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Presentacion

DRA. REBECA CHAVEZ-GENARO
Coordinadora de la Comisién Honoraria de Experimentacion Animal (CHEA), Comision Sectorial de Investigacion Cientifica (CSIC) de la Universidad de la Republica

Desde sus inicios en el afio 2000, la Comision animales tradicionales de experimentacion que aqui
Honoraria de Experimentacién Animal (CHEA), ha presentamos.

buscado la aplicacién de medidas que contemplen

el buen uso de animales en investigacion recono- Esta nueva edicion pretende ser una guia que mejore
ciendo su valor intrinseco y que los mismos sean y actualice los principales aspectos relacionados con
respetados de acuerdo con los principios generales el uso de animales tradicionales en investigacion y
de reemplazo, reduccion y refinamiento que se es- docencia y que aseguren el bienestar animal, que se
tablecen en la Ordenanza sobre el Uso de Animales presentaban en la primera edicion.

en Experimentacion, Docencia e Investigacion

Universitaria.

Ademis del dictado de cursos que permiten la
formacion de recursos humanos en esta area, ha
recopilado una serie de recomendaciones sobre el
uso de animales de experimentacion que han dado
lugar a la publicacion de dos pequefios manuales,
«Manejo de Animales de Experimentacién» en el
afio 2006 y otro dedicado a la «Experimentacion
con Animales no Tradicionales en Uruguay» (2018).
Como en todas las ramas del conocimiento, la cien-
cia del uso de animales de experimentacion esta en
continuo cambio, se mejora y adapta posibilitando
a su vez la obtencion de mejores resultados. Este
principio es lo que nos ha llevado a la publicacion
de esta segunda edicion del Manual del manejo de
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Capitulo |
Introduccion

El uso de animales en experimentacion ha sido
sometido a fuertes cuestionamientos éticos en las
ultimas décadas por parte de organizaciones sociales
pertenecientes a distintos paises. Se ha procurado
por medio de las organizaciones cientificas y la in-
dustria reemplazar el uso de animales por métodos
alternativos; sin embargo, a pesar de los esfuerzos en
el desarrollo de estos métodos no se puede discutir
la importancia que atn tienen los animales de labo-
ratorio en la investigacion y la docencia. En muchos
casos son insustituibles, y es en estos casos que siem-
pre se procura minimizar su namero. Para ello es
fundamental asegurar el bienestar, calidad genética

y estado sanitario de los mismos. Deben estar clara-
mente definidas las caracteristicas genéticas, sanita-
rias, ambientales, el manejo ético y el bienestar de
los animales utilizados (Guide for The Care and Use
Of Laboratory Animals, 2011).

Quienes empleamos animales para experimentacion
en investigacion y docencia debemos asumir de for-
ma responsable y ética el uso de animales aplicando
siempre el principio de las 3R’s: reducir, refinar, re-
emplazar (Russell y Burch, 1959) ademas de cumplir
con las normas vigentes.

En la actualidad y en el dmbito internacional existen
leyes y normativas tanto a nivel pablico como priva-
do, siendo pionero en ello el Reino Unido. Marshal
Hall (1790-1857, fisidlogo inglés) quien estaba a

favor de la experimentacion con animales expresaba:
«por desgracia todos los experimentos con animales
relacionados al estudio de la fisiologia les provocan
mucho dolor y sufrimiento»; en 1832 propone cin-
co principios que podrian regir la experimentacion
animal, comenzando asi el debate entre sus colegas y
la creacion de una sociedad cientifica que supervisara
dicho trabajo (Smith y Hawkins, 2016):

® la experimentacion no se debe practicar si se la
puede sustituir con simple observacion;

*  ningln experimento se debe hacer sin un ob-
jetivo claramente definido y que sea posible de
obtener;

e los cientificos deben estar bien informados
acerca de los experimentos de sus colegas, para
evitar repeticiones;

* los experimentos justificables deben llevarse a
cabo con la imposicién del menor sufrimiento
posible (a menudo mediante el uso de animales
inferiores, menos sensibles);

e cada experimento debe realizarse bajo circuns-
tancias que proporcionen resultados lo mas
claros posible, evitando asi la necesidad de
repetirlos.

En 1876 surge en Inglaterra la primera ley sobre

el uso de animales de experimentacion «Cruelty to
Animals Act», exigiéndose ya desde ese momento li-
cencias especiales para las personas que utilicen ani-
males en experimentacion. Esta ley siguié como tal
hasta 1986 cuando fue actualizada y pas6 a llamarse
«Animal Scientific Procedures Act (ASPA)» (http://
www.legislation.gov.uk/ukpga/1986/14/contents).

En Estados Unidos se elaboraron varios documen-
tos sobre recomendaciones en el uso de animales

de laboratorio, y en 1993 se publica Guide for
Laboratory Animal Facilities and Care que, luego

de haber sido actualizada en varias oportunidades,
pasé a llamarse Guide for the Care and Use of
Laboratory Animals; su tGltima edicién (la 8ava en
2011), cuenta también con su edicion en espaifiol.
Esta guia es ampliamente consultada ya que incluye
recomendaciones para los animales mas utilizados en
investigacion y docencia. En 1966, surge ademads la
«Animal Welfare Act» siendo su dltima actualizacion
en 2017; esta normativa a pesar de regular la experi-
mentacion con animales, los animales de exhibicion,
su transporte etc., tiene una gran debilidad ya que no
incluye a las ratas y los ratones.

En Brasil en 2008 se aprueba la Ley n.° 11794 sobre
el uso de animales de experimentacion conocida
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como Ley Arouca (http://www.planalto.gov.br/cci-
vil_o3/_ato2007-2010/2008/lei/l11794.htm)

En Uruguay, la Universidad de la Republica en 2000
propone las primeras normativas sobre del tema, la
Ley Nacional aparece en 2009:

1. Ordenanza Universitaria: «Uso de Animales
en Experimentacion, Docencia e Investigacion
Universitaria» http://www.dgjuridica.ude-
lar.edu.uy/wp-content/uploads/2o016/04/
Ordenanza-186.pdf (Anexo 1)

2. Ley Nacional n.° 18741: «Tenencia Responsable
de Animales» https://legislativo.parlamento.gub.
uy/temporales/leytemp9406279.htm

3. Ley Nacional n.° 18.611: «Procedimientos
para la Utilizacion de Animales en Actividades
de Experimentacion e Investigacion
Cientifica» https://www.impo.com.uy/bases/le-
yes/18611-2009/5 (Anexo 2)

La normativa Universitaria cre6 ademas la Comision
Honoraria de Experimentacion Animal (CHEA), en
el ambito de la Comision Sectorial de Investigacion
Cientifica (CSIC) de la Udelar, (https://chea.edu.

uy). Dicha comision esta integrada por delegados

de los diferentes servicios universitarios que utilizan
animales y tiene como prioridad formar y actualizar
a los usuarios de animales de experimentacion en el
conocimiento de esta disciplina, asi como elaborar

y actualizar protocolos de experimentacion, y velar

por el cumplimiento de las reglamentaciones y nor-
mas vigentes.

A nivel nacional La Ley n.° 18.611, exige la existen-
cia de una Comisién de Etica en Uso de Animales
(CEUA) en cada institucion que utilice animales para
investigacion o docencia y crea la Comision Nacional
de Experimentacion Animal (CNEA), la cual depende
y funciona en el Ministerio de Educacion y Cultura
(MEC) (www.cnea.gub.uy). La CNEA es presidida
por el Ministro de Educacion y Cultura o quien este
designe y la integran delegados de instituciones publi-
cas y privadas involucradas en el uso de animales de
experimentacion, asi como delegados de organizacio-
nes protectoras de animales con personeria juridica.
Una de las competencias de la CNEA consiste en
mantener actualizados los siguientes registros:

* las instituciones que utilicen animales con fines
de experimentacion, docencia o investigacion;

* las personas acreditadas en las diferentes catego-
rias existentes para el uso de animales de experi-
mentacion, y

® os protocolos aprobados por las diferentes co-
misiones de etica en uso de animales (CEUA).

Junto a la creacion y reglamentaciéon de normativas
internacionales también surgen sociedades cien-
tificas relacionadas al uso de animales como por
ejemplo: el International Council for Laboratory
Animal Science (ICLAS) (https://iclas.org); la
Federation of European Laboratory Animal Science

(FELASA) (http://www.felasa.eu); y la Federacion de
Sociedades Sudamericanas de Ciencia de Animales
de Laboratorio (FESSACAL) (https://www.fessacal.
org) entre otras. En Uruguay existe la Asociacion
Uruguaya de Ciencia y Tecnologia de Animales de
Laboratorio (AUCyTAL) (https://www.aucytal.org),
integrante de la FESSACAL e ICLAS.

Nuestro pais primero en la Udelar y luego a nivel
nacional, lleva a cabo un proceso de concientizacion,
regularizacion y desarrollo en el uso de animales

de experimentacion, con el fin de acercarse a los
estandares establecidos internacionalmente, siendo
el segundo pais en América del sur, luego de Brasil
que conto con una ley nacional especifica para el

uso de animales de experimentacion. Se crearon 4
Categorias de Acreditaciones Personales segun la
actividad a desarrollar:

e A: personal dedicado al cuidado, manejo y man-
tenimiento de animales;

e B:ayudante de Investigacion, docente de clases
practicas con animales;

e  Ci: responsable de Bioterios o Laboratorio de
experimentaciéon Animal, y

e Ca: responsable de proyectos de investigacion.

Este manual, al igual que la edicién anterior, se
elabor6 con el fin de apoyar a los interesados en el
adecuado manejo de animales tradicionales de expe-
rimentacion (ATE).
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Epftulo 1

Utilizacién de animales de experimentacion en Uruguay.
Una historia que acompand la evolucion social, la educacién y la salud de los uruguayos

El antecedente mas inmediato al uso de animales
con fines de docencia e investigacion en Uruguay

se remonta a la segunda mitad del siglo XIX.
Particularmente al afio 1847, cuando en el College
de France de Paris se inician los cursos de Fisiologia
Experimental dictados por Prof. Claude Bernard.
Este médico fisidlogo e investigador, es considerado
el padre de la medicina cientifica por introducir la
demostracion experimental a los contenidos tedricos
que sostenian la medicina de la época. En estos cur-
s0s, a través de disertaciones orales y demostraciones
practicas realizadas en conejos, perros y caballos, se
ensefiaba sobre la digestion gdstrica e intestinal, la
fisiologia cardiaca y el funcionamiento del sistema
nervioso. Los trabajos de Bernard generaron un pun-
to de inflexién en el conocimiento médico y estable-
cieron las reglas para que la medicina se transforme
verdaderamente en una ciencia. Fueron alumnos del
Prof. Bernard, tres estudiantes uruguayos que estu-
diaron medicina en Francia, antes que existiera esta

DR. MARTIN BREIJO

Unidad de Reactivos y Biomodelos de Experimentacion, Facultad de Medicina, Universidad de la Republica

carrera en Uruguay, los doctores Teodoro Vilardebd,
F.A. Vidal y Pedro Visca (Mané Garzon 1989).

El 13 de diciembre de 1875 se decreta en Uruguay,
la creacion de la Facultad de Medicina y ya en el afio
1876 quedaron instaladas las catedras de Anatomia
y Fisiologia. Los catedraticos y sus docentes accedie-
ron a sus cargos por concurso de oposicion. En par-
ticular, para el desarrollo de la prueba practica del
primer concurso de anatomia se solicité contar con
tres cadaveres, un perro y varias aves (Mané Garzon
2000). Es asi que comienzan las actividades de la
joven Facultad de Medicina, en un marco de austeri-
dad y gran esfuerzo. Inicialmente se realizaron ac-
tividades exclusivamente docentes, pero lentamente
se fueron incorporando actividades de investigacion.
En informe redactado por el Dr. Morelli, catedrati-
co de Fisiologia desde 1894 al Sr. Decano Dr. Elias
Regules, explica las dificultades en la adquisicion de
equipamiento desde el exterior y como esto influye

en el desarrollo de las pricticas experimentales y de
trabajos de investigacion originales. Asimismo, des-
cribe algunas dificultades asociadas a la disponibili-
dad de animales para las actividades experimentales;
«Hemos luchado en la primera mitad del afio escolar
con dificultades inmensas para conseguir el nimero
suficiente de ranas, cuises y conejos para experien-
cias; el unico animal de provision regular fue el perro
que nos compensaba la falta de otros animales»
(Mané Garzén 2000). Mds adelante en el mismo
texto menciona «Es verdaderamente extrafio que no
haya en el departamento personas que se quieran
encargar de la cria en escala de los animales referi-
dos». Por otra parte, hace referencia a las condicio-
nes precarias de alojamiento en los que se mantenian
los perros y la necesidad de mejorarlas. En la misma
carta sugiere trasladar a los perros a un lugar apar-
tado «con el objeto de no incomodar con sus gritos,
el trabajo de los laboratorios y las clases que tienen
lugar en el anfiteatro contiguo».
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En la segunda mitad del siglo XIX, otras dreas de

la medicina también se interesan en la medicina
experimental. Los hallazgos de Louis Pasteur en
Francia sobre la teoria germinal de las enfermedades
infecciosas, el desarrollo de la técnica de vacunacién
a partir de cultivos bacterianos debilitados y los
aportes de Robert Koch, quien aisla en 1882 el baci-
lo de la tuberculosis, hacen de la bacteriologia y las
enfermedades infecciosas una disciplina en expan-
sién. Como consecuencia de estos avances y en reco-
nocimiento de estas dos figuras de la ciencia, se crea
en Francia el Instituto Pasteur en 1888 y en 1891 el
Instituto Robert Koch en Alemania. En este perio-
do, la salud y la higiene publica requerian que cada
sociedad contara con un centro de aplicacion, difu-
sién y creacion de conocimiento para lograr el bien-
estar social, individual y colectivo. Uruguay no fue
ajeno a esa corriente y el 16 de marzo de 1896 crea
el Instituto de Higiene Experimental. El rector de la
Universidad, Alfredo Vazquez Acevedo, cuando se
refirié a su creacion expreso: «se trata de un evento
feliz, trascendental, que, en el orden cientifico, puede
considerarse el mds grande de la Republica después
de la fundacién de la Universidad» (Mané Garzén
2000). Este Instituto fue dirigido inicialmente por

el bacteridlogo y patdlogo italiano José Sanarelli, el
cual inici6 un camino de docencia e investigacion en
microbiologia, seroterapia y vacunas a nivel nacional
que aun permanece.

Los animales de experimentacion fueron claves para
lograr los avances en bacteriologia que se observa-
ron en este periodo en el mundo. Pollos, ovejas y
cobayos permitieron demostrar el potencial de la

vacunacion. En estos sujetos se reprodujeron enfer-
medades a través de la inoculacion de cultivos puros
y el posterior aislamiento del agente bacteriano de
los animales. Robert Koch estableci6 en sus postula-
dos que para determinar la etiologia de una enferme-
dad eran necesarios su reproduccién experimental y
el aislamiento del agente causante en esos animales.
Por tal razon, estos institutos contaron con instala-
ciones para la produccién y mantenimiento de los
animales mds utilizados. En el caso del Instituto de
Higiene, en 1936, inaugura su campo experimental
denominado Servicio Seroterdpico, en un predio

de 180 hectareas donde atin se producen bovinos,
ovinos y cobayos con objetivos productivos y experi-
mentales. En este predio, a principio del siglo XX se
inmunizaban caballos para la produccién de antisue-
ros de uso humano, debido a que era el tratamiento
de eleccion de diversas enfermedades infecciosas (ver
foto al final del capitulo). En el Instituto de Higiene,
se produjo el suero antidiftérico (1900), antitetanico
(1901), antipestoso, antimeningococico (1913) y mas
cercano en el tiempo el suero antiofidico. Los avan-
ces biomédicos y los cambios generados a lo largo
del siglo fueron modificando los cometidos actuales
de este servicio.

El Instituto de Higiene, con su plataforma también
colabord con los inicios de la medicina veterinaria en
Uruguay. Probablemente por sus antecedentes en el
uso de animales con fines experimentales y la necesi-
dad de desarrollar especialistas en salud animal, en
1903, bajo el rectorado del Dr. Claudio Williman,

el Presidente de la Republica, José Batlle y Ordoiiez
aprueba el Decreto que establece los estudios de

Veterinaria anexos a la Facultad de Medicina. Es asi,
que, en 1905, nueve estudiantes inician los cursos

de veterinaria dictados en el Instituto de Higiene
Experimental. En 1910, inspirada en la Facultad de
Veterinaria de Alfort, Francia, se inician las edifica-
ciones de la nueva Facultad, en una Quinta adquiri-
da en su momento a la familia Taranco en el camino
Larrafiaga. Hasta el afio 2021, esta construccion, fue
la sede de la Facultad de Veterinaria del Uruguay.

Si bien los animales de mayor porte (equinos, ru-
miantes, perros y conejos) eran los de eleccion para
realizar estudios de fisiologia, neurobiologia, bacte-
riologia y nutricién, la utilizacion de roedores (rata
y ratén) para la medicina experimental también tuvo
su espacio. Los primeros registros de uso del ratén
como animal de experimentacién fueron en 1664,
cuando Robert Hooke emple6 ratones para estudiar
las consecuencias biologicas de un incremento en la
presion de aire. Sin embargo, la expansion del uso
de ratones sucedi6 afios mds tarde, concretamente al
principio del siglo XX de la mano de los genetistas.
Los experimentos de Lucien Cuénot y William E.
Castle (a principios del 1900) sobre la herencia del
color del pelaje, sirvieron para confirmar que las
leyes de Mendel podian ser aplicadas también a los
mamiferos (Benavidez 2003). Es en este periodo se
crean las primeras lineas de roedores estandariza-
das, tal como las concebimos en la actualidad. Todo
comenzd cuando Abbie Lathrop en su comercio en
Massachusetts, Estados Unidos empez6 a criar ra-
tones para la venta (principalmente como mascotas)
y el Bussey Institute dirigido por William Castle, le
empezd a comprar los animales para sus estudios
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de genética. Una de las principales contribuciones
del grupo de Castle, fue la creacion de las primeras
lineas genéticamente homogéneas (consanguineas) de
ratones de laboratorio.

Culminada la segunda guerra mundial, el raton
volvid a tener un gran protagonismo, cuando se co-
menzd a evaluar el riesgo que generaba la utilizacion
de la energia nuclear para el ser humano. A partir de
los afios 50, millones de ratones fueron irradiados
en EE. UU. Y Gran Bretafia generando cientos de
roedores portadores de mutaciones especificas que
se criaron para su estudio. Rapidamente, el raton

de laboratorio se transformd en el animal de expe-
rimentacion por excelencia, para dilucidar procesos
biolégicos como el cancer, el determinismo genético,
la biologia del desarrollo, el funcionamiento del
sistema inmune entre otros (Benavidez 2003).

En la década de 1980, otro avance cientifico con-
solida al ratén como animal de eleccion para la
experimentacion, la publicacion del primer animal
transgénico en 1981 (Costantini 1981). A partir de
ahi, una sucesion de hallazgos cambia el potencial
de generacion de conocimiento en biologia a través
del uso de animales como modelos experimentales.
En 1989, Mario R. Capecchi, Martin Evans y Oliver
Smithies publican el procedimiento de obtencién del
primer ratén knock-out y en 1998 el procedimiento
de obtencién del primer raton clonado (Capecchi
1988; Wakayama 1998). A partir del ano 2002 se
encuentra disponible la secuencia completa del geno-
ma del ratén y dos afios mds tarde la de la rata.

La ciencia en Uruguay no fue ajena a los cambios
de modelos experimentales que se observaban en el
mundo y lentamente la utilizacién de roedores de
laboratorio se fue incrementando. A finales de la
década de 1990, un importante nicleo de técnicos

e investigadores utilizaban roedores de laboratorio
para sus trabajos. Sin embargo, la produccion y la
experimentacion con estos animales se realizaban en
pequenias instalaciones con escasos recursos huma-
nos y pobres infraestructuras edilicias.

A medida que avanzaba la investigacion en Uruguay,
las condiciones de produccion de animales de labo-
ratorio no respondian a las necesidades nacionales

y a las exigencias internacionales de calidad de los
animales de experimentacion. El avance del cono-
cimiento sobre la importancia de la base genética

en la respuesta fisioldgica o en la aparicion de una
patologia exigian indirectamente conocer el fondo
genético de los animales en los que se hacia un ex-
perimento. En el mismo sentido, se identificé que

las enfermedades subclinicas en roedores afectan las
respuestas fisioldgicas e inmunoldgicas a un estimu-
lo. Estos conceptos generaron la necesidad de utilizar
animales de calidad definida tanto desde el punto de
vista genético como microbiolégico. La definicion de
pardametros de calidad de los animales de experimen-
tacion, empezd a ser exigida para las publicaciones
en revistas internacionales.

La creacion del primer bioterio de roedores de cali-
dad genética y microbioldgica definida en Uruguay
fue en el afio 2000, en la Direccién de Laboratorios
Veterinarios del Ministerio de Ganaderia Agricultura

y Pesca (MGAP). El mismo se cre6 en el marco de
un convenio entre el MGAP y la agencia de coope-
racion internacional de Japon (JICA). Estos roedores
empezaron a cubrir las necesidades del ministerio
(en tareas de diagnéstico de patdgenos y control de
medicamentos) y de la Universidad de la Republica,
quien le empez6 a solicitar animales para sus lineas
de investigacion.

En ese mismo afio, un grupo multidisciplinario de
investigadores de la Universidad de la Republica,
promueven la redaccion de la «Ordenanza sobre

uso de animales en experimentacion, docencia e
investigacion universitaria» (Res. n.° 11 de C.D.C.
de 21/X1l/1999, Distr. n.° 295/99, D. O. 21/1I/2000).
Esta ordenanza cred la Comision Honoraria de
Experimentacién Animal (CHEA), una comisién
central de la Universidad, integrada por representan-
tes de los servicios universitarios donde se desarrolla
experimentacion animal (facultades de Ciencias,
Medicina, Quimica, Agronomia y Veterinaria). En
la misma, se establece que la CHEA se encargard

de desarrollar las politicas universitarias de expe-
rimentacion animal y de adecuar la actividad ex-
perimental nacional a las exigencias y regulaciones
internacionales. Es asi, que, a inicios del siglo XXI
en la Universidad de la Republica, comienza un
camino de formalizacion del trabajo con animales de
experimentacion.

En 2002, se inicia el dictado de cursos sobre uso

y manejo de animales de experimentacion, cuya
aprobacion le permite al investigador acceder a
una acreditacion personal para poder experimentar
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con animales. En paralelo, en cada servicio uni-
versitario se instalan las Comisiones de Etica en el
Uso de Animales (CEUA), encargadas de evaluar la
validez académica y ética de las propuestas institu-
cionales de experimentacién animal. Poco a poco,
se fueron formalizando las estructuras académi-
cas con funcién de produccion y experimentacion
con animales. En 1999, el Consejo de Facultad de
Quimica, Universidad de la Republica (Udelar),
crea el Laboratorio de Experimentacién Animal
(LEA), el cual pertenece al Area Farmacologia del
Departamento de Ciencias Farmacéuticas (http:/
farmacologia.fq.edu.uy). Es una unidad académica
donde se realizan tareas de investigacion, docencia,
extension y prestacion de servicios al sector pro-
ductivo. Es el primer LEA habilitado por el MSP
para realizar ensayos segun las normativas OECD.
En el mismo camino, la Facultad de Medicina ini-
cia la formalizacion de su estructura experimental
en el afo 2003, y en el aflo 2009 crea la primer
Unidad docente de la Udelar abocada a la ciencia
de animales de laboratorio y al desarrollo de mo-
delos experimentales; la Unidad de Reactivos y
Biomodelos de Experimentaciéon (URBE) (Expediente
070011-002651-09).

En esta misma década otro evento politico favorecid
el desarrollo académico en general y la ciencia de
animales de laboratorio en Uruguays; el 14 de julio

de 2004 el Gobierno nacional, bajo la presidencia

del Dr. Jorge Batlle y el gobierno de Francia, acuer-
dan la creacion de la filial Montevideo del Instituto
Pasteur. Este Instituto abri6 sus puertas en febrero del
2007, contando con una plataforma de biotecnologia

de animales de laboratorio, la Unidad de Animales
Transgénicos y de Experimentacion (UATE). En estos
afios, esta unidad se ha desarrollado en el campo de
la modificacién del genoma animal (ratones, ratas y
rumiantes). A través de la aplicacion de varias técni-
cas, como la microinyeccion pronuclear, la recombi-
nacion homologa en células madre embrionarias y el
sistema CRISPR/Casg, fue generando animales gené-
ticamente modificados, que son utilizados como mo-
delos de investigacion en la region y para el mundo.

Con el crecimiento de la investigacion en Uruguay,
también crecia la necesidad de extender al sector no
universitario, la normativa regulatoria de las activi-
dades experimentales con animales. Es asi, que bajo
iniciativa de la CHEA de la Udelar, con el apoyo de
la Sociedad de Medicina Veterinaria (SMV) y de la
Asociacion Uruguaya de Ciencia y Tecnologia de
Animales de Laboratorio (AUCYTAL) se trabaj6 en
la redaccion de un proyecto de ley que finalmente se
aprobd en octubre 2009. A partir de ese momento,
la Ley n.° 18.611, denominada «Procedimientos
para la utilizacion de animales en actividades de
experimentacion, docencia e investigacion cientifica»
comenzd a regular la cria y la utilizacion de animales
en actividades de experimentacion, docencia e in-
vestigacion cientifica, en todo el territorio nacional.
Asimismo, la ley cre6 a la Comision Nacional de
Experimentacion Animal (CNEA), que es presidida
por el Ministerio de Educacion y Cultura, e integra-
da por delegados de 4 ministerios (MEC, MGAP,
MVOTMA y MSP), de la Cdmara de Industria,

de asociaciones civiles (SMV, Aucytal, Sociedad
Uruguaya de Biociencias) y de la sociedad protectora

de animales. La ley 18611, obligd a todas las institu-
ciones que desarrollan docencia o experimentacion
con animales, a conformar una comision de ética en
el uso de animales (CEUA) y a tener acreditado a
todo su personal involucrado en su manejo.

En los dltimos 12 afios, continuaron mejorando las
capacidades de investigacion a nivel nacional y con
ellas las infraestructuras experimentales. En 2010,
se inaugura el Centro Uruguayo de Imagenologia
Molecular, bajo la presidencia de José Mujica. Este
centro de investigacion y de diagndstico de pacientes
oncologicos, también cuenta con un bioterio de roe-
dores SPF (Specific Pathogen Free) para el desarrollo
de sus actividades experimentales. Por su parte, la
Universidad de la Republica, en 2012 inauguré un
bioterio piloto de roedores SPF, apuntando a la crea-
cién de un bioterio central de la Universidad, cuya
inauguracion se espera para 2023 en el predio de la
nueva Facultad de Veterinaria.

Si bien los roedores son los animales mas utilizados
en experimentacion animal, el concepto de cuidado
de los animales de experimentacién y la aplicacion
de las 3R’s, esta extendido a todas las especies ver-
tebradas utilizadas para la docencia y generacion de
conocimiento. Es asi que el trabajo con animales de
interés productivo, de vida libre o de compaiiia en
actividades de investigacion, es objeto de las mismas
politicas de cuidado y responsabilidad que los pri-
meros. Uruguay en la actualidad es uno de los paises
mads adelantados en América Latina en relacién con
su normativa. A su vez, cuenta con ambitos estruc-
turales (CNEA, CHEA, CEUA) donde la sociedad
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puede discutir dilemas éticos y académicos en rela-
cion con el uso de animales en experimentacion. Esto
le da fortaleza a un sistema que evoluciona todos los
dias.

Produccion de antisueros en el Servicio Seroterdpico, Instituto de Higiene, Facultad de Medicina. Estacion de inmunizacion y extraccion
de plasma en equinos.
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Capitulo IlI.
Modelo animal

Consideraciones éticas y de sentido comun restrin-
gen la investigacion en humanos, por lo que el uso
de modelos animales ha jugado un rol critico en el
entendimiento de los procesos de salud humana y
animal. La creacion de entidades tales como animal
de laboratorio y reactivo bioldgico han sido de gran
valor para el disefio y prueba de diferentes regimenes
de tratamiento. El uso de animales en estudios cien-
tificos tendra respaldo ético si se demuestra que no
existen métodos alternativos capaces de sustituirlos,
que el experimento traerd conocimientos cientificos
relevantes y que hay una preocupacion clara del
investigador con el bienestar animal, con una reduc-
ciéon del namero de animales y con el refinamiento de
sus técnicas (Gomes de Macedo Braga, 2010).

Un animal de laboratorio se define como: «Cualquier
ser vivo vertebrado, no humano incluyendo las
formas fetales o embrionarias en el dltimo tercio

de gestacion, producido y utilizado con fines cien-
tificos» (Zuniga 2016; National Research Council
2017). Actualmente en la normativa europea sobre
el uso de animales de experimentacién también se
considera a los Cefalépodos dentro de este grupo
«ya que existen pruebas cientificas de su capacidad
de experimentar dolor, sufrimiento, angustia y dafno
duradero» (Directiva 2010/63/UE del Parlamento
Europeo y del Consejo).

El concepto reactivo biolégico delimita al animal de
experimentacion, utilizado en funcién de un tema
de estudio y es capaz de proporcionar una respuesta
confiable y reproducible. Su pureza se debe vigilar,
controlar y contrastar al igual que cualquier otro
reactivo quimico o fisico, sin olvidar que su posible
contaminacion bidtica o abidtica puede afectar los
resultados a obtener (Zufiga, 2016). La posibilidad
de reproducir los resultados experimentales esta
limitada por su propia variabilidad; de tal forma que
al reactivo bioldgico se le debe exigir:

a. Homogeneidad somatica: igualdad de sexo, peso
y edad. Facil en roedores y dificil en animales
grandes carnivoros, primates, herbivoros

b. Homogeneidad genética: lo dard la tasa de
consanguinidad

c. Homogeneidad sanitaria: permite evitar resulta-
dos no deseados debido a patologias preexisten-
tes en el animal

Dichos pardmetros han llevado al establecimiento de
diferentes tipos o categorias de animales de laborato-
rio, asi como de las instalaciones donde se producen
o mantienen. El objetivo final busca tener animales
biolégicamente estandarizados, y con controles gené-
ticos, sanitarios y ambientales.

