pero desde mediados del siglo
XIX, los conejos eran utilizados cada vez mas como modelos de investigacion para
toxicologia, modelo de aterosclerosis, traumas espinales, enfermedades
infecciosas, vacunologia, embriologia y estudios inmunolégicos especialmente en
las estructuras de inmunoglobulinas, el control genético de su formacién y

produccién de anticuerpos policlonales. (:251)

Taxonomia:

Clase: Mamifera
Orden: Lagomorpha
Familia: Leporidae
Género: Oryctolagus

Especie: O. cuniculus
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6.3.1 Anatomia:

El conejo posee largas orejas peniformes, que se mueven con total libertad. En las
orejas existe una arteria central muy visible y venas periféricas que forman unos
grandes canales arteriovenosos cuando aumenta la temperatura.

Tienen un labio superior con una hendidura media, de ahi el término “labio leporino”;
el cuello tiene un pliegue de piel colgante llamado papada, que es mas pronunciado
en la coneja y en ciertas razas. El conejo también tiene un tercer parpado bien

desarrollado, que cubre el ojo cuando el animal duerme o durante la anestesia.

TERMORREGULACION.

Los conejos son extremadamente sensibles al calor y por ello deben mantenerse en
ambientes comprendidos entre 15 y 21°C. El conejo no puede sudar y tiene un
sistema de salivacion y de jadeo muy poco eficaz.

Las largas orejas son también esenciales para la dispersion del calor; si se enfrian
directamente las orejas se produce una baja de temperatura corporal.

Las altas temperaturas les impiden beber y jadear, lo que puede conducirles a la

deshidratacién y a la muerte. @8

SISTEMA ESQUELETICO.

El esqueleto de un conejo es fragil en comparacion con su pesada musculatura
como se en la Figura 21. Por ejemplo, en la raza Nueva Zelanda el esqueleto
representa el 6-7% de la masa corporal, mientras el total de musculos forman el
56%. 2 Uno de los resultados de este bajo peso del esqueleto es la fragilidad 6sea
ocasionando facilidad de fracturas; si la columna del conejo no tiene un soporte

mientras lo levantamos, los pesados miembros posteriores flexionaran la union
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lumbosacra pudiendo causar fracturas. @8 Por esta razén el manejo y manipulacion

debe hacerse con las reservas pertinentes de no causar lesiones.

Figura 21. Esqueleto del conejo.

Imagen de Victoria Aspinall, 2006. ©3)

DENTICION.

No presentan caninos y los incisivos estan separados de los premolares por un
espacio denominado diastema, como se muestra en la Figura 22.

Los incisivos principales tienen un borde cortante que les sirve para mordisquear el
alimento, mientras que los premolares y molares son mas planos y con cresta, para

triturar la hierba y heno fibrosos; sus dientes crecen durante toda la vida. ©0-53)
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Figura 22. Férmula dental del conejo.

Imagen de Victoria Aspinall, 2006. ©3)

SISTEMA DIGESTIVO.

Los conejos son fermentadores intestinales y realizan cecotrofia. El sistema
digestivo incluye un estobmago glandular grande, un intestino delgado largo y un
ciego agrandado que contiene microbiota y es el sitio principal de la digestion de la
celulosa. (19

El estbmago se divide en fondo, antro y piloro; el esfinter cardial (esofagico) como
el pilérico estan bien desarrollados, lo que ocasiona que el conejo sea incapaz de
vomitar. El duodeno, el yeyuno y el ileon son largos, con una luz pequefia. El ileon
termina en el ciego, en una estructura denominada saco redondo o apéndice
ileocecal dentro de la cual se halla una red de foliculos linfoides, llamado amigdala
cecal o intestinal. El ciego es el 6rgano mas grande de la cavidad abdominal, como
se muestra en la Figura 23 y ocupa la mayor parte del lado derecho. Es de paredes
delgadas, sacciforme y se enrolla sobre si mismo, terminando en un apéndice

vermiforme, que también contiene material linfoide.
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Figura 23. Sistema digestivo del conejo.

Imagen de Victoria Aspinall, 2006. ©3

El ciego tipicamente contiene alrededor del 40% de la ingesta, los materiales
particulados finos son canalizados selectivamente en el ciego durante el paso a
través del intestino grueso, mientras que el material particulado mas grande
generalmente se dirige al colon para que salga como bolo de heces duras. 253 E|
colon es de forma saculado y su musculatura produce contracciones peristalticas
gue mueven rapidamente la fibra a través del colon para la excrecion de heces duras
gue saldran por el recto. Para que el material fino se quede en el ciego, se producen

contracciones antiperistalticas, para mover fluidos del colon hacia el ciego, donde
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son retenidos para ser fermentados, en intervalos el ciego expulsa el contenido
fermentado a través del colon para que el conejo lo consuma directamente del ano.
Este Ultimo proceso se conoce como cecotrofia. Los contenidos cecales
consumidos se denominan cecotrofos, estos aparecen como un grupo de pellets
suaves en lugar de los bolos de heces duras, asi los productos de crecimiento
bacteriano estan disponibles para el conejo ya sea por absorcion directa o por
consumo de los contenidos cecales. 8

SEXADO.

Los conejos pueden sexarse aplicando una presion suave sobre el orificio genital

para extruir el 6rgano genital como se demuestra en la Figura 24.

Figura 24. Manejo para sexar conejo.

Foto tomada en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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En el macho, el pene se extrae. Los testiculos generalmente se pueden ver en los
sacos escrotales de conejos sexualmente maduros (> 10-12 semanas) aunque
pueden retraerse durante periodos de estrés, enfermedad o escasez de alimentos.
En la hembra, la vulva es extraida, esta puede verse similar a un pene pequefio,
pero es mas corta, menos redonda y tiene una hendidura como apertura en lugar

del orificio circular del macho ¢4 como se ve en la Figura 25.

Figura 25. Sexado en conejos. Lado izquierdo macho, lado derecho

hembra. Fotos tomadas en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM;
2017.

6.3.2 Manejo:

Se realiza con una mano sujetandolo de la piel floja en la region del dorso y la nuca
del conejo, con la otra mano se le sujeta por debajo de los muslos como si se fuera
a sentar sobre la palma de la mano, con el objetivo de sostener el peso del animal,

como se ve en la Figura 26.
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Figura 26. Pasos para sujetar un conejo.

Fotos tomadas en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Para transportar al conejo distancias largas se realiza su sujecion, colocandolo
debajo del antebrazo, haciendo presién con el dorso, luego abrazar al animal por la
region posterior de su cuerpo, de tal manera que debe quedar prensado entre el

brazo y el cuerpo del operador, como se ve en la Figura 27.

Figura 27. Sujecion para transportar un conejo.

Foto tomada en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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Si se les maneja de forma inadecuada, estos animales forcejean, pudiendo
producirse una fractura a nivel lumbo-sacra o dafar al que los manipula con las
uflas de miembros posteriores, es recomendable mantenerlos en jaulas, cepos o
cajas. En cualquier caso, conviene recordar que las orejas del conejo son
sumamente fragiles y sensibles, por lo tanto, evitar emplearlas para sujetar o

levantar a los animales.

VIl. VIAS CORRECTAS DE ADMINISTRACION DE SUSTANCIAS.

La via de administracion puede definirse como el sitio donde se administra un
compuesto farmacoldgico. Las vias dependen de las necesidades clinicas y de las
circunstancias, ya que los farmacos pueden ser introducidos en el organismo en
una variedad de vias.

Las vias de administracion se han dividido en dos clases:

1.- Parenteral (Via subcutanea, via intramuscular, via intravenosa y via
intraperitoneal).

2.- Enteral (Via oral).

Siempre que se trabaje con animales de laboratorio se deben de utilizar materiales
nuevos, estériles y de preferencia que la jeringa sea de plastico con aguja
hipodérmica desprendible y desechable. 4

Antes de administrar sustancias es importante conocer que existen distintas
medidas y calibres de agujas, cuanto mayor es el nimero del calibre, mas fina es la

aguja, asi como se muestra en la Figura 28.
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Figura 28. Calibres de agujas hipodérmicas.
Foto tomada en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Una aguja hipodérmica estd compuesta de diferentes partes, en la Figura 29 se

ejemplifican las partes de una aguja.

Figura 29. Partes de una aguja hipodérmica.

Foto tomada en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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Para administrar en via intravenosa es muy importante recordar que siempre se
debe de ingresar la aguja con los filos del bisel hacia arriba, en la Figura 30 se

muestran las partes del bisel.

1° Bisel Arista interna

2° Bisel

. Punta aguja
-

Punto de interseccion de biseles 3° Bisel

Figura 30. Partes del bisel.

Foto editada de BD Medical. www.bd.com. 6

En las practicas de las asignaturas de fisiologia |, toxicologia, inmunologia,
alimentos, farmacologia | y Il, que se imparten en la Facultad de Quimica de la
UNAM, se utilizan los animales de laboratorio para que los alumnos y docentes
conozcan y utilicen las distintas vias de administracion.

Dependiendo de la via que se use, dos personas pueden ser requeridas para

completar el procedimiento.
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7.1 Volumenes para la administracion de sustancias.

A continuacion, en el Cuadro 4, se indica el volumen maximo de sustancia que

podemos administrar por distintas vias, que son utilizadas en el ratén, rata y conejo.

VOLUMEN MAXIMO ACEPTADO PARA LAS VIAS DE ADMINISTRACION.

Cuadro 4.

Especie | Subcutanea | Intramuscular | Intravenosa | Intraperitoneal | Oral
Raton 0.5ml/sitio 0.05ml/sitio 0.2ml 1-2ml 0.4ml
209
Rata 1-2ml/sitio 0.1ml/sitio Iml 2-4ml 5ml
250 g
Conejo 1-3ml/sitio 0.25ml/sitio 4ml 10-15ml 10ml
2 kg

Tabla editada del libro “Handbook of laboratory animal management and

welfare”, 2013. (10
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7.2 Via subcutanea.
7.2.1 Raton.

Material: Aguja calibre 27. Jeringa de 1 ml.
Para la administracién por via subcutanea se debe de sujetar al ratén con una mano

y con la otra se debera administrar; se prefieren los sitios en que abunde tejido

conjuntivo como el dorso a nivel del cuello o los flancos.

METODO 1
Con la mano que se sujeta el ratdon, se debe de jalar la piel; la aguja se inserta con
los filos del bisel hacia arriba en la piel paralela a la columna vertebral, como se ve

en la Figura 31.
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Figura 31. Administracién via subcutanea en ratén.

Fotos tomadas en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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METODO 2.
Otro sitio donde se puede aplicar la via subcutanea en el raton, es inyectar de lado

lateral, como se ve en la Figura 32.

Figura 32. Administracion via subcutanea en region lateral del raton.

Fotos tomadas en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Lo ideal es que siempre se realice la administracion por dos personas, una sujeta y

la otra inyecta; esto para evitar lesiones y por proteccion del personal. ¢

7.2.2 Rata.

Material: Aguja calibre 27. Jeringa de 1 ml.

METODO 1.
Para la administracion por via subcutdnea una persona debe de sujetar a la rata y
otra persona deberd jalar la piel para administrar; todo el animal esta cubierto por

piel la cual es muy laxa, lo que permite jalar firme una porcion de la misma y crear
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el triangulo perfecto para inyectar por esta via. La aguja siempre debe de ingresar

paralelo al cuerpo del animal como se ve en la Figura 33.

Figura 33. Via de administracion subcutanea en rata. Fotos tomadas en

Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

La sustancia inyectada en el espacio subcutdneo deberd administrarse a una
velocidad lenta. No importa si la aguja ingresa en una direccion caudal o hacia

craneal como se ve en la Figura 34.

1

Figura 34. Via de administracién subcutanea en la region lateral de la rata.

Fotos tomadas en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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7.2.3 Conejos.

Material: Aguja calibre 20 - 21. Jeringa de 3 ml.

Para realizar esta via de administracion, se debe de colocar al conejo sobre una
mesa, se recomienda que esta técnica se realice con dos personas una que sujeta
al conejo y otra para administrar; esto para tener mas seguridad al realizar esta via
de administracion.

Hay varias formas para sujetar al conejo, lo importante es que no se lesione al

conejo y que no sea lastimado el sujetador.

METODO 1.

Consiste en colocar al conejo sobre una superficie plana; en seguida se pone una
mano sobre la cabeza del conejo colocando juntos los dedos indice y medio sobre
la cabeza y los demés dedos se colocan por detras de las orejas, esto nos permite
sujetar la cabeza y poder ejercer presion hacia abajo, para evitar que el conejo se
mueva,; la otra mano se debe de colocar sobre el dorso del conejo; al final los brazos

del sujetador quedaran entre cruzados como se ve en la Figura 35.
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Figura 35. Sujecion del conejo.

Foto tomada en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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METODO 2.
Poner una mano en la cabeza del conejo tapando su visidn y la otra mano se pone
en la region pélvica empujando hacia adelante como se muestra en la Figura 36;

esto impide que el conejo se mueva.

Figura 36. Sujecion de la cabezay regidn pélvica del conejo.

Foto tomada en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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METODO 3.
Esta sujecién consiste en colocar una mano en la cabeza del conejo, tapando ojos
y la otra mano poniéndola encima del térax como se ve en la Figura 37, dejando

libre la region lumbar y pélvica, que sera la zona correcta para la administracion

subcutanea.

Figura 37. Sujecion del conejo por la cabezay torax.

Foto tomada en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Para administrar por via subcutanea se levanta la piel del flanco izquierdo o derecho
de la regién pélvica del animal introduciendo la aguja paralela a su cuerpo como se

ve en la Figura 38.
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Figura 38. Via de administracién subcutanea en conejos. Fotos tomadas

en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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7.3 Via intramuscular.
7.3.1 Raton y rata.

Material: Aguja calibre 27. Jeringa de 1 ml.

Para la administracion via intramuscular se recomienda que sean dos personas,
una debe de sujetar al animal, la otra debera sostener, jalar el miembro posterior y

administrar.

METODO 1

La administracion se realiza en la region lateral externa del muslo, en la Figura 39
se muestra la localizacion del muslo y otras estructuras anatomicas del miembro

posterior del ratdbn como el nervio ciatico.

Intramuscular (IM)

Musculos craneales
del muslo
!

Figura 39. Masculos del raton. Foto editada de www.theodora.com ¢7)
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Es extremadamente importante que al inyectar se eviten los vasos sanguineos y los
nervios. El nervio ciatico, por ejemplo, que se localiza a lo largo de la cara posterior
del fémur, porque, si se inyectan sustancias o volumenes excesivos cerca de este
nervio, puede dafarse permanentemente el miembro posterior.

A continuacién, en la Figura 40 se ilustra el procedimiento para la administracion en

el raton.

Figura 40. Sujecion y administracion intramuscular en ratén. Fotos

tomadas en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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En la Figura 41 se muestra otro angulo de la via de administracion intramuscular en

el raton.

Figura 41. Viade administracion intramuscular en ratén. Foto tomada en

Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Se debe introducir la aguja en un angulo recto hacia lo mas profundo del musculo.
La administracion debe ser lenta, constante y efectiva. En la Figura 42 se muestran

los musculos superficiales en la rata.
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Brachial triceps

Scapular deltoid
Cervical trapezius

Capital rhomboid
Cervicoauricular

Frontocutular

Temporal

Ocular orbicular

Thoracolumbar fascia Dorsal serratus Ventral serrated

Tensor of the
fascia lata

Superficial gluteal

Femoral biceps

Stemohyoid
Sternomastoid
Cleidomastoid

Omotransverse
Deltoid (clavicular & acromial parts)
Brachial biceps (long & short head)
Radial carpal long extensor

Radial carpal short extensor

Ulnar carpal flexor
Ulnar carpal extensor
Lateral digital extensor

Common digital
extensor

Figura 42. Nombre de los musculos de la rata.

Imagen del libro “Color atlas of small animal anatomy” “4

Para la administracién en ratas, se utiliza la misma técnica que en los ratones. En

la Figura 43 se ejemplifica la administracién por via intramuscular.

Figura 43. Sujecion y administracion intramuscular en rata. Fotos tomadas

en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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7.3.2 Conejos.

Material: Aguja calibre 20 - 21. Jeringa de 3 ml.

Para la administracion intramuscular en conejos se prefiere inyectar en los musculos
craneales del abductor, biceps femoral y semitendinoso; en la Figura 44 se ilustra

los musculos superficiales del conejo.

Frontoscutular, Frontal
e Ocular orbicular

Nasolabial levator

Trapezius
) - (cervical &
Intemal abdominal Dorsal latissimus thoracic)

Palpebral
oblique

depressor

Infraspinate

Tensor of fascia lata

Medial gluteal

Superficial )
gluteal 3 A\ Oral omicular
Cranial /
abductor ‘& \
A \ Al 1 . iy Zygomaticomandibular
Femoral_ / _ ”" N z e & Masseter
biceps :\ | s a : Sternohyoid

o \ Sternothyroid
Omotransverse
Cleidomastoid
Cleidobasilar
Superficial pectoral
Deltoid (scapular & clavicular)

Wy AW /4 p» External abdominal’  Thoracic ventral
/ oblique serrated

Semitendinous
Gastrocnemius

Figura 44. Masculos superficiales del conejo.

Imagen del libro “Color atlas of small animal anatomy” “4

Para realizar esta via de administracion, se debe de colocar al conejo sobre una

mesa, esta técnica se realiza con dos personas una gue sujeta al conejo y otra que

realice la administracion.
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METODO 1.
Una persona debe de sujetar al conejo de tal manera que queden firmes los dos
miembros posteriores para que se localicen los musculos y se administre en la cara

externa de los muslos, como se ve en la Figura 45.

Figura 45. Sujecion del conejo. Fotos tomadas en Bioterio Facultad de

Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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METODO 2.

La sujecion del conejo sera por dos personas; la persona que sujeta los miembros
posteriores sera quien inyectara. La administracion debe ser en la region externa de
la pierna localizando los musculos abductores, como se ve en la Figura 46, la
inclinacion de la aguja siempre debe de ser en un angulo de aproximadamente 30

a 40 grados como se ve en la Figura 47.

Figura 46. Sujecion y localizacién de los mésculos del conejo para la via

de administracion intramuscular. Foto tomada en Bioterio Facultad de

Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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Figura 47. Administracion intramuscular en conejos.

Fotos tomadas en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Para los alumnos o docentes que estan aprendiendo a inyectar, se recomienda la
opcién de cortar el tapon de la aguja, a un largo que permita reducir la posibilidad

de lesion al animal como se ve en la Figura 48.
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Figura 48. Corte del tapon de la aguja hipodérmica. Foto tomada en

Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

7.4 Via intravenosa.

A continuacioén en el Cuadro 5, se muestra una tabla tomada de la NOM- 062-ZO0-

1999 M, donde se muestran las vias permitidas para la administracion intravenosa.

Cuadro 5.

VIAS PERMITIDAS PARA LA ADMINISTRACION INTRAVENOSA.

Animal | Vena Vena *Vena Vena *Vena *Vena

auricular caudal | peneana | safena | sublingual | yugular

Rata - + + + + +
Raton - + - - - -
Conejo + - - - - -

* Previa anestesia o sedacion
+Permitido

- No permitido
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7.4.1 Vena caudal en ratdn y rata.
Material: Aguja calibre 27, Jeringa de 1 ml, torunda con alcohol, contenedor.

En ratones y ratas, la administracién intravenosa generalmente es en las venas
laterales de la cola. Para la inyeccién el animal debe ser sujetado por un asistente
o0 colocado en un dispositivo de restriccion, como los contenedores que se ven en

la Figura 49.