Experimentacién animal

Toda actividad que tiene como misién evidenciar o
aclarar fenémenos bioldgicos sobre especies animales
determinadas y que pueda afectar el estado de bienes-
tar animal, se define como experimentacion animal.

En dicha actividad no existe un modelo perfecto
extrapolable al hombre, pero existen una infinidad
de modelos experimentales, cuyas respuestas frag-
mentarias incrementan el significado bioldgico del
fenémeno observado (Zufiiga, 2016). La importan-
cia de la interpretacion de los resultados y la apre-
ciacion de la extrapolacion de estos de una especie
a otra depende del modelo experimental utilizado.
Minimizar las variables no-experimentales optimiza
el uso de animales experimentales. Las condiciones
ambientales en que se crian y experimentan los ani-
males influyen decisivamente en las respuestas a los
distintos tratamientos.

Algunos de los principales factores ambientales que
afectan a los animales pueden clasificarse en:

1. climaticos: temperatura, humedad, ventilacion,
etc.;

2. fisicoquimicos: iluminacion, ruido, composicion
del aire, cama, etc.;
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3. habitacionales: forma, tamano, tipo de jaula,
nimero de animales en ella, etc.;

4. nutricionales: tipo de dieta, tratamiento o no del
agua, esquema de administracion de la dieta, y

5. sanitarios: presencia o no de bacterias, virus y
parasitos.

Generalidades
de los animales de laboratorio

Hasta hace unos afos, aproximadamente el 95 %

de los animales utilizados en investigacion eran ra-
tones y ratas. En la actualidad, el gran desarrollo en
produccion y uso de Zebrafish ha cambiado estos
porcentajes (Dutta, 2016). El dltimo informe presen-
tado por Gran Bretafia (Annual Statistics of Scientific
Procedures on Living Animals Great Britain, 2021)
muestra que en 2021 el numero de procedimientos
que involucraron el uso de animales fue de 3,06
millones mostrando un aumento del 6 % respecto

al afo anterior. De este informe se desprende que
aproximadamente el 51 % de los procedimientos
experimentales correspondid a investigacion basica;
la produccion de animales incluyendo los genéti-
camente modificados disminuy6 un 8 %, el 92 %

de los procedimientos utiliz6 ratones peces y ratas
para experimentacion y produccion y el 53 % de
estos procedimientos experimentales se dedicaron a
experimentacion bdsica (inmunologia, oncologia y
neurociencia).

Algunas de las razones del porqué los ratones siguen
estando a la cabeza de los modelos biologicos mas
utilizados, son:

e ficil cuidado y mantenimiento;
e  costo accesible de manutencion;
e  alta capacidad reproductiva;

* tiempo corto de generacion;

e gran numero de cepas bien definidas y stocks
disponibles;

e adaptabilidad a diferentes técnicas de
produccion;

e  diversidad de caracteristicas especificas que los
convierten en modelo, y

La produccién de los animales de laboratorio se
realiza con diferentes técnicas: (https:/geneticabiote-
rio.wordpress.com/animestandarizados/) (Benavides
2003; Chia 2005).

Debido a las diferentes técnicas para la produccion
de los animales de laboratorio existe una terminolo-
gia asociada a ello, a saber (https://geneticabioterio.
wordpress.com/animestandarizados/) (Benavides
2003; Chia 2005).

Consanguinea o endogamica (Inbred): Se trata
de animales endocriados, pertenecientes a una

poblacién cerrada genéticamente uniforme. El con-
tinuo entrecruzamiento entre hermanos logra que
luego de 20 generaciones se obtenga un 98 % de
homocigosis. La homogeneidad genética de estos
animales permite que la composicion genética no
tenga que ser considerada como una variable de
investigacion y asumir que la variabilidad de los
resultados se pueda atribuir a factores ambientales o
metodoldgicos. Este hecho hace posible la compara-
cién de resultados experimentales de diferentes labo-
ratorios. La asociacion de las caracteristicas fijadas
en cada cepa genera una individualidad en relacion
con sus cualidades, particularidad que debera tomar-
se en cuenta en el momento de elegir el modelo para
un trabajo de investigacion. Segin H. Gruneberg:
«la introduccion de ratones inbred en la biologia es
comparable, en importancia, con el descubrimiento
de la balanza analitica para la quimica» (Gomes de
Macedo Braga, 2010).

Las caracteristicas que presentan son: homocigosis,
genotipo definido, depresion consanguinea, isogeni-
cidad, uniformidad, individualidad y universalidad.

Denominacion: La nomenclatura de las lineas es
indispensable y se debe seguir en forma rigurosa
debido a que aporta informacion relevante:

6. el nombre de la cepa, y el nombre del criador se
separan por una barra;

7. el nombre de la cepa precede la designacion del
criador;
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8. el nombre de la cepa endocriada comienza con
letra maydtscula, y

9. el nombre de los criadores se compone por una
letra maytscula o una letra maytscula y de 1 a
3 letras mintsculas. Algunas veces los nombres
pueden contener ndmeros.

Una cepa endocriada se puede dividir en subcepas y
sublineas. La subcepa se forma cuando dos colonias
de la misma cepa de ratdn son separadas después de
la vigésima generacion, pero antes de la generacion
cuarenta de la endocria, o cuando se produce una
mutacion en una colonia. Las subcepas se designan
con un nimero o una letra luego del nombre de la
cepa parental y separada por una barra. La letra o
numero designan al individuo o las instituciones que
mantienen dichas subcepas.

Ejemplos: DBA/1], DBA/1Lac], y DBA/2] son sub-
cepas de la cepa DBA: los nimeros 1 y 2 identifican
las subcepas, Lac es el codigo de laboratorio del
Laboratory Animal Center at Carshalton, UK., y ]
es el de The Jackson Laboratory.

Los animales obtenidos por este método se pueden
usar en cualquier investigacion realizable con roedo-
res, excepto procesos de seleccion.

Hibridos F1: son resultado del primer cruzamiento
de 2 cepas endogamicas. Todos los animales resul-
tantes son isogénicos (todos genéticamente idénticos
como gemelos homocigotos), pero heterocigotas

en todos los genes en el que las cepas progenitoras

difieren. Son mds adaptables a los cambios ambien-
tales que las cepas originarias y tiene mayor vigor
hibrido, solo se utiliza la primera generacion.

Son caracteristicas de estos animales: la heterocigosis,
el genotipo definido, un mayor vigor hibrido, la isoge-
nicidad y la uniformidad Se los nombra mencionando
siempre las abreviaturas de ambas lineas parentales,
siendo la primera la linea materna seguida por Fr Por
ejemplo la B6D2F1 (BDF1), surge del cruzamiento
entre una hembra C57BL/6 y un macho DBA/2.

Son animales con aplicacion semejante a los endogd-
micos.y adecuados para estudios de carcinogénesis
quimica.

Co-isogénicas (consanguineas mutantes): se obtie-
nen cuando en una cepa determinada de animales
se produce una mutacion espontanea con fenotipo
observable. Si la mutacién no se puede mantener en
homocigosis, sera mantenida en heterocigosis en la
linea original. En ambos casos, la nueva cepa mu-
tante se considera coisogénica porque su genoma es
idéntico (isogénico) al de su linea hermana excepto
en el locus mutante

Sus caracteristicas son similares a las consanguineas,
pero con rasgos genéticos exclusivos.

Este tipo de animales se utiliza sobre todo para el
estudio de funcion de genes concretos.

Se identifican con el nombre de la cepa seguida por
un guion y el simbolo del gen mutado. Ejemplo:

Cs57BL/6]JEi-tth mutacion tth (tumor tilted head) en
la linea C57BL/6]JEi.

Conggénicas: los animales congénicos derivan del
cruzamiento repetido (retrocruzamiento por al me-
nos 1o generaciones) de animales portadores de un
gen (o de un segmento cromosoémico) con animales
de cepa endocriada que normalmente no es por-
tadora de dicho gen. Son genéticamente idénticos
con excepcion de un solo locus. La linea obtenida
se mantiene en estado homocigota por cruzamiento
entre hermanos Es una forma de mantener genes
deletéreos.

Sus caracteristicas son similares a las coisogénicas,
con aplicaciones semejantes a las anteriores y espe-
cialmente utilizadas en estudios de inmunologia.

Se identifican con un nombre compuesto por dos
partes (separadas por un punto): La primera es el
nombre completo, o abreviado, de la linea de fondo
(la que recibe el locus diferencial) y, luego del pun-
to, se coloca la abreviatura de la linea donante, un
guion y, seguido, el simbolo del locus o alelo dife-
rencial. Por ejemplo, Bro.129-H12b es una linea con
fondo C57BL/10Sn (= B1o), pero que difiere de esa
linea original en el alelo Hx2b, derivado de la linea
129. Si el origen de la linea donante de la mutacién
es desconocido puede indicarse como B6.Cg-nkt, en
donde «Cg» indica linea congénica.

Transgénicos o de inhibicion selectiva: son animales
que poseen un segmento de ADN exdgeno. Existen
varias técnicas para obtenerlos, entre ellas (Felmer,
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2004) por microinyeccion pronuclear: el ADN es
inyectado en un cigoto fertilizado, el estado genético
es confirmado después del nacimiento y solo una
pequeiia proporcion de animales nace con la modifi-
cacion genética.

Gene Targeting (ES cells): Células madre embrionarias
(disponibles solo en el raton) son modificadas in vitro
y luego microinyectadas en blastocistos, la modifica-
cién genética es transmitida por un ratén quimérico.

Por transferencia nuclear: Las células donantes de nt-
cleo son primero transformadas y seleccionadas pre-
vio a la transferencia nuclear, todos los animales que
nacen son transgénicos y todos los animales trans-
miten el transgen a la descendencia. Caracteristicas:
similares a consanguineas. Obtencién por manipu-
lacion directa del genoma Aplicaciones: genética del
desarrollo, obtencion de modelos de enfermedades
humanas y animales de origen genético

Knockout: basicamente se trata de una cepa coiso-
génica, con la excepciéon de que la mutacién que
poseen no es espontanea, sino dirigida, eliminan-

do el gen de interés por manipulacion genética.
Tradicionalmente, los ratones knockout se generan
mediante recombinaciéon homéloga en células ma-
dre embrionarias. Para ello se transfiere un gen (que
difiere del original en que se le ha mutado para su-
primir su actividad) a células madre provenientes de
un blastocisto de raton, luego algunas de estas célu-
las se inoculan a blastocistos que son transplantados
a hembras pseudoprefiadas. El proceso lleva varias
etapas hasta que solamente la secuencia mutada que

es inoperante estd presente. Estos ratones han tenido
multiples aplicaciones para el estudio de mecanismos
de enfermedades humanas y en farmacologia.

Knockin: es igual al knockout, pero no se elimina un
gen determinado, sino que es reemplazado por uno
nuevo.

No consanguineas (outbred stock o exocriadas): Los
animales exogdmicos (stocks) se han utilizado amplia-
mente en la investigacion biomédica. Las poblaciones
fundadoras deben ser lo suficientemente grandes para
asegurar la heterogeneidad de las colonias a largo
plazo. Estos animales son los que mejor representan la
variabilidad genética de una poblacion humana, por
lo que son muy utilizados en toxicologia y farmacolo-
gia. Hay que destacar que estos animales no son de-
finidos genéticamente y poseen amplio vigor hibrido.
Son colonias con amplia dispersion genética a lo largo
del tiempo. Nunca se cruzan entre hermanos.

Caracteristicas: heterocigosis, genotipo indefinido.

Debido a la falta de homogeneidad genética, estos
grupos de animales se deben nombrar como grupos
(stocks) o colonias y no como lineas (o cepas). Por
la misma razén, no existe una nomenclatura oficial
sobre estos animales; los tltimos reglamentos acerca
de su nombramiento son de 1972 y no se aplican con
uniformidad. Actualmente existen dos tendencias:
1) utilizar nombres con 2 a 6 letras en mayuscula

y aclarar en el texto que se trata de animales exo-
criados (ratones SENCAR, NMRI o ratas WISTAR,
LONG EVANS) y 2), usar un nombre compuesto,

colocando en primer lugar el cédigo del laboratorio
y, luego de dos puntos, el nombre del grupo (puede
agregarse entre paréntesis el origen). Por ejemplo,
Crl:CD-1(ICR)BR es el stock CD-1 (de origen ICR)
criado en el Charles River Laboratories, N:NIH (S) es
un stock denominado NIH de origen Swiss (S) criado
en el NIH (N), Crl:(LE)BR y Crl:(WI)BR son las ratas
Long Evans y Wistar, respectivamente, criadas en el
Charles River Laboratories.

Animales libres de patogenos especificos: son anima-
les que estan libres de microorganismos y parasitos
especificos, pero no necesariamente de otros no espe-
cificados. Se mantienen en instalaciones bajo barreras
sanitarias en estanterias ventiladas con aire filtrado y
todo el material, comida y agua utilizado es estéril.

Animales axénicos o germ free: son animales que no
presentan ningun tipo de microorganismo en la piel,
ni poseen flora intestinal, demostrable por métodos
conocidos. Son «animales estériles» y se mantie-
nen aislados en equipos especiales denominados
aisladores.

Animales gnotobioticos: Son obtenidos por cesarea
aséptica, se desarrollan y permanecen siempre en ais-
ladores. Con flora microbiana perfectamente conoci-
da (en el estado actual de las técnicas de control).

Animales convencionales: Son animales con su mi-
crobiota intestinal normal mantenidos sin ningtin
proceso especial en instalaciones o sistemas denomi-
nados «abiertos», es decir, bajo barreras sanitarias
no absolutas, libre de agentes zoondticos.
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Epftulo V.

Animales de laboratorio mas utilizados

Raton I.
2.

Taxonomia

Clase: Mammalia

Orden: Rodentia

Familia: Muridae 3.

Género: Mus

Especie: musculus

Generalidades 4.

El raton es el animal de laboratorio mas utilizado

en las pruebas de diagnoéstico e investigacion. Para

la medicina experimental, el ratén es un organismo

modelo que ofrece muchas ventajas con respecto

a otros modelos genéticos como son la mosca de 5.
la fruta Drosophila melanogaster, el nematodo
Caenorhabditis elegans e incluso la rata (Ratus no-
vergicus). Algunas de estas ventajas se listan a conti-
nuacion (Benavides, 2005):

Al tratarse de un mamifero, gran parte de sus
procesos bioquimicos son similares a los del
hombre.

Tienen un tiempo generacional corto, son pro-
lificos y se adaptan facilmente a la vida en los
bioterios, lo que permite controlar las variables
ambientales en las experimentaciones.

Desde el punto de vista genético, junto con el
hombre es de las especies de mamifero mejor
estudiadas. La gran mayoria de los genes huma-
nos se encuentran en forma similar en el ratén;
humanos y ratones poseen 3.1 billones de pares
de bases y el 85 % es idéntico en ambos.

Se han generado una gran cantidad de lineas ge-
néticamente definidas, como las consanguineas
y congénicas, ademas de cientos de mutaciones
y un gran numero de rearreglos cromosomicos
disponibles.

Es el tinico animal que posee sistemas de cultivo
de células embrionarias pluripotenciales (células
ES) eficientes, lo que permite la realizacion de
mutaciones dirigidas (ratones KO constitutivos
y condicionales).

6. El pequeno tamafio corporal permite su mante-
nimiento en forma eficiente y econémica, pero
dificulta la administracion de drogas, y la colec-
ta de liquidos corporales, asi como también las
técnicas quirurgicas.

7. Finalmente, el trabajo acumulado durante un
siglo de investigaciones ha resultado en una
inmensa cantidad de documentacion sobre los
fenotipos mutantes, las caracteristicas de las
lineas, los mapas genéticos y la secuencia com-
pleta del genoma.

Origen e historia

El raton doméstico (Mus musculus) tiene una am-
plia distribuciéon mundial y se encuentra asociado al
habitat humano.

Todas las cepas de ratones de laboratorio existentes
derivan de una cria selectiva del Mus musculus tipo
silvestre, practica que iniciaron los cientificos a fines
del siglo XIX. La cria de ratones por los biélogos
condujo a una amplia variabilidad genética, lo que
desperté el interés para emplearlo como animal de
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laboratorio. La siguiente cronologia lista de manera
somera dichos hallazgos:

Clarence Little obtuvo ratones con diferente color
de pelaje: dilute (D), brown (B) y non-aguti (A);
creando asi la primera cepa endocriada reconocida
(DBA).

1909

«Jackson Memorial Laboratory» se establece como
1929 centro de estudio de genética de mamiferos (Creado
por Clarence Little).

Se desarrolla el raton nude, no posee timo funcional

1960 (inmunodeficiente) y fenotipicamente sin pelo.
Surge el disefio de bioterios en barrera con control
ambiental (SPF).

1963 Surge la Guia para uso de animales de laboratorio
del National Institutes of Health (NIH)

1980 Surge el desarrollo de transgénicos y knockouts.

Comienza la educaciéon formal por parte de la
Federation of European Laboratory Animal Science
Association (Felasa),y la creacion de categorias: A, B,
C, D para acreditar a quienes trabajan con animales.

Biologia

El ratén doméstico es una especie cosmopolita, co-
mensal del hombre. Se adapta ampliamente a una
gran variedad de condiciones ambientales, desde
zonas muy frias hasta regiones tropicales. En ge-
neral las especies prefieren lugares mds secos que

himedos. Es de habitos nocturnos, sociales y su
comportamiento estd influenciado por feromonas.
Posee un agudo sentido de la audicion, pueden oir
desde 2 kHz a 100 kHZ, con la mayor sensibilidad
entre 15-50 kHz (Fig. 1) (Pritchett, 2011). Por ejem-
plo, cuando la hembra con cria sale del nido, sus
crias emiten sonidos ultrasonicos que inmediatamen-
te son percibidos por la madre. También son muy
sensibles a los ruidos bruscos del ambiente. Algunos
equipos de laboratorio emiten sonidos en estas fre-
cuencias por lo que hay que tener cuidado con los
equipos que se utilizan en los lugares en que estan
alojados los ratones (Jennings, 1998).

Su sentido del olfato estd muy desarrollado, no solo
para detectar comida y depredadores, sino también
para percibir un orden social (Nevison, 1999). Su
vision muy pobre; la retina posee pocos conos, y
por lo tanto no pueden percibir los colores. Como
roedor nocturno, a menudo no se considera que los
ratones dependan de su sistema visual, sino que se
basan en sefiales olfativas, tactiles y auditivas para
localizar comida, interactuar con sus congéneres y
evitar la depredacion (Peirson, 2018). Poseen una
glandula con forma de herradura en la 6rbita del ojo
llamada glandula harderiana, cuando el raton esta
estresado excreta una sustancia amarronada (porfi-
rina) en la zona periocular, facilmente detectable en
los ratones albinos.

Su sistema social depende de la densidad de pobla-
cién, viven en grandes colonias y el rango social esta

bien definido.

Fig. 1: Comparacion de rangos de audicion en ratones, ratas y hu-
manos. Las lineas finas indican el rango de audicién y las gruesas
los picos de sensibilidad en ¢/u (adaptado de Prichett, 2011)
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Generalmente son ddciles, a excepcion de algunas
cepas exocriadas que mantienen su agresividad, al
igual que sus antecesores salvajes.

Por su pequefio tamafo corporal son muy suscepti-
bles a cambios ambientales, atin pequefios cambios
de temperatura (2-3 °C) pueden afectar su tempera-
tura corporal y modificar su fisiologia.

Son omnivoros y el bazo del macho es mayor que el
de la hembra.

El tamano del raton adulto varia entre 12 a 15 cm
desde la punta de la nariz a la punta de la cola, y
con un peso aproximado de 30 g, el largo de la cola
es igual al largo del cuerpo. Las crias al nacer tienen
un peso aproximado de 1 a 2 gy ganan rdpidamente
peso durante la lactancia. El tamafio del cuerpo del
adulto varia de acuerdo a variables intrinsecas (ge-
notipo, sexo y edad) y extrinsecas (dieta, nimero de
ratones por caja y temperatura ambiental).

Muchos factores ambientales y genéticos influyen
sobre la longevidad del ratén, entre estos factores se
encuentra la dieta, la densidad animal por caja, las
infecciones subclinicas, los métodos de apareamien-
to, la predisposicion genética a tumores, la cepa, el
sexo y la presencia o ausencia de genes mutantes
deletéreos. El promedio de vida esta influido por
muchos factores genéticos y ambientales, tales como
la dieta, nimero de animales por caja, infecciones,
cepa, etc. En el caso de ratones de cepas de corta
vida esta puede ser de 5-16 meses mientras que los
de cepas de larga vida sobreviven hasta 24-36 meses

(Kaliste, 2007). En general, los ratones hibridos, pro-
ducto del cruzamiento entre dos cepas puras, viven
mas que los parentales.

En lo que refiere a reproduccion, tienen una vida util
de 10 a 12 meses y se obtienen de 10 a 12 camadas,
con un numero de crias que depende de la cepa.

Comportamiento

El ratén de laboratorio es un animal sociable y se
mantiene, usualmente, en grupos sin ningtn incon-
veniente, estos grupos deben formarse al momento
del destete. Los machos de algunas cepas comienzan
a mostrar su agresividad entre la séptima y décima
semana de edad, atn entre grupos que se hayan
establecido al destete. En grupos de machos, existe
un ratéon dominante que puede ser muy agresivo; las
hembras generalmente no pelean, incluso cuando se
hayan agrupado siendo ya adultas.

Normalmente dividen su caja en dreas especificas
para dormir, comer, orinar y defecar. Los ratones
de laboratorio ocasionalmente sacan la comida del
comedero para almacenarla en una esquina de la
caja. El acto de comer es ciclico, con un pico maxi-
mo durante el periodo de oscuridad. La cantidad de
agua consumida varia considerablemente entre las
diferentes cepas endocriadas, y algunas pueden de-
sarrollar polidipsia (necesidad exagerada de beber)
debido a alguna patologia.

Las hembras parturientas construyen un nido y
permanecen mucho tiempo cerca de este o sobre las
crias. El canibalismo de los ratones jovenes puede ser
un serio problema en colonias endocriadas. El ma-
nejo de los recién nacidos debe hacerse manipulando
de manera suave y tranquila, y devolver la camada al
nido lo mds pronto posible.

Usos en el laboratorio

Como ya se menciond, el raton es el animal mas po-
pular para su uso en el laboratorio por su pequefio
tamafio, ficil manejo y bajo costo de mantenimiento
comparado con especies de mayor tamano. Su vida
relativamente corta, lo hace idoneo para su uso en
ensayos cronicos de toxicologia, neurologia, micro-
biologia, virologia, gerontologia, oncologia, para-
sitologia, farmacologia, inmunologia, embriologia,
teratologia y en estudios genéticos, entre otros.

Microambiente

Los ratones que se utilizan con propdsitos experi-
mentales se alojan en cajas de plastico o policarbo-
nato provistas de tapas rejilla de acero inoxidable.

En el caso de los ratones adultos (con un peso apro-
ximado de 25 g) se requiere una superficie minima

de 9o cm? por animal, superficie que debe aumentar-
se hasta 200 cm? en el caso de las hembras lactantes

Comisién Honoraria de Experimentacion Animal | Manejo de animales tradicionales en experimentacion | 24



con la camada. En todos los casos la altura de las pa-
redes de la caja no debe ser inferior a 15 cm (Tabla
1, anexo III).

Las camas deben estar libres de polvo, absorbentes,
atoxicas, no producir alergias y ser esterilizables.

La limpieza y desinfeccion de las cajas se debe hacer
como minimo una vez por semana, dependiendo de
la cepa, numero de animales por caja y de la ventila-
cién del ambiente.

El agua puede administrarse en mamaderas o en
bebederos automaticos. Se puede acidificar con 4ci-
do clorhidrico hasta llevarlo a un pH entre 2,3-2,8;
hipercloracion de 3 a 5 ppm de Cl-libre. También
puede esterilizarse por medio de autoclave o por
filtracion.

El alimento debe administrarse ad libitum, general-
mente con preparados comerciales. Para los animales
SPF, axénicos y gnotobidticos (ver capitulo III) el
alimento debe ser estéril, la esterilizacion se puede
hacer por medio de radiacién o autoclave, en este
ultimo caso el alimento se debe reforzar, previo un
analisis de composicion.

Un rat6n adulto consume a diario aproximadamente
12 g de alimento por cada too g de peso corpo-

ral, pero al igual que el agua consumida, varia en
funcién de la temperatura ambiental y humedad
relativa, sequedad y calidad del alimento, estado
reproductivo y sanitario, etc.

Macroambiente

La temperatura de las habitaciones debe mantenerse
entre los 20 °C y los 25 °C, siendo la mas adecuada
entre los 22 °C +/- 1°C y la humedad relativa entre
40y 70 %, cuando la humedad es inferior a estos
pardametros se puede producir, (al igual que en la
rata), el sindrome de la cola en anillo o ring tail (Fig.
8). Los roedores en general tienen menor resisten-
cia a las altas temperaturas ya que disipan el calor
con dificultad por carecer de glandulas sudoriparas,
no jadean y tienen el cuerpo cubierto de pelos. La
pérdida de calor se efectia por la cola, las orejas, y
los testiculos que se encuentran fuera de la cavidad
abdominal.

La ventilacion de los ambientes donde se localizan
los ratones es importante para controlar la humedad,
el calor y la concentracion de gases toxicos Se deben
hacer entre 10 y 14 recambios de aire por hora.

La iluminacion es importante para la regulacion del
ciclo estral y reproductivo. Se recomienda 12 hs de
luz / 12 hs de oscuridad, con luz fluorescente de 325
lux de intensidad y en albinos de 50 lux. En el caso
de animales albinos es necesario agregar enriqueci-
miento que les permita regular su exposicién a la luz

Programa reproductivo

El programa reproductivo debe establecerse teniendo
en cuenta basicamente: la necesidad de animales,

el espacio disponible, la fecundidad de la cepa, y el
esquema de consanguinidad de los animales a cruzar.

La madurez sexual del ratén comienza entre las 7 y
9 semanas de vida. La hembra es poliéstrica conti-
nua y se observa un tapén mucoso vaginal al quedar
prefiada (Fig. 3). Presentan un periodo gestacional de
entre 18 a 20 dias. Tras el parto, entre las 14-28 hs
se produce un estro fértil, por lo que puede utilizarse
el estro postparto para programar una nueva cama-
da, teniendo en cuenta que la lactancia y gestacion
simultdneas puede retrasar entre 3 y 5 dias la im-
plantacién del embrion.

Al nacer, el raton pesa entre 1y 2 g. Nace con los
ojos y oidos cerrados, sin pelos y es muy activo. Al
tercer dia comienza a notarsele el pelo, para estar
completamente cubierto a los 1o dias (Fig. 2). A los
12 dias comienza a abrir los ojos y el conducto au-
ditivo externo, entre el decimotercer y decimocuarto
dia empieza a ingerir alimento s6lido y agua del

bebedero.

Generalmente se los desteta a los 21 dias de edad
con un peso de 1o a 12 g. Cuando no se ha utilizado
el estro posparto las hembras adultas comienzan a
ciclar a los 5 dias posdestete.
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Sistemas reproductivos

Los sistemas reproductivos mas empleados en las
colonias de fundacién y produccion son:

I.

Sistema monogamico: se realiza colocando un
macho y una hembra en una misma caja. Este
sistema se utiliza en colonia de fundacién para
el mantenimiento permanente del mismo. Las
crias que se obtienen se destetan a los 21 dias,
antes de que se produzca el nuevo nacimiento.
Con este sistema, en el que se aprovecha el celo
postparto, se logra un mayor nimero de cama-
das, a la vez que permite un correcto control y
evaluacion de la produccion de cada hembra.
Como desventaja hay que sefalar el elevado
numero de machos, el desgaste prematuro de la
hembra, se requiere mayor cantidad de espacio
y la mano de obra utilizada es mayor.

Sistema poligamico: se hace apareando un
macho con 2 a 3 hembras. Antes del parto las
hembras se llevan a cajas individuales, lo que
naturalmente impide aprovechar el celo pos-
tparto. Como consecuencia, con este sistema
la hembra se desgasta menos, lo que se traduce
en mayor viabilidad y mayor tamafio de crias
destetadas. Como desventaja hay que sefalar
el menor numero de camadas por hembra, un
mayor trabajo a desarrollar en cada caja y final-
mente el agotamiento de los machos.

Fig. 2: Primeras 2 semanas de vida del rat6n (adaptado de Dutta, 2016)
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Ciclo estral

Tiene una duracién de 4 a 5 dias, en tanto que el
celo propiamente dicho dura aproximadamente 12
horas. Durante la lactancia se interrumpe la perio-
dicidad ovarica. Cuando se colocan las hembras en
grupos homosexuales, puede darse en todas ellas

un periodo de anestro continuo, que se interrumpe
cuando se introduce un macho en el grupo o, simple-
mente, mediante su olor, utilizando las camas extrai-
das de las cajas de los machos. Aproximadamente 72
hs después se produce una cierta sincronizacion del
celo, hecho que recibe la denominaciéon de «Efecto
Whitten».

Las hembras no lactantes tienen un periodo de ges-
tacion que oscila entre 19 y 21 dias, en las hembras
lactantes aumenta entre 3 a 1o dias en funcién del
tamafio de la camada. En algunas cepas las hembras
fecundadas por un macho no deben tomar contacto
fisico o exponerse al olor de otro macho, al menos
en las primeras 48 horas de gestacion, si esto ocurre,
se produce la reabsorcion embrionaria, proceso que
se denomina «Efecto Bruce».

Estos efectos del macho sobre los ciclos son induci-
dos por una feromona andrégeno-dependiente que
se agrega a la orina dentro de la vejiga y también
durante la salida al exterior, en este caso por la secre-
cion de las glandulas prepuciales (Greco, 2020).