@

Figura 49. Contenedores para ratén y rata. Foto tomada en Bioterio

Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

METODO 1.

La via de administracion por vena caudal se puede realizar en ratas y ratones, el
animal debe ser inmovilizado por medio de un contenedor especifico de especie.
Este sistema permite una adecuada exposicion de la cola que facilita el

procedimiento. Antes de la administracion se debe de pasar una torunda con alcohol
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al 70% para dilatar la vena; cuando se va a realizar esta técnica por primera vez, se
recomienda iniciar la administracién de la parte distal de la cola, por si se llega a
romper la vena, tengamos disponibles méas sitios de inyeccién hacia la parte
proximal de la cola. Se debe ingresar la aguja paralela al vaso sanguineo, con el filo
del bisel hacia arriba, asegurese de haber ingresado en la vena, esto se realiza

aspirando antes de administrar la sustancia, ver Figura 50.

Figura 50. Via de administracién intravenosa en raton y rata. Fotos

tomadas en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Al terminar la administracién, se retira la aguja y con una torunda de algodén se

hace presion para la hemostasia.
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7.4.2 Vena marginal en conejo.
Material: Aguja calibre 27, 29; Jeringa de 1 - 3 ml, torunda con alcohol.

METODO 1.

Se debe localizar en la oreja del conejo la vena marginal, la cual esta a la orilla de
la cara externa del pabellébn auricular como se ve en la Figura 51; es importante
dilatar dicha vena con una torunda impregnada con alcohol para tener un diametro

capilar adecuado para introducir la aguja.

Vena marginal

>

Figura 51. Vena marginal en conejos.

Foto tomada en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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Una persona sujeta firmemente al conejo y la otra sujeta la oreja para que quede
rigida y proceda a la introduccion de la aguja en la luz de la vena, como se ve en la

Figura 52.

Figura 52. Administracién por vena marginal en el conejo.

Foto tomada en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Para ingresar a la vena, se debe de introducir siempre la aguja hipodérmica con los

filos de bisel hacia arriba, como se muestra en la Figura 53.
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Figura 53. Ingreso de la aguja a vena marginal. Foto tomada en Bioterio

Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Una vez terminada la administracion, se debe extraer la aguja suavemente de la
misma manera que la introdujo, inmediatamente aplicar una torunda de algodon

para hacer presion suave hasta que deje de sangrar.
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7.5 Via intraperitoneal.
7.5.1 Ratén y rata.

Material: Aguja calibre 27. Jeringa de 1 ml.

La via intraperitoneal es una via parenteral que consiste en introducir soluciones en
la cavidad peritoneal; para lo cual la zona abdominal se divide en cuatro regiones,

aplicando la inyeccion en los dos cuadrantes o regiones posteriores.

METODO 1.

Esta via se realiza con el apoyo de dos personas, asi una sujeta y otra administra,
la sujecidn es con una mano y con la otra se inmovilizan los miembros posteriores
del raton o de la rata, se debe de inclinar al animal hacia craneal mostrando la parte
ventral, esto para producir un desplazamiento de las visceras hacia la parte craneal
para evitar una peritonitis traumatica.®® La aguja se inserta en la piel en un angulo
de 35 a 40 grados, atravesando grasa, musculo y peritoneo para quedar dentro de

la cavidad abdominal como se ve en la Figura 54.
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Figura 54. Administracion via intraperitoneal en ratén y rata. Fotos

tomadas en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Los cuadrantes estdn demarcados por la linea media y una linea perpendicular que

pasa a través del ombligo, como se muestra en la Figura 55.
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Figura 55. Administracion via intraperitoneal en el cuadrante posterior

izquierda y posterior derecha del ratén. Fotos tomadas en Bioterio Facultad

de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

En ratones, se pueden usar los dos cuadrantes posteriores, aungque en ratas para
comenzar a practicar la técnica se prefiere administrar en el cuadrante posterior
derecho, porque en el cuadrante posterior izquierdo se puede localizar el ciego ya
gue es un 6rgano de gran tamafio y en medio de la linea media no es recomendable
inyectar porque se localiza la vejiga, pero al practicar esta via de administracion se
tendra la habilidad de inyectar en ambos cuadrantes posteriores como se ve en la

Figura 56.
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Figura 56. Administracion via intraperitoneal en la regién posterior

izquierda y posterior derecha de la rata. Fotos tomadas en Bioterio Facultad

de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

La via intraperitoneal es una muy buena opcién para administrar grandes volUmenes

y es una via rapida de absorcion, semejante a la via intravenosa.
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7.5.2 Conejos.

Material: Aguja calibre 20 - 21. Jeringa de 3 ml.

METODO 1.
Para realizar la administracion via intraperitoneal en conejos se necesita de dos
personas. En la Figura 57 se indica como sujetar al conejo, siempre se debe realizar

este manejo encima de una mesa.

Figura 57. Sujecion del conejo para levantarlo. Foto tomada en Bioterio

Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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Ya que se sujetd firme al conejo de la piel del dorso y de los miembros superiores,
se debe levantar al conejo y retirar de la mesa, para poder acostarlo en una posicion

dorso ventral, como se ve en la Figura 58.

Figura 58. Posicién dorso ventral del conejo para la administracion

intraperitoneal. Foto tomada en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A.

UNAM; 2017.

Se recomienda recargar al conejo sobre el brazo para darle soporte y se debe
inclinar hacia craneal, para que por gravedad sus visceras se desplacen hacia abajo

y evitar perforar algin érgano de cavidad abdominal.
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La persona que administra debe de dividir el abdomen del conejo en cuatro regiones
y debera administrar en los cuadrantes posteriores como se ve en la Figura 59,
sobre todo en el cuadrante posterior del lado derecho del conejo para evitar perforar
el ciego, ya que se localiza en el cuadrante posterior izquierdo; se debe de colocar
la jeringa a un angulo de 35 grados y se introduce toda la aguja a la cavidad

abdominal para administrar.

Figura 59. Administracion via intraperitoneal en conejo. Foto tomada en

Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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Al finalizar la administracién se retira la jeringa y aguja en el mismo sentido al que
se introdujo y debemos enderezar al conejo para volver a colocarlo con cuidado

sobre la mesa.

7.6 Via oral.
7.6.1 Ratén y rata.

Material: Sonda esofagica de acero inoxidable curva o recta. Reutilizable para

raton y rata. Jeringa de 1mL.

METODO 1.
El animal debe estar sujetado firmemente en una forma recta, como se ve en la

Figura 60.

Figura 60. Sujecion de ratén y rata para la administracion via oral. Fotos

tomadas en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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La ubicacién del estbmago se encuentra debajo de las costillas de lado derecho en
la cavidad abdominal, por lo tanto, se debe de medir con la sonda cuanto se va a

introducir de la misma y después se hace el procedimiento, como se muestra en la

Figura 61.

Figura 61. Medicién de la sonda esofagica en raton y rata. Fotos tomadas

en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

A continuacién, se debe de introducir la sonda por cavidad oral, localizando linea
media y empujar en caso necesario la cabeza hacia atras con la sonda esofagica,
introducir suave y observar que toda la sonda esoféagica entre hasta llegar al

estbmago, como se ve en la Figura 62 y Figura 63.
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Figura 62. Administracion via oral en raton. Fotos tomadas en Bioterio

Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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Figura 63. Administracién via oral en rata. Fotos tomadas en Bioterio

Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Después de administrar, se extrae la sonda en un movimiento firme y continuo.
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VIIl. PROTOCOLOS ANESTESICOS.

Se define como anestesia la pérdida total de las sensaciones corporales de una
parte organica o en su totalidad, inducida normalmente por un farmaco que deprime

la actividad del tejido nervioso, ya sea localmente (periférico) o total (central).

Podemos distinguir:

Anestesia general: Ocasiona inconsciencia (hipnosis o suefio), analgesia, bloqueo
de la actividad refleja y relajacién muscular (inmovilidad). Dado que las drogas no
cumplen con estos criterios por completo, se opta por el empleo de una anestesia
mezclada que en combinacion de diferentes farmacos se logra una anestesia con

menor dosis y menos efectos adversos.

Anestesia regional: Se limita a un area anatémica, generalmente una extremidad o

parte de ella.

Anestesia local: Restringida a una zona reducida ®

Siempre se debera contemplar el cuidado pre, inter y posoperatorio.
Antes de realizar cualquier procedimiento experimental se debe valorar diferentes

parémetros como.

1. Si el animal estara consciente o inconsciente.
2. Protocolo de anestesia.

3. Preparacion de ayuno (< de 4 horas).
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4. Método de inmovilizacion.
5. Sensibilidad del tejido.
6. Riesgo para el érgano.
7. Riesgo de mortalidad.

8. Dolor.

A continuacién, en el Cuadro 6 se mencionan protocolos anestésicos en ratones.
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Cuadro 6.

ANESTESIA EN RATONES.