El diagnostico de gestacion se realiza por la presen-
cia de espermatozoides en frotis vaginales (en el ca-
pitulo V se detalla cémo realizar los frotis vaginales),

Fig. 3: Tapon vaginal en hembra prefiada: Izquierda vagina en proestro, derecha tapén vaginal. (adaptado de Nakagata, 2015)
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como asi también por la presencia de un tapén va-
ginal formado por el semen gelificado (Fig. 3); estos
son indicadores de que se ha producido la copula en
las 24 horas precedentes.

El tamano de la camada varia dependiendo de la
cepa, la edad de la madre, etc., pero siempre la pri-
mera camada es mas reducida, siendo las mas nume-
rosas entre el segundo y octavo parto.

Manejo

Los ratones jovenes y adultos se sujetan y se levantan
tomandolos por la base de la cola o por el cuerpo
con los dedos o con pinzas pequeiias, teniendo es-
pecial cuidado con las cepas agresivas ya que son de
movimientos rapidos y pueden morder.

Sujecion

Tome al raton por la base de la cola, sdquelo de la
jaula y apdyelo sobre una superficie rugosa o una
parrilla contra la que pueda ejercer resistencia (por
ejemplo, sobre la tapa de la jaula). Sin soltarlo, tome
en forma rdpida, suave y firmemente, la piel del
cuello con los dedos indice y pulgar y luego sujete la
cola entre el dedo mefiique y la palma de la mano.
Levante el animal (Fig. 4) de esta forma el animal
queda inmovilizado. Otra forma que actualmente se
utiliza para manipular ratones, en especial cuando se

Fig. 4: Método de sujecién en ratén (adaptado de Mourelle, 2013)
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realiza el cambio de cajas, es por medio de un «tinel
de contencién» de los utilizados para enriquecimien-
to o formando una copa con la palma de la mano
para de esta forma evitar sujetarlo de la cola que es
mas estresante (Fig. 5)

|dentificacidn

Existe una gran variedad de métodos para la iden-
tificacion permanentes y los temporales. Los méto-
dos de identificacién permanente incluyen muescas
en orejas, tatuajes en la cola, etc. La identificacion
temporaria se puede alcanzar tifiendo la piel de los
ratones albinos, cortando el pelo o haciendo marcas
en la cola con tinta indeleble. Los dos primeros mé-
todos permiten la identificacion por una o dos sema-
nas y las marcas de tinta desaparecen en uno o dos
dias. Existen codigos de numeracién tanto para las
muescas en orejas como para el marcado con tinta
indeleble (Tabla 2, anexo III).

Sexado

Usando la técnica de sujecion adecuada, se puede
verificar el sexo midiendo la distancia anogenital; en
el macho esta distancia es mayor que en la hembra
(Fig. 6). Los testiculos, son evidentes en animales
puberes y adultos (o a partir de la pubertad).

Fig. 5: Nuevo método de sujecion de ratén
(adaptado de https://www.nc3rs.org.uk/
mouse-handling-poster)
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Rata

Taxonomia:

Clase: Mammalia
Orden: Rodentia
Familia: Muridae
Género: Rattus
Especie: novergicus
Especie: rattus
Origen

La rata de laboratorio surge de la domesticacion de
la rata noruega especie cosmopolita. Fue la primera
especie de mamiferos domesticada con propositos

cientificos (Weihe, 1987). Algunos ejemplos de uso
temprano en investigacion se listan a continuacion:

1856

1877

1890

1906

Philipeaux (Francia) estudia ratas a las que se les
extrajo la médula adrenal.

En Alemania se utilizaron ratas albinas y salvajes
para experimentacion.

Se exportan los primeros stocks de ratas desde Suiza
a Estados Unidos y son utilizadas para estudios de
neuroanatomia en la Universidad de Chicago.

Parte de las ratas provenientes de Suiza pasan al
Instituto Wistar de Filadelfia, donde el fisidlogo
Donalson estandariza las colonias y surge la cepa
Wistar. Comienza en este instituto la endocria

de ratas. Casi el 40 % de las cepas endocriadas
actuales derivan de la cepa Wistar.

Fig. 6: Esquema de identificacion sexo en raton y rata (adaptado de AALAS, 2011)
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Generalidades y biologia

La rata tiene muchas particularidades que le favorecen
como animal de laboratorio. Estd perfectamente ca-
racterizada desde el punto de vista anatémico, fisio-
légico y genético. Se reproduce muy bien por exocria
y endocria por lo que existen muchas cepas inbred y
outbred. Algunas de las outbred son: Sprague Dawley
(SD), Wistar (WI), Long Evans (LE). Las cepas inbred
mas utilizadas incluyen: Fisher 344 (F344), Brown
Norway (BN), Lewis (L), y Wistar-Furth (WF).

Son animales muy adaptables, faciles de cuidar y ma-
nejar. Es posible producirlas libres de patogenos (SPF)
con lo cual se reduce la principal variable no contro-
lada que invalida la investigacion con animales.

Son animales de habitos nocturnos y curiosos. Los
sentidos del olfato y audicion estin muy desarro-
llados, la rata puede oir altas frecuencias igual que
el raton (Fig. 1). Presenta una vision pobre (Fig.

7). Es ciega a la longitud de onda del rojo, no tiene
vision en colores, pero es buena en la zona de baja
longitud de onda. Posee receptores tactiles desa-
rrollados sobre la cabeza, alrededor del hocico, en
las patas y sobre la cola. La cola es utilizada para
la orientacion sobre el terreno y equilibrio durante
el salto; sirve como principal 6rgano de regulacion
de temperatura. La circulacion sanguinea de la cola
aumenta cuando el animal necesita eliminar calor de
su cuerpo. El promedio del peso de un macho adul-
to es de 250 a 520 g, las hembras son mds chicas y
tienen una vida de 2,5 a 3,5 afios; estos parametros

Ratas normalmente pigmentadas tienen
una vision dicromatica borrosa con un Ratas albinas pueden ver un mundo muy
Vision Humana poco de color. borroso y deslumbrado por la luz

Fig. 7: Comparacion de la vision de la rata con el humano (Adaptado de http://www.ratbehavior.org/RatVision.htm#NormalRatVision)
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dependen en gran medida de la cepa. En grupos de
hembras 0 machos raramente se observa agresividad.

Al igual que los ratones presentan glandulas harde-

rianas en la 6rbita del ojo, cuando la rata esta estre-
sada dichas glandulas secretan porfirina, la secrecion
sirve como indicador del estado sanitario del animal.

No poseen vesicula biliar, tiene él estomago dividi-
do en una zona no-glandular y otra glandular y no
poseen el reflejo del vomito.

Los machos poseen una distancia anogenital mayor
que las hembras. Son poliéstricas continuas, con celo
postparto. Al nacer pesan aproximadamente 5 g,

no tienen pelo, el conducto auditivo y los ojos estan
cerrados. El destete se puede realizar a los 21 dias de
nacido, con un peso aproximado de 40 a 50 g, edad
en que las crias sobreviven sin dificultad.

Microambiente

Las cajas o jaulas deben ser de material plastico con
tapas de acero inoxidable o alambre galvanizado y
la altura de la caja debe permitir todas las posturas
de la rata inclusive el pararse sobre su tren posterior.
Un animal adulto necesita una superficie de 259 cm?,
y en una hembra con cria el espacio debe ser de
1000 cm?* (Tabla 1, anexo III). Dado que la cola es
un Organo termorregulador, si las ratas se encuentran
hacinadas y la temperatura ambiental es elevada, se
producen fallos en el sistema termorregulador del
animal, produciéndose la cola en anillo (Fig. 8).

Para las camas se deben utilizar materiales absor-
bentes, libres de polvo, atoxicos, y hasta donde sea
posible que no produzcan alergias, que no tifan a los
animales y que sean esterilizables. La alimentacion y
el agua se deben administrar ad libitum; el agua, se
puede administrar con bebederos automaticos 0 ma-
maderas, en lo posible se debe esterilizar, acidificar o
hiperclorar al igual que para los ratones.

Macroambiente

El macroambiente de la rata es muy similar al del
ratén. La temperatura adecuada es de 18 a 24 °C, el
ideal es 22 °C. La ventilacion es importante debiendo
hacer de 10 a 15 cambios de aire por hora.

Los ruidos las afectan menos que a los ratones. La
iluminacién es importante entre otras cosas para la
regulacion del ciclo estral y reproductivo, con régi-
men de 12 horas de luz y 12 de oscuridad.

Programa reproductivo

Poseen un ciclo estral de 4 a 5 dias, el celo dura 12
hs aproximadamente y se produce generalmente
durante la noche. Se utilizan los mismos sistemas de
cria que en el raton:

e  Sistema Monogamico: este tipo de sistema
se utiliza en el stock de fundacion. Se realiza

Fig. 8: Sindrome de cola anillada (adaptado de: https://www.
humane-endpoints.info/es/rata/factores-fisicos)
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colocando un macho y una hembra en una mis-
ma caja de forma continua separando las crias
antes de que nazca la siguiente camada. Con
este sistema, en el que se aprovecha el celo pos-
tparto, se logra un mayor numero de camadas, a
la vez que permite un correcto control y evalua-
cién de la produccion de cada hembra. Como
desventaja hay que sefialar el elevado numero de
machos, el desgaste prematuro de la hembra, se
requiere mayor cantidad de jaulas y espacio, y la
mano de obra utilizada es mayor.

e  Sistema Poligamico: se realiza apareando un
macho con 2 a 3 hembras. Antes del parto las
hembras se llevan a cajas individuales, lo que
naturalmente impide aprovechar el celo pos-
parto. Como consecuencia, con este sistema la
hembra se desgasta menos, lo que se traduce en
mayor viabilidad y mayor tamafio de crias des-
tetadas. Como desventaja hay que sefialar el me-
nor nimero de camadas por hembra, un mayor
trabajo a desarrollar en cada caja y finalmente el
agotamiento de los machos.

Presentan al igual que los ratones el efecto Whitten
aunque con menor intensidad. Esto es: cuando se
colocan las hembras en grupos, puede darse en todas
ellas un periodo de anestro continuo, que se inte-
rrumpe cuando se introduce un macho en el grupo,
72 hs después se produce una cierta sincronizacion
del celo. En cambio, no presentan el «Efecto Bruce»
que si se da en algunas cepas de ratones.

La gestacion dura de 20 a 22 dias, pero si se utiliza
el celo postparto para una nueva prefez el tiempo de
gestacion se alarga, ya que la lactancia provoca que
la implantacion de los embriones se retrase de 5 a

7 dias. El tamafio de la camada depende de la cepa,
pero generalmente es de 6 a 12 crias.

Manejo

Sujecién

La rata no es un animal agresivo, aun cuando se la
someta a tratamientos continuos o se manipule por
largos periodos.

Los ejemplares adultos no deben levantarse por la
cola, ya que esto les causa estrés y ocasional despren-
dimiento de la capa cérnea de la piel de esa region,
ademas como se mencioné la cola es un 6rgano
importante para la rata.

Existen diferentes formas de sujetar la rata:

1. Apoyar la palma de la mano sobre el lomo del
animal, coloque los dedos indice y medio a
ambos lados de la mandibula, de forma que la
cabeza de la rata quede entre dichos dedos impi-
diendo su movimiento. Con la otra mano tomar
la parte posterior del cuerpo. Asi puede levan-
tarla sujetindola firmemente (Fig. 9).

Fig. 9: Método de sujecion de rata (adaptado de Mourelle, 2013)
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2. Para sujetar al animal con una sola mano hay
que tomarlo por la piel del cuello con los dedos
pulgar e indice por detras de las orejas y con los
otros dedos de su mano sujetar la piel de todo el
lomo de la rata. Levante al animal, sujetdandolo
firmemente (Fig. 10).

Cuando se manipulan hembras con camada siempre
hay que esperar que la madre salga del nido para
intervenir con la camada. La madre debe de sacarse
de la caja cuando se manejan los neonatos, estos se
deben manipular de forma rapida y con cuidado.

Sexado

Mediante el uso de alguna de las técnicas de sujecion
mencionadas, se puede realizar el sexado midiendo la
distancia anogenital, (que en el macho es mayor que
la hembra) o bien observar la presencia de testiculos
ya evidentes desde edades tempranas (Fig. 6).

|dentificacidn o marcado

Se utilizan las mismas técnicas que en raton. Existe
un c6digo para la numeracion de las ratas con mar-
cas en la oreja mediante un sacabocado (Fig. 11),
estas marcas se deben realizar al momento del des-
tete de las ratas, mds tarde no es aconsejable ya que

el cartilago de la oreja se torna grueso y se produce
mucho dolor al animal.

Cobayo

Taxonomia

Clase: Mammamlia
Orden: Rodentia
Suborden:  Hystricomorpha
Familia: Caviideae
Género: Cavia

Especie: porcellus
Origenes

De origen sudamericano conocido como aperea,
domesticado por los Incas y llevado a Europa por los
espafioles. El nombre cientifico de la especie salvaje
es Cavia aperea, actualmente conocida como Cavia
porcellus (Zuniga, 2002).

Fue introducido en Europa por los espafioles en la
mitad del siglo XVII, como mascota. No se conoce
con exactitud la fecha cierta en que se utilizé por pri-
mera vez como animal de experimentacion, pero se
sabe que en 1780 Lavoisier lo utilizd para medir la
produccion de calor metabdlico (Melechon, 2018).

Fig. 10: Método de sujecion de la rata con una sola mano (adap-
tado de Mourelle, 2013)
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En 1882 fueron utilizados en las investigaciones de
Robert Koch respecto al Mycobacterium tuberculosis
como causante de la tuberculosis (Cruz-Rodriguez,
2017); y en 1907 utilizando cobayos es descubierta la
Vitamina C por Szent-Gyorgyi en 1927 (Bolet, 2004).

Biologfa general y comportamiento

En la naturaleza, son animales rapidos, no hacen
cuevas, pero suelen vivir en refugios cavados por
otros animales. Son ddciles y se adaptan rapidamen-
te al régimen del laboratorio. Son animales sociables,
pero los machos pueden ser agresivos. Cuando se
sujetan o transportan hay que tener en cuenta que, a
pesar de no morder y parecer no reactivos, son muy
sensibles a los movimientos y asustadizos quedando
estaticos durante 30 minutos o mas (Wolfensohn
2013; Melechon 2018).

El largo del cuerpo incluyendo la cabeza es de 14 cm
al nacer y 31 ¢cm en los animales adultos. Los ma-
chos adultos pesan entre 9oo a 1200 g y las hembras
de 700 a 900 g. No presentan cola, tienen tres dedos
en las patas traseras y 4 en las delanteras, en todas
tienen garras. Desde el dia del nacimiento comienzan
a comer alimento sélido y a beber agua, aunque la
lactancia dura 2 a 3 semanas. La longevidad es de
entre 5y 6 anos, pero se puede acortar 2 afos en las
hembras reproductoras. Muestran ciclos de actividad
y reposo que duran 2 a 3 horas, y no dependientes
de los ciclos luz-oscuridad.
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Fig. 11: Codigo de Identificacion Mediante Muescas, a la derecha se muestra un sacabocado utilizado para realizar las marcas
(adaptado de AALAS, 20171).
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En los tipos silvestres el pelaje es largo y grisdceo o
amarronado. Sin embargo, los cobayos domésticos
tienen el pelo largo y fino (pueden presentar remoli-
nos) y una gran variedad de colores.

Tienen gran cantidad de glandulas sebaceas en el
dorso y alrededor del ano, su secrecion sirve para
marcar territorio. Tanto los machos como las hem-
bras presentan un par de mamas inguinales.

Presentan el timo localizado en la regién cervical,
como es muy facil removerlo quirdrgicamente son
muy utilizados los animales atimicos para estudios
inmunoldgicos. Estomago enteramente glandular,
ciego muy grande ocupa el 60 % de la cavidad
abdominal.

Son muy susceptibles a cambios en la flora micro-
biana entérica y pueden sufrir enterotoxemia (De
Cubellis, 2013); por lo que se debe tener precaucién
cuando se administren antibidticos, especialmente
orales.

Son animales muy timidos de habitos crepusculares y
en general dejan sus moradas a la noche para buscar
alimento. Comen una amplia variedad de vegetales
(Melechon, 2018).

Viven en grupos con jerarquias sociales usualmente
centradas alrededor de un macho dominante, en la
naturaleza viven en pequefios grupos de 5 a 10 indi-
viduos. Los machos pelean vigorosamente, en parti-
cular en presencia de hembras en estro o cuando se
tiene que establecer el rango social en un grupo. Es

frecuente que los animales de mayor edad muerdan,
por lo comun en las orejas, a los animales mas jovenes
o subordinados (Wolfensohn 2013; Melechon 2018).

La vocalizacién parece jugar un papel importante

en el comportamiento social de los cobayos. Se han
registrado al menos 11 vocalizaciones diferentes, al-
gunas de las cuales no son audibles para el humano.

En cuanto al alimento a ofrecerles, se debe prote-
ger de contaminacion y estar disponible ad libitum.
Se les debe alimentar diariamente a una hora fija y
asegurar el acceso a todos los individuos al alimento.
Son muy susceptibles al déficit de vitamina C, que
debe administrarse a diario en la comida o el agua (a
una concentraciéon de 1oo mg/kg peso vivo) (Zuiiiga,
2016).

Razas, cepas y genética

Se conocen tres razas principales (Wolfensohn,
2013):

1. inglés: de pelo corto (3 a 4 cm);

2. peruano: de pelo largo (hasta 40 cm);

3. abisinio: de pelo arremolinado, rizado, agrupa-
dos en mechones o en rosetas, el color de capa

depende del genotipo, presentando 6 loci princi-
pales y otros menores:

Fig. 12: Método de sujecion del cobayo (gentileza de MsCs M
Ricca y Tec C Mourelle https://www.labanimalstraining.com)

.'-'

Fig. 13: Método de sujecion de hembra gestante
(adaptado de Melechon, 2018)
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e locus aguti;

e Jocus marrodn;

e locus albino;

e falta de color

®  0jos rosas, 0

e manchas blancas.

Se han desarrollado un nimero de colonias cerradas,
de stocks para ser usados como animales de expe-
rimentacion. Existen cepas endocriadas ya desde
19135, pero solo dos cepas (la 2 y 13) son las mds
comunmente usadas. El stock Dunkin-Harley fue
establecido en 1926 y actualmente esta distribuido
por todo el mundo y se han desarrollado un gran nu-
mero de sublineas, tales como la Pirbright y la Jap-
Hartley. Otras colonias genéticamente heterogéneas,
tales como el stock multicolor del NHI se utiliza
para infinidad de usos.

Usos en el laboratorio

Esta especie se usa en inmunologia ya que presenta
células de Kurloff que son un tipo especial de leu-
cocitos, estas células tienen que ver con la defensa
inmunolégica del feto actuando como natural killer.
Son utilizados para estudios de la respuesta inmune
y su control genético y para estudios hormonales.
También se los usa en estudios de shock anafilactico
y encefalomielitis alérgica y para estudios del tracto
respiratorio, ya que son muy sensibles a alérgenos y
reacciones anafilacticas (Zuniga, 2016).

También en estudios bioquimicos, toxicologicos,
fisiologicos y farmacoldgicos. Se usan por su tama-
fio adecuado, ademads por ser buenos hospedadores
de organismos causantes de enfermedades, como
la micoplasma de la tuberculosis (M tuberculosis)
(Wolfensohn, 2013).

Se los utiliza en estudios de otologia ya que tienen
una estructura auditiva similar a los humanos. Se
puede identificar la sordera en los cobayos por los
movimientos de las orejas en respuesta al ruido.
También para el estudio del metabolismo del acido
ascorbico, ya que como se menciond, al igual que el
hombre, necesitan de vitamina C en su dieta.

Su suero se usa en test de fijacién de complemento
para diagnostico de infecciones virales y bacterianas.

Por su gestacion muy larga también se los estudian
en reproduccion y dosis letal so.

Microambiente

Pueden mantenerse en una gran variedad de cajas in-

cluyendo jaulas en el piso, estantes fijos, racks movi-

les con jaulas de metal o de plastico (Tabla 1, anexo

IMI). Las jaulas en el piso pueden construirse con una

gran variedad de materiales, desde ladrillos a bloques

de concreto con divisiéon metalica. Las paredes deben

ser de 40 cm de alto. Los pisos deben ser aislantes,

faciles de limpiar y desinfectar, deben mantenerse

secos y evitar inundaciones. La principal desventaja Fig. 14: Sexado de cobayo, a la derecha de observa un macho

de las jaulas en el piso es el mal aprovechamiento del (gentileza de MsCs M Ricca y Tec C Mourelle
https://www.labanimalstraining.com)
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espacio, sin embargo, es una construccion barata y
en general da buenos resultados.

Los animales adultos deben disponer de una super-
ficie de 950 cm* por animal, que se debe aumentar a
1100 en caso de ser hembras con cria.

La cama puede ser de viruta de madera, tiras de pa-
pel absorbente o diversos productos vegetales, pero
no debe ser palatable y debe ser abundante.

Los bebederos pueden ser del tipo de rata y raton,
pero dado que estos animales tienden a tomar agua
con el alimento en la boca, este puede ser introdu-
cido dentro del bebedero y terminar taponando el
pico, por lo que los bebederos deben controlarse de
forma periddica.

El alimento se le administra ad-libitum en come-
deros tipo tolva, delante de la jaula, donde solo se
pueda introducir la cabeza, ya que el cobayo tiende
a defecar en ella si se le colocan en comederos con-
vencionales dentro de su alojamiento. Normalmente
consumen 6 g de racion por cada 1oo g de peso del
animal.

El cobayo requiere una dosis diaria de acido ascor-
bico (vitamina C). Si los alimentos que se le estan
administrando no lo contienen, deberan anadirse.
Se debe tener en cuenta que la actividad de esta
vitamina si es administrada con la bebida dismi-
nuye un 50 % en 24 hs, por lo que si se opta por
esta opcion se deberd diariamente reponer el agua

con la vitamina (Wolfensohn 2013; Zuniga 2016;
Melechon 2018).

Macroambiente

Las temperaturas mas adecuadas son aquellas com-
prendidas entre los 18 a 25 °C. La ventilacion es de
8 a 20 recambios de aire por hora. Las altas tem-
peraturas ambientales, sin la adecuada renovacion
de aire, predisponen a los animales a neumonia
(Zuniga, 2016). La humedad relativa mas adecuada
oscila, en funcion a la temperatura, del 30 al 70 %.
Los cobayos son muy sensibles a los ruidos, al igual
que las otras especies. Deben tener un periodo lu-
minico comprendido entre 12 a 16 horas por dia
(Wolfensohn 20133 Zuiiiga 2016; Melechon 2018).

Manejo y reproduccioén

Sujecién

Los cobayos son animales muy timidos y nerviosos.
Cuando el operador se aproxima da vueltas en la
caja, entra en panico y esto dificulta su sujecion.

El animal debe sujetarse con ambas manos, una
mano rodeara los hombros y la otra soportara el
peso del tren posterior. Si se lo sujeta con los dedos
pulgar e indice alrededor del cuello, el animal se

siente mas relajado (Fig. 12). Hay que tener cuidado
porque este animal a pesar de que rara vez muerde
posee dientes muy largos. Cuando se sujetan hem-
bras prefiadas, debe hacerse delicadamente, y con
una mano colocada bajo los cuartos traseros, para
soportar el peso del vientre, para evitar que se pro-
duzca un desgarro del utero (Fig. 13) (Zufiga 2016;
Melechon 2018).

Sexado

Para el sexado se debe tomar el cobayo de la forma
indicada en la figura 12. Posicionar la mano que se
utilizé para sujetar la parte posterior de tal forma
que el animal quede sentado sobre la palma de la
mano y el dedo pulgar en la zona ventral. Colocar el
dedo pulgar por encima de la zona genital y aplican-
do una presion hacia arriba se logra exponer el sexo
del animal (Fig. 14).

La hembra es poliéstrica anual, con ovulacién es-
pontdnea y sexualmente madura a los 4 — 5 meses,
se debe prefiar enseguida para evitar problemas de
cadera ya que de lo contrario se sueldan los huesos
de la cadera ocasionando problemas posteriores. Se
utiliza sistema de harenes para la produccién. La
gestacion puede llegar a ser de 75 dias, el tiempo de
gestacion disminuye al aumentar el nimero de crias.
En la hembra la membrana que recubre la vagina
se abre cuando esta en celo o para parir (Zufiga,
2016).
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Puede realizarse mediante la colocacion de una ca-
ravana de pldstico o metal (con un nimero o letra)
en una oreja. Es importante que su colocacion sea
perfecta, para evitar que se caigan. Previamente
desinfectar la oreja con un algodén con alcohol.
También puede utilizarse un cédigo similar al de ra-
tas y ratones con perforaciones en las orejas, aunque
no se recomienda ya que como los adultos tienden

a morder las orejas de los demds cobayos pueden
perderse estas marcas lo que modificaria el codigo de
numeracion. En los albinos se puede utilizar marcas
con acido picrico en el lomo (Zuiiiga, 2016).

Conejo

Taxonomia

Clase: Mammalia
Orden: Lagomorpha
Familia: Leporidae
Género: Oryctolagus
Especie: cuniculis

Origen

El conejo es un Lagomorfo que existe como tipo
salvaje y doméstico. Se utiliza como productor de
carne, piel, como animal de laboratorio y como
mascota.

Es originario de la peninsula Ibérica y de alli se
extendi6 a distintas regiones del Mediterraneo y
posteriormente hacia el oeste de Europa. En las co-
lonizaciones de Australia, Nueva Zelanda y América
se llevaron animales y todos provienen de un stock
salvaje.

Existen datos de que en el siglo I (a. C.), los romanos
tenian conejos en jardines cerrados. A mediados del
siglo XVIII se practicaba la cria doméstica del conejo
en Inglaterra y antes de finales del mismo siglo se
producia con fines comerciales para la obtencion de
carne. En el siglo XIX fue utilizado como el primer
modelo de transferencia embrionaria.

Generalidades

Se diferencia de los roedores por el segundo par de
incisivos superiores. Tiene de 26 a 28 dientes, no
presentan caninos y si tienen incisivos, premolares
y molares. Los incisivos estan separados de los pre-
molares por un espacio denominado diastema. Los
incisivos principales tienen un borde cortante y cre-
cen durante toda la vida (elodontes).

Sus 0jos son prominentes y con campos visuales in-
dependientes y panordmicos, junto con un pequefio
campo binocular, lo que le permite un amplio rango
de vision. El sentido de la audicion y el olfato tam-
bién estan bien desarrollados.

Es un animal herbivoro y su aparato digestivo pre-
senta ciertas caracteristicas de adaptacion tales como
la naturaleza de los dientes, estbmago con fibras
musculares delgadas. El canal pilérico del conejo es
de paredes musculares mas gruesas que el resto del
estomago y termina en el esfinter pilorico (Halabi,
2012). El vaciamiento géstrico se produce por inges-
ta continua durante el dia y de esta forma ir empu-
jando la comida del estdmago. También presentan
gran produccion de bilis y un gran ciego (6 a 12 ve-
ces mayor que el estdbmago) donde se produce la ma-
yor parte de la digestion. No tienen reflejo emético
(no vomitan) y soportan hasta un 48 % de perdida
de agua corporal. Una caracteristica fisioldgica que
distingue a este animal es el habito de la coprofagia
o secotrofia. Consiste en la reingestion de pellets de
materia fecal blanda producida en la noche, se excre-
ta durante las primeras horas de la manana y son to-
mados directamente del ano. Estos pellets contienen
el doble de proteina y la mitad de fibra que los de
materia fecal dura debido a la presencia de bacterias
productoras de vitamina B en el ciego. La coprofagia
comienza entre la tercera y cuarta semana de vida, a
aquellos que no se les permite realizar la coprofagia
mueren dentro de las 3 semanas siguientes. Pueden
vivir comiendo hojas de Belladona que tiene atropina
y no sé intoxican porque sintetizan atropinesterasa
(Wolfensohn, 2013).
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Presentan baja densidad Osea, el esqueleto en un
ejemplar adulto representa solo el 8 % del peso
corporal. Debido a ello son altamente susceptibles a
fracturas lumbares o dislocaciones, por lo que se le
debe manipular y sujetar correctamente

La orina en las crias (llamadas gazapos) es trans-
parente y sin sedimentacion. En el adulto es de
diferente coloracion y con pH alcalino, la variacion
de coloracion depende de las sales que contenga
(Zuniga, 2016).

En la naturaleza, el conejo se adapta a una amplia
variedad de condiciones ambientales, desde el de-
sierto semiarido con un promedio de lluvia anual
menor a 180 mm, a climas subtropicales con 1870
mm de agua caida por afio. Sin embargo, el clima
de pradera es su habitat ideal. Los habitos varian de
acuerdo al ambiente, asi en regiones arenosas viven
en cuevas, mientras que en regiones mas himedas
cavan galerias o bien viven en huecos de drboles o
arbustos.

Las hembras salvajes alcanzan la madurez sexual
entre los 4 a 6 meses de edad y los machos un poco
mas tarde. Si bien los nacimientos ocurren durante

todo el afio, alcanzan un pico mdximo en primavera.

El tamafio de camada en la naturaleza es de aproxi-
madamente 5 gazapos. En cautiverio estas hembras
no se prefian a menos que se les dé un espacio bas-
tante amplio, también llegan mads tarde a la madurez
sexual. En general son timidos y no copulan si se los
estd observando (Wolfensohn 2013; Zufiiga 2016;
Melechon 2018).

Razas y cepas
Presentan tres tipos de pelaje:
* largo, de menor abundancia;

*  medio o también llamado barbas, de mayor
abundancia, y

®  corto o borra, también llamado subpiel por su
abundancia.

En Gran Bretafia existen cerca de 35 razas y mas del
doble de variedades. La American Rabbit Breeders
Association (https://arba.net) tiene una lista de 28 ra-
zas y alrededor de 8o variedades. Las razas varian en
tamafio, tipo de pelo, color de la capa, habiendo sido
seleccionadas para la produccion de carne, pelo, con
fines experimentales, 0 como mascotas. Como repre-
sentativas entre las razas de mayor tamano (mayores
de 5 kg de peso) habria que sefalar al Gigante de
Flandes o al Gigante de Checkered; entre las razas

de tipo medio (2 a 5 kg) mas representativas estarian
la raza californiana o neozelandesa, estas se han
desarrollado para la obtencion de carne, seleccionan-
dolas a favor de crecimiento temprano y aumento de
la eficacia en la conversion de alimentos. Entre las
razas de pequefo formato (menores de 2 kg) cabe
sefialar la Holandesa y la Polaca, muy apreciadas
cOmo mascotas.

Existen pocas cepas desarrolladas para fines de
laboratorio. Actualmente existen solo 6 cepas en-
docriadas: New Zealand White (NZW), Watanabe

(WHHL), St. Thomas, AX/JU (JAX), HIVO/JU
(JAX), Huston RT. Esto se debe a que es muy cos-
toso establecer un stock de animales endocriados
porque disminuye la productividad, aumenta la sus-
ceptibilidad a enfermedades infecciosas y aumenta la
mortalidad.

Usos en el laboratorio

Es preferible utilizar razas medianas, ya que las
pequenias tienen orejas extremadamente cortas y las
inoculaciones se hacen dificultosas. Ademas, las ra-
zas muy grandes son dificiles de manipular, y ocupan
cajas mas grandes y consumen mds alimento. Para
extraccion de sangre o inyecciones endovenosas se
prefiere a las razas de orejas grandes. La cepa New
Zealand White (NZW) es la mds utilizada en inves-
tigacion biomédica, ya que, al ser una cepa albina,
tiene la vascularizacion periférica muy visible. Se han
utilizado para el desarrollo de farmacos para el glau-
coma; en el caso de los conejos New Zealand presen-
tan esta condicion de forma hereditaria.

El conejo es utilizado en investigaciones en cirugia
cardiovascular y estudios de hipertension, enfer-
medades infecciosas, teratologia, arteriosclerosis,
toxicologia (Esteves 2018; Melechon 2018). Es apro-
piado para estudios sobre reproduccion, puesto que
presenta ovulacion inducida, es decir que al realizar
la copula se desencadena la cadena hormonal que
finaliza en la ovulacién y fecundacion. No presentan
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anestro estacional, la gestacion es corta y el semen se
puede recolectar facilmente. Presentan una placenta
igual a la humana por lo que se utiliza para el estu-
dio de estados de desarrollo embrionario, y transfe-
rencia de farmacos a través de la placenta. Se usan
también para el estudio de anticonceptivos orales, en
serologia y para screening de agentes embriotdxicos
y teratogénicos.

Biologia

La vida reproductiva del conejo se extiende desde los
6 meses a los 3 y 4 afos de edad. Su longevidad, en
cambio, se prolonga hasta los 5 a 6 afios, aunque no
es excepcional el que algunos ejemplares alcancen los
15 afios (Wolfensohn, 2013).

La embriologia del conejo estd bien documentada. El
embrién, cuya medida es 160 pm de didmetro, es el
mds grande registrado entre los mamiferos y también
de rapido desarrollo. El blastocisto es especialmente
grande, 5 mm o mas antes de su implantacion, y es
muy util en el testeo de sustancias embriotoxicas
(Zufiga 2016; Melechon 2018).

El tiempo de gestacion es de 31 a 32 dias; cuando
las camadas son pequeiias el tiempo de gestacion
se alarga un poco. El tamafio de camada es de 6 a
10 gazapos. El peso al nacer varia desde menos de
30 g en las razas pequefias a més de 70 g en razas
grandes. El tamafio de camada es inversamente

proporcional al peso, por ejemplo, en una cepa
albina el peso promedio al nacimiento varia entre
35 g con una camada de 10 animales y 70 g cuando
es de 2 gazapos (Wolfensohn 2013; Zuiiiga 2016;
Melechon 2018).

Microambiente

Al igual que cualquier otro animal, el conejo debe
disponer de un area de alojamiento apropiada a su
tamafo y peso. Las hembras lactantes exigen una
superficie adicional no menor a 0,19 m* (Tabla 1,
anexo III).

En un principio para su alojamiento se utilizaban
cajas de madera, pero actualmente se usan jaulas
metalicas, las cuales se mantienen limpias a lo largo
de varias semanas. Presentan una abertura en la
cara posterior para colocar otro compartimiento
llamado «gazapera», en la que las reproductoras
puedan criar a sus gazapos. Cuando se acerca el
momento del parto se colocan las gazaperas. Para
crias de tamafio mediano de 30 cm de ancho por 38-
40 cm de largo, por 25 cm de alto. Cuando se crian
en cajas de madera con piso de paja no es necesario
colocar gazaperas (Wolfensohn 2013; Zufiga 2016;
Melechon 2018).

Los conejos deben alimentarse siempre con un pre-
parado comercial, en forma de pellets, y adminis-
tracion ad libitum. Se calcula que un conejo debe

consumir diariamente alrededor de 5 g de alimento
por cada 100 g de peso. Existe una gran variedad de
utensilios para el agua y el alimento. Los recipientes
abiertos son menos higiénicos que cuando se utilizan
botellas y tolvas ya que los conejos desarrollan el
hébito de orinar y defecar dentro del agua y la comi-
da. Lo ideal es usar sistemas automaticos de abaste-
cimiento de agua y tolvas automaticas (Wolfensohn,
2013).

Para el piso de las jaulas el tamafio de la malla de
alambre es muy importante, 26 mm de separacion
entre alambre y alambre es adecuado, de este modo
se evitan problemas de tarso. Se utilizan bandejas de
aluminio a las que se les coloca material absorbente,
ya que las de metal galvanizado son menos resisten-
tes a la orina. Actualmente se recomienda el uso de
cajas con pisos y paredes plasticas lo que previene
las posibles lesiones en las patas y son mas faciles de
sanitizar.

Al destete los jovenes se trasladan a jaulas o cajas de
1,2 m. de ancho por 1,5 de largo y 0,7 m. de altura.
Cada jaula puede albergar de 20-25 animales recién
destetados. Como cama se utiliza paja. Para evitar el
hacinamiento a medida que crecen se va reduciendo
el nimero de animales. En ocasiones, los conejos
que han alcanzado la pubertad resultan sumamente
agresivos, de tal forma que, de alojarse juntos los
machos, pueden llegar a castrarse unos a los otros.
En cuanto a las hembras, y al margen de las lesiones
que pudieran infligirse, el agrupamiento homosexual
puede producir pseudo-gestacion (Wolfensohn 2013;
Zuiiiga 20165 Melechon 2018).
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Macroambiente

Luz: aunque es comun el uso de luz natural, se reco-
mienda aumentar las horas luz cuando la duracién
del dia sea menor a 12-14 horas. Hay que tener en
cuenta que el encendido brusco de las luces puede
provocar fracturas en la espina lumbar ya que al
asustarse pueden realizar movimientos bruscos.

En cuanto a la temperatura tienen poca tolerancia

a aumentos importantes de temperatura ya que no
poseen glandulas sudoriparas; es deseable que se en-
cuentre en el rango de 18 a 20 °C. Es muy importan-
te una buena ventilacion. Se recomienda entre 15/20
cambios de aire por hora. Cuando hay una buena
rutina de limpieza y la densidad animal es baja, se
puede bajar la velocidad de ventilacion. Se recomien-
da entre 50y 55 % de humedad relativa. Los ruidos
se deben evitar, ya que interfieren en la copulacion e
instinto materno.

Programa reproductivo

La edad reproductiva ttil del conejo se extiende des-
de los seis meses hasta los tres afios, siendo suficiente
un macho por cada 1o hembras. En las explotacio-
nes intensivas, las hembras se aparean a las 2 sema-
nas de producido el parto, destetindose los gazapos
a las 4 semanas, a pesar de que un destete posterior
(6-8 semanas) garantizaria una mejor salud y creci-
miento de los gazapos. En estas explotaciones, y con

un mejor manejo, cada hembra puede proporcionar
8 camadas por ano (Wolfensohn 2013; Zuiiiga 2016;
Melechon 2018).

Las razas de pequefio formato (Dutch, Polish) se
pueden aparear a los 5 meses; las de tamafno medio
(New Zealand White, Californiana) no antes de los
7 meses; en tanto que las de gran formato (Flemish,
Checkered) no deben iniciar su vida reproductiva
antes de los 9 meses.

Las hembras no tienen un ciclo estral, sino periodos
de receptividad de 4 a 6 dias, la ovulacion es indu-
cida por el contacto con el macho antes del apareo.
Las hembras se llevan a las jaulas de los machos para
el apareo, de lo contrario el macho pierde tiempo
olfateando el lugar. En el macho no existe glande ni
glandulas seminales, los testiculos bajan en la época
reproductiva.

Celo, receptividad sexual
y diagndstico de prefez

En contraste con los roedores, la técnica del frotis
vaginal no es adecuada para la deteccion del estro
ya que la hembra es un animal de ovulacién indu-
cida y en consecuencia no se puede hablar de un
ciclo ovérico. Se puede detectar por la apariencia

de la vulva, la cual se ve mas alargada y de un color
rojo-violdceo por la influencia de los estrégenos. Sin
embargo, no es un método del todo seguro, ya que

hay hembras que a pesar de presentar estas carac-
teristicas no se prefian y otras sin estos signos si lo
hacen.

Hay que tener en cuenta que las hembras muestran
cierta pérdida de receptividad sexual con una dura-
cion de 1-2 dias cada 4-17 dias. Como consecuencia
es necesario testear a la hembra antes de colocarla
con el macho. Dicho chequeo se hace observando el
comportamiento de la hembra frente al macho, la
cual presenta una lordosis pronunciada.

Para diagnosticar la prefiez se usa la técnica de pal-
pacion abdominal suave. Las manos deben colocarse
entre las patas traseras, a la altura de la pelvis. Con
el pulgar a un lado del abdomen y el resto de los
dedos del otro lado, se ejerce una ligera presion, a

la vez que se desliza la mano hacia adelante y hacia
atras. La prefiez se puede detectar ya a los 9 dias del
apareo, cuando el utero estd engrosado y mide unos
12 mm de didmetro. A los 13 dias alcanza los 20
mm y el diagnéstico se hace mds facil. El diagnostico
temprano de prefiez es importante porque facilita el
manejo de las hembras prefiadas y permite el reapa-
reamiento de las que no se prefiaron.

En los dltimos 3 dias de gestacion la hembra arranca
pelo de su abdomen dejando las mamas al descubier-
to (4 pares) y lo emplea como material para el nido.
Siempre se debe proveer de una gazapera y de mate-
rial para que arme el nido (paja, viruta, etc.), 3 0 4
dias antes del parto.
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Tras la copula infértil es frecuente la presentacion de
pseudoprefiez, estado que también se produce ante
la presencia del macho o al ser montada por otra
hembra. Cualquiera de estos estimulos determina la
ovulacion y el cuerpo liteo subsecuente tiene una
persistencia de 15-17 dias con secrecion de progeste-
rona, que promueve el desarrollo mamario y el que
la hembra inicie la construccion del nido. Por eso es
muy importante la deteccion precoz de la prefiez.

Parto y canibalismo

Normalmente la gestacion dura entre 31 a 32 dias,
con una camada pequefia puede durar 1-2 dias mds.
Generalmente el parto se produce en horas tempra-
nas de la mafiana y pasa inadvertido. El proceso
dura entre 7 y 20 minutos. Algunas veces el parto se
produce en 2 tiempos, una parte de la cria nace horas
mads tarde y hasta un dia o mas también. Por eso es
recomendable la palpacién postparto. Aquellas hem-
bras que no parieron luego de 34 dias se las induce
con oxitocina. Los fetos retenidos mas alla del dia
35 mueren, por lo que algunos productores utilizan
directamente oxitocina a los 30 dias de gestacion.

Puede haber canibalismo, siendo las orejas y las pier-
nas las mas atacadas, en casos mas graves también se
ve afectada la region del torax y del cuello. El pico
maximo de canibalismo se produce el dia del parto,
ya que la hembra al comer la placenta puede llegar a
comer al recién nacido.

Gazapo

Al nacimiento el conejo es inmaduro y depende
totalmente de la madre, presenta el pelo muy corto y
rdpidamente pierde calor, lo que puede ser fatal para
el gazapo si se cae del nido (Fig. 15). Es sorprendente
el desarrollo que se produce ya a la primera semana,
crece muy rapido, el pelo le crece y los movimientos
son agiles y fuertes. No abre los ojos hasta el dia

10. Puede salir del nido a la tercera semana y comer
alimento sélido.

El destete se realiza a los 30 a 45 dias y no de forma
abrupta, se deben dejar las crias en la jaula contigua
a la de la madre (Zuiiga, 2016).

Manejo

Sujecién

Los conejos nunca deben sujetarse por las orejas por
la posible lesion de los cartilagos y ademads al quedar
las patas traseras libres pueden provocar serias heri-
das al personal. También en el caso del conejo exis-
ten diferentes formas de sujecion (Wolfensohn 2013;
Zuiiiga 20165 Melechon 2018):

1. Tomar con una mano un pliegue de piel del
cuello y apoyar sobre la otra mano las patas
traseras. La sujecion incorrecta puede llevar a la

Fig. 15: Gazapos de 4 dias (Foto Dra Jenny C Saldana)
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produccion de luxaciones e incluso a fracturas
de columna vertebral.

2. Otra forma de sujecion es tomando con una
mano un pliegue de piel del cuello (siempre de-
jando libres las orejas), mientras que con la otra
mano toma un pliegue de piel de la parte poste-
rior del lomo. Este tipo de sujecion solo se debe
realizar en trayectos cortos como por ejemplo
pasar el conejo de una caja a otra (Fig. 16).

3. Para transportarlos en trayectos mas largos debe
colocarse el cuerpo del animal sobre el antebra-
zo del operador, con la cabeza dirigida hacia el
codo quedando esta y los ojos tapados (debajo
del brazo) (Fig. 17).

Sexado

Se realiza entre dos personas, una de ellas debe tomar
el conejo con una mano por la piel del cuello y senzar-
lo sobre la mesa de trabajo, con la otra mano sostiene
el tronco del animal. El otro operador debe hacer una
suave presion sobre la zona anterior a los genitales,
pudiendo de esta forma visualizarlos (Fig. 18).

Identificacion

Se utilizan métodos permanentes, como el uso de
anillos, tatuajes en orejas, muescas, clips o botones
de colores con nimero de c6digo en las orejas. Para
animales recién nacidos se recomienda la marcacion

Fig. 16: Método de sujecion del conejo (gentileza de Ms Cs M Ricca
y Tec. Carolina Mourelle, https://www.labanimalstraining.com).

Fig. 17: Método de sujecion de conejo (foto Dra Jenny C Saldafia)

Fig. 18: Sexado de conejo: Macho a la izquierda, hembra
a la derecha (gentileza de MsCs M Ricca y Tec C Mourelle
https://www.labanimalstraining.com)
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por medio de muescas o con colorantes. Existe una
gran variedad de anillos para las patas y se colocan
en la articulacion del tarso antes de las 8-12 semanas
(Wolfensohn, 2013).
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Epftulo V.

Vias de administracion y toma de muestras

Es comtn, en los diferentes experimentos realizados
con animales, la necesidad de administrar sustancias
o tomar muestras. Previo a definir la via de admi-
nistracion a utilizar o el tipo de muestras que vamos
a tomar debemos pensar en el objetivo de nuestro
experimento. Cudl es la pregunta que queremos con-
testar con nuestro experimento, lo obtendremos con
el régimen de administracion elegido. Siempre debe-
mos considerar si puede hacerse, si debe hacerse o si
hay un mejor modo de hacerlo. En cuanto a la via de
administracion que elegimos: ¢es la adecuada para
nuestro objetivo?, que tasa de severidad tiene esa
via? ¢Conseguiremos los mismos objetivos con una
via menos severa? Si las administraciones se repiten,
¢es la adecuada? La via de administracion siempre
estard determinada por el propdsito del experimento,
la especie animal que estamos utilizando, posibles
efectos de la técnica sobre el animal y frecuencia de
dosificaciéon (Morton, 2002.)

Hay técnicas y vias que son mas estresantes que
otras por lo que debe elegirse la que provoque menos
estrés al animal y menos interacciones con el prop6-
sito del experimento. Debemos tener presente que la
administracion de sustancias puede afectar significa-
tivamente el bienestar de los animales y con ello el
valor cientifico de los resultados obtenidos.

Vias de administracién

La administracion de sustancias es algo muy amplio,
se pueden administrar muchos tipos de sustancias,
con diferentes tipos de técnicas, rutas diferentes y
también propdsitos diferentes. Las posibles vias a
utilizar se clasifican en (Zufiiga, 2001):

a. via enteral: la absorcion es a través del intestino,
incluyen la via oral y anal. Se puede administrar
en el agua de bebida, en la comida o por medio
de una sonda;

b. via parenteral: Implica la ruptura de las barre-
ras como la piel y mucosas administrando las
sustancias en tejidos (intradérmica, subcutdnea,
intramuscular o intravenosa) o cavidades inter-
nas (via pleural, via intraperitoneal);

c. via topica: la sustancia se coloca directamente
sobre la piel, y

d. via inhalatoria: la administracion se realiza
directamente en las vias respiratorias.

El seleccionar que via utilizar dependerd de dife-
rentes factores como por ejemplo la velocidad de

absorcion de la sustancia, la tolerancia o la facilidad
de la administracion. Por ejemplo, si se pretende una
absorcion rapida la via de eleccion serd la intraveno-
sa si por el contrario se desea una lenta absorcion se
elegird la via subcutanea.

En este capitulo abordaremos las vias mas utilizadas
en experimentacion con animales tradicionales.*

1) Via oral

Se utiliza en general cuando se necesita una exposi-
cioén sistémica de la sustancia a administrar, se sabe
que la absorcion gastrointestinal es buena y hay un
escaso metabolismo del primer pasaje en higado.
También se utiliza en toxicologia a pesar del metabo-
lismo del primer pasaje; o cuando se estudia un efecto
local en el tracto gastrointestinal (Morton, 2002).

1 En Anexo III, encontrara una tabla con las vias adecuadas se-
gun la especie y volimenes a administrar
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La sustancia puede introducirse en la boca o directa-
mente en el estomago del animal mediante diferentes
técnicas (Morton 2002; Zuniga 2016):

Sonda oral (evita problemas de palatabilidad y
es el método mas preciso). El método de elec-
cién dependera de la especie, requerimientos
nutricionales, estado fisiologico del animal,

a. Inclusion en la comida o el agua: (cuando se proposito del experimento y la precision de la
requiere administracion de compuestos de lar- dosis que se requiera. Se coloca una sonda de
ga duracion en ensayos de carcinogénicos, por alimentacion unido a una jeringa o impulsor,
ejemplo), es el método menos estresante, pero se pasa a través del es6fago hasta el estobmago,
puede que sea el menos preciso. En lo que re- no debe sentirse ninguna resistencia mientras se
fiere a la sustancia administrada pueden surgir realiza esta maniobra y la sustancia a dosificar
algunos problemas: la estabilidad de la sustancia se expulsa suavemente a una velocidad regular
o su homogeneidad en la dieta pueden producir controlada, suficientemente lenta para evitar
problemas précticos y cientificos y alterar su la regurgitacion (en el caso de las ratas no te-
farmacocinética. La sustancia puede ser poco nemos este problema). También en esta técnica
palatable, si aporta un sabor desagradable a la surgen problemas potenciales: es el método
comida o agua, los animales consumirdn menos; mds estresante y técnicamente mas dificil de
o el efecto contrario si tiene un sabor agradable. administracion oral (Fig. 19). El animal debe ser
La sustancia puede tener un valor nutricional inmovilizado de forma manual y correctamente,
limitado y sin embargo constituir una gran pro- es fundamental asegurar la inmovilizacion de la
porcién de la comida, lo que alteraria el balance cabeza. Si se coloca la sonda incorrectamente o
normal de la dieta. En cuanto a la precision en si el animal se mueve la sonda puede penetrar
la dosificacion, el nivel de dosis y la duracion la trdquea o atravesar las paredes del eséfago;
del efecto no se pueden controlar; la ingesta no se puede usar en dosis repetidas ya que la
de agua es particularmente variable y dificil de dosificacion frecuente puede producir irritacion,
medir. inflamacion y ulceracién del es6fago. Se debe

mantener el animal inmévil y buscar el mejor

b. Administracion orofaringea de capsulas, pildo- angulo de la cabeza y el cuerpo para facilitar la

ras o fluidos: (cuando es necesario precision en
la dosis o cuando el producto es poco palata-
ble). Para esta técnica se coloca una cantidad
conocida de sustancia ya sea en suspension,
encapsulada o sélida, sobre la parte posterior de
la lengua y se induce el reflejo de tragar masa-

administracion. Utilizar siempre el tamafio co-
rrecto de sonda orogdstrica para garantizar que
la dosis entra en el estbmago y no se queda en el
es6fago; en ratas y ratones la sonda debe exten-
derse desde la punta de la nariz hasta la dltima
costilla. En cuanto a la sustancia, esta puede

Fig. 19: Administracion orogastrica

ser irritante y los efectos pueden ser aparentes
(esquema adaptado de Suckow, 2001)

jeando la garganta.

Comisién Honoraria de Experimentacion Animal | Manejo de animales tradicionales en experimentacion | 49



(respiracion dificultosa) o no aparentes (ulce-
ras). Una vez realizada la administracion, se
debe controlar el comportamiento del animal, al
igual que con otras vias. En roedores debemos
tener en cuenta que comen varias veces al dia
por lo que dificilmente estin con el estdbmago
vacio, por lo que muchas veces es necesario un
periodo de ayuno para adminsitrar de forma
correcta con la sonda.

2) Via subcutdnea

Se utiliza habitualmente para la administracion pa-
renteral de muchas sustancias. La via proporciona
una lenta liberaciéon, debido a que la sustancia se
deposita en tejidos poco irrigados, evitando el meta-
bolismo del primer pasaje por el higado. El lugar de
eleccion para roedores y conejos normalmente es la
region escapular (Fig. 20). Esta técnica es muy dolo-
rosa si el pH o la osmolaridad son incorrectos, o si el
material es irritante o citotoxico, puede producir ne-
crosis del tejido. El volumen de fluido que se puede
introducir varia con el tamafio del animal, la zona, la
laxitud de la piel y la naturaleza fisicoquimica de la
sustancia (Morton, 2002).

3) Via tépica -dérmica

Se utiliza para investigar los efectos tanto locales
como sistémicos, que siguen la absorcién y metabo-
lismo dérmico. Se puede usar para evaluar agentes
potencialmente terapéuticos para enfermedades de la
piel, o para evaluar riesgos de irritacion, alergias etc.
Las pruebas se deben practicar tinicamente sobre piel
intacta y depilada. Se requiere inmovilizacion de los
animales, evitando que se rasquen o laman la zona
donde se aplico el producto. Los liquidos pueden
aplicarse diluidos o no y los sélidos deben reducir-
se a polvo y humedecidos hasta formar una pasta
con solucién salina o un solvente apropiado que no
desengrase la piel. Un problema potencial es que las
sustancias irritantes pueden producir serios efectos
perjudiciales, para evitar esto toda sustancia que
tenga un pH demasiado alto o demasiado bajo se
considera irritante y no se debe aplicar por esta via.

4) Via intradérmica

Utilizada frecuentemente en estudios de inflamacion,
sensibilizacion y diagnostico de flujo sanguineo cu-
tdneo e inmunologia. La inyeccion se hace entre las
capas exteriores de la piel, normalmente el lomo, se
debe depilar la zona al menos una hora antes de la
inyeccion. Se coloca la aguja paralela a la superficie
de la piel y se introduce unos pocos milimetros den-
tro de ella. Es esencial tener una buena técnica para
asegurar que la administracion es intradérmica y no

)

Fig. 20: Esquema de administracion subcutdnea
(adaptado de Suckow, 2001)

Fig. 21: Administracién intradérmica en ratén
(adaptado de www.bioterios.com)
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subcutanea, al realizar la administracion por esta via
se observa la formacion de una pequefia papula en
el lugar donde se hizo (Fig. 21). En general, es una
via utilizada en conejos, si se realiza en pequefios
roedores estos deben estar anestesiados para evitar el
estrés y asegurar una buena administracion y evitar
el movimiento del animal durante la administracion
(Morton 2002; Zafiiga 2016)

5) Via intraperitoneal

Se utiliza para administrar voltimenes relativamente
grandes de sustancias solubles (por €j., anestésicos
en pequefios animales: ratas y ratones), cuando es
necesario que se absorban con rapidez y cuando la
via oral o la intravenosa no son las apropiadas. La
técnica implica la inyeccion en la cavidad peritoneal
a través de la pared abdominal. Cuando se adminis-
tra en un raton, por ejemplo, se lo sostiene decubito
dorsal y con la cabeza inclinada hacia abajo para
producir un desplazamiento de las visceras con el fin
de no lesionarlas. Para evitar perforar las visceras
abdominales se debe introducir la aguja rdpidamente
con un angulo de 30°, ligeramente a la izquierda de
la linea media del abdomen (Fig. 22). Esta via no se
debe utilizar de manera rutinaria (excepto para la
administracion de ciertos anestésicos) mientras haya
otras vias accesibles y mds adecuadas al objetivo

de la investigacion. El uso repetido de esta técnica
puede producir un serio estrés debido a la inmovili-
zacion, los efectos irritantes acumulativos, el dafio de

la aguja y el riesgo potencial de inyectar en los 6rga-
nos abdominales (Morton 2002; Zufiiga 2016).

6) Via intramuscular

En general se utiliza como via de administracion
sistémica, en estudios de liberacién lenta en los que
se emplean implantes o formulaciones oleosas, para
valorar vacunas y para administrar anestésicos. La
inyeccion debe hacerse en una masa muscular sufi-
cientemente grande, adecuada al propdsito del pro-
cedimiento y lejos de los vasos sanguineos y nervios
mayores para evitar dafio (Fig. 23). Esta via debe
usarse solo si no es posible utilizar una alternativa
menos dolorosa o si se requiere clinicamente. La irri-
tacion potencial de una sustancia cuando se inyecta
por via subcutdnea o intraperitoneal no debe servir
de razon para elegir la via intramuscular, ya que es
igualmente probable que sea irritante. Antes de usar
esta técnica se debe considerar cuidadosamente lo
que se intenta conseguir, la probable lesion, si hay
otra alternativa, si se administra una sola vez o se
requieren dosis repetidas. Esta técnica no se debe uti-
lizar en animales pequefios (por ej., ratas y ratones)
(Morton 2002; Zuiiiga 2016).

Fig. 22: Administracion intraperitoneal (Foto Dra. Jenny Saldafia)

Fig. 23: Via intramuscular en conejo (Gentileza de MsCs M Ricca
y Tec C Mourelle https://www.labanimalstraining.com)
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7) Via intravenosa

Se utiliza con frecuencia en experimentos farma-
co-toxicoldgicos para simular la via de exposicion a
formulacién de drogas, productos de reposicion de
sangre, soluciones de nutrientes, y agentes infeccio-
sos y de diagnostico. Asegura la maxima exposicion
al plasma de la forma mds rdpida posible y evita

la posibilidad de eliminacion por el metabolismo
preenterohepdtico. En la mayoria de los casos en

la administracién intravenosa, las sustancias se in-
troducen mediante una dnica inyeccion en la vena
periférica mas adecuada, siempre se requiere cierto
grado de inmovilizacion. La via intra-arterial se
utiliza excepcionalmente, en general en conejos y la
inmovilizacion es necesaria, el lugar habitual es la
arteria central de la oreja (Fig. 24). Las inyecciones
deben hacerse en condiciones asépticas, en la misma
direccion que fluye la sangre y se deben administrar
a un ritmo lento y constante. Existen problemas
potenciales como en los casos anteriores: la capaci-
dad tamponadora de la sangre permite la lenta ad-
ministracion de un amplio rango de pH (2 a 171). Las
formulaciones deben ser miscibles en sangre sin que
precipiten. No deben causar hemolisis o coagulacion
ni generar reacciones degenerativas o inflamatorias
en las paredes de los vasos. En ratas y ratones se uti-
liza la vena de la cola (Fig. 25), colocando los anima-
les siempre en un cepo especial para ello. En cuanto
al volumen a administrar, la adicién de grandes vo-
limenes de fluido producira hemodilucién, aumento
de la presion venosa central, alteraciones del equili-
brio acido / base, diuresis y edema pulmonar. Se debe
evitar el incremento del volumen sanguineo en mas

del 4 % por la inyeccién rapida o al infundir mas de
4 ml/kg/h. Si el animal se mueve sacando la aguja del
vaso sanguineo parte del liquido puede ser inyectado
perivascular o subcutdneamente produciendo una
tumefaccion de la piel adyacente. Una mala técnica
de administracion puede dafiar el vaso dificultando
las inyecciones posteriores (Morton 2002; Zufiiga
2016; Yllera 2020).

Cabe aclarar que estas no son las tnicas vias de
administracién existentes, si son las mas utilizadas,
Como ejemplo de otras vias esta la intranasal que
cuando se aplica en ratas o ratones lo ideal es que
estén sedados para poder realizar de forma correcta
la técnica.

Toma de muestras

Colecta de sangre

La toma de muestras de sangre en animales de ex-
perimentacion es un procedimiento experimental
de rutina. Idealmente las muestras de sangre de-
ben ser minimamente invasivas y tener un minimo
impacto en el bienestar del animal y en los datos
experimentales (Teilmann, 2014). Existen variadas
técnicas para colecta de sangre segtin sea la especie
en uso y el motivo de la colecta. Siempre debemos
tener en cuenta que los procedimientos de recolec-
cion de sangre si se hacen de forma descuidada son

Fig. 24: Vasos de oreja de conejo 1: arteria central,
2: vena marginal (adaptado de Yllera, 2020)

Fig. 25: Esquema de la cola de rata o ratén y sus vasos
(adaptado de University of British Columbia, 2007)
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estresantes para el animal, esto tendrd un impacto
negativo en los pardmetros de estudio y por ende en
los resultados. Es muy importante que al igual para
las diferentes técnicas de administracion que recién
mencionamos, el personal que estd a cargo de este
tipo de maniobras aprenda muy bien el manejo de
los animales para realizar estas técnicas y de esta for-
ma minimizar su estrés . Para elegir la mejor técnica
se debe tener conocimiento de algunos pardmetros
relacionados a la especie seleccionada, por ejemplo,
edad, peso, sexo, estado sanitario del animal, tipo
de muestra necesaria (suero, plasma, etc.), si es nece-
sario que sea estéril o no, cantidad de muestra, fre-
cuencia de toma de muestra y como ya se menciond
la formacion y experiencia del operador.