FARMACO DOSIS VIA DURACION
BARBITURICOS
Pentobarbital 50 mg/kg Intraperitoneal 20 — 40min
AGENTES DISOCIATIVOS Y COMBINACIONES
Ketamina + 100 mg/kg + Intraperitoneal 20 — 30 min
acepromacina 5 mg/kg
Ketamina + 50 — 75 mg/kg + | Intraperitoneal 20 — 30 min
medetomidina 1 - 10 mg/kg
Ketamina + 80 — 100 mg/kg + | Intraperitoneal 20 — 30 min
xilacina + 5-10 mg/kg +
acepromacina 3 mg/kg
NEUROLEPTOANESTESICOS
Fentanilo-fluanisona + 0.4 ml/kg+ Intraperitoneal 30 — 40 min
midazolam 10 ml/kg
Fentanilo-fluanisona + 0.4 ml/kg+ Intraperitoneal 30 — 40 min
diazepam 5 mg/kg
Metomidato + 60 mg/kg+ Subcutanea 20 — 30 min
Fentanilo 0.06 mg/kg
OTROS AGENTES
Propofol 12 — 26 mg/kg Intravenosa 5-10 min
*Tribromoetanol 2.5% 240 mg/kg Intraperitoneal 15 — 45 min

Tabla modificada y traducida del libro “Laboratory Animal Medicine”, 2015. 2
*para poder utilizar el Tribromoetanol se debe tomar en cuenta que es necesario
utilizar el farmaco recién preparado o con 5 dias de antigtiedad siempre cuando se

haya almacenado correctamente (4°C y en oscuridad). ©8)
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ANESTESIA INHALADA EN RATON:

Elisoflurano es el anestésico mas utilizado en animales de laboratorio, sin embargo,
debido a su alta presion de vapor tiene que ser utilizado con un vaporizador. El
Metoxiflurano es otra opcidn, pero es dificil de adquirir y es muy costoso, pero puede
ser utilizado sin un vaporizador para anestesiar ratones, solo hay que evitar el
contacto directo. ®8 En el Cuadro 7 se menciona la dosis de los farmacos antes

mencionados.

Cuadro 7.

ANESTESIA INHALADA EN RATONES

FARMACO DOSIS
Isofluorano 1 -4 % a efecto
Metoxiflurano 1-4 % a efecto

Tabla modificada y traducida del libro “Laboratory Animal Medicine”, 2015. 12

Las etapas de anestesia pueden ser muy dificiles de reconocer en ratas y ratones.
La transicion de una etapa a otra puede ser sutil y breve. En general, las reacciones
del sistema neuromuscular se utilizan para determinar la etapa de la anestesia. En
ratas es apropiado pellizcar su dedo del pie y medir su frecuencia respiratoria para

evaluar el grado de anestesia.
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En el Cuadro 8, se mencionan los protocolos anestésicos utilizados en ratas.

Cuadro 8.

ANESTESIA EN RATAS.

FARMACO DOSIS VIA DURACION
BARBITURICOS
Pentobarbital 30 - 60 mg/kg Intraperitoneal | 20 — 60 min
AGENTES DISOCIATIVOS Y COMBINACIONES
Ketamina + 75 mg/kg + Intraperitoneal | 20 — 30 min
acepromacina 2.5 mg/kg
Ketamina + 60 — 75 mg/kg + | Intraperitoneal | 20 — 30 min
medetomidina 0.5 mg/kg
Ketamina + 40 — 80 mg/kg + | Intraperitoneal | 20 — 40 min
xilacina 5 - 10 mg/kg
Ketamina + 40 — 50 mg/kg + | Intraperitoneal | 20 — 30 min
xilacina + 2.5 -8 mg/kg +
acepromacina 0.75 — 4 mg/kg
NEUROLEPTOANESTESICOS
Fentanilo-fluanisona + 0.4 - 0.6 ml/kg + | Intraperitoneal | 30 — 40 min
midazolam 2.7 ml/kg
Fentanilo-fluanisona + 0.4 -0.6 ml’kg + | Intraperitoneal | 20 — 40 min
Diacepam 2.5 ml/kg
OTROS AGENTES
Propofol 7.5 - 10 mg/kg Intravenosa 5-10 min
Tribromoetanol 2.5% 300 mg/kg Intraperitoneal | 60 — 120 min
INHALADA
Isofluorano 1 -4 % a efecto Inhalada

Tabla modificada y traducida de “Laboratory Animal Medicine”, 2015. @2
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Las ratas no vomitan lo que limita el riesgo de neumonia por aspiracién, la dieta
preoperatoria no tiene utilidad, solo puede causar hipoglucemia, isquemia cerebral
por paro cardiaco o respiratorio.

Si las ratas deben ser ayunadas para la cirugia intestinal, no es necesario ayunar

mas de seis horas. 8

ANESTESIA EN CONEJOS.

Los conejos presentan un riesgo anestésico mayor que otros animales de
laboratorio. Los conejos se estresan facilmente por la anestesia y tienen respuestas
altamente variables a los agentes anestésicos. Ademas, los regimenes
preanestésicos que incluyen atropina son a menudo ineficaces porque el 30% hasta
el 40% de los conejos tienen una enzima sérica llamada atropina esterasa, que
hidroliza la atropina. *3)

En el Cuadro 9 se mencionan los anestésicos que se pueden utilizar en conejos.
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Cuadro 9.

PREANESTESICOS Y ANESTESICOS USADOS EN CONEJOS.

FARMACO DOSIS VIA uUso
Acepromacina 0.5 - 1 mg/kg Intramuscular Premedicacién
Subcutanea
Acepromacine + 0.5 mg/kg + Subcutanea Sedacién
butorfanol 0.5 mg/kg Intramuscular
Diacepam 1 -2 mg/kg Intravenosa Sedacion
Intramuscular
Fentanilo/fluanisona | 0.2 — 0.5 ml/kg Intramuscular Premedicacion
Ketamina 30mg/kg Intramuscular Sedacién
Ketamina + 35 mg/kg + Intramuscular Anestesia
Xilacina 5 mg/kg
Medetomidina 0.1 - 0.5 mg/kg Intramuscular Premediacion o
sedacion
Midazolam 0.5 -2 mg/kg Intravenosa Sedacion
Intramuscular
Intraperitoneal
Propofol 7.5 —15 mg/kg Intravenosa Anestesia
Xilacina 3 -5 mg/kg Intramuscular Sedacion
Subcutanea
INHALADA
Isofluorano 15-5%a Inhalada Anestesia
efecto

Tabla adaptada y traducida de Sirois, “Laboratory animal and exotic pet

medicine: principles and procedures” 2016. (13
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IX. ANALGESICOS.
El uso apropiado de analgésicos durante o después de un procedimiento doloroso
es parte integral del manejo postquirtrgico. ©9 En el Cuadro 10 se mencionan los

analgésicos que se usan en raton, rata y conejo.

Cuadro 10.

DOSIS Y VIAS DE ADMINISTRACION DE ANALGESICOS.

ANALGESICOS RATON RATA CONEJO
Acido Acetil 120 - 300mg/kg; 100 — 150 mg/kg; 100 - 500 mg/kg
Salicilico Via oral Via oral Via oral
c/4 hrs c/4 hrs c/4 hrs
Buprenorfina 0.05 - 0.1 mg/kg; 0.01-0.05 mg/kg; | 0.01-0.05 mg/kg;
Subcuténea Subcutanea Subcuténea
Intraperitoneal Intraperitoneal Intravenosa
c/8-12 hrs. Intramuscular
c/6-12 hrs. c/6-12 hrs.
Butorfanol 1 - 5 mg/kg; 1 - 2 mg/kg; 0.1 - 0.5 mg/ kg;
Subcutanea Subcutanea Subcutanea
Intraperitoneal Intraperitoneal Intravenosa
c/4 hrs. c/4 hrs. c/4 hrs.
Carprofeno 2.5 - 5 mg/kg; 5 mg/kg; 1.5 - 5 mg/kg;
Subcuténea Subcutanea Subcuténea
Intraperitoneal Intraperitoneal Intraperitoneal
Via oral c/24 hrs. Intramuscular
c/12 - 24 hrs. Via oral c/24 hrs.
Codeina 10 — 20 mg/kg; 25 - 60 mg/kg;
Subcutanea Subcutanea
c/6 hrs c/4 hrs




Flunixin 2.5 mg/kg; 2.5 mg/kg; 1.1 - 2 mg/kg;
meglumina Subcuténea Subcutanea Intramuscular
c/12-24 hrs. c/12-24 hrs. Subcutanea
c/12 - 24 hrs
Ibuprofeno 7.5 mg/kg; 15 mg/kg; 10 — 20 mg/kg;
Via oral Via oral Intravenosa
c/4 hrs
Ketoprofeno 5 mg/kg; 5 mg/kg; 1 - 3 mg/kg;
Subcutanea Subcutanea Subcutanea
Via oral Intraperitoneal Intramuscular
c/12-24 hrs. c/24 hrs. Via oral
c/12-24 hrs.
Meloxicam 5 mg/kg; 1 -2 mg/kg; 0.2 — 0.6 mg/kg;
Subcutanea Subcutanea Subcutanea
Intraperitoneal Intraperitoneal Via oral
c/24hrs. c/24hrs c/24hrs
Meperidina HCL 10 - 20mg/kg; 10 - 20mg/kg; 10 - 20mg/kg;
(Petidina) Subcutanea Subcutanea subcutanea
Intramuscular Intramuscular Intramuscular
c/2 -3 hrs c/l2 -3 hrs 5—10 mg/kg
Subcutanea
c/ 2 -3 hrs
Morfina 2.5 mg/kg, 2 - 5 mg/kg, 2 - 5 mg/kg;
5-10 mg/kg; Subcutanea Subcutanea
Subcutanea c/2-4 hrs. Intramuscular
Intraperitoneal c/2-4 hrs.
c/2-4 hrs.
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Piroxicam 3 mg/kg; 3 mg/kg; 0.2 mg/kg;
Via oral Via oral Via oral
c/24 hrs c/24 hrs c/8 hrs
Tramadol 5 mg/kg; 5 mg/kg; 10 mg/kg;
Intramuscular Intramuscular Via oral
Intraperitoneal Intraperitoneal c/24 hrs
c/24hrs. c/24hrs.

Tabla adaptada y traducida de Sirois, “Laboratory animal and exotic pet

medicine: principles and procedures” 2016. (13 °)

Los antiinflamatorios no esteroideos AINEs son excelentes analgésicos, muy Utiles

cuando la accién antiinflamatoria no interfiere en los datos de la investigacion. (0

Otras medidas importantes postquirurgicas.

1- Manejar aislamiento. Se debe tener un area de recuperacién donde se mantenga
un ambiente confortable, preferiblemente con nido y aporte extra de materiales que
absorban la humedad.