La cantidad de sangre que es posible extraer depen-
dera del tamafio del animal, en general la volemia
de un animal es el 7 % del peso corporal (Tabla 4,
Anexo III). Debemos tener presente que el volumen
de sangre extraido se recupera en 24 hs, pero los
eritrocitos circulantes llevan mds tiempo en llegar a
sus niveles normales. Si realizamos una extraccion
rdpida o repetida sin reposicion de fluidos, podemos
provocar un shock hipovolémico en el animal (pulso
rapido y débil, mucosas secas y palidas, piel y extre-
midades frias, hiperventilacion, etc.).

A continuacion de describiran las vias de colecta de
sangre mas comunmente utilizadas en animales de
laboratorio.

1) Vena safena

Es una técnica que no requiere de anestesia, pero

si de una buena sujecion del animal, se obtiene un
volumen pequefio de sangre y la calidad de la mues-
tra es variable y no es sangre estéril. La vena safena
se encuentra en la superficie externa del muslo (Fig.
26), lo ideal es afeitar la zona antes de a tomar la
muestra, al pinchar la vena se pueden recoger las
gotas que surgen, se puede realizar esta técnica en
ratas y ratones (Aasland 2010; Parasuraman 20710;
Kumar 2017).

2) Vena de la cola

Es muy utilizado en ratas y ratones, se puede realizar
con agujas de pequefio calibre o por medio de canu-
la. El animal debe ser inmovilizado en un cepo una
vez alli desinfectar la cola con alcohol 70 % para
evitar contaminacion de la muestra. Generalmente es
necesario calentar la cola por medio de agua tibia o
una luz para producir vasodilatacién y poder obser-
var las venas laterales de la cola (Fig. 25). Para hacer
la extraccion se coloca la aguja con el bisel hacia
arriba de forma paralela a la cola, es aconsejable
comenzar lo mas proximo al extremo de la cola de
esa forma la vena hacia arriba puede seguir utilizan-
dose para futuras muestras (Fig. 27) (Aasland 20710;
Parasuraman 2o010; Kumar 2017).

Fig. 26: Ubicacién de vena safena (adaptado de Kumar, 2017)

Fig. 27: Colecta de sangre de la cola (adaptado de Kumar, 2017)
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3) Seno retrobulbar o retroorbital

Es un método muy utilizado en roedores de labora-
torio, controversial y que genera grandes debates.
Existen autores que expresan que si quien aplica esta
técnica tiene la suficiente experiencia no producird
serios dafos a los animales, por otro lado, estan
quienes afirman que si se pueden producir impor-
tantes dafios en el tejido orbital del animal, asi como
afectar de manera importante su bienestar (Teilmann,
2014). En general es un procedimiento no recomen-
dable ya que puede producir ceguera en el animal

si el operador no tiene un buen entrenamiento, su
utilizacion debe estar muy bien justificada (Neves,
2013), ademds el protruir el globo ocular e impedir
que el animal cierre el parpado, para poder tomar la
muestra, puede producir sequedad, dafio y dolor lo
que llevara al animal a provocar arafiazos en el ojo
con posibles lesiones (JoVE, 2020). Es aconsejable
que el animal este anestesiado para aplicar esta téc-
nica (Parasuraman 2010; Neves 2013; Kumar 2017).
Se debe tener en cuenta las diferencias anatémicas en
ratas y ratones, las ratas tienen un plexo de vasos que
desembocan detrds del ojo, mientras que los ratones
tienen una colecciéon de vasos que forman un seno
retro-orbital por lo que es mas facil practicar este
procedimiento en los ratones (Fig. 2.8). Para aplicar
esta técnica el animal debe ser colocado sobre una
superficie lisa y se penetra con un tubo capilar para
hematocrito en un dngulo de 45° en el dngulo me-
dial del ojo sobre el globo ocular, girar levemente el
capilar durante la entrada esto corta las membranas
conjuntivales rompiendo el plexo ocular o seno or-
bital (Fig. 29), y la sangre fluird por el capilar. Para

Fig. 28: Esquema de toma de sangre retroorbital Fig. 29: Muestra retro-orbital (adaptado de JoVE, 2020)
(adaptado de Neves, 2013)

Fig. 31: Vista anatomica: Ev.: vena facial. Estructuras relacio-

nadas: Ex: glandula lacrimal extraorbital, Pa glandula parétida,

Sm: glandula submandibular, Mas-d y Mass: muasculos maseteros,

Fig. 30: Colecta de sangre de la vena facial T.v: vena superficial temporal, J.ex: vena yugular externa
(adaptado de Neves, 2013) (adaptado de Teilmann, 2014)
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detener el sangrado se debe soltar la piel que se tenia
sujeta y dejar que el ojo vuelva a su posiciéon normal,
aplicar presion para promover hemostasis. Se puede
utilizar ademads de la anestesia general un anestésico
oftalmico (Parasuraman, 2010).

4) Seno facial

Método comunmente utilizado en ratones como
alternativa al seno orbital, en general también con-
fundida con la puncién en la vena superficial tem-
poral (Figs. 30y 31). A pesar de ello es un método
que puede causar dafio en el oido y en los musculos
masticatorios causando dolor al masticar y con ello
importante estrés. Esta técnica también se asocid
en algunos casos con hemorragia descontrolada
que causa shock hipovolémico y muerte en ratones
(Parasuraman 2010; Teilmann 2014). Para esta
técnica no se recomienda el uso de anestesia para
que no se produzca una relajacion de los muasculos
faciales y en consecuencia cambiar la ubicacion del
plexo sanguineo.

5) Puncién intracardiaca

Procedimiento que se puede aplicar en ratas, ratones
y conejos; es un procedimiento terminal que se prac-
tica bajo anestesia profunda. Se obtiene una buena
cantidad de sangre ya que se puede sangrar a blanco
al animal (Kumar, 2017).

Para obtener esta muestra de sangre, una vez que

el animal esta bajo anestesia profunda corroborada
por los diferentes pruebas de sensibilidad a estimu-
los dolorosos, se coloca el animal dectibito dorsal
se limpia la zona toricica con algan sanitizante (ej.:
alcohol 70 %), se busca el corazon con los dedos
introduciendo la aguja en un angulo de 45° con una
leve inclinacion a la izquierda (Fig. 32). Al pinchar
el corazon la sangre fluird y se debe ir retirando el
émbolo lentamente (Fig. 33) (Parasuraman 2010;
Kumar 2017).

Muestras de heces y orina

La obtencién de muestras de heces en pequenas
cantidades puede hacerse directamente del ano del
animal.

En el caso de muestras de orina pueden obtenerse de
forma directa de la uretra por medio de una sonda
vesical. Pero si es necesario obtener gran cantidad de
muestra o durante un periodo determinado de tiem-
po se debe utilizar una jaula metabdlica. Consiste en
una caja especial que mantiene el animal y con suelo
de rejilla por donde caen las heces y orina y consta
de un sistema que separa ambas y son recogidas en
diferentes recipientes. Ademas, esta jaula permite ad-
ministrar agua y comida en cantidades determinadas
por el investigador (Zufiiga, 2016).

Fig. 32: Esquema de puncidn cardiaca (adaptado de Neves, 2013)
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Colpocitologia vaginal exfoliativa

En esta seccion se abordan los contenidos que impli-
can la obtencién de un frotis vaginal con el objetivo
de estimar en qué momento se encuentra una hem-
bra dentro del ciclo estral.

A partir de la pubertad, las hembras inician su ma-
durez sexual aun cuando no han completado su
desarrollo corporal. Una vez alcanzado este punto,
las hembras (en ratas y ratones) comienzan a tener
ciclos estrales, de duracion aproximada a 5 dias, que
se repiten constantemente y solo se interrumpen con
la gestacion, la lactacién o la vejez. Las hembras con
estas caracteristicas antes mencionadas se clasifican
como poliéstricas continuas (Zuiiiga, 20071).

El ciclo estral no es mas que una serie de eventos
concatenados que llevan a las hembras al estro, una
fase fundamental en donde aceptard la monta y
ovulard. Clasicamente se divide a este ciclo en dos
fases y cuatro etapas: fase folicular (proestro, estro)
y fase luteal (metaestro y diestro). Cada una de es-
tas etapas estd determinada por las concentraciones
plasmaticas de un conjunto de hormonas producidas
en el eje hipotdlamo-hip6fiso-gonadal. Las dos fases
del ciclo estral se definen segin la o las estructuras
que componen el aparato reproductor femenino, en
especial el ovario y el dtero. De esta forma llamamos
fase folicular a la etapa en la que en los ovarios hay
foliculos en desarrollo. Dentro de esta fase tendre-
mos al proestro y al estro, y una hormona predomi-
nante en sangre son los estrogenos, producidos por
dichos foliculos. Se le denomina fase luteal, a aquella

Fig. 33: Extraccion de sangre intracardiaca
(foto Dra. Jenny C Saldana)

Fig. 34: A: se observa a mayor aumento el epitelio estratificado plano de revestimiento vaginal. B: se observa un esquema interpretativo de
las células que constituyen el epitelio de revestimiento vaginal (adaptado de Dellman, 2006). En las imdgenes A y B se observan células:

a, basales; b, parabasales; c, intermedias; d, superficiales; e, queratinizadas. C: se observa un frotis vaginal en proestro coloreado con la
técnica de Shorr (Bancroft, 2013). D: se observa en el mismo frotis a mayor aumento con flechas rojas células superficiales queratinizadas
a las que aun se les observa el nticleo, con flechas negras células parabasales. Foto: Dra. P. Genovese.
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en la que se encuentran uno o varios cuerpos liteos
activos en el ovario, que producirdn principalmente
progesterona (Dellman, 2006).

Tanto la progesterona como los estrégenos actian
sobre diversos 0rganos y tejidos blanco, entre ellos el
utero y el epitelio vaginal, provocando importantes
cambios histoldgicos. Aprovechando su ficil acceso,
es posible obtener muestras citoldgicas del epitelio
vaginal que se descama continuamente durante el
ciclo y correlacionar el tipo celular con la hormona
ovarica predominante durante el ciclo. El estudio del
aspecto de las células que se descaman del epitelio

se puede establecer con bastante precision la etapa
en el ciclo estral en que se encuentra una hembra
(Dellman, 2006).

La técnica que utilizamos para observar al conjunto
de células que predominan en la luz de la vagina es
conocida como frotis vaginal o colpocitologia va-
ginal exfoliativa y podra ir acompafiada de alguna
técnica de coloracion o no, ya que aquellas personas
entrenadas en esta identificacion celular podran ob-
servar el frotis directamente al microscopio.

En lineas generales se puede afirmar que al aumentar
los estrogenos se incrementa el espesor del epitelio,
pero al mismo tiempo estas células comienzan a que-
ratinizarse. El resultado final serd tener una mayoria
de células superficiales, gigantes, muy queratinizadas
y por lo tanto muertas. Asi, en el proestro observa-
remos una mezcla de células, algunas pocas basales,
muchas parabasales e intermedias y algunas gigantes
queratinizadas (Fig. 34).

Fig. 35: En la imagen A se observa a mayor aumento el epitelio estratificado plano de revestimiento vaginal. En la imagen B se observa un
esquema interpretativo de las células que constituyen el epitelio de revestimiento vaginal (modificado de Dellman, 2006). En las imagenes
Ay B se observan células: a, basales; b, parabasales; c, intermedias; d, superficiales; e, queratinizadas. En la imagen C se observa un frotis
vaginal en proestro coloreado con la técnica de Shorr (Bancroft, 2013). En la imagen D se observa en el mismo frotis a mayor aumento
con flechas rojas células superficiales queratinizadas a las que atin se les observa el nicleo, con flechas negras células parabasales.

Foto: Dra. P. Genovese
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En el estro se observan, casi en su totalidad, células
gigantes superficiales (Fig. 35). Es interesante que el
estro en estos animales dura unas pocas horas, por lo
que es importante determinar en qué etapa se en-
cuentra la hembra para ajustar el manejo reproducti-
vo y el encuentro con el macho.

Luego del estro, en el ovario se forman uno o varios
cuerpos luteos (fase luteal), aumenta la progesterona
y en los frotis (metaestro o diestro) se observan gran
cantidad células epiteliales pequeiias o medianas, a
las que les distingue el nucleo y se observaran ade-
mads abundantes leucocitos (Fig. 36).

La obtencion de la muestra a observar se hara co-
locando con pipeta una gota pequefia de solucién
fisioldgica dentro de la vagina y retirdndola in-
mediatamente para extenderla en un portaobjetos
(Marcondes, 2006). Como ya mencionamos antes,
las personas entrenadas podran observar en el mo-
mento y reconocer los tipos celulares sin aplicar
coloracion, la técnica de coloracion de Shorr brinda
un color naranja intenso a aquellas células querati-
nizadas y colores azulados o verdosos al resto de las
células (Bancroft, 2013). Conociendo la proporcion
de cada tipo celular podemos estimar en qué etapa se
encuentra el animal, cuando la hembra esta en estro
el animal esta expresando el comportamiento tipico
de celo, sus células de descamacion vaginal son que-
ratinizadas y se observan naranjas con la técnica de
Shorr.

Fig 36: A: se observa a mayor aumento el epitelio estratificado plano de revestimiento vaginal. B: se observa un esquema interpretativo de
las células que constituyen el epitelio de revestimiento vaginal (adaptado de Dellman, 2006). En las imdgenes A y B se observan células: a,
basales; b, parabasales; ¢, intermedias; d, superficiales; e, queratinizadas. C: se observa un frotis vaginal en metaestro coloreado con la téc-
nica de Shorr (Bancroft, 2013). D: se observa en el mismo frotis a mayor aumento con flechas rojas células intermedias, con flechas negras
leucocitos, con flecha amarilla célula superficial queratinizada.

Foto: Dra. P. Genovese
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[nmunizacion

El procedimiento de inmunizacion se utiliza para la
obtencion de anticuerpos policlonales y monoclona-
les y debe estar guiado por minimizar el malestar y

sufrimiento a los animales (Russell, 1959).

La especie a utilizar debe elegirse con cuidado te-
niendo en cuenta la cantidad de antisuero requerido,
la relacion filogenética entre el origen de la protei-
na a usar para inmunizar y la especie de la que se
pretende obtener el anticuerpo y la aplicacion que

se pretende dar al mismo (Canadian Guidelines,
2002). Los animales mas frecuentemente utilizados
en inmunizacién para la obtencion de antisueros y
anticuerpos policlonales son los conejos y los rato-
nes; los ratones BALB/c son ademas utilizados en la
produccion de anticuerpos monoclonales. Este pro-
cedimiento esta siendo progresivamente reemplazado
por las técnicas de obtencion de anticuerpos recom-
binantes de expresion en fagos (Shim, 2017).

Para un procedimiento de inmunizacién en un ani-
mal, debe administrarse un antigeno normalmente
por una via parenteral y en determinada dosis. Un
protocolo de inmunizacién consta de una primera
administracion, llamada priming o inicio y un nume-
ro variable de sucesivas administraciones llamadas
boosters o recuerdos.

El antigeno no se administra en forma soluble, sino

que para estimular la respuesta inmune es incorpora-
do en una formulacion altamente viscosa o particula-
da llamada inmundgeno, cominmente una emulsion,

aunque también puede tratarse de una suspension.
El inmundgeno contiene en general ademds un ad-
yuvante, componente capaz de estimular de forma
inespecifica la respuesta inmune.

Para la mayoria de los casos los animales mas peque-
flos no se utilizan en produccion, a menos que se nece-
site muy pequeiio volumen de suero. Los animales
mas utilizados para la produccion de anticuerpos poli-
clonales son los conejos, debido a que se puede obte-
ner un volumen adecuado de antisuero de alto titulo

y elevada afinidad y a la practicidad de su manejo. De
una sangria de un conejo tipicamente se obtiene 250
mg de anticuerpos policlonales, y una sangria terminal
con desplazamiento con salina puede permitir obtener
1 g (Canadian Guidelines, 2002). En forma ocasional,
con fines de produccion, se necesita utilizar animales
mas grandes, tales como cabras, ovejas o caballos
(Harlow, 2014). Se debe tratar de limitar la frecuencia
de uso de animales y el tiempo que cada uno de ellos
se utiliza para obtener antisuero.

Un antisuero policlonal puede obtenerse en 1 0 2
meses (Canadian Guidelines, 2002) y sus aplica-
ciones son multiples en investigacion y procesos

productivos.

Para la obtencién de anticuerpos, se utilizan proto-
colos de inmunizacién que deben incluir varios pun-
tos a ser considerados que veremos a continuacion
(Canadian Guidelines 2002, Harlow, 2014):

1. Meétodo de preparacion del antigeno: la solucion
del antigeno de ser posible debe ser esterilizada

por filtracion por 0,22 pm y el pH mantenerse
proximo al fisiologico (pH 7,2-7,4) asi como la
fuerza ionica en I = 150 mM.

Uso o no de adyuvante y cudl se utilizara: debe
elegirse cuidadosamente el adyuvante, de ser
posible evitarse el uso de Adyuvante Completo
de Freund (ACF), o de lo contrario usarlo solo
para la primera inoculacién o priming y prepa-
rarlo con no mds de 0,5 mg/ml de Mycobacteria
(Morton 2001; Harlow, 2014). El adyuvante de
Freund esta compuesto de aceite mineral (vase-
lina liquida), un agente emulsificante (Arlacel)

y para obtener la composicion completa (ACF)
se afladen células muertas de Mycobacterium
tuberculosis. El ACF se utiliza tinicamente para
el priming (Canadian Guidelines, 2002). En las
siguientes inoculaciones del protocolo se utiliza
el Adyuvante Incompleto de Freund (AIF), que
a diferencia del ACF este no posee las bacterias
muertas. Los adyuvantes colaboran en obtener
y mantener una respuesta inmune que con el
antigeno en forma soluble no se obtendria. En
particular el ACF da lugar a respuestas inflama-
torias muy intensas en el sitio de inoculaciéon
(granulomas) (Harlow, 2014). Los adyuvantes
acttian de diversas formas, por ejemplo, forman-
do un depésito que libera el antigeno con len-
titud y sostiene asi la estimulacion del sistema
inmune. Pueden activar directa o indirectamente
diferentes poblaciones celulares involucradas en
la respuesta e influir sobre las subclases de an-
ticuerpos obtenidos y su avidez (Hunter, 1995).
También pueden permitir la disminucion de la
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dosis de antigenos a veces muy escasos 0 costo-
s0s. Se han descrito muchos adyuvantes, otro de
los mas utilizados es el hidréxido de aluminio.
En general el inmundgeno se prepara emulsifi-
cando la solucién del antigeno con el adyuvante
de Freund o mezclando el antigeno con el hi-
droxido de aluminio.

Via de inyeccién y namero de sitios donde se ad-
ministrard: se debe elegir la via de inmunizacién
procurando el menor sufrimiento al animal.
Puede ser subcutdanea (SC), intramuscular (IM),
intradérmica (ID), intraperitoneal (IP), o intra-
venosa (IV). La via SC o la ID deben usarse para
inmundgenos viscosos, esta ultima no debe usar-
se en animales pequefos (ratones, ratas) y en
conejos restringirse a casos necesarios y no debe
administrarse mas que pequefios volimenes por
punto de inyeccion (25 pl). La via IM no puede
usarse en animales pequefios con inmundgenos
viscosos. La via IV puede ser la ruta de eleccion
para inmundgenos con pequeiias particulas,
pero no puede usarse para emulsiones o inmu-
nogenos con grandes particulas que podrian
causar embolia. No se recomienda la via IP para
la obtencion de anticuerpos policlonales.

Volumen a administrar: los volimenes de inocu-
lacion se recomiendan sean lo menores posibles,
e incluso aumentando el nimero de sitios de
inoculacién se disminuye el stress del proceso
inflamatorio post- inoculacion.

5. Cronograma de inoculaciones: es aconsejable
antes de iniciar el protocolo de inmunizacién
obtener una pequenia muestra (100 pl en ratén o
1 ml en conejo) de sangre al dia o para utilizarlo
como control de la respuesta (Harlow, 2014).

El tiempo de los boosters puede influir sobre

el resultado de la inmunizacidn, tanto sobre el
cambio de clase de Inmunoglobulina M (IgM) a
Inmunoglobulina G (IgG) como sobre la induc-
cién de células de memoria.

En general el booster debe administrarse después que
el titulo de anticuerpos ha comenzado a disminuir y
cuando las células de memoria han comenzado a au-
mentar. Si no se utiliza para el priming un adyuvante
que forma depdsito, el titulo de anticuerpos tendra
un pico a las 2-3 semanas posinmunizacion, si por el
contrario el adyuvante forma depésito, el pico tarda-
ra al menos 4 semanas después de la primera inmu-
nizacion. Posteriormente se procede a la extraccion
de sangre. En la mayoria de los casos, se alcanza

el punto final con dos boosters, lo que es suficien-

te para alcanzar un titulo elevado de anticuerpos.
Usualmente se hacen controles por inmunoensayos
para verificarlo.

Inmunizacion en ratones

Los ratones son sumamente utilizados para estu-
dios de inmunologia y frecuentemente en estudios
de inmunizacion. En ellos se administra el antigeno
formando parte del inmunégeno en sucesivas etapas
y por diferentes vias. Las vias mas utilizadas son la

intraperitoneal y la intramuscular. La via intraperito-
neal admite mayor volumen. La dosis de un antigeno
soluble en ratén es de 50-100 pg (Tabla 6, anexo III).

Tipicamente, de una sangria de un rat6n se puede
obtener 100-200 pL de suero y en total puede llegar
a obtenerse 2 ml de suero. Es usual en ratones utili-
zar anestesia por inhalacion para este procedimiento.

Inmunizacién en conejos

Si se trata de una unica proteina como antigeno,
cada dosis de inmundgeno deberd contener unos 50-
1000 pg, aunque lo mds comun es de 300-500 pg.

En general en conejos se utiliza una via para el pri-
ming, que puede ser ID o SC, estas admiten mayores
volimenes, dado que se usan multiples sitios de ino-
culacion con pequefios volimenes. Para los boosters
suele utilizarse la via IM. La zona de inoculacion in-
tradérmica es el lomo, entre las escapulas y sobre las
primeras costillas a lo largo de la columna vertebral.
Debe cortarse el pelo de la zona donde se realizara la
inoculacién para facilitar la operacion. Las inocula-
ciones IM se administran en los musculos de mayor
tamaiio (Fig. 5). Estdn descritos (Harlow, 2014) los
tiempos entre inoculaciones, a modo de ejemplo es
comun entre el priming y el primer booster dejar
transcurrir un mes, y entre el primer y el segundo
booster unos 20 dias. Luego del segundo booster lo
mds comun es realizar la extraccion de sangre a 7-10
dias. Puede realizarse sucesivos boosters mensuales y
sangrias a los 7-10 dias (Tabla 7, anexo III).
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Epftulo VI.

Bienestar y enriquecimiento ambiental

La Ciencia del Bienestar Animal es una disciplina de
muy reciente creacion, y surge como forma de estu-
diar a los individuos sintientes. Broom define a un
organismo sintiente como aquel que posee al menos
alguna de las siguientes habilidades: (I) puede eva-
luar las acciones de otros en relacién consigo mismo
y con terceros, (II) recuerda sus propias acciones y
sus consecuencias, (IIT) evalua riesgos y beneficios,
(IV) posee sentimientos y (V) tiene algun grado de
conciencia (Broom 2014).

La definicion de bienestar animal ha ido evolucio-
nando a través del tiempo, asi, por ejemplo:

1. En 1986 se define como «el estado en el cual se
encuentra un animal que trata de adaptarse a su
ambiente» (Broom, 1986).

2. Hacia 1988 Blood y Studdert (Blood, 1988) lo
definen como «el mantenimiento de normas apro-
piadas de alojamiento, alimentacion y cuidado
general, mas la prevencion y el tratamiento de
enfermedades».

3.

4.

También en 1988 Hurnik define el bienestar
animal como «un estado o condicién de armonia
fisica y psicologica entre el organismo y su me-
dio» (Hurnik, 1988); y un ano mads tarde.

Fraser define el bienestar animal como un concep-
to que comprende diferentes condiciones «ambos
el fisico y el psicoldgico (Fraser, 1989), que nor-
malmente coexisten. El bienestar fisico se mani-
fiesta por un buen estado de salud. El bienestar
psicologico se refleja, por su parte, en el bienestar
del comportamiento. Este ultimo es evidente

en la presencia de comportamiento normal y la
ausencia de comportamiento considerablemen-

te anormal». La American Veterinary Medical
Association (AVMA) amplia este concepto para
incluir «todos los aspectos de bienestar animal,
incluyendo el alojamiento apropiado, el manejo,
la alimentacion, el tratamiento y la prevencion de
enfermedades, el cuidado responsable, la manipu-
lacién humanitaria y, cuando fuese necesaria, la
eutanasia humanitaria» (Anon, 1990).

5. Mas recientemente Maschi opina que, sin embar-
go, el bienestar animal no es un fenémeno unico,
y no existe una definicion que satisfaga a todos
(Maschi, 2017).

El bienestar animal constituye hoy dia una linea de
investigacion tedrica y experimental dentro de las
ciencias de la salud. Una linea de investigacion cu-
yos objetivos no pretenden sustituir el actual debate
social sobre los derechos e intereses de los animales o
la obligacién moral de los seres humanos hacia ellos,
ni siquiera imponer una legislacién sobre su protec-
cién y conservacion, sino intentar que ese debate y
esa legislacion se apoyen en el conocimiento cientifi-
co (Mateos, 2003).

Muchas veces el término «bienestar» se confunde o
aplica como sindénimo de «estar bien» lo cual no es
correcto. «Estar bien» deberia relacionarse con la
calidad de vida del animal en el corto plazo, mien-
tras que «bienestar» es lo indicado a largo plazo
(Maschi, 2017), recordando ademas la definicién
sensible escrita por Hollands: »Esto entonces es

mi definicion del bienestar animal: acordar a los
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animales la dignidad natural que merecen como seres
vivos y sensibles« (Hollands, 1980).

De tal forma que cuando hablamos de bienestar
animal nos referimos al estado de los animales y no
al cuidado en si mismo, ni a la responsabilidad del
hombre con las otras especies (Zuniga, 2001). El
consenso general actual determina que el bienestar
no se garantiza solo por la ausencia de experiencias
negativas, sino también por la posibilidad de expe-
rimentar al menos algunas situaciones placenteras
(Boissy, 2007).

En el caso del bienestar de los animales de labora-
torio se incluyen dos aspectos principales: su cria o
mantenimiento y su manejo durante procedimientos
experimentales.

En el mantenimiento de animales de laboratorio,
debe considerarse la estandarizacion y eliminaciéon
de factores de confusion tales como patogenos que
son los principales principios que aseguran la fiabili-
dad cientifica de los experimentos.

El ambiente del animal tiene componentes fisicos,
quimicos y biolégicos. Cada elemento puede afectar
positiva o negativamente al bienestar del animal en
un grado significativo, ya sea de forma independiente
o en combinacién (Bayne, 2014). El alojamiento y

la cria tienen un gran impacto en el animal de labo-
ratorio a lo largo de su vida, no solo durante, sino
también antes y después del experimento (Baumans,
2005b). El ambiente de los animales de laborato-

rio es bastante restringido ya que deben comer una

determinada dieta estandarizada, vivir sobre un
mismo material utilizado como cama, con un ritmo
circadiano constante determinado por el investiga-
dor, sometidos a un alto nivel de produccion, etc.,

y en instalaciones con muy alto control sanitario.
Como el animal de laboratorio normalmente pasa
la mayor parte de su vida en un recinto primario
(microambiente) mantenido en un recinto secundario
muy estandarizado (macroambiente), es necesario
garantizar que el entorno tenga un impacto negativo
minimo en el bienestar animal y, de hecho, lo pro-
mueva (Bayne, 2014).

Fvaluacion del bienestar animal

Asumiendo la obligacién moral de asegurar el
bienestar de los animales, se necesitan formas de
evaluarlo. No se ha llegado a consenso sobre este
punto (Sorensen, 2007), y el bienestar animal, en
particular de los animales de laboratorio, ha sido
objeto de abundante reflexién, de modo que han
surgido sucesivamente varias teorias filosoficas al
respecto. Estas han hecho énfasis en la satisfaccion
de las preferencias del animal (Jensen, 1997); en la
presencia de estados mentales placenteros duraderos
y en la ausencia de estados mentales desagradables
(Appleby, 2002) y en la capacidad del animal de
expresar su naturaleza especifica (Rollin, 1989).

Un buen funcionamiento biolégico es lo central en
los métodos de evaluacion del bienestar (McGlone,
1993). Este autor sugiere que «un animal estd en un
estado de pobre bienestar solo cuando sus sistemas
fisioldgicos estan alterados al punto de que se dafia

su vida o su reproduccion». Otra teoria, enfatiza
que el buen funcionamiento biolégico indica que

el bienestar es el estado que refleja los intentos del
animal de manejarse en su ambiente (Broom, 1986).
Se tiende al consenso de que la evaluacion exacta del
bienestar animal debe basarse en una mezcla de estas
diferentes teorias.