2- Muy importante aplicar fuente de calor pues la temperatura se pierde en fase de
recuperacion; asi que se debera evitar la hipotermia e hipoglucemia. Se recomienda
no usar lamparas, se debe dar calor por conduccion, no por conveccién. Ejemplos:
cojines térmicos, mantas, botellas de agua caliente envueltas en trapos para evitar
guemaduras, envolver al animal en papel aluminio.

3- Evitar a toda costa las infecciones. Si no se estd seguro de haber guardado
correctamente los protocolos de asepsia quirdrgica, tratar con antibiéticos de amplio

espectro al menos 4 dias.
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Hay que recordar que la investigacion biomédica debe ser multidisciplinaria,
involucrar a los diferentes profesionales de acuerdo con el area en la que se
especialicen, si no se tiene dominio de algin método o técnica a utilizar se

recomienda pedir asesoramiento de un profesional calificado y certificado. (69

X. VIAS DE TOMA DE MUESTRAS SANGUINEAS.

El punto de partida para la investigacion de un animal en el laboratorio es la toma
de muestras. Estas pueden tomarse de los animales o de su entorno con diferentes
fines para proporcionar resultados estadisticos validos, las muestras recogidas
deberan ser idéneas para el fin que se persigue y adecuadas en cuanto al nimero
y cantidad.

Las muestras deben tomarse cuidadosamente con el fin de evitar cualquier lesion o
estrés excesivo para el animal o cualquier peligro para el operador; las muestras se
tomaran de forma aséptica y se debe tener cuidado para evitar la contaminacién
cruzada. 6%

La sangre se extrae de los animales para una gran variedad de propdsitos. Los
investigadores deben considerar que el proceso puede ser estresante para un
animal, sencillamente por el manejo, el tipo de anestesia o la incomodidad que se
asocia a una determinada técnica. ©?)

La toma de muestra

Una correcta sujecion, es la que permite tomar una muestra adecuada al primer

intento sin causar panico innecesario en el animal, en cuyo caso, otros animales
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proximos pueden alarmarse, lo que llevaria a complicaciones tanto cientificas como
de bienestar. (62

El volumen de sangre extraida y la frecuencia de los muestreos se basaran en el
proposito del procedimiento cientifico y el volumen total de sangre del animal.
Existen cuatro efectos adversos en la toma de muestra que son: hemorragias,

hematomas, flebitis y estrés causados por una manipulaciéon inadecuada. ©5

La férmula general para el calculo del volumen maximo que se puede obtener es:

Peso del animal (g) X 0.06 = volumen total de sangre (ml) X 0.10 = 10% maximo de

muestra permisible para que el animal quede vivo.

En seguida en el Cuadro 11, se indica el porcentaje de volumen circulatorio de

sangre que se puede obtener y el tiempo de recuperacion que se les debe de dar a

los animales.
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Cuadro 11.
VOLUMEN CIRCULATORIO DE SANGRE Y PERIODO DE

RECUPERACION.

Muestreo simple

% de volumen de Periodo de

sangre circulante recuperacion

extraida aproximado
7.5% 1 semanas
10% 2 semanas
15% 4 semanas

Tabla editada de Diehl: A good practice guide to the administration of

substances and removal of blood, including routes and volumes, 2001. 3

En el Cuadro 12 se indica el volumen total de sangre y maximo volumen de sangre

que puede extraerse sin provocar disturbios en la fisiologia normal del animal.
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Cuadro 12.

VOLUMEN TOTAL DE SANGRE Y MAXIMO VOLUMEN DE SANGRE QUE

PUEDE EXTRAERSE.

ESPECIE | VOLUMEN | 7.5% 10%
Y PESO | TOTAL DE (Maximo.
SANGRE Muestra

anica)

RATON 1.8 ml 0.14ml | 0.18 ml

25 g

RATA 16 ml 1.2 mi 1.6 ml

250 g

CONEJO 168 ml 126 ml | 16.8 ml

3 kg

Tabla traducida de: Institutional Animal Care and Use Committee Standard

Operating Procedure, 2016. ©4

Hasta un 10% del volumen de sangre circulante puede ser extraida en una sola
ocasion de animales normalmente sanos y bien nutridos con efectos adversos
minimos.

Para sangrados repetidos a intervalos mas cortos, se puede extraer un maximo de

1% del volumen sanguineo circulante cada 24 horas.
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10.1. Técnicas aceptadas.
10.1.1 Extraccion de sangre de vena mandibular en raton y rata.
Anestesia: No requerida.

Material: Aguja 27G para ratén, aguja 21G para rata, lanceta.

Primero se debe localizar la pequefia zona circular desprovista de pelo situada
centralmente en la mandibula inferior (puede no estar presente en algunas cepas).

En la Figura 64 se muestran las venas que tiene un raton en la cabeza.

Superficial temporal vein
/— Retro-orbital sinus
/ —— Supraorbital vein

/—Ocular angle vein

4 : :
5 Facial vein

External jugular vein

Figura 64. Localizacion de venas de la cara del ratén. Imagen tomada de

https://www.nature.com. (9
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METODO.
Sujetar firme al ratén o a la rata de manera que la cabeza quede alineada con el
cuerpo, es decir, que no esté inclinada hacia el térax o hacia los lados, como se ve

en la Figura 65.

Figura 65. Localizacion de la zona de puncién de la vena mandibular. Fotos

tomadas en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Con una aguja de 27-21 G, dependiendo de la edad y/o tamafio del raton, realizar

la puncion en la zona circular desprovista de pelo, como se ve en la Figura 66.
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Figura 66. Puncién de la vena mandibular en ratén y rata. Fotos tomadas

en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Después de puncionar se puede recoger la sangre en el recipiente adecuado
teniendo en cuenta que el flujo serd de aproximadamente una gota (20pl) por
segundo y recordar que se debe raspar la zona de puncion para estimular la salida

de la gota de sangre. Ver Figura 67.
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Figura 67. Obtencion de sangre de la vena mandibular en ratéon y rata.

Fotos tomadas en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Una vez obtenida la muestra se libera al ratén o rata y el sangrado se detendra

automaticamente.
Para mas informacion sobre esta técnica, se sugiere ir a anexos para ver el enlace

de un video, donde se explica a detalle sobre esta técnica de obtencién de sangre.
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10.1.2 Extraccidon de muestra sanguinea de vena caudal en ratéon y
rata.
Anestesia: No requerida.

Material: Aguja 23G — 25G para ratén, aguja 21G para rata, contenedores.

METODO 1.

La toma de muestras sanguineas por la vena caudal puede realizarse en ratas y
ratones, pueden tomarse mudltiples muestras recordando empezar de distal a
proximal para no perder la integridad del vaso sanguineo.

En caso de no tener contenedores, el procedimiento se realiza con dos personas,

una sujetara al animal y otra realizara la extraccion de sangre.

METODO 2.

Los ratones y ratas se pueden inmovilizar por medio de un contenedor especifico
de especie. Este sistema permite una adecuada exposicion de la cola que facilita el
procedimiento.

Al usar el contenedor, se debe ingresar al ratén o a la rata cuidadosamente, para

evitar aplastar sus falanges, asi como se ve en la Figura 68.
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Figura 68. Ingreso del ratén al cepo de contencion. Fotos tomadas en

Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Antes de tomar la muestra, se pasa una torunda con alcohol al 96% sobre la vena
caudal por la zona de extraccién. Para evitar dafios en la cola, no se deben tomar

mas de dos muestras de sangre por sesién en un periodo de 24 horas. Cuando sea
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necesario y justificable tomar mas, se debe considerar el uso de métodos de
canulacion temporal o quirdrgica. El nimero de intentos de tomar una muestra de
sangre debe reducirse al minimo (no mas de tres pinchazos de aguja en un solo
intento) y se debe dar suficiente tiempo para que la cola se recupere entre las
sesiones de muestreo de sangre. Se deben usar lados alternativos de la cola y
punciones sucesivas de la aguja movidas hacia la base de la cola como se ve en la

Figura 69.

Figura 69. Obtencion de sangre de la base de la cola del raton. Fotos

tomadas en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Los volumenes de extraccion pueden ser de una a dos gotas por sesion,

equivalentes a 0.1 0 0.15 ml (20 gotas equivalen a 1 ml).
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10.1.3 Extraccion de muestra sanguinea por puncién de vena
caudal distal en raton y rata.
Anestesia: No requerida.

Material: Aguja 27G.

Esta técnica sirve cuando solo se requiere la obtencién de una muestra de sangre

no mayor a 0.02ml.

METODO.
El procedimiento es facil y sencillo, el animal debe estar restringido en un

contendedor o sujetado por una persona para evitar que se mueva.

Se debe puncionar la terminacion de la cola con una aguja 27G como se muestra

en la Figura 70 y Figura 71, para obtener la muestra de sangre y poder colectarla.
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Figura 70. Puncion de vena caudal distal en ratén. Fotos tomadas en

Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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Figura 71. Puncién de vena caudal distal en rata. Fotos tomadas en

Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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10.1.4 Extraccién de muestra sanguinea de vena marginal en
conejos.
Anestesia: No requerida.

Material: Mariposa 23G. Jeringa de 3ml. Tubos microtrainer.

En esta toma de muestra se localiza la vena marginal, la cual esta a la orilla de la

cara externa del pabellon auricular.

METODO.

Antes de tomar la muestra sanguinea hay que dilatar la zona frotando desde la base
de la oreja hacia el extremo, utilizando una torunda con abundante alcohol.

Para la sujecion del conejo se puede utilizar un cepo de contencidén o una persona
puede inmovilizar al conejo como se ve en la Figura 72, quien tome la muestra debe
detener la oreja de tal manera que siempre quede rigida y que no se doble, para
evitar obstruir el flujo de la sangre o para no perforarla al momento de introducir la

aguja.
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Figura 72. Sujecion del conejo paratoma de muestra sanguinea en vena

marginal. Foto tomada en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM;

2017.

Hay que recordar que se debe ingresar la aguja con los filos del bisel hacia arriba,

cuando la aguja esté dentro de la vena como se ve en la Figura 73, se debe de fijar

la mariposa para evitar que se salga de la vena.
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Figura 73. Ingreso de la aguja a la vena marginal. Foto tomada en Bioterio

Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

La jeringa se sujeta con una mano y con un movimiento lento se jala el embolo para

gue la jeringa se vaya llenando de sangre como se ve en la Figura 74.

Figura 74. Obtencion de sangre por vena marginal del conejo. Foto tomada
en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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Una vez terminada la toma de muestra, se extrae la aguja y se coloca una torunda
seca haciendo presion en la vena para que deje de sangrar. En seguida se deposita
la muestra de sangre en los tubos microtainer, depositando la sangre con cuidado

y por los bordes para evitar hemolisis.

10.2. Técnicas condicionadas.
10.2.1 Extraccion de sangre del seno venoso orbital en raton y rata.
Anestesia: Requerida.

Material: Tubos capilares con o sin anticoagulantes. Ver Figura 75.

10 it
= 1.60 mm
* 80 microliters

: vél . of
Gt 202 Cat. 2 &

= ——

Figura 75. Tubos capilares. Fotos tomadas en Bioterio Facultad de

Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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METODO.

Esta técnica implica perforar el seno venoso que se localiza a un lado del globo
ocular como se ve en la Figura 76 y se conoce de diferentes maneras como retro-
orbital, peri-orbital, orbital posterior y sangrado del plexo venoso orbital de la

comisura externa de los parpados.

Retro-orbital sinus

Retro Orbital Sinus
Medial Canthus

Figura 76. Localizacion del seno venoso. Imagen tomada de

https://www.theodora.com. 66

Se recomienda hacer esta técnica en la comisura posterior o externa de los
parpados, ya que en la comisura interna se encuentra la glandula de Harder y podria
salir perjudicada.

El animal debe estar anestesiado antes de realizar esta técnica, se debe de colocar

al animal sobre una superficie sélida, se sugiere colocarlo en la orilla de una mesa
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y al sujetar la cabeza se deben de exponer los globos oculares, como se muestra

en la Figura 77, para que se localice perfectamente la comisura donde se va a

introducir el capilar.

Figura 77. Sujecion de la rata para exponer ojos. Fotos tomadas en

Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Para obtener la muestra de sangre se usara un tubo capilar (es decir de tamafio 100
pl). Se introduce el capilar a un lado del ojo y se empuja lateralmente a la 6rbita
donde se localiza el seno venoso; se debe recordar que nunca se debe recargar en

el globo ocular para no ocasionar dafio.

Cuando el tubo capilar esté en el seno venoso se llenara de sangre, como se

observa en la Figura 78 y Figura 79.
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Figura 78. Toma de muestra del seno venoso en raton. Fotos tomadas en

Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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Figura 79. Toma de muestra del seno venoso derecho de la rata. Fotos

tomadas en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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En el instante que se llena el tubo capilar, se recomienda soltarlo e inclinar al animal
hacia el borde para que por gravedad la sangre fluya y sea mas facil de recolectar

dicha muestra como se ve en la Figura 80.

L

Figura 80. Recoleccion de sangre del seno venoso de la rata. Foto tomada

en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Esta técnica permite hacerlo en ambos senos venosos, en la Figura 81 se muestra

la recoleccion de sangre del seno venoso izquierdo.
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Figura 81.Toma de muestra del seno venoso izquierdo de la rata. Fotos

tomadas en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
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Con esta técnica se obtiene un minimo de 100-200 pl de sangre.

Se puede liberar momentdneamente el cuello antes de retirar el tubo capilar para
minimizar la hemorragia del lugar de la puncién.

Hay que tener cuidado de no dafiar la cérnea mientras se presiona los parpados

para limitar la hemorragia después de haber obtenido la muestra.

10.2.2 Puncién cardiaca.

Anestesia: Requerida. El animal en cuestion debe ser eutanasiado
inmediatamente después del procedimiento.
Material: Aguja 23G — 25G para raton. Aguja 22G - 21G para rata. Aguja 18G para

conejo. Mariposa aguja 23G.

METODO 1.

El animal previamente anestesiado se coloca en una superficie solida y lisa, en el
caso del raton o de la rata se puede colocar sobre la palma de la mano acostada en
posicién dorsoventral.

En ratdn se introduce la aguja calibre 25G del lado izquierdo de la cavidad toracica
para localizar el corazén como se ve en la Figura 82. No se podra diferenciar si se

ingreso a auricula o ventriculo.
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Figura 82. Puncién cardiaca en raton. Fotos tomadas en Bioterio Facultad

de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Como detalle técnico es importante sujetar firmemente la jeringa y observar que la

sangre suba a través de la aguja como se ve en la Figura 83.
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Figura 83.Puncién cardiaca en rata. Fotos tomadas en Bioterio Facultad

de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

METODO 2.

En ratas se puede utilizar una aguja de mariposa conectada a una jeringa para

obtener la muestra sanguinea, como se ve en la Figura 84.
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Figura 84. Obtencion de sangre por puncién cardiaca en rata. Fotos

tomadas en Bioterio Facultad de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.

Después de haber realizado la puncion cardiaca en raton y rata se debe aplicar
inmediatamente la eutanasia al animal, ya que no se puede asegurar que se haya
hecho correctamente sin haber ocasionado lesion al corazén o pulmones, por lo

tanto, este método se debe de utilizar como un punto final en la investigacion.
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CONEJOS.
Anestesia: Requerida.

Material: Aguja 18G para conejo. Mariposa aguja 23G.

METODO.

La puncién cardiaca se realiza con el conejo anestesiado, colocarlo encima de una
superficie sdlida en posicién decubito dorsal, se debe sujetar en una tabla con
armellas para amarrar sus cuatro miembros, como se ve en la Figura 85.

El corazén se localiza debajo del esterndn, con el apice hacia el lado izquierdo en
la cavidad toracica, cranealmente entre la 22 y la 52 costilla, se puede situar
palpando el térax para sentir el latido cardiaco; donde se sienta mas fuerte el latido
se ingresa entre el espacio intercostal una aguja 18 G lateralmente a través de los
musculos intercostales, la aguja deberé ser de 1 a 1 1/2 pulgada de largo para entrar
al corazén y debe estar conectada a una manguera de venoclisis a una jeringa de
50 ml.

Se debe retraer el émbolo lentamente siguiendo el pulso, para evitar colapsar el

corazon.
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Figura 85. Puncién cardiaca en conejo. Fotos tomadas en Bioterio Facultad
de Quimica, Edificio A. UNAM; 2017.
Cuando se emplea este procedimiento con fines terminales, hay que asegurar la

muerte después de la puncién practicando un método de eutanasia.

Xl. PARAMETROS PARA DETERMINAR EL PUNTO FINAL DE UN

EXPERIMENTO.

El punto final humanitario, designa el momento en el que se evita, se reduce o se
pone fin al dolor y/o la angustia del animal experimental por medio de acciones tales
como: administrar un tratamiento para aliviar el dolor y/o la angustia, terminar un
procedimiento doloroso, retirar al animal del estudio o matar al animal con un
método de eutanasia aceptable. (67

La seleccion del punto final debe involucrar la valoracion de un médico veterinario

experto en la Ciencia de los Animales de Laboratorio y en su caso del Comité
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Institucional para el Cuidado y Uso de los Animales de Laboratorio o
Experimentacion. ©8)

Una vez que se ha reconocido el hecho de que todos los animales vertebrados son
capaces de experimentar dolor y estrés, es esencial que el investigador principal o
tutor de un alumno que maneja animales con fines experimentales, de docencia y
de constatacién de bioldgicos, considere el bienestar de estos y planifique su

experimento.

Los tipos de estudios que son mas invasivos y que como consecuencia pueden
causar dolor intenso y estrés son principalmente: la administracion de drogas

téxicas y modelos animales de enfermedades crénicas.

Por lo tanto, el investigador principal, es responsable de cumplir los siguientes
puntos:

« Conocer los aspectos clinicos de la enfermedad, para asi poder predecir el curso
de la enfermedad y el grado de dafo que pueda hacer.

* Observar a los animales diariamente, incluyendo fines de semana, sobre todo
cuando el dafio puede ser agudo o repentino, como en los ensayos de toxicidad.

* Planear el proyecto de tal forma que los momentos mas criticos para el animal se
presenten cuando algun miembro del grupo de investigadores esté presente.

» Definir anticipadamente en el protocolo, los tiempos o signos para la intervencion.
*Disefiar el experimento pensando en un animal siempre en buen estado,
considerando la minimizacion del sufrimiento y el uso del minimo de animales; por
ejemplo, cuando se implantan tumores debe procurarse hacerlo en sitios en donde
se haga el menor dafio o bien en areas que no permitan la automutilacion.
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* Asegurar que las células tumorales inyectadas a los animales no estén

contaminadas con agentes patégenos.

En el caso de aquellos estudios en los cuales la muerte de los animales es requerida
como punto final del experimento tales como: estudios de toxicidad aguda, estudios
de enfermedades infecciosas, ensayos de vacunas, ensayos de virulencia y algunos
estudios de tratamientos de cancer, el investigador principal debe proveer de la
siguiente informacion:

* Una justificacion fuerte y plena de los beneficios que se obtendran.

 El numero de animales por grupo claramente definidos y justificados por medio de
un adecuado método estadistico.

 Especificar claramente las razones por las cuales el experimento no puede ser

modificado para aplicar un punto final anticipado a la muerte. ©8)

Xll. EUTANASIA Y METODOS DE MUERTE ACEPTABLES.