La evaluacion del bienestar animal es por lo tanto
complicada, debido a que no nos permite obtener
una respuesta directa de la misma. La interpretacion
de indicadores fisioldgicos no siempre es sencilla de
realizar, ya que situaciones que muy probablemente
produzcan estados afectivos opuestos pueden des-
encadenar la misma respuesta fisiologica. En este
sentido, pareciera que al menos algunos indicadores
fisioldgicos (tales como los glucocorticoides que se
desencadenan ante una situacién que conlleve un
aumento del gasto energético) representan mds un
indicador de la activacion del sistema que de su va-
lencia (o sea, si el animal los percibe como si fuesen
positivos o negativos) (Resasco, 2018)

Webster describe cinco libertades que relacionan
todas las teorias del bienestar animal antes mencio-
nadas (Webster, 2001):

e libertad del hambre y la sed: se debe asegurar el
acceso a agua y dieta adecuada para la especie;

e libertad de incomodidades: propender a que la
especie tenga un ambiente adecuado;
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e libertad de dolor, sufrimiento y enfermedades:
prevenir, diagnosticar y tratar cualquier dolor o
sufrimiento que presente el animal;

e libertad del miedo y de la angustia: asegurar a la
especie un entorno no agresivo, y

e libertad para cumplir con patrones esenciales de
comportamiento: aportar espacio y condiciones
suficientes para ello.

Todas las teorias estan sujetas a la debilidad que
constituye la interpretacion del estado de bienestar
de un animal desde la perspectiva humana, sin em-
bargo, varias dimensiones practicas pueden afectar
el bienestar de los animales de experimentacion:
infecciones, alojamiento, agua y comida u otro tipo
de estrés.

Se han establecido distintos marcos regulatorios
tanto para garantizar la calidad de la experimenta-
cién biomédica como para evitar el sufrimiento de
los animales que se encuentran bajo nuestro cuidado
(Fraser, 2008). De esta forma diferentes paises fueron
adoptando normas referidas al uso de animales de
laboratorio. Ejemplos de ello son la Union Europea
y el Consejo Canadiense de Proteccion Animal
(CCAC) quienes han publicado recientemente sus
lineamientos para la evaluacién del bienestar animal
(Guillen 2018; CCAC 2021). Estos lineamientos
destacan tres ejes en su evaluacién: comportamiento,
salud y pardmetros fisioldgicos a ser obtenidos por
métodos que pueden ser mas invasivos.

A pesar de las regulaciones existentes, podriamos
preguntarnos especificamente: ¢Por qué deberiamos
preocuparnos por el bienestar de los animales de
experimentacion? Jeremy Bentham fue uno de los
primeros que se aproximé a responder cuando pos-
tuld su famosa frase: «La pregunta no es... ¢pueden
razonar? O ¢pueden hablar?, sino, ¢pueden sufrir?»
(Bentham, 1789); dejando asi plasmada la importan-
cia del estudio del bienestar animal.

La evaluacion del bienestar es un problema comple-
jo y se han adoptado varios enfoques para intentar
resolverlo. La duda es si los animales estdn fisica y
psicolégicamente sanos y si obtienen lo que quieren
(por ejemplo, ¢necesitan o quieren mds espacio y su
salud mejorard si se les proporciona mas espacio?).
Con respecto a la salud, las senales de alerta tempra-
na son obviamente importantes. Las necesidades se
pueden definir como requisitos, fundamentales en la
biologia del animal, para obtener un recurso particu-
lar o responder a un estimulo ambiental o corporal
particular, mientras que “querer” se relaciona con
una motivacion incentivada (Baumans, 2005b).

Evaluar el dolor y la angustia en los animales es pro-
blematico, ya que puede ser subjetivo y estar basado
en suposiciones antropomorficas de que las cosas
que son angustiantes para los humanos también lo
serdn para los animales, lo cual no es necesariamente
el caso (Wolfensohn, 1999).

Conceptos basicos

Existen conceptos bdsicos que debemos conocer
cuando se habla de «Bienestar Animal» (Zudiga,
200T), COMO SON:

e Homeostasis: estado del animal cuando se en-
cuentra en armonia consigo mismo (conducta
y fisiologia) y con su entorno. Esto implica que
los aspectos fisioldgicos (temperatura corpo-
ral, glucosa en sangre, contenido de agua en el
cuerpo etc.), y los del ambiente (por ejemplo,
posicién que ocupa en un grupo social. Etc.), se
mantienen en nivel constante o al menos pre-
decible durante un cierto periodo. Un animal
puede mantener su homeostasis cuando es capaz
de conservar su situacion actual, cuando cuenta
con medidas conductuales y fisioldgicas nece-
sarias para normalizar la situacion. Cuando el
animal es incapaz de mantener su homeostasis
por un periodo prolongado, desarrolla estrés
que puede manifestarse en forma de conducta
anormal o enfermedad.

e Estrés: se define como alteracion de la ho-
meostasis del animal en condiciones extremas
equivalente a sufrimiento, o también como in-
capacidad prolongada para dominar una fuente
de peligro potencial, que lleva a la activacion
de un sistema de emergencia frente al peligro.
El estrés puede ser agudo cuando disminuye de
forma repentina la capacidad de prediccion o
de control de cambios ambientales relevantes,
o cronico: cuando los aspectos ambientales
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son escasamente predecibles o controlables por
largo tiempo. En el caso de estrés cronico se
pueden desarrollar comportamientos anormales
tales como:

Conductas estereotipadas: son comportamientos
repetidos de patrones simples como, por ejem-
plo, movimientos en circulos o saltos constantes
dentro de la caja que parecen no tener sentido;
generalmente se presentan en animales aislados
en su caja. Estos movimientos parecen no tener
un fin especifico y son caracteristicos de cada
especie.

Comportamientos deletéreos: son conductas

que conllevan un efecto adverso sobre el propio
individuo o los que conviven con él, provocando
desde traumatismo hasta la muerte.

Distrés: angustia o estrés intenso. El animal
debe realizar esfuerzo sustancial o desarrollar
respuestas adaptativas extremas ante cambios
del ambiente.

Dolor: experiencia sensorial aversiva que produ-
ce acciones motoras protectoras. Cambios evi-
dentes en la conducta. No siempre es evidente y
el uso de criterios fisiol6gicos para reconocerlo
es casi inviable. El sufrimiento de un animal
indica que su adaptacion al ambiente no es
satisfactoria.

Sufrimiento: estado «mental» qué resulta del
dolor o del distrés, de intensidad y duracion

importantes y cuando el animal no puede tole-
rarlos a largo plazo.

®  Bienestar: ausencia de efectos negativos o su
disminucién teniendo en cuenta los efectos posi-
tivos como enriquecimiento del entorno.

Enriquecimiento ambiental

El término enriquecimiento ambiental (EA) se refiere
a mejoras en las condiciones de confinamiento de
los animales de laboratorio en comparacién con los
alojados de una manera estandar (Sampedro, 2017).
Consiste en una amplia gama de adiciones o modi-
ficaciones al ambiente y que se utilizan para ofrecer
a los animales una vida mds variada. El enriqueci-
miento del ambiente donde se encuentra el animal
puede centrarse tanto en el nivel social (interlocu-
tores sociales, incluidos los seres humanos) como

en el ambiente fisico en él se incluyen los estimulos
sensoriales (auditivos, visuales, olfativos y tactiles) y
los aspectos nutricionales (suministro y tipo de ali-
mento) (Baumans, 2005b).

En 1959, Russell y Burch ya consideraban el enri-
quecimiento como una necesidad ética en el ambien-
te de los animales de laboratorio, con el objetivo de
refinar tanto la produccién como la experimentacion
(Neves, 2013).

Una de las posibles formas de mejorar las condicio-
nes de vida de los animales de laboratorio consiste
en brindarles la oportunidad de realizar repertorios

de comportamiento mas especificos de la especie a
través del EA. Es decir, cualquier modificacion en el
ambiente de los animales en cautiverio que busque
mejorar su bienestar fisico y psicologico, proporcio-
nando estimulos que satisfagan las necesidades espe-
cificas de su especie (Baumans 2005b; Meikle 2020).

El cuidado tradicional y el mantenimiento de los
animales de laboratorio no necesariamente incluye
necesidades propias de la especie en relacion con su
entorno y mucho menos tiene en cuenta la variabili-
dad de las cepas (Baumans, 2005a y 2005b).

En la década del 70, el concepto de enriquecimiento
fue introducido en los zooldgicos y gradualmente co-
menz6 a utilizarse en los bioterios (Baumans 2005b;
Neves 2013). Los animales de laboratorio presentan
caracteristicas propias de su comportamiento ade-
mads de las provenientes de sus ancestros salvajes.
Podemos mencionar: socializacién, busqueda de
alimentos, habitos de higiene, proteccién de depre-
dadores, etc. Y su performance aumenta si se en-
cuentran en un ambiente enriquecido. Hebb (1947)
mostraba que las ratas criadas como mascotas se
desempefnaban mejor resolviendo problemas que las
criadas en cajas.

El interés por investigaciones en animales con enri-
quecimiento ambiental ha aumentado ya que se ha
observado que la recuperacion de pacientes que han
sufrido accidentes cerebro vasculares depende de
factores socioambientales (McDonalds, 2018).
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Tipos de enriquecimiento ambiental

El enriquecimiento del ambiente donde se encuentra
el animal puede centrarse tanto en el ambiente social
(interlocutores sociales, incluidos los seres humanos)
como en el ambiente fisico que consta de estimulos
sensoriales (auditivos, visuales, olfativos y tactiles) y
aspectos nutricionales (suministro y tipo de alimen-
to) (Baumans 2005b; Winncker 20125 Neves 2013).
La Guia Canadiense sobre el cuidado de animales

de laboratorio (CCAC, 2021b) incluye una seccion
sobre este tema, enfocada a varias especies, incluidas
las de animales tradicionales de experimentacion.

a. Enriquecimiento social: incluye la socializacion
de los animales con sus conespecificos y con los
seres humanos. Estos tltimos hacen parte del
enriquecimiento social de los animales de labo-
ratorio dado que su manipulacién es un aspecto
importante en la rutina diaria (Neves, 2013).

b. Enriquecimiento fisico: incluye condiciones ta-
les como cajas de mayor tamafio que contienen
objetos y diferentes espacios que facilitan el
ejercicio, el juego, la exploracion, permitiendo a
los animales mayor control sobre su entorno. Se
puede también aumentar el nimero de animales
por caja, favoreciendo interacciones constantes e
imprevisibles, pero siempre respetando las necesi-
dades de espacio de cada especie como se mencio-
no en el capitulo IV.

Los animales presentan comportamientos diferentes
segun estén aislados o en grupo. Asi, por ejemplo,

la agresividad de animales en grupos puede modifi-
carse ajustando la complejidad del ambiente, como
colocando barreras visuales que permiten al animal
elegir los momentos de socializacion. También se
pueden generar oportunidades de ocupacion del
tiempo durante las horas de vigilia posibilitando la
busqueda del alimento, el acopio de elementos para
anidar, el juego y la exploracion. Dentro del equipa-
miento de la caja, el material para construir nidos
permite al animal interactuar con su ambiente. El
comportamiento exploratorio y las oportunidades y
estructuras donde hacer ejercicio en roedores jovenes
resultan muy importantes en su rutina diaria. La
mayoria de los animales ademds necesitan un lugar
para esconderse tanto de otros, como del personal
del lugar y de los ruidos.

Los efectos del EA dependerdn del tipo de enrique-
cimiento utilizado. En el campo de la neurociencia,
el enriquecimiento se refiere principalmente a la vida
social en una jaula grande y compleja que contiene
diferentes juguetes que se cambian con frecuencia
para inducir cambios en el cerebro y el comporta-
miento. En la investigacion sobre el bienestar animal,
el enriquecimiento se centra en necesidades especifi-
cas como la construccion de nidos, el escondite y el
roer, con el fin de mejorar el bienestar de los anima-
les (Baumans, 2005b).

Con relacién a su influencia sobre los resultados de
investigacion, no se puede considerar al EA simple-
mente como un refinamiento. La estimulacién social
en ratas no solo genera mayor espesor de corteza ce-
rebral con mds conexiones neurales; sino que genera

cambios orgdnicos: asi, por ejemplo, el crecimiento
tumoral en ratones aislados es mas rapido que los
que se encuentran en grupos estables en la caja y el
aislamiento también aumenta la toxicidad de algu-
nos farmacos, por lo que surge la pregunta: «¢Los
animales enriquecidos muestran mas variabilidad
en su respuesta a los procedimientos experimentales
porque muestran comportamientos mas diversos?».
Segtin Baumans (20035b) existen dos posiciones al
respecto:

Algunos investigadores creen que si. En entornos
complejos, por ejemplo, los animales no solo respon-
den a un estimulo, sino a muchos estimulos variables
a la vez, y esto puede resultar en una mayor varia-
cién entre los sujetos.

El contraargumento es que debido a que un animal
puede desplegar mejor su comportamiento espe-
cie-especifico en entornos enriquecidos, y puede
entonces ser capaz de hacer frente mejor a cambios
nuevos e inesperados mostrando una respuesta mas
uniforme. Si, por tanto, es probable que los ani-
males en ambientes enriquecidos sean fisioldgica y
psicologicamente mds estables, se puede deducir que
pueden considerarse modelos mds refinados y, por
tanto, garantizar mejores resultados cientificos. En
la practica, sin embargo, los resultados de diferentes
estudios parecen indicar que los efectos del enri-
quecimiento sobre la variabilidad de los resultados
dependen del parametro que se mida, la cepa del
animal y el tipo de EA.
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El EA es beneficioso a todas las edades. Por esta
raz6n debe considerarsele como una variable de un
experimento y se debe tener en cuenta. Es impor-
tante no cambiar el ambiente de un animal durante
los experimentos sin acordar con el investigador
principal y si se hacen cambios, hacerlos a todos los
animales del estudio. Ademads, es muy importante
describir detalladamente el tipo de enriquecimiento
en la seccion «Materiales y Métodos» de las publica-
ciones cientificas para asegurar la reproducibilidad
de los resultados experimentales. Solo entonces se
pueden definir y medir con precisiéon los controles y
las variables del experimento cientifico (Baumans,
2005b).

Hay variadas consideraciones para garantizar la
seguridad animal y su satisfaccion relativa; es impor-
tante ademas considerar que las necesidades ambien-
tales no permanecen estdticas a lo largo de la vida de
los animales, sino que se pueden ajustar en funcion
de la edad, la especie, la cepa, las necesidades indivi-
duales y los requisitos de investigacion (Bayne 2014;
Grimm 2020).

Siempre debemos de tener en cuenta que el EA no es
«un juguete», sino una oportunidad para: «socializar
0 no»; «hacer y modificar»; «esconderse o refugiar-
se»; para hacer ejercicio fisico; etc.

El bienestar y enriquecimiento
ambiental segun las especies

Ratas y ratones

Son especies cosmopolitas, comensales con el hombre
y altamente adaptables a variadas condiciones am-
bientales. Como la mayoria de los roedores son de
habitos nocturnos, con un claro ritmo circadiano con
picos de actividad durante el periodo de oscuridad.
Presentan activo comportamiento exploratorio, tre-
pan y en la naturaleza pasan mucho tiempo procuran-
do alimento. Construyen elaborados nidos y tuneles
y forman estructuras sociales complejas. Todos estos
comportamientos se conservan en la rata y ratén de
laboratorio e intentar suprimirlos puede conducir a
sufrimiento y frustracion provocando comportamien-
tos estereotipados (Gentsch 1981; Dawkins 1990;
Holson 1991; Sherwin 2000; Wiirbel 1996).

Después de vivir varias generaciones bajo condicio-
nes de laboratorio, estos animales se han adaptado al
ambiente y difieren de los salvajes en sus necesidades
ambientales y de comportamiento (Inglis, 1999) aun-
que conservan algunas necesidades tales como la de
sitio de descanso protegido de depredadores (Hurst,
1999). Particularmente las ratas presentan una gran
capacidad de adaptacion, y su uso continuado en labo-
ratorios ha llevado a que sean animales muy tolerantes
a diferentes tipos de manipulaciones (Weihe, 1987).

En la mayoria de los bioterios, tras el destete son
alojados con separacion por sexos. Dado que son
animales sociales, el alojamiento individual suele
causar estrés excesivo por lo que su aislamiento no
es recomendable. El alojamiento grupal para estos
animales sociales es a menudo una opcién de «enri-
quecimiento social» efectiva y relativamente simple
debido a la estimulacion mental compleja y variada
que proporciona, la importancia del apoyo social
para hacer frente a los factores estresantes y la ne-
cesidad conductual inherente de muchas especies
para el contacto social (Gentsch 1981; Holson 1991;
Winncker 2012; Neves 2013; Pritchett-Corning,
20715). Ya en 1960, comparando el comportamiento
de ratas aisladas en cajas con el de otras en grupos a
las que se habia incluido juguetes tales como escale-
ras, tuneles y ruedas, Krech (1960), demostrd que el
enriquecimiento influia sobre el ndmero de sinapsis,
la concentracion de acetilcolina y la actividad de la
acetilcolinesterasa cerebral. Ademas de los cambios
quimicos como consecuencia del EA, se han demos-
trado cambios anatémicos: incremento del espesor
de la corteza cerebral, con mayor nimero de sinapsis
y células gliales (Rosenzweig, 1962). Estos cambios
pueden ocurrir a cualquier edad, aunque los incre-
mentos son mayores a las edades mas tempranas.

En muchos casos los ratones macho forman grupos
estables por establecimiento de jerarquias, pudiendo
existir luchas entre ellos hasta su establecimiento,
por lo que es importante formar grupos al momento
del destete y no cuando son adultos (Neves, 2013).
En el caso de los ratones, los niveles de agresion
varian con las diferentes cepas (Nevison, 1999), por
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ejemplo, para machos BALB/c lo 6ptimo son grupos
de tres animales (Van Loo, 2001b); en esta linea las
agresiones para definir jerarquias en machos adultos
pueden ocasionar heridas en la zona lumbar y en la
cola (Neves 2013; Lidster 2019). En el caso de las
ratas es raro observar agresion, puede darse en ma-
chos adultos cuando se juntan individuos provenien-
tes de jaulas diferentes; al igual que lo que ocurre en
los ratones, depende del tipo de cepa con el que se
trabaje (Neves, 2013). Las hembras de ratas y rato-
nes pueden ser alojadas juntas en cualquier edad sin
que ocurran agresiones, aunque provengan de jaulas
diferentes o hayan sido utilizadas como reproducto-
ras. Las hembras Gnicamente se muestran agresivas
cuando defienden sus crias (Neves, 2013)

De acuerdo con Poole (1992), los mamiferos y las
ratas en particular precisan de los siguientes requeri-
mientos ambientales para cumplir sus necesidades:

1. estabilidad y seguridad;

2. complejidad apropiada;

3. algo de impredecibilidad, y

4. oportunidades para alcanzar objetivos.

A pesar de que las ratas y los ratones se han adap-
tado muy bien a la vida en el bioterio todavia mues-
tran similitudes con sus ancestros salvajes y por eso
el ambiente debe satisfacer necesidades fisiologicas

y de comportamiento, tales como el descanso, la
construccion de nido, de escondite, exploracion,

Fig. 37a: Enriquecimiento con material de descarte
en el Laboratorio de Experimentacién Animal Fig. 37b: Enriquecimiento con material de descarte
de Fac. de Quimica, Udelar (Foto Dra. Jenny C Saldafia) (adaptado de Neves, 2013)
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recolectar alimento, roer y tener contactos sociales,
etc. Por ejemplo, en las ratas el tamano de las cajas
se tiende a agrandar y aumentar la altura de las cajas
de modo que el animal pueda girar y pararse sobre
sus patas traseras ademds de que se pueda incorpo-
rar a la caja elementos de enriquecimiento.

Estos animales tienen muy desarrollado el sentido de
la audicién, olfato y tacto (Hurst, 1999) y poseen una
pobre visiéon (Jacobs, 2001) (ver Cap. IV). Su sentido
de audicion responde a un amplio rango de secuencias
ultrasonicas (ver Cap. IV); algunos equipos de labora-
torio emiten sonidos en frecuencias que son audibles
por los animales lo que seguramente afectard su bien-
estar (Voipio 1997; Jennings 1998; Koolhaas 1999;
Barnett 2001; Neves 2013). Emiten vocalizaciones
ultrasdnicas inaudibles para el humano que son utili-
zadas en la comunicacion sexual y entre la hembra y
las crias; aunque también emiten sonidos que pueden
ser escuchados por el hombre por ejemplo los emiti-
dos durante las agresiones (Neves, 2013).

El olfato estd altamente desarrollado, y es utilizado
para detectar alimentos, predadores y para obtener
informacion social (Nevison, 1999). La necesaria
limpieza rutinaria de cajas puede eliminar claves
olfativas y perturbar la jerarquia social de los ani-
males, originando picos de agresién entre machos
cuando se realiza el cambio de camas. Se recomienda
que al hacer el cambio de las cajas se coloque una
pequena porcion de la cama sucia en la nueva cajay
de esa forma disminuye considerablemente la agre-
sion (Winncker, 2012).

Fig. 38: Enriquecimiento con material comercializado (adaptado de www.bio-serv.com)

Fig. 39: Material para construccion de nido (adaptado de www.bioterios.com)
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Existen diferentes tipos de enriquecimiento que pue-
den ser improvisados con material de descarte o que
se puede adquirir a bajo costo (rollos de carton, cafos
plasticos, cofias descartables, papel, etc.) (Figs. 37a,
37b vy 38); todo el material que se utilice se debe este-
rilizar antes de colocarlo en la caja con los animales.
En cuanto a los diferentes tipos de enriquecimiento
ocupacional en estas dos especies es importante el
aportar material para realizar nido, los ratones lo
prefieren siempre en el transcurso de su vida, mientras
que las ratas solo cuando estan por parir sus crias
(Winncker 20125 Neves 2013) (Fig. 39). El material
para el nido ademas le servird para regular la tempe-
ratura y esconderse de sus conespecificos evitando ser
agredidos y de esa forma controlar el ambiente.

Ratas y ratones son roedores por lo que sus incisivos
continuan creciendo a lo largo de su vida, es asi que
la provision de elementos duros para roer es esencial
para evitar el crecimiento excesivo de sus dientes. Se
debe considerar la inclusion de bloques de madera o
palitos para masticar, siendo otra forma de enrique-
cer el ambiente en este caso el enriquecimiento serd
nutricional (https://www.nc3rs.org.uk)

Cobayos

Es una especie que como consecuencia de la domes-
ticacién adquiri6 algunas caracteristicas diferentes,
tanto en su comportamiento (con menor agresividad

y actitud exploratoria), como en su biologia, (con
mayor peso corporal).

Su patrén de organizacion social es dependiente del

numero de integrantes del grupo, portan algunas ca-
racteristicas provenientes de la especie salvaje, como
el comportamiento social formando harenes con un

macho dominante.

Su vision les permite distinguir colores (Jacobs,
1994). Su intervalo auditivo es mas amplio que el
humano, desplazado hacia altas frecuencias. El olfa-
to es muy importante para su comportamiento social
(ver cap. IV).

Los grados de stress y bienestar de los cobayos pue-
den determinarse a partir de: 1) su apariencia general,
2) cambios en el peso corporal, 3) su comportamien-
to y 4) parametros fisiologicos (Broom, 1993).

El enriquecimiento ambiental mas importante para
los cobayos se obtiene al formar parte de un grupo
social. Como minimo, los animales deben alojarse

en parejas y, sin una justificacion excepcional, no se
debe permitir el alojamiento individual de animales.
Si se considera necesario un alojamiento tnico, el
animal debe permanecer en contacto visual y olfativo
con sus compaieros de jaula y el periodo de aisla-
miento debe reducirse al minimo absoluto (https:/
www.nc3rs.org.uk).

Los cobayos tienen una gran necesidad de esconder-
se, su sensacion de seguridad depende del acceso a
un refugio cubierto, por ejemplo; los tubos de PVC

(Fig. 40) proporcionan excelentes refugios y son

un punto focal de atraccion constante para ellos
(Banjanin 2004; Donnelly 201 5). Tienden a mante-
nerse en los bordes de la jaula o de las paredes del
corral, ya que instintivamente evitan las superficies
abiertas que los expondrian a potenciales depredado-
res; (White, 1989), el utilizar enriquecimiento como
el mencionado evita este comportamiento.

Son animales que no sintetizan vitamina C, el sumi-
nistrarles frutas o verduras es una forma sencilla de
satisfacer esta necesidad, ademds de ser una impor-
tante forma de enriquecimiento (Fig. 41). Si ademas
se les da directamente con la mano, es una forma
positiva de fomentar la relacion entre el cuidador/
investigador y el animal (Home Office, 2014). El
suministrarle vegetales verdes como alimento, ade-
mas de complementar su dieta habitual fomenta
comportamientos naturales de alimentacion y pas-
toreo. La falta de material forrajero puede resultar
en estereotipias como la tricofagia (comer pelo de
forma compulsiva). El vegetal verde utilizado debe
ser de buena calidad y lo suficientemente suave para
evitar el riesgo de dafo ocular a los animales (Gerold
1997; Banjanin 2004; Donnelly 2015).

Conejos

En esta especie la interaccion con el personal es muy
importante, ya que tienen la capacidad de generar
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vinculos, se requiere paciencia y entrenamiento para
lograrlo.

El conejo es un animal principalmente nocturno. Si
se les mantiene aislados en pequefias cajas desarro-
llan comportamientos estereotipados. Los conejos

se alojan en sitios donde existen o se reproducen los
cambios de luz y oscuridad naturales, y son sensibles
a la luz intensa que puede causarles dafio en la retina.

Tradicionalmente, los conejos mantenidos en labo-
ratorios se alojan en jaulas individuales; cuando el
alojamiento se realiza por mucho tiempo, es conve-
niente que las jaulas les permitan ver a su alrededor
y a otros individuos (Stauffacher, 1994). La especie
es naturalmente gregaria y el mantenerla socialmente
aislada, se ha debido al problema de agresion en-

tre animales no compatibles. La separacion de sus
congéneres en un entorno arido les impide realizar
comportamientos naturales como excavar, acicalarse
y algunas otras actividades locomotoras. También
reduce su exposicién a variaciones de olores. Estas
acciones pueden conducir al desarrollo de comporta-
mientos estereotipados, por ejemplo, frotarse de for-
ma excesiva en la pared o roer los bordes o barras de
la jaula. El comportamiento estereotipado parece ser
mads frecuente por la noche cuando los conejos son
mads activos. Se ha demostrado que el aislamiento so-
cial induce signos fisiologicos de estrés y los conejos
enjaulados individualmente también pueden mostrar
signos de inquietud y aburrimiento (Podberscek,
1991). También desarrollan trastornos intestina-

les y se ha demostrado que la limitada libertad de

Fig. 40: Enriquecimiento con tubos de PVC utilizado en el campo
experimental, Fac. de Medicina, Udelar
(Foto Dra. Jenny C Saldafia)

Fig. 41: Enriquecimiento en Cobayos
(adaptado de Donnelly, 2015)
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movimiento produce cambios en los musculos, hue-
sos y articulaciones (https://www.nc3rs.org.uk).

Si bien las cajas plasticas son transparentes el conejo
solo puede observar a sus congéneres, actualmente
varios fabricantes de jaulas las fabrican con divisio-
nes perforadas para permitir ademas el contacto olfa-
tivo y fisico limitado, que puede ser mas valioso que
el contacto visual para los conejos (Lofgren, 2015).

Siempre que sea posible, los conejos deben mante-
nerse en corrales en grupos sociales para satisfacer
sus necesidades de comportamiento social y ejercicio.
Los conejos en grupo son mas activos y muestran
menos estereotipias que los mantenidos en jaulas
ademads de expresar un repertorio conductual mas
amplio (Trocino 2006; Verga 2007; Hawkins 2008;
Lofgren 2015) (Fig. 42).

Al proporcionar EA, se puede reducir la cantidad

de comportamientos anormales. El enriquecimiento
adecuado incluye paja, heno, palos para masticar, ca-
jas de carton, dreas elevadas (Hawkins 2008; Lidfors
2010). Un espejo en la jaula también puede mejorar
el bienestar de los conejos (Jones 2005; Dalle Zotte
2009). Si se utilizan jaulas, es ideal proporcionar un
area elevada o un estante, ya que reduce los compor-
tamientos anormales y las respuestas nerviosas cuan-
do se manipulan los animales. Agrega estructura a la
jaula y permite que los conejos se muevan de manera
que mantengan la funcion normal y la estructura

de musculos, huesos y articulaciones (https://www.
nc3rs.org.uk). El estante proporciona un drea mas
oscura y funciona como un escondite importante

de la luz intensa, que como ya mencionamos puede
causar dano a la retina en los animales albinos. Sacar
de la jaula a los conejos machos alojados indivi-
dualmente y dejarlos correr en un corral de piso con
diferentes objetos también puede ser un enrique-
cimiento, ya que se les proporciona un cambio de
ambiente, olores de otros conejos machos que esti-
mulan las marcas de olor y la oportunidad de mover-
se y un drea mds grande, que puede ayudar a reducir
la obesidad (Knutsson, 2011). Como los conejos se
paran sobre sus patas traseras para inspeccionar su
entorno, las jaulas deben ser lo suficientemente altas
para adaptarse facilmente a este comportamiento.
Una superficie sélida en la base de jaulas con rejilla
les permite apoyarse sin dafio por el peso. Si bien
proporcionar cajas y plataformas elevadas para
trepar aumenta la complejidad de la jaula y aborda
la necesidad de ver el entorno, no necesariamente
permite que el conejo se pare completamente erguido
(Lofgren, 2015) (Fig. 42).

En cuanto el enriquecimiento en el manejo de los
conejos, el manejo diario puede ayudar a prevenir
lesiones debidas a la manipulacion, especialmente en
la columna y patas traseras. Algunos estudios han
sugerido que el manejo temprano en la vida puede
hacer que los conejos adultos sean mas susceptibles
de ser manipulados (Verga, 2007)

Fig. 42: Conejos estabulados en grupo (adaptado de https://nc3rs.
org.uk/housing-and-husbandry-rabbits )
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Capitulo VII.
Anestesia y analgesia

Los procedimientos dolorosos realizados en anima-
les se encuentran entre las preocupaciones publicas
mads emotivas sobre el bienestar animal. La forma

en que los métodos de cuidado de animales provo-
can dolor o malestar, o reducen su capacidad para
experimentar placeres normales, son dreas clave de
preocupacién con respecto al uso de animales y la in-
vestigacion biomédica; sin embargo, conocer la vida
emocional de los animales es uno de los desafios mas
dificiles que enfrenta la ciencia (Weary, 2006).

El animal no es un simple instrumento pasivo de
medida dentro de un determinado experimento, de-
bemos tener presente que es un ser sintiente. El dolor
provoca efectos patofisioldgicos que tienen influen-
cia sobre el bienestar, la morbilidad y la mortalidad
de los animales. Si utilizamos animales sin dolor o
estrés, reduciremos variables modificadoras en los
resultados del experimento que estemos realizando.
Por estas razones, siempre se deben identificar las
causas del dolor y controlar los efectos adversos.
(Stokes 2000; Rivera 2009; Jirkof 2017).

La analgesia y anestesia son técnicas comunes en
experimentacion animal, quienes manipulan ani-
males con fines experimentales debe conocer sus
fundamentos y las técnicas basicas utilizadas. Su co-
nocimiento podra asegurar un adecuado manejo del
animal, y reducir molestias y posible sufrimiento por

manipulacion lo que facilitard considerablemente la
calidad y el trabajo del investigador.

/Qué es el dolor?

Segun la Asociacion Internacional de Estudio del
Dolor (IASP), el dolor es una experiencia sensorial y
emocional desagradable asociada a un dafo tisular
potencial o real, o descriptas en términos referentes

a tal dafio (IASP, 1979), esta definicion es considera-
da, hasta hoy, por la OMS como la mejor definicion
de dolor (Vidal, 2020). Zimmermann lo define, en
relacion con la experimentacion animal, como una
experiencia sensorial aversiva que produce acciones
motoras protectoras, dando como resultado el apren-
dizaje para evitarlo e incluso puede llegar a modificar
rasgos de conducta especificos de la especie, incluyen-
do la conducta social (Zimmermann, 1986).

Signos de dolor
en animales de experimentacion

Reconocer el dolor en animales es un gran desafio ya
que no solo no pueden comunicarnos verbalmente
que sienten dolor, sino que los animales tienden a
esconderlo para no ser presas faciles de predadores,

ya que es una cuestion de sobrevivencia (Carstens
2000; Rivera 2009).

La semejanza en la estructura y funcién de los sis-
temas nerviosos entre humanos y otros mamiferos,
junto con la similitud en las respuestas conductuales
a los estimulos dolorosos, proporciona evidencia

de que los animales sienten dolor, lo que resulta en
sufrimiento (Broom, 2001). Este razonamiento no
es aceptado por toda la comunidad cientifica, hay
quienes argumentan que se requiere ser consciente
del dolor para que ocurra el sufrimiento y que esto
se limita a los humanos y a una pequefia variedad de
otras especies (Bermond 2001; Flecknell 2018).

Para comprender adecuadamente la naturaleza
aversiva del dolor y el alcance del sufrimiento, tanto
los elementos sensoriales como afectivos del dolor
deben evaluarse de una manera validada y confiable
y adoptando un enfoque funcional mas que anato-
mico del dolor (McLennan, 2019). Es aconsejable
asumir que “a menos que se establezca lo contrario,
los investigadores deben considerar que los proce-
dimientos que causan dolor o angustia en los seres
humanos pueden causar dolor o angustia en otros
animales» (IRAC, 1985).

Quienes trabajamos con animales de experimen-
tacion debemos aprender a reconocer alteraciones
en el comportamiento y en el aspecto fisico de los
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animales para saber si estan soportando dolor y
tomar las medidas para aliviarlo. Un ejemplo de ello
es conocer el codigo facial de expresiones de dolor
en animales de laboratorio que se han descrito para
diversas especies: ratones (Fig. 43) (Langford, 2010),
ratas (Sotocinal, 2011) y conejos (Hampshire, 2015).
El uso de la escala de los codigos faciales es una téc-
nica complementaria prometedora en algunas espe-
cies de mamiferos para identificar y evaluar el dolor
en animales de investigacion (Cohen, 2020).

Algunos ejemplos de comportamientos relacionados
al dolor se presentan en la Tabla 8, anexo III.

La investigacion sobre la evaluacion del dolor en
animales ha tendido a utilizar alguno de estos tres
enfoques (Weary, 2006):

a. Medidas del funcionamiento general del cuerpo,
como la ingesta de alimentos y agua o el aumen-
to de peso; miccion y defecacion; dilatacion de
pupilas; taquicardia

b. Medidas de respuestas fisioldgicas. Estas in-
cluyen medidas de las respuestas del sistema
simpatico-adrenomedular, como cambios
en la frecuencia cardiaca debido a la libera-
cién de noradrenalina, y respuestas del siste-
ma hipotaldmico-pituitario-adrenocortical,
como concentraciones de cortisol, hormona
adrenocorticotrépica y factor liberador de
corticotropina.

c.  Medidas del comportamiento como las vocaliza-
ciones (no siempre audibles), lucha o agresiones
defensivas o redirigidas

Anestesia

La anestesia es un estado reversible producido por
farmacos, caracterizado por la ausencia de cualquier
tipo de percepcion sensorial, ya sea dolorosa o no.
La administracion de estos firmacos bien sea uno
solo o la combinacién de varios, normalmente pro-
duce un estado de depresion de la corteza cerebral
que impide la llegada o reconocimiento de cualquier
estimulo sensorial (Alvarez Gomez 2008; Remie
2016). Anestesiar a un animal no es solamente admi-
nistrar la droga anestésica de forma adecuada, sino
que es un proceso que involucra una serie de cuida-
dos previos, durante y posteriores al procedimiento,
todos de importancia, sin los cuales las respuestas
del animal a la anestesia pueden generar problemas
de estrés, ademds de prolongar la recuperacion, alte-
rar el bienestar del animal y los datos cientificos que
se obtengan (Rivera, 2019).

Puede ser necesaria una anestesia leve para poder
manipular el animal en un procedimiento o una
anestesia mds profunda para un procedimiento do-
loroso; los diferentes niveles de anestesia se pueden
producir de varias formas, usando un solo agente
o combinaciones de agentes y técnicas. Los anesté-
sicos locales o regionales bloquean toda sensacion,
incluido el dolor, en un 4rea especifica; los anesté-
sicos generales producen pérdida del conocimiento

Fig. 43: Escala de codigo facial en ratones
(adaptado de Langford, 2010).
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y diversos grados de supresion de la percepcion del
dolor, dependiendo de la dosis administrada. Puede
ocurrir que diferentes agentes anestésicos generales
proporcionan niveles similares de hipnosis (suefio), I.
pero el grado de analgesia proporcionado puede

variar ampliamente (Flecknell, 2015).

En general, la anestesia puede afectar algunos para-
metros fisiologicos, como la presion, la saturacion

de oxigeno en sangre, el flujo sanguineo cerebral y
muchos otros factores que pueden afectar el segui-
miento postoperatorio. La mayoria de los agentes
anestésicos disminuyen el metabolismo cerebral y, a
menudo, afectan la neurotransmision de los impulsos
nerviosos, por lo que se debe controlar la temperatu-
ra corporal y otros pardmetros fisiologicos durante
la anestesia (Cicero, 2018).

La razon principal para utilizar anestésicos es el

proveer contencién humanitaria, un grado razonable 2.
de relajacion muscular para facilitar el procedimien-

to y lo mas importante analgesia suficiente para que

el animal no sienta dolor (Wolfensohn 2013; Remie

2016).

Cuando se determina que un procedimiento necesi-
ta el uso de anestesia, esta debe ejercer un impacto
minimo sobre el animal y sobre la investigacion.
Puede ser una anestesia general (animal inconsciente)
o local/regional (solo una regién no percibe estimulo
sensorial).

Existen diferentes técnicas anestésicas como vere-
mos en este capitulo, la eleccion de ella dependera

de diferentes factores (Alvarez Gomez 2008; Remie
2016):

Especie: nunca debemos extrapolar la dosis de
una especie a otra. Normalmente cuanto mds
pequena es la especie, mayor es la dosis en mg/
kg de peso corporal que hay que utilizar; por
ejemplo, la ketamina en vaca o caballo se usa
en una dosis de 1 mg/kg, mientras que en ratén
es de 200 mg/kg. La causa radica en que cuan-
to mds pequefio es el animal, mayor es su tasa
metabdlica. Una hora de procedimiento en un
ratéon tiene el mismo costo metabélico que el
mismo procedimiento durante 6 horas en un
gato. El metabolismo y excrecion de farmacos
parenterales en mamiferos pequefios como ratén
o rata son rapidos generando una disminucién
en la duracién de accion del farmaco.

Estado del animal y objetivo de la investigacion:
en animales que presentan alguna patologia
hay que estudiar la posible influencia de los
farmacos que se van a administrar. Algunos
anestésicos poseen efectos secundarios y se
deben evitar en los casos de patologias sensi-
bles a los mismos, o cuando puedan interferir
en el objetivo de la investigacion, por ejemplo,
no se pueden administrar firmacos con efecto
hipotensor, cuando se pretende estudiar funcién
cardiovascular.

Tipo de procedimiento: procedimientos quirtr-
gicos prolongados y muy dolorosos, requieren
plano anestésico mds profundo, esto se consigue

aumentando la dosis de anestésico (lo que con-
lleva a un aumento de los efectos secundarios,
como la depresion cardiovascular y respirato-
ria), o mediante la asociacion de analgésicos
potentes de tipo opidceos.

4. Duracién del procedimiento: anestesia prolon-
gada se puede mantener con dosis repetidas de
farmacos inyectables de accion corta o media (o
su infusién continua) o con firmacos de accién
prolongada. La anestesia inhalatoria puede
emplearse en procedimientos de cualquier tipo
de duracion.

5. Experiencia del investigador y equipamiento
disponible. Una vez definida la técnica a utilizar
debe estar disponible y en buenas condiciones
todo el equipamiento necesario.

Por tanto, la eleccion de la técnica anestésica depen-
dera de la especie con que se trabaja, el estado del
animal y los objetivos de la investigacion, el tipo y
duracion de procedimiento que se realizard y la ex-
periencia del investigador y del equipo disponible

Terminologfa
relacionada con el tema (Remie, 2016)

®  Analgesia: estado reversible producido por
fadrmacos, caracterizado por la ausencia de
cualquier tipo de percepcion sensitiva ya sea
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dolorosa o no. Puede causar amnesia como for-
ma de prevenir la formacién de recuerdos.

Anestesia general: pérdida temporal controlable
de la conciencia, inducida por la intoxicacion
del sistema nervioso central

Sedacion: estado de calma generalmente acom-
pafiado de somnolencia, reduce el miedo y la
aprension en los animales

Tranquilizacion: calma sin sedacion, las dosis al-
tas pueden provocar ataxia (movimiento inesta-
ble y descoordinado). Si bien varios anestésicos
tienen diferentes mecanismos de accion, existe
una superposicién considerable en la accion de
muchos agentes. Ademas, las diferentes especies
animales a menudo responden de manera dife-
rente a varios anestésicos.

Tiempo para el efecto pico: tiempo entre la apli-
cacion inicial y la obtencién del efecto mdximo
esperado.

Duracion del efecto: medida del tiempo del efec-
to pico que puede esperarse después de una sola
aplicacion de una dosis analgésica.

Tiempo de recuperacion: tiempo entre la apli-
cacion inicial y la habilidad para pararse sin
ayuda.

Objetivos de la analgesia y anestesia

Facilitar la manipulacion del animal o la realiza-
cién de procedimientos quirtrgicos dolorosos.

Proporcionar un trato humanitario a los anima-
les, reduciendo al minimo el sufrimiento asocia-
do a dicha manipulacién, y evitando situaciones
dolorosas, de angustia o ansiedad.

Reducir al minimo las consecuencias negativas
de la cirugia sobre la fisiologia del animal.

Permitir la realizaciéon de investigaciones
que no podrian llevarse a cabo con el animal
consciente.

Recomendaciones generales

I.

El animal se debe manipular de forma delicada
y con calma para evitar excitacién y miedo.

No debe extrapolarse una técnica anestésica de
una especie a otra.

Debe adecuarse la profundidad anestésica a las
necesidades del procedimiento.

La anestesia inhalatoria es en la mayoria de los
casos la més util.

La analgesia debe considerarse siempre intra

y postoperatoria. Se debe justificar siempre la
ausencia de anestesia y analgesia durante proce-
dimientos dolorosos.

El uso de relajantes musculares debe estar soli-
damente justificado o no emplearse.

Componentes
de una anestesia general (Remie, 2016)

Hipnosis o suefio: el animal esta ausente del
medio circundante.

Analgesia: ausencia de percepcion dolorosa.

Relajacion muscular: desde moderada a paralisis
(bloqueantes neuromusculares). En animales de
laboratorio la relajacién muscular que producen
casi todos los anestésicos es suficiente para la
mayoria de los procedimientos quirtrgicos.

Bloqueo de actividad refleja, impiden respues-
tas del sistema nervioso auténomo incluyendo
alteraciones de frecuencia y ritmo cardiaco entre
otras.

Un anestésico ideal incluye los cuatro componentes
antes indicados de forma estable, sin afectar a otras

funciones orgdnicas, y ademads debe ser de ficil
administracion, reversible, de bajo costo y seguro,
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tanto para el animal como para el operador (Alvarez
Gomez, 2008).

Fases de la anestesia y farmacos

La anestesia consta de varias fases, preanestesia (no
todas las especies la requieren), anestesia propiamen-
te dicha y postoperatorio. A continuacién, veremos
cada una de estas fases y los grupos farmacoldgicos
utilizados en cada una de estas fases.

Ayuno preanestesia

El ayuno preanestésico de conejos y roedores pe-
quefios es innecesario, ya que en estas especies no

se producen vémitos durante la induccién (Alvarez
Gomez, 2008). Ocasionalmente se pueden observar
problemas con los cobayos, ya que pueden retener
alimentos en la faringe después de haber sido anes-
tesiados. Si esto ocurre en un nimero significativo

de animales, debe introducirse un breve periodo

de ayuno preanestésico (3-4 horas). Una excepcion
ocurrird si se va a realizar una cirugia del tracto gas-
trointestinal y se requiere una reduccién en el volu-
men del contenido intestinal. En estas circunstancias,
el ayuno puede ser necesario en todas las especies,
pero es importante tener en cuenta que los roedores
y los conejos son coprofagicos, por lo que pueden ser
necesarias medidas para evitar que ingieran sus heces

para proporcionar un estdmago completamente
vacio (Flecknell, 2o15).

Preanestesia

Durante este periodo se administran firmacos para
tranquilizar o sedar el animal. No siempre es nece-
sario, en el caso de la rata y el ratén no la requieren.
Tiene como ventajas que reduce o elimina la ansiedad
y el miedo en el animal; permite un buen manejo de
este; reduce la dosis del anestésico en un 30 a 50 %.
El uso de analgésicos puede reducir el dolor, espe-
cialmente en el periodo postoperatorio inmediato,

y puede proporcionar un alivio del dolor mas eficaz
mediante la analgesia preventiva. Administrar se-
dantes, tranquilizantes y analgésicos puede reducir la
cantidad de anestésico necesaria para producir el ni-
vel deseado de anestesia. Estos agentes también pro-
porcionan una induccién mas suave de la anestesia y
una recuperaciéon mds agradable (Flecknell, 2015).

La seleccion de un régimen de fairmaco preanestési-
co dependera de la especie animal a anestesiar; los
agentes anestésicos que se utilizardn; los requisitos
particulares del protocolo de investigacion; y las pre-
ferencias personales del anestesista (Flecknell, 2o15).

Como preanestésicos se pueden utilizar:

1. Atropina: anticolinérgico, reduce las secrecio-
nes bronquiales y salivales que podrian ocluir
parcialmente las vias respiratorias. La atropina
protege al corazéon de la inhibicion vagal que

puede ocurrir durante la intubacién endotra-
queal o durante los procedimientos quirtrgicos,
en especial si se manipulan las visceras. La atro-
pina también se puede usar para corregir la bra-
dicardia causada por opioides (Flecknell, 2015).
Se debe evitar su uso si la frecuencia cardiaca es
elevada (Alvarez Gémez, 2008).

Glicopirrolato: tiene las mismas propiedades
que la atropina, se utiliza en conejos ya que los
conejos poseen atropinesterasa en su sangre

lo que implicaria el uso de dosis mayores de
atropina.

Fenotiacinas (chlorpromacina, acepromacina,
promacina): estos agentes producen sedacion,
potencian la accion de anestésicos hipnéticos,
de analgésicos opidceos, lo que permite reducir
la dosis de farmaco necesaria para obtener el
plano anestésico quirurgico. La sedacién puede
extenderse hasta el periodo postoperatorio, de
modo que la recuperacion de la anestesia sea
suave. Este grupo de firmacos no tiene accion
analgésica, pero potencian la accién de los
opiaceos. Como efectos secundarios al ser blo-
queantes adrenérgicos a1 pueden producir hipo-
tensién moderada debido a la dilatacién de los
vasos sanguineos periféricos, la regulacion de la
temperatura estd deprimida y pueden producirse
descensos moderados de la temperatura corpo-
ral (Alvarez Gomez 2008; Flecknell 2015).

Benzodiacepinas (diazepam y midazolan): el
efecto sedante en animales de laboratorio es
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escaso. Se utilizan principalmente como farmaco
coadyuvante de la ketamina para inducir anes-
tesia en roedores y conejos (Alvarez Gémez,
2008). Producen una buena relajaciéon de la mus-
culatura esquelética sin producir parilisis. Los
efectos hipnoticos (inductores del suefio) de estos
agentes en los animales, a diferencia de los hu-
manos, son generalmente minimos. Tiene como
antagonista el flumacenilo lo que permite revertir
su accion si es necesario (Flecknell, 2015).

Anestesia

Dependiendo del tipo de cirugia o procedimiento, la
combinacién particular de anestésicos puede diferir;
por lo cual siempre dependera del procedimiento
que se realice y la especie, el tipo de anestesia que
utilicemos.

En la anestesia existen tres periodos, a saber:

I.

periodo de induccion; puede ser inyectable o
inhalatoria;

periodo de mantenimiento; se puede obtener por
medio de una dosis tnica o repetidas inyectable,
o inhalatoria;

periodo de recuperacion en el que general-
mente. de ser posible, se utilizan antagonistas
del anestésico. Esta debe ser gradual y libre de
excitacion.

En el siguiente cuadro se muestran los anestésicos

comunmente recomendados (dosis/kg) en animales
de experimentacion segin su profundidad (adaptado

de Parasuraman, 2010).

En anexo III, las tablas 9 a 12 se detallan farmacos
utilizados en anestesia y analgesia por especie. A
continuacion, se listan los anestésicos mas utilizados
y las diferentes vias segun la especie en cuestion:

Especie Anestesia corta Anestesia media Anestesia larga
Isofluorano (inhalacién)
Raton Xilacina + Ketamina (5 mg + 100 mg IP)  Xilacina + Ketamina (16 mg + 60 mg IP)
Halotano (inhalacién)
Xilacina + Ketamina (16 mg + 60 mg IP)
Rata Xilacina + Ketamina (5 mg + 100 mg IP)
Uretano (1200 mg/kg IP)
Cobayo Isofluorano (inhalacién) Xilacina + Ketamina (52 mg + 80 mg IM)  Xilacina + Ketamina (4 mg + 100 mg IM)
Conejo Isofluorano (inhalacion) Xilacina + Ketamina (5 mg + 15 a 30 mg Xilacina + Ketamina (5 mg + 100 mg IM)

M)
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[) Anestésicos inyectables o parenterales

Los anestésicos inyectables tienen como ventaja ser

de bajo costo y el equipo necesario a utilizar es mini-
mo. Se pueden administrar por diferentes vias, pero
generalmente la intravenosa (IV) es la de eleccion ya
que el inicio del efecto es mas predecible y rapido. En
muchas especies de laboratorio mas pequenas (por ej.,
roedores), las consideraciones practicas, como la au-
sencia de venas superficiales adecuadas o la dificultad
para sujetar adecuadamente al animal, pueden limitar
el uso de la via IV. La administracién por inyeccién
intraperitoneal (IP), subcutdnea (SC) o intramuscular
(IM) es relativamente sencilla en la mayoria de las
especies, pero la velocidad de absorcion del farmaco
y, por tanto, sus efectos anestésicos, pueden variar
considerablemente. Entre los factores que deben tener-
se en cuenta al seleccionar la via de administracion del
anestésico (IM, IP, o SC) se debe considerar el amplio
margen de seguridad y posibles irritaciones causadas
por el farmaco que podrian resultar en dolor o moles-
tias innecesarias para el animal; en particular en la via
IM en pequefios roedores (Remie, 2016).

o Fenilciclinas (ketamina vy tiletamina): se emplean
para inducir inmovilizacion y anestesia general.
Inducen sus efectos mediante interrupcion de las
vias nerviosas encefdlicas y estimulacion del siste-
ma de reticulo activado, lo que causa estimulacion
selectiva del SNC por supresion farmacologica de
las neuronas inhibitorias e induce una anestesia
disociativa o catalepsia, en la que hay aumento
del tono muscular, movimientos musculares es-
queléticos reflejos y mantenimiento de los reflejos

protectores (Regueiro-Purrinos, 2013). Estos anes-
tésicos producen un estado hipnético diferente a
los otros grupos de anestésicos. Es una anestesia
disociativa, el animal parece estar consciente, pero
indiferente al entorno. El efecto analgésico es muy
variable segun la especie. Mantiene reflejos como
la deglucién, y aumenta las secreciones respira-
torias, lo que se puede controlar mediante el uso
de atropina o glicopirrolato. Se pueden utilizar

en cualquier animal de laboratorio, menos en
perros, ya que producen excitacion. Los efectos
cardiovasculares son menores si se los compara
con otros anestésicos, pero la depresion respirato-
ria suele ser elevada en roedores. La combinacion
de farmacos tranquilizantes no solo disminuye

los efectos adversos de la ketamina o de la tileta-
mina, sino que permite reducir la dosis empleada
y proporcionar una analgesia adecuada (Alvarez
Gomez 2008; Flecknell 201 5; Remie 2016). Es
extremadamente util cuando se administra en
combinacion con medetomidina, xilazina o diaze-
pam para la produccion de anestesia quirtrgica en
ovejas, primates, gatos, perros, cerdos, conejos y
pequenos roedores. Es importante tener en cuenta
que los efectos estimulantes de la ketamina en el
sistema cardiovascular no compensan los efectos
depresores de firmacos como la xilazina, y el uso
de estas combinaciones casi invariablemente pro-
voca una hipotension significativa (CCPA Manual
1998; Flecknell 201 55 Remie 2016). La adminis-
tracion cronica de Ketamina da como resultado

la induccion de enzimas hepaticas, y esto puede
disminuir la eficacia del firmaco en administracio-
nes posteriores (Flecknell, 2015). La Tiletamina

posee un efecto mas durable y potente, por lo que
las dosis a administrar son menores, se debe tener
en cuenta que es nefrotdxica en conejos (CCPA
Manual, 1998).

Barbitiricos (tiopental sédico y pentobarbital):

los barbituricos se agrupan segin su duracién de
accion: larga, corta o media y ultracorta (CCPA
Manual, 1998). Aunque los barbitiricos estan
ampliamente utilizados, generalmente no son una
buena eleccion para la anestesia general, debido

a su efecto analgésico débil, a sus efectos cardio-
vasculares profundos, a su alta mortalidad y a
numerosos factores externos que pueden afectar

la dosis/respuesta y el tiempo de sueiio (CCPA
Manual 1998; Alvarez Gémez 2008; Remie 2016).
El pentobarbital puede ser utilizado por via in-
travenosa o intraperitoneal, es de los clasificados
dentro del grupo corta o media duracién. Causa
severa depresion cardiovascular y respiratoria y
tiene una pobre actividad analgésica. La recupera-
cion suele ser lenta en particular si se administra
una segunda dosis para extender la anestesia.

A pesar de estas caracteristicas es muy utiliza-

do como anestésico en animales de laboratorio
(CCPA Manual 1998; Flecknell 2015). El tiopental
sodico, de corta duracion, se usa para la inducciéon
anestésica, utilizando otros anestésicos para el
mantenimiento, ya que provoca un efecto acumu-
lativo que incrementa excesivamente el periodo

de recuperacion (CCPA Manual 1998; Alvarez
Gomez 2008). Su principal efecto es una depresion
del SNC por inhibicion de distintos neurotrans-
misores sindpticos mediante su interaccién con
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receptor del GABA (Regueiro-Purrifios, 2013). Por
ser el tiopental altamente irritante (provoca necro-
sis por extravasacion), principalmente por su alto
pH, no debe administrarse por via IP, IM o SC. El
principal uso del firmaco es mediante inyeccion
intravenosa para proporcionar una induccién
rapida de la anestesia, seguida de mantenimiento
mediante agentes inhalatorios (Alvarez Gémez
2008; Flecknell 2015).

Propofol: es un derivado alquilfendlico que in-
duce una disminucion de la actividad cerebral
mediante la activacion del neurotransmisor
inhibidor GABA, principal neurotransmisor in-
hibidor del SNC que hace que la unién de dicho
neurotransmisor a sus receptores se produzca de
manera mas potente (Regueiro-Purrinos, 2013).
Anestésico hipnético de accién ultracorta, su ac-
cién es muy similar a la del tiopental sddico. Poca
actividad analgésica por lo que suele asociarse a
opidceos cuando se requiere accion analgésica. Se
administra en exclusividad por via IV. A diferen-
cia del tiopental sddico la administracion repetida
del firmaco no produce un efecto acumulativo,

ni tampoco provoca necrosis por extravasacion.
Constituye una alternativa a los anestésicos halo-
genados porque puede administrarse en infusion
contintia manteniendo una elevada estabilidad
durante la anestesia (Alvarez Gémez, 2008). El
propofol produce una rdpida induccién de un
corto periodo de anestesia en una amplia gama de
especies. La recuperacion es suave y rapida con
poco efecto acumulativo si se administran dosis
adicionales (Flecknell 201 5; Remie 2016).

e FEtomidato y metomidato: ambos de accion ul-
tracorta (Flecknell, 2015). El etomidato es un
derivado imidazdlico que debe su efecto hipno-
tico a su accion sobre receptores del GABA, su
comienzo de accién es rapido tras la administra-
cién IV, asi como la recuperacion. Como agente
unico, los efectos cardiovasculares son minimos,
tanto en animales sanos como en hipovolémicos
(Regueiro-Purrifios, 2013). Tienen un metabolis-
mo rdpido y la administracién continua resulta
en un leve efecto acumulativo en el tiempo de
recuperacion (Flecknell, 2015). Presentan poca
accion analgésica y se ha reportado que suprimen
la funcion adrenocortical luego de una infusion
prolongada de etomidato. Ambos son ttiles para
proporcionar inconsciencia (y por lo tanto inmo-
vilizacién) en muchos mamiferos, aves, reptiles
y peces. El metomidato en combinacién con
fentanilo, administrados como inyeccion SC, es
una combinacién anestésica eficaz para roedores
pequenos (Flecknell, 2o15).

I) Anestésicos inhalatorios

Los anestésicos que se administran por inhalaciéon
suelen ser liquidos volatiles que se vaporizan antes de
la administracion y se aplican al animal mediante un
gas o una mezcla de gases (Remie, 2016). Todos los
sistemas utilizados para anestesia inhalatoria tienen
como objetivo administrar suficiente gas anestésico
para cumplir con los requisitos del animal y eliminar

los gases exhalados, que contienen dioxido de carbo-
no. Lo ideal es eliminar esos gases exhalados fuera del
area donde se estan utilizando, ya que las concentra-
ciones de trazas de estos gases anestésicos pueden te-
ner efectos adversos en el personal que los administra.
Algunos de estos anestésicos son explosivos, inflama-
bles, o irritantes para los tejidos. La exposicion cro-
nica a algunos de estes anestésicos es peligrosa para

la salud del personal de las salas de cirugia (CCPA
Manual 1998; Flecknell 2015). Generalmente es el
método utilizado para induccién y mantenimiento
cuando se utilizan pequefios animales (Cicero, 2013)

Los anestésicos por inhalacién tienen la ventaja de
requerir una desintoxicacién minima por el orga-
nismo, ya que son expirados por los pulmones, y
ademas el nivel de anestesia puede ser facil y rapida-
mente controlado (CCPA Manual, 1998). Sin em-
bargo, requieren un equipo costoso compuesto por
una fuente de gas (oxigeno), un manorreductor, un
regulador de flujo y un vaporizador donde se coloca
el firmaco liquido (Guide for the Care and Use of
Laboratory Animals 20115 Flecknell 2015), En las
Figs. 44 a 47 se muestran los distintos tipos de cir-
cuitos anestésicos utilizados.

En pequefios roedores es comun el uso de camaras
de induccién o cdmaras inhalatorias, construidas
de material pldstico donde se coloca el animal cons-
ciente, esta cimara tiene un orificio de entrada de
gas fresco (con anestésico) y otro de salida (Alvarez
Gomez 2008; Flecknell 2015) (Fig. 48).
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Fig. 44: Circuito con mascara abierta y Circuito Ayre en T semiabierta, se muestra el flujo del gas (adaptado de Flecknell, 2015)

Fig. 47: Circuito cerrado (adaptado de Flecknell, 2015)

Fig. 46: (a) Circuito Bain y (b) Bain modificado
Fig. 45: Circuito Magil (adaptado de Flecknell, 2o15) (adaptado de Flecknell, 2015) Fig. 48: Camara de induccion inhalatoria
(adaptado de Flecknell, 2015)
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Las velocidades de induccion y de recuperacion de la
anestesia dependen de la solubilidad del anestésico
en la sangre. Anestésicos altamente solubles (me-
toxiflurano) alcanzan lentamente el equilibrio en la
sangre; por lo tanto, la induccién de la anestesia y la
recuperacion se prolongan. Los anestésicos insolu-
bles (halotano) alcanzan con rapidez el equilibrio, fa-
cilitando el control de la profundidad de la anestesia,
pero también incrementando los riesgos de una rapi-
da sobredosis (CCPA Manual 1998; Flecknell 2015).
Todos los anestésicos volatiles inducen alteraciones
en el sistema cardiovascular de manera dependiente
de la dosis; los mecanismos son diversos dependien-
do del agente (Regueiro-Purifios, 2013).