La eutanasia ( del Griego Eu: bueno, thanatos: muerte = buena muerte) es un
método de muerte que debe producir el menor sufrimiento posible (dolor, angustia
y miedo), ™ por lo tanto la eutanasia significa “muerte sin dolor ”, y se realiza cuando
finaliza un experimento o porque el animal muestra una enfermedad incurable, que
causa sufrimiento o una calidad de vida inaceptable, ©8 por lo cual debe producir
una rapida pérdida de conciencia seguido por el cese de la funcion cardiaca,

respiratoria y finalmente cerebral. ()
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La NOM-062-Z00-1999 describe que la eutanasia son los procedimientos
empleados para inducir de manera humanitaria la muerte de los animales, con el
proposito de eliminar o disminuir al minimo dolor o estrés previo y durante el
procedimiento. @

Algunos criterios de ayuda para aplicar la eutanasia en animales en
experimentacion son:

* Pérdida de peso progresiva hacia el estado de emaciacion (se observan y/o palpan
las espinas vertebrales).

+ Cianosis.

« Areas extensas de alopecia causadas por la enfermedad o experimentacion.

* Pelo hirsuto, postura encorvada, abdomen distendido, letargia, especialmente
debilidad prolongada (3 dias).

* Tos, dificultad para respirar, descargas nasales/ oculares.

* Ictericia y/o anemia.

* Crecimiento rapido de masas o0 signos clinicos de neoplasia (excepto cuando se
estén realizando estudios de cancer).

« Signos neuroldgicos como torsion de la cabeza, tremor, convulsiones, caminado
en circulos, paralisis o paresia, espasticidad y signos asociados con anorexia.

* Hemorragia por cualquier orificio natural.

* Lesiones que interfieran al animal para comer o beber.

* Signos clinicos sospechosos de enfermedad infecciosa que requiera la necropsia

para su diagnostico. ©8)
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El criterio de eutanasia, como muchos otros en el campo de la utilizacion de
animales de laboratorio, ha evolucionado desde considerar eutanasico todo
procedimiento que produce la muerte sin ocasionar dolor, hasta la necesidad de
evitar también otras sensaciones como panico, miedo, aprensién, ansiedad, pena,
angustia o incomodad. ®; en el Cuadro 13 se ejemplifica un protocolo de
supervision para roedores, el cual sirve de apoyo para saber si es necesario la

eutanasia, propuesto por Morton y Griffiths. (/1)
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Cuadro 13.

PROTOCOLO DE SUPERVISION PARA ROEDORES DE LABORATORIO.

VARIABLE RANGOS PUNTUACION
Pérdida de peso Normal (no hay pérdida de peso o el 0
(de0a3) animal crece normalmente).
Pérdida de peso inferior al 10%. 1
Pérdida de peso entre el 10% y 20%.
Posible alteracion en el aspecto o 2
cantidad de heces.
Pérdida de peso superior al 20%, el 3
animal no consume agua ni alimento.
Aspecto Normal. 0
(de0a3) Pelo en mal estado. 1
Pelo en mal estado y/o presencia de 2
secreciones oculares o nasales.
Postura anormal. 3
Comportamiento Normal. 0
espontaneo Pequefios cambios. 1
(de0a3) Inactividad. 2
Automutilacion, vocalizacion anormal,
animales inquietos o inméviles. 3
Comportamiento Normal. 0
en respuesta a Pequefios cambios. 1
manipulacion Cambios moderados. 2
(de 0 a 3) 3

Animales agresivos.

Puntuacion total

Modificada del protocolo propuesto por Morton y Griffiths, 1985.

Puntuacion:

Desde 0-3 normal.

Desde 4-7 supervisar cuidadosamente considerar el uso de analgésicos.

Desde 8-11 sufrimiento intenso: administrar analgésicos.

Desde 12 eutanasia.
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Existen varios métodos de eutanasia, en este manual mencionaremos solo los
métodos aceptables y los aceptables condicionados.

El método aceptable de eutanasia, es un método que deja a un animal inconsciente
e insensible por el cese de todas las funciones respiratorias, circulatorias y la
actividad cerebral.

Los métodos aceptables condicionados, son métodos que se consideran
“aceptables” solo si se cumplen las condiciones especificas, ya que tienen un mayor
margen de error en su aplicacién o por ser peligrosos para la seguridad de los
operadores o porque no producen una muerte humanitaria consistentemente. (72 69)
Las diferentes técnicas a menudo se dividen en métodos quimicos y métodos

fisicos.

Métodos quimicos de eutanasia:
- Sobredosis de agente anestésico (Por inyeccion, inhalacion).
- Exposicion al diéxido de carbono (Método condicionado)
Métodos fisicos de eutanasia:
- Dislocacién cervical.

- Decapitacion.

De los métodos comunmente utilizados son los anestésicos. Este método es mas
recomendable siempre y cuando no cause miedo o estrés al animal. Los animales
estresados deben sedarse antes de aplicar el agente eutanasico.

En el Cuadro 14 se mencionan los métodos aceptables de eutanasia, que se aplican

en las distintas edades del raton y la rata.
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Cuadro 14.

METODOS ACEPTABLES DE EUTANASIA EN ROEDORES.

METODOS DE

EUTANASIA

RATON Y RATA ADULTOS

FETOS Y NEONATOS DE

RATON Y RATA®

METODOS

QUIMICOS.

Inyeccion de  barbitiricos y
derivados del &cido barbiturico.
Combinaciones de agentes
disociativos.

(Ketamina, Xilacina, Diacepam).
Isoflurano.*

CO2 (di6xido de carbono)*

Eutanasia de hembra
gestante.

Aplicacion de barbitaricos
inyectables en fetos.

CO2 -dioxido de carbono
en fetos (es necesaria la
exposicion durante

60min)*

METODOS

FiSICOS.

Dislocacion cervical. Ratas <200
g. (Requiere capacitacion y debe
realizarse bajo anestesia )*
Decapitacion con guillotina. (Se
recomienda sedacion en los
animales, si lo permite el
protocolo.

Las guillotinas deben afilarse y
ajustarse con frecuencia para
garantizar un rendimiento

adecuado)*

» Decapitacion con tijeras
para los neonatos.(Usar
tijeras quirargicas)*

= Extraccion de fetos de
madre eutanasiada.

* Hipotermia.*

= Dislocacioén cervical.

Tabla adaptada de:The AVMA Guidelines for the euthanasia of animals; 2013.

(73) °FETOS DE RATON Y RATA HASTA 15 DIAS DE GESTACION/ NEONATOS HASTA 10 DIAS DE EDAD.

*METODOS CONDICIONADOS.
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En el Cuadro 15 se indican los métodos fisicos y quimicos aceptables de eutanasia

en conejos.

Cuadro 15.

METODOS ACEPTABLES DE EUTANASIA EN CONEJOS.

intravenosa o]
intraperitoneal.

Dio6xido de carbono.

METODOS DE CONEJO ADULTO FETOS Y NEONATOS
EUTANASIA
METODOS * |Inyeccion de barbitlricos Eutanasia de hembra
QUIMICOS. y derivados del acido gestante.
barbittrico por via Aplicacion de

barbituricos

inyectables en fetos.

METODOS FISICOS.

Dislocacion cervical. *
(Conejos < 1kg).
Decapitacién con
guillotina.

Pistola de perno cautivo
penetrante.
Toracotomia bilateral,

exanguinacion.* (solo en

conejos anestesiados).

= Extraccion de fetos

de madre

eutanasiada.

» Hipotermia.*

= Dislocacioén cervical.

Tabla adaptada de: The AVMA Guidelines for the euthanasia of animals; 2013.

(73) * METODO CONDICIONADO.
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En el cuadro 16, se mencionan las caracteristicas, ventajas y desventajas de los

agentes mas utilizados para realizar la eutanasia.

Cuadro 16.
CARACTERISTICAS Y MODO DE ACCION DE AGENTES PARA LA
] EUTANASIA. ]
AGENTES | BARBITURICOS | DIOXIDO DE | DISLOCACION | ISOFLURANO
CARBONO CERVICAL
CO2
Clasificacién Hipoxia producida | Hipoxia Hipoxia Produce
por la depresion | producida por | producida por la | hipoxia por la
de Centros | la depresion | interrupcion de | interrupcién de
vitales. de Centros | los centros | los centros
vitales. vitales. vital.
Hipoxia
producida por
la depresién
de centros
vitales.
Modo De | Depresion directa | Depresion Depresion Depresion
Accién de la corteza | directa de la | directa del | directa de la
cerebral, corteza cerebro. corteza
estructuras cerebral, cerebral,
subcorticales vy | estructuras estructuras
centros  vitales; | subcorticales subcorticales y
depresion directa | y centros centros vitales.
del vitales:
musculo depresion
cardiaco. directa  del
musculo
cardiaco.
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Rapidez Rapido al inicio de | Moderada- Moderada- Moderada-

la anestesia. mente rapido. | mente rapido. mente rapida al
inicio de la
anestesia.

Eficacia Y | Muy efectivo vy | Efectivo, pero | Irreversible, Muy efectivo si

Comentarios aceptable cuando | en animales | violentas el animal esta
se administra por | inmaduros o | contracciones suficientemen-
via intravenosa e | neonatos musculares te expuesto
intraperitoneal en | requiere mas | pueden ocurrir
animales tiempo de | después de la
pequefios. exposicion. dislocacion.

Ventajas Induce la | No es | Es una técnica | Son dutiles en
eutanasia inflamable. que puede | animales
suavemente, con | No es | provocar la | previamente
el minimo | explosivo. inconsciencia anestesiados,
malestar para el | Minimo inmediata. Se | cuando no se

animal.

riesgo para el

personal.

obtienen tejidos
sin
contaminacion

quimica.

desea que
estos recobren
el

conocimiento.

Desventajas

Es necesaria la
administracion via
intravenosa para
obtener mejores

resultados.

En neonatos,
el tiempo letal
puede ser

mayor.

El personal debe
estar
perfectamente
entrenado.
Puede resultar
estéticamente

desagradable.

Los animales
muestran
reacciones de
excitacion con
lo cual no
suelen ser
aconsejables
como agentes
eutanasicos en
animales con

pesos >7 kg.

Tabla adaptada de: Aspectos técnicos y normativos para la eutanasia de los

animales de experimentacién, 2017. (7469
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Es importante que se verifique la muerte del animal después de haber aplicado el

método de eutanasia, verificando:

La pérdida de la consciencia

Paro respiratorio

Perdida de la actividad cardiaca de modo permanente

Ausencia de reflejos pupilar y reflejo corneal (observar que ya no hay flujo

sanguineo en animales albinos).

Xlll. MANEJO DE RESIDUOS BIOLOGICOS INFECCIOSOS.

La NOM 087- ECOL-SSA1-2002 (® se encarga de la proteccion, salud ambiental y

el manejo de los residuos peligrosos biolégicos infeccioso, como es el caso de los

cadaveres, agujas, desechos patoldgicos entre otros.

La norma también marca que se deben seguir las siguientes disposiciones:

Identificacion de los residuos
Envasado de los residuos
Almacenamiento temporal
Recoleccién y transporte externo
Tratamiento

Disposicion final
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En el Cuadro 17, se describen las caracteristicas del envasado e identificacién de
los residuos en base al color del contenedor, conforme ala NOM 087- ECOL-SSA1-

2002. (79

Cuadro 17

ENVASADO E IDENTIFICACION DE LOS RESIDUOS.

TIPO DE RESIDUO ESTADO ENVASADO | COLOR
FiSICO
Sangre.
Cultivos y cepas de agentes
infecciosos. Solidos Bolsa de Rojo
Residuos no  anatomicos o
derivados de la atencion de plastico
pacientes y los laboratorios:
Guantes, gorros y cubrebocas,
gasas, algodon, jeringa sin
aguja, etc. Liquidos Recipientes Rojo
herméticos
Patolégicos: Todos los Solidos Bolsa de Amarillo
cadaveres ylo miembros,
organos o fluidos de animales. plastico
Liquidos Recipientes Amarillo
herméticos
Punzocortantes: Agujas, hojas
de bisturi, navajas, cristaleria
rota, etc. Solidos Recipientes Rojo
rigidos

Las bolsas deberan ser de polietileno de color rojo trasltcido de calibre minimo 200

y de color amarillo traslicido de calibre minimo 300, impermeables y con un
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contenido de metales pesados de no mas de una parte por millon y libres de cloro,
ademas deberan estar marcadas con el simbolo universal de riesgo bioldgico y la
leyenda Residuos Peligrosos Bioldgico-Infecciosos.

Los desechos patolégicos se colocan en bolsas amarillas como se menciona, se
pesan e identifican con plumon indeleble, el peso, iniciales del analista y fecha.
Posteriormente se depositan en el congelador del area de bioterio, destinado para
almacenar los cadaveres temporalmente.

Dicho peso se registra en la Bitacora de animales que son matados o sometidos a
muerte. Estos residuos son entregados semanalmente a una compariia colectora
de Residuos Peligrosos Bioldgico-Infecciosos (RPBI), al igual que se entregan los
contenedores de punzocortantes y los residuos no anatémicos, para posteriormente

ser incinerados.

En la Figura 86 se muestra el programa de manejo de RPBI, que se utiliza en la

Facultad de Medicina Veterinaria y Zootecnia.
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PROGRAMA DE MANEIO DE RESIDUQS PELIGROSOS *ﬁ
BIOLOGICO-INFECCI0S0S

LiQUIDOS CONTAMINADOS
Y MATERIAL DE VIDRIO

NO ANATOMICOS, PATOLOGICOS

CULTIVOS Y CEPAS

| =V | @ Cﬂ“‘d‘mm Cadéveres Organos, tejidos
cultivos, cepas z

o = =

navaijas, rastrillos y puntas, algodones, gasas, S

Agujas, hojas de bisturi Guantes, vendas, fubos,
q Codgulos Carnes, embutidos
desechables t hisopos, cubrebocas SN TUBO)

AL (N}

Embmnes do po|lo Muestras clinicos
(heces, érganos, efc.
|” siN FrASCO)

Referencia: NOM.087-SEMARNAT.SSA1.2002. Ado: 2005
Elabors: Comité knferno para el manejo da residuos peligrosos (CIMARPE. Unidod de Ploneacicn. FMYZ-UNAM.  Asesores: Unidod de Gesfion Ambientol (UGA), FQ-UNAM.  Disené: Alma Angélica Chavez Rodriguez. Depto. Divulgacion. FMVZ-UNAM

Figura 86. Programa de manejo de RPBI. Imagen tomada de

www.conevet.org.mx ()

La secretaria del Comité Interno para el Manejo de Residuos Peligrosos (CIMARPE)
con asesoria de la Unidad de Gestion Ambiental de la Facultad de Quimica, elabora
un calendario de recoleccién de residuos quimicos y punzocortantes, de acuerdo a
las caracteristicas y el volumen de los residuos generados. Este calendario se

verifica con la empresa responsable de la recoleccidn y disposicion final de residuos.
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ANEXOS.
BASES DE DATOS SOBRE METODOS ALTERNATIVOS A LA
EXPERIMENTACION ANIMAL.

e AltBib (Resources for Alternatives to the Use of Live vertebrates in Biomedical
Research and Tersting).

e AltTox (Non-animal Methods for Toxicity Testing).

e Altweb (Alternatives to Animal Testing on the Web [JSH).

e AnimalAlt-ZEBET Database.

e DB-ALM (EURLECV AM Database Service on Alternative Methods to Animal
Experimentation).

e HSVMA (Humane Society Veterinary Medical Association).

e InterNICHE.

e Interspecies Database.

¢ NORECOPA (Noway’s National Consensus Platform).

¢ NORINA (Norwegian Inventory of Alternatives).

e TSAR (Tracking System for Alternatives methods Review, Validation and
Approval in the Context of EU Regulations on Chemicals).

e UC Davis Center for Animal Alternatives.
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REVISTAS ACADEMICAS SOBRE METODOS ALTERNATIVOS.

e Alternatives to Animal Experimentation (ALTEX).

e American Society for Cellular and Computational Toxicology (ASSTC).

e Alternatives to Animal Testing and Experimentation (AATEX).

e Japanase Society for Alternative to Animal Experiments.

e Alternatives to Laboratory Animals (ATLA) Fund for the Replacement of
Animals in Medical Experiments.

e Toxicology inVitro. Elsevier.

LISTA DE ORGANIZACIONES QUE PROMUEVEN EL USO ETICO

DE ANIMALES DE EXPERIMENTACION.

American Association for Laboratory Animal Science (AALAS)

Asociacion Argentina para la Ciencia y Tecnologia de Animales de Laboratorio

(AACYTAL)

Association for Assessment and Accreditation of Laboratory Animal Care

International (AAALAC International)

= Asociacion Cientifica Centroamericana y Mexicana sobre Animales de
Laboratorio (ACCMAL)

= American College of Laboratory Animal Medicine (ACLAM)

= American Veterinary Medical Association (AVMA)

= Association for Gnotobiotic (AG)

= Asociacion Mexicana de Ciencia de Animales de Laboratorio (AMCAL)
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http://www.aaalac.org/spanish/index.sp.cfm

Canadian Association for Laboratory Animal Medicine/ L’association canadienne
de la médecine des animaux de laboratoire (CALAM/ACMAL)

Canadian Association for Laboratory Animal Science/ Association Canadienne
pour la Science des Animaux de Laboratoire (CALAS-ACSAL)

Canadian Council on Animal Care (CCAC)

Center for Alternatives to Animal Testing, The Johns Hopkins University (CAAT)
European College of Laboratory Animal Medicine (ECLAM)

European Federation of Animal Technology (EFAT)

European Society of Laboratory Animal Veterinarians (ESLAV)

Federation of European Laboratory Animal Science Associations (FELASA)
Food and Drug Administration (FDA)

International Association of Colleges of Laboratory Animal Medicine (IACLAM)
International Council for Laboratory Animal Science (ICLAS)

Institute for Laboratory Animal Resources (ILAR)

Secretaria de Agricultura, Ganaderia, Desarrollo Rural, Pesca y Alimentacion
(SAGARPA)

Sociedad Brasilefia de Ciencia en Animales de Laboratorio (SBCAL)

Sociedad Espafiola para las Ciencias del Animal de Laboratorio (SECAL)

The American Society of Laboratory Animal Practitioners (ASLAP)

Universities Federation for Animal Welfare (UFAW)

155


http://iclas.org/

SITIOS DE VENTA DE ALIMENTO Y ANIMALES DE LABORATORIO

EN MEXICO.

ENVIGO®- envigo.com
MAZURI® - mazuri.com
LabDiet® - labdiet.com
TestDiet® - testdiet.com
The Jackson Laboratory — jax.org
Taconic — taconic.com

Charles River — criver.com

La Unidad de

Experimentacion

http://quimica.unam.mx

Animal  (UNEXA-Harlan) -

UPEAL- Cinvestav - http://administracion.cinvestav.mx

UPEAL UAM XOCHIMILCO.

SITIOS DE VENTA DE EQUIPO PARA BIOTERIOS EN MEXICO.

Vetflexxs.a.- Vetflexx.com

Thermolab® -https://thermolab.mx

Circulo ADN. S.A de C.V. - circuloadn.com.mx

SOLUCIONES MG - solucionesmg.com.mx

EEE México® - grupoeee.com

CIMA® Industries Inc. - cimaindustries.com

Lab-Tech® -labtech.com.mx
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SITIOS WEB SOBRE INVESTIGACION ANIMAL.

= Extraccion de sangre de vena mandibular (video youtube=
https://www.youtube.com/watch?v=95yb_uAAQew)

= www.jove.com. Pagina web de investigacién y educacion cientifica.

= www.labanimal.com. Pagina web de informacion, métodos y materiales para el

profesional de la investigacion animal.
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