Los anestésicos inhalatorios mds utilizados son el
halotano e isofluorano. Anestésicos halogenados,

no irritantes, no explosivos y no inflamables, son

los mas versatiles y proporcionan gran seguridad al
utilizarlos. El halotano es econémico y produce una
anestesia rapida en la mayoria de los animales, es
buen analgésico y produce una adecuada relajacion
muscular. Aunque se ha dejado de utilizar por sus
efectos secundarios, al tener metabolizacion hepatica
puede producir metabolitos potencialmente nefro-
toxicos; por ello en animales de laboratorio el halo-
tano se ha reemplazado por isofluorano (Flecknell
2015; Remie 2016). El isofluorano es mds rapido
aun y la recuperacién de su anestesia y su profundi-
dad se puede variar rdpida y facilmente, pero es mds
costoso. El isofluorano produce moderada depresion
cardiovascular y respiratoria, produce una mejor
relajacion muscular que el halotano, pero es menos
analgésico se elimina casi completamente por el

pulmoén por lo que no afecta el metabolismo hepati-
co renal (CCPA Manual 1998; Alvarez Gémez 2008;
Flecknell 2015).

Consideraciones generales segun la especie

Conejos: es una especie de alto riesgo anestésico, se
deben tener en cuenta algunas particularidades ana-
tomicas y fisioldgicas de la especie al momento de
elegir el protocolo anestésico a seguir. En ellos son
frecuentes las enfermedades subclinicas respiratorias
y renales que pueden causar complicaciones al mo-
mento de la anestesia. Su cavidad tordcica es peque-
fia y se puede comprimir ficilmente por dilataciéon de
las visceras abdominales o por un posicionamiento
inadecuado durante el periodo anestésico; por lo que
pueden sufrir complicaciones anestésicas tales como:
insuficiencia respiratoria e incluso apnea. Se estresan
con facilidad al ser manipulados produciendo gran
liberacion de catecolaminas, que pueden producir
arritmias y paros cardiacos (Flecknell 20153 Cicero
2018). En la tabla 11 del anexo III se detallan los
anestésicos mds utilizados en conejos.

Roedores: No es necesario el ayuno previo a la anes-
tesia ya que no poseen el reflejo del vomito. Al igual
que los conejos pueden tener enfermedades subcli-
nicas respiratorias pudiendo generar problemas al
momento de la anestesia. Las principales complica-
ciones anestésicas en roedores son: hipotermia, hi-
poglucemia, depresion respiratoria y cardiovascular,

complicaciones que se agravan, en ocasiones, por
una deficiente monitorizacion anestésica (Cicero,
2018). En las tablas 9 y 10 del anexo III se detallan
los anestésicos mas utilizados en roedores.

Cuidados posanestésicos

Debe existir disponible un drea de recuperacion
separada para animales que han pasado por una
cirugia. Esta drea de recuperacion, que permitiria la
atencion adecuada a cada animal, debe incluir condi-
ciones ambientales apropiadas, como el aumento de
la temperatura ambiental. Durante la recuperacion
de la anestesia, se debe tener cuidado de mantener
las vias respiratorias sin obstrucciones y mantener

a los animales calientes. En la mayoria de los ca-
s0s, se puede permitir que los animales pequefios se
recuperen en sus jaulas normales o dentro de una
incubadora. Los animales adultos requieren una
temperatura ambiental de 25 a 30 °C, y los neona-
tos requieren una temperatura de 35 a 37 °Cy en
ambiente tranquilo. Si no se dispone de una incuba-
dora, se deben proporcionar almohadillas térmicas
o lamparas. Aunque se necesita calor, también se
debe tener cuidado de no sobrecalentar al animal.
Después de los procedimientos quirtrgicos invasivos,
los animales pueden experimentar dolor postopera-
torio que se debe controlar con analgésicos (Remie,
2016).
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Analgesia

El manejo del dolor en la experimentacion animal

es un imperativo ético (Carbone, 2016). Una buena
analgesia se puede obtener a través del uso de firma-
cos, de una manipulacién adecuada y del refinamien-
to de los procedimientos (Alvarez Gémez, 2008) El
protocolo de analgesia 6ptimo debe aliviar el dolor
de manera confiable y carecer de efectos secundarios
que puedan afectar el bienestar animal. Ademas,
debe tener un efecto controlable en el sistema especi-
fico objetivo del experimento o en los procedimien-
tos experimentales. A la luz de los muchos aspectos
que deben considerarse (especie, tipo de dolor, pre-
gunta de investigacion, etc.), no existe una analgesia
tnica para todos (Jirkof, 2017).

Como ya se menciond al inicio de este capitulo de-
bemos conocer la conducta habitual del animal, su
aspecto y las caracteristicas anatémicas y fisiologicas
de la especie que se esté utilizando.

Analgesia Preventiva: Si se administran analgésicos
antes de cualquier estimulo potencialmente doloroso,
estos son en general mds efectivos para prevenir el
dolor posoperatorio. Por esta razon, se recomien-

da ampliamente que los analgésicos se administren
antes del procedimiento para proporcionar un alivio
del dolor mds efectivo y posiblemente reducir la
dosis de anestésico requerida (Alvarez Gémez 2008;
Flecknell 2015 y 2018; Remie 2016).

Agentes analgésicos

Antiinflamatorios no esteroidales (AINE)

Se consideraban analgésicos de baja potencia, ideales
para el control del dolor moderado, o agentes que
también son utilizados en algunas condiciones espe-
ciales como la artritis, donde el componente inflama-
torio de la enfermedad es el principal responsable del
dolor. En la actualidad existen nuevos compuestos
que han cambiado esto, por lo que pasaron a ser
analgésicos de importancia. Su accion se debe princi-
palmente a la inhibicion de la enzima ciclooxigenasa
(COX). Los efectos secundarios mds importantes
asociados a el uso de AINE durante una prolongada
administracion son: trastornos gastrointestinales, en
especial ulceras y hemorragias, nefrotoxicidad y la
interferencia con la funcién plaquetaria (Flecknell
2015 y 2018; Jirkof 2017).

Los AINE mas usados son:

1. Acido acetil salicilico (Aspirina): alivia el dolor
moderado. Como efecto secundario presenta
dafio en la mucosa gastrointestinal, inhibicion
de la agregacion plaquetaria.

2. Acetaminofeno (Paracetamol): tiene similar
eficacia que la aspirina, pero ademds cuenta con
una pequea actividad antiinflamatoria. Como
efecto secundario presenta irritacion gastrointes-
tinal y en sobredosis produce hepatotoxicidad.
En dolores agudos en ratas y ratones tiene un

claro efecto analgésico, por lo que se utiliza
para el alivio del dolor postoperatorio.

3. Ibuprofeno: en animales no se han realizado
ensayos clinicos controlados para determinar su
eficacia

4. Fenilbutazona: muy utilizado para el control del
dolor moderado en grandes especies.

5. Ketoprofeno: proporciona un alivio moderado
del dolor en ratas. Su eficacia en otras especies
es incierta, aunque se pueden sugerir tasas de
dosis efectivas probables.

b) Opioides (analgésicos narcoticos)

Existe una gran variedad de estos analgésicos que
varian en su potencia, duracion de accion y efectos
secundarios. Se utilizan rutinariamente en animales
de laboratorio, el efecto analgésico de los opioides
es inducido por dos mecanismos: efectos inhibitorios
sobre la transmision del dolor y el desapego emocio-
nal al dolor (Jirkof 2017; Flecknell 2018). Se clasifi-
can segun la actividad en sus receptores especificos,
los mds importantes son mu (p)y kappa (x):

1. Morfina y Fentanilo: son de los llamados agonis-
tas puros ya que actdan en todos los receptores
por lo que tienen una analgesia mas potente. Se
usan si el procedimiento es muy doloroso o para
reducir las dosis de agentes inhalatorios y sus
efectos depresores cardiovasculares (anestesia
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equilibrada). También son empleados asociados
a tranquilizantes-sedantes produciendo la deno-
minada neuroleptoanalgesia, ya que son malos
hipnéticos y requieren ser combinados con otros
farmacos para producir una hipnosis adecuada.
La ventaja de estas combinaciones anestésicas a
base de opidceos es que su efecto puede rever-
tirse utilizando antagonistas (Alvarez Gémez
2008; Flecknell 2015).

Buprenorfina, Butorfanol: analgésicos opioides
de accion moderada, actian sobre alguno de
los receptores opiaceos o lo hacen débilmente
(Alvarez Gémez 2008; Flecknell 2015). Son
adecuados para el postoperatorio, pero también
se emplean en la premedicacion anestésica. La
buprenorfina es uno de los analgésicos posto-
peratorios mas empleados en roedores y en los
animales de laboratorio en general (Alvarez
Gomez 2008; Flecknell 2015 y 2018). Al admi-
nistrar opioides (en particular buprenorfina) se
ha observado como efecto adverso particular-
mente el comportamiento llamado pica que es
la ingesta de materiales no nutritivos como la
cama. Se cree que este comportamiento indica
nauseas en animales que no poseen el reflejo del
vomito (Flecknell, 2018)

Tramadol: agonista opioide que tiene accion
analgésica mediada por la inhibicion de la
recaptacion de serotonina y noradrenalina
en la médula espinal. Se ha recomendado su
uso en animales como una alternativa a los
opioides mas potentes, aunque se metaboliza

rapidamente en varias especies. El metabolito
principal tiene una actividad opioide moderada,
pero no tiene efectos sobre la serotonina y la
noradrenalina (Flecknell, 2015 y 2018)

c) Anestésicos locales

La anestesia implica la ausencia de cualquier tipo de
sensacion, dolorosa o no, pero cuando afecta solo

a una parte del organismo se la denomina anestesia
local o regional. Esta técnica es muy eficaz porque
actua alli donde se produce el estimulo doloroso,
reduciendo considerablemente los efectos secundarios
derivados de su accién sistémica (Alvarez Gémez,
2008). Son poco usados en pequefios roedores.
Presumiblemente, esto se debe a problemas précticos,
ya que la seguridad y la eficacia de los anestésicos
locales de uso comun son similares a las de otras
especies. Hay menos datos en cobayos, pero la expe-
riencia clinica y los estudios de laboratorio indican
que todos los agentes pueden usarse con éxito en
esta especie (Flecknell, 2015 y 2018). Los anestési-
cos locales se pueden administrar como spray, por
infiltracion local, por bloqueo de nervios sensoriales
especificos y por via epidural o intratecal. A los pe-
quefios mamiferos solo se les pueden administrar
pequeiios volumenes de formulaciones comerciales de
anestésicos locales, pero tanto la Lidocaina como la
bupivacaina se pueden diluir 1:4 con efectos modera-
dos en la duracion de la accion (Flecknell, 2018).

Terapia del dolor multimodal

El dolor posoperatorio surge de la activacion de

una multiplicidad de vias, mecanismos y sistemas
transmisores. La administracion de una sola clase de
analgésico a menudo no logra suprimir todos estos
mecanismos, incluso cuando se usan dosis altas, por
lo que se deben tener en cuenta todos los posibles
efectos secundarios de cada uno de los farmacos

a utilizar. La terapia multimodal implica el uso de
diferentes analgésicos de forma de proporcionar una
analgesia mis eficaz (Alvarez Gémez 2008; Flecknell
2015; Jirkof 2017; Flecknell 2018)
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Capitulo VIII.
Eutanasia y necropsia

Eutanasia

Los temas relacionados con los animales ya no son
socialmente invisibles y, cada vez mds, se dedica
mayor atenciéon a comprender el significado moral de
las experiencias de los animales y para tener en cuen-
ta su bienestar. Existe debate sobre si la eutanasia
describe de forma apropiada la muerte de algunos
animales al final de los experimentos bioldgicos,

por lo que es que existen guias especificas para ello
(AvMA Guidelines, 2020).

Si bien la eutanasia se relaciona con matar, no es
simplemente un eufemismo para la palabra matar.
La palabra eutanasia cubre un subconjunto de las
diversas formas y momentos en que los sujetos son
sacrificados, y solo aquellas muertes que podrian
considerarse una «buena muerte» merecen el tér-
mino. La palabra se usa en el contexto médico hu-
mano, donde ha habido una larga discusion sobre

si se debe sacrificar a los pacientes humanos, y en el
contexto veterinario, donde la atencién se ha centra-
do en como sacrificar a los animales (Carbone 2014;
Valentim 2016).

Ademas, los métodos de eutanasia deben ser simples
de aplicar y producir resultados consistentes. Puede
ser dificil, incluso imposible, satisfacer por completo
todos estos objetivos en todos los casos, mds ain

debido a los desafios para identificar resultados im-
portantes (por ej., angustia, dolor, atractivo estético)
(Valentim 2016; Laferriere 2020); generando tam-
bién controversias entre las guias mas importantes
al momento de clasificar los diferentes métodos de
eutanasia como veremos en este capitulo.

La eutanasia es una preocupacion critica para el
bienestar de los animales de laboratorio, aunque solo
sea porque la gran mayoria de los animales de labo-
ratorio son sacrificados (Carbone 2014; Valentim
2016). La eutanasia en los animales de experimen-
tacién se da por diferentes motivos que incluyen la
necesidad de células o tejidos para la investigacion

in vitro; la obtencion de sangre, tejidos u otras
muestras en ciertas etapas de un estudio o al final

del mismo; para estudios de patologia o diagndstico
veterinario; para prevenir el dolor y la angustia in-
evitables cuando se alcanza el punto final aprobado;
o para sacrificar animales que ya no se necesitan
(por ej., de un programa de reproduccion) y no se les
puede encontrar otro uso consistente con el principio
de las 3R’s (CCAC Guidelines 2010; Valentim 2016;
Laferriere 2020).

Punto final humanitario

Muchos de los procedimientos de experimentacion
animal causan sufrimiento a los animales (incluso

su estabulacion deberia ser a veces tenida en cuenta)
y, como toda clase de sufrimiento podria describirse
como inhumana; el punto final podria quizd consi-
derarse como lo menos inhumano (Balls, 1999). Un
animal puede tardar varios dias en morir y por ello
debe establecerse un momento de punto final sustitu-
tivo. Se deben determinar los signos clinicos que pre-
ceden irrevocablemente a la muerte y utilizarlos para
decidir el momento de punto final pre-letal (Morton,
2005), y establecer criterios de punto final cuando se
disena un experimento.

Una definicion de criterio de punto final podria ser
la siguiente: «indicador mds temprano en un experi-
mento con animales de un nivel de dolor o distrés tal
que, independientemente de los objetivos cientificos
del estudio, debe considerarse para evitar o limitar
dicho dolor o distrés tomando acciones como aliviar
al animal de dicho malestar, retirarlo del estudio o,
en ultimo caso sacrificarlo humanitariamente». El
objetivo de los criterios de punto final es, por tanto,
limitar el sufrimiento de los animales a lo estricta-
mente necesario. Es moralmente obligatorio buscar
indicadores de deterioro del animal para evitar dicho
sufrimiento innecesario y, por supuesto, la muerte
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(Hendriksen 1999; Morton 2005; Carbone 2014)
(https://www.humane-endpoints.info/es).

Se pueden identificar cinco aspectos para decidir el
punto final (European Commission 1997; Morton
2005):

e Cuando el animal no va a proporcionar mas
informacion cientifica ttil por estar muy afecta-
do fisioldgicamente; lo cual puede estar relacio-
nado, pero no siempre, con la variable que estd
siendo estudiada.

e Cuando el animal no va a proporcionar infor-
macion cientificamente ttil, porque esta psicolo-
gicamente perturbado. A veces esta relacionado,
pero no siempre, con la variable que estd siendo
estudiada.

e Cuando el sufrimiento causado a los animales
durante el estudio es mas alto de lo previsto y
la proporcionalidad entre el costo / beneficio
se pierde, por lo que el dafo realizado al ani-
mal pesa mds que el beneficio que esta siendo
buscado.

e Cuando el nivel de sufrimiento es tan alto, que
es simplemente un error causar este grado de
dafo al animal. En la legislacion del Reino
Unido y las guias de la OCDE esto seria deno-
minado dafio y angustia severos.

e Cuando un alto grado de sufrimiento puede
estar justificado, pero no hay necesidad de

causarlo ya que puede predecirse el punto final
cientifico de modo previo.

/Qué es la eutanasia?

El nombre Eutanasia proviene del griego, Eu: bue-
na y Thanatos: muerte (buena muerte). Se refiere a
la forma humanitaria de sacrificar animales con el
menor sufrimiento posible (angustia, dolor y miedo)
(European Commission 1997; Hedenqvist 2003;
Alvarez Gémez 2008; CCAC Guidelines 2010
Guide for the Care and Use of Laboratory Animals
2011; Carbone 2014; Valentim 2016; AVMA
Guidelines 2020). Cuando la eutanasia es la opcion
preferida como punto final, la técnica empleada debe
dar como resultado una rapida pérdida de concien-
cia seguida de un paro cardiaco o respiratorio y, en
ultima instancia, una pérdida de la funcién cerebral.
Ademas, el manejo del animal y la técnica de eutana-
sia deben minimizar la angustia experimentada por
el animal antes de perder el conocimiento (European
Commission 1997; CCAC Guidelines 2010; Guide
for The Care and Use Of Laboratory Animals 20171;
Valentim 2016; AVMA Guidelines 2020).

Segun la Animal Welfare Act Regulations (AWR) la
eutanasia se define como «la destruccion humanitaria
de un animal lograda mediante un método que pro-
duce una pérdida rapida de la conciencia y la muerte
subsiguiente sin evidencia de dolor o angustia, o un
método que utiliza anestesia producida por un agente

que causa la pérdida del conocimiento sin dolor y
posterior muerte». Estas regulaciones de la AWR
afirman que la eutanasia es necesaria para el bienes-
tar de los animales: «Los animales que de otro modo
experimentarian un dolor intenso o crénico o una
angustia que no se puede aliviar serdn sacrificados
sin dolor al final del procedimiento o, si corresponde,
durante el procedimiento» (Carbone, 2014).

Existen guias que establecen los criterios para la euta-
nasia en las que se especifican los métodos y agentes
apropiados y tienen por objeto ayudar al momento
de realizarla. Las Guias reconocen que la eutanasia
es un proceso que involucra mds de lo que le sucede

a un animal en el momento de su muerte. Ademds

de delinear los métodos y agentes apropiados, estas
guias también reconocen la importancia de conside-
rar y aplicar practicas apropiadas previas a la eutana-
sia (por ej., sedacion) y de manipulacion de animales,
asi como la atencioén a la eliminacion de los restos de
los animales. (Morton 2005; CCAC Guidelines 2010;
Guide for The Care and Use of Laboratory Animals
2011; AVMA Guidelines 2020).

Al tomar la decision del punto final, quienes estan

a cargo de definirla apelan a los indices de bienes-
tar o calidad de vida. Los cientificos han descrito

que el bienestar tiene 3 componentes: que el animal
funcione bien, se sienta bien y tenga la capacidad de
realizar comportamientos (adaptaciones innatas) es-
pecificos de la especie. Un animal tiene un buen bien-
estar si, en conjunto, su vida tiene un valor positivo
para él (Guide for the Care and Use of Laboratory
Animals 2011; AVMA Guidelines 2020).
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Los investigadores, los comités de ética animal y los
veterinarios optan por sacrificar a los animales de ex-
perimentacion por tres motivos principales (Carbone
2014; Valentim 2016; AVMA Guidelines 2020):

1. la eutanasia es un componente integral de la
investigacion y produce muestras que se deben
estudiar post mortem;

2. la eutanasia es un requisito humanitario para
terminar o prevenir el sufrimiento animal que
no puede ser manejado por otros medios, y

3. la eutanasia se elige por defecto porque no hay
un uso presente o futuro planificado para un de-
terminado animal en un momento en particular.

Quienes realizan o supervisan la eutanasia deben
evaluar el potencial de angustia animal debido a la
incomodidad fisica, entornos sociales anormales,
entornos fisicos novedosos, feromonas u olores de
animales cercanos o previamente sacrificados, la
presencia de humanos u otros factores (incluido el
impacto sobre el medio ambiente y otros animales).
Ademas, se deben considerar la seguridad humana y
las percepciones, la disponibilidad de personal capa-
citado, las posibles preocupaciones sobre enferme-
dades infecciosas, la conservacion u otros objetivos
de la poblacién animal, la supervision reglamentaria
que puede ser especifica de la especie, el equipo y las
instalaciones disponibles, las opciones de eliminacion,
la toxicidad secundaria potencial y otros factores. La
seguridad humana es de suma importancia, y se debe
disponer de los equipos, protocolos y conocimientos

de seguridad adecuados antes de manipular a los ani-

males (Gagea-Turascu 2012; CCAC Guidelines 2010;
AVMA Guidelines 2020).

El punto final humanitario también es esencial en
circunstancias inesperadas, como enfermedades y
lesiones que pueden requerir la finalizacién del expe-
rimento en animales individuales, o incluso cohortes
completas, antes de que se alcancen los puntos finales
del estudio y los datos utilizables. En algunos casos,
el imperativo de refinar los experimentos y establecer
limites al sufrimiento animal puede requerir el uso de
mds animales, si solo un subconjunto alcanzara los
puntos finales experimentales deseados. La Guia para
el cuidado y uso de animales de laboratorio habla so-
bre el principio ético de menor sufrimiento para mds
animales sobre mayor sufrimiento para menos, afir-
mando el equilibrio entre refinamiento versus reduc-
cion, «la reduccion no debe ser una justificacion para
reutilizar un animal», o animales que ya se han so-
metido a procedimientos experimentales, en especial
si el bienestar de los animales se viera comprometido
(Guide for the Care and Use of Laboratory Animals
2011; Carbone 2014).

Resumen de los Principios Generales
Sobre Eutanasia?

1. Cada vez que se va a quitar la vida de un ani-
mal este se debe tratar con el mds alto grado de
respeto.

2. Al realizar la eutanasia, la intencion debe ser
que la muerte del animal sea lo mas libre de
angustia y dolor posible. Por lo tanto, se debe
seleccionar el método que probablemente cause
la menor angustia y dolor al animal, de acuerdo
con la naturaleza del protocolo experimental.

3. La eutanasia debe dar como resultado una pér-
dida rdpida de la conciencia, seguida de un paro
respiratorio y cardiaco y, en tltima instancia, la
pérdida de todas las funciones cerebrales.

4. La eutanasia debe tener como objetivo minimi-
zar el dolor y la angustia experimentados por
el animal antes de la pérdida del conocimiento.
Cuando sea apropiado, la restriccion debe usar-
se de tal manera que se minimicen el dolor y la
angustia asociados con todo el proceso.

5. Los métodos utilizados para la eutanasia deben
ser apropiados para la especie, la edad y el esta-
do de salud del animal.

2 European Commission 1997; CCAC Guidelines 2010; Carbone
2014; AVMA Guidelines 2020
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6. La muerte debe verificarse después de la eutana-
sia y antes de la eliminacién del animal.

7. El personal responsable de realizar la eutanasia
debe estar capacitado para realizarla de la ma-
nera mds humana vy eficaz; reconocer signos de
dolor y angustia en especies relevantes; y reco-
nocer y confirmar la inconsciencia, y posterior-
mente la muerte, en especies relevantes.

8. Las respuestas psicologicas humanas a la euta-
nasia deben tenerse en cuenta al seleccionar el
método de eutanasia, pero no deben prevalecer
sobre las consideraciones de bienestar animal.

9. Los CEUA son responsables de la aprobacion
del método de eutanasia para cualquier estudio
que involucre el uso de animales. Esto incluye la
eutanasia como parte del protocolo experimen-
tal, asi como la eutanasia para los animales que
experimentan dolor y angustia irrecuperables
o que se acercan a los criterios de valoracion
previamente acordados.

Métodos de eutanasia

Para evaluar un método de eutanasia se deben con-
siderar los siguientes criterios (CCAC Guidelines
2010; Carbone 2014; AVMA Guidelines 2020):

IO.

II.

I2.

13.

Capacidad para inducir la pérdida de conciencia
y muerte con el minimo dolor y distress.

Tiempo requerido para inducir la pérdida de
conciencia.

Fiabilidad.
Seguridad del personal.
Irreversibilidad.

Compatibilidad con el uso y propdsito previsto
del animal.

Efecto emocional documentado en operadores u
observables.

Compatibilidad con la evaluacion, el examen o
el uso subsiguientes del tejido.

Disponibilidad de firmacos y potencial abuso
por humanos.

Compatibilidad con la especie, edad y estatus
sanitario.

Posibilidad de mantener los equipos necesarios
en condiciones de trabajo apropiado.

Requerimientos legales.

Impacto ambiental del método utilizado o dis-
posicion final de los restos del animal.

A su vez los métodos de eutanasia se clasifican como
(Alvarez Gémez 2008; CCAC Guidelines, 20103
AVMA Guidelines 2020):

1. Aceptables: son los que producen una muerte
humanitaria cuando se utilizan como dnico
medio de eutanasia.

2. Condicionalmente aceptables: son aquellas
técnicas que pueden requerir el cumplimiento de
ciertas condiciones para producir consistente-
mente una muerte humanitaria, pueden tener un
mayor potencial de error del operador o peligro
para la seguridad, no estdn bien documentadas
en la literatura cientifica o pueden requerir un
método secundario asegurar la muerte. Estos
son equivalentes a métodos aceptables cuando
se pueden cumplir todos los criterios para la
aplicacion de un método.

3. Inaceptables: son aquellos métodos que se con-
sideran inhumanos bajo cualquier condicién o
qué se determind que representaban un riesgo
sustancial para el ser humano que aplica la
técnica.

Ademas, dentro de esta clasificacion tendremos dos
tipos de métodos segtin la forma en que se lleve

a cabo la eutanasia. Como veremos ellos podran
ser utilizados como tnico método de eutanasia o
ambos en combinacion segtin las necesidades del
procedimiento:
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1.  Meétodos fisicos: persiguen la pérdida rdpida de la
consciencia mediante un trauma cerebral. Pueden
ser desagradables para el operador y observado-
res, pero realizados por personal experimentado
son rapidos, seguros y probablemente inducen un
dolor y angustia minimos en los animales. Por el
contrario, en manos inexpertas se puede producir
un dolor y angustia elevados. Presentan la ventaja
de no requerir de sustancias que pudieran interfe-
rir con los objetivos del experimento (European
Commission 1997; Hedenqvist 2003; Alvarez
Gomez 2008; Valentim 2016; AVMA Guidelines
2020). A pesar de sus desafios estéticos, en ciertas
situaciones los métodos fisicos pueden ser la op-
ci6n mds apropiada para la eutanasia y el alivio
rapido del dolor y el sufrimiento. Estos métodos
incluyen: perno cautivo, disparo, dislocacion
cervical, decapitacion, electrocucion, irradiacion
de microondas de haz enfocado, exanguinacion,
maceracion, aturdimiento (AVMA Guidelines,
2020).

2.  Meétodos quimicos o farmacoldgicos: la mayoria
se basan en la administracion de una sobredosis
de agentes anestésicos que producen inconscien-
cia, fallo cardiovascular, respiratorio y muerte.
Agentes quimicos que produzcan la muerte sin
una inconsciencia previa, no son aceptados
(agentes paralizantes, cloruro potasico, etc.)
(European Commission 1997; Hedenqvist 2003;
Alvarez Gémez 2008).

En la tabla 13 del anexo III se detalla la clasificaciéon
de los métodos de eutanasia.

La responsabilidad por el bienestar de los animales
de laboratorio no cesa cuando se toma la decision de
punto final. Una vez que se ha identificado que un
animal requiere eutanasia, los investigadores deben
estar listos para actuar rdpidamente. La demora de
dias o incluso algunas horas mientras el personal
prepara los reactivos, programa la asistencia técnica
0 se prepara para la eutanasia puede aumentar el
sufrimiento de los animales (Carbone, 2014).

Varios métodos de eutanasia conllevan diferentes
riesgos en el bienestar de los animales (miedo, do-
lor, disnea, inmovilizacién) en diferentes etapas del
procedimiento (antes, durante o después del proce-
dimiento) (Carbone, 2014). La seleccion del método
apropiado en cualquier situacién dependerd de la
especie, numero de animales, medios disponibles
para sujecion de los animales y habilidad del perso-
nal entre otras consideraciones. Una vez realizada la
eutanasia, se debe verificar la muerte examinando el
animal cuidadosamente para comprobar la ausencia
de signos vitales. Solo cuando se tenga la seguridad
de que ya no llega sangre al cerebro y hayan cesado
la respiracion y la actividad refleja, se debe con-
siderar muerto al animal (European Commission
1997; CCAC Guidelines, 2010; Gagea-lurascu 2012;
Carbone 2014; AVMA Guidelines 2020).

Al igual que con muchos otros procedimientos que
involucran animales, algunos métodos de eutanasia
requieren el manejo fisico del animal. El grado de
control y el tipo de restriccion requerida seran de-
terminados por la especie, raza y tamaiio del animal
involucrado; el grado de domesticacion, tolerancia

a los humanos, el nivel de excitacion y experiencia
previa en el manejo del animal; la presencia de lesio-
nes o enfermedades dolorosas; el entorno social del
animal; y el método de eutanasia y la competencia
de la(s) persona(s) que realiza(n) la eutanasia. La
experiencia en la sujecion humanitaria de las especies
de animales que van a ser sometidas a eutanasia es
importante, para garantizar que el dolor y la angus-
tia se minimicen. El entrenamiento y la experiencia
deben incluir la familiaridad con el comportamiento
normal de las especies en cuestion, asi como una
apreciacion de como el manejo y la sujecion afectan
ese comportamiento y una comprension del meca-
nismo por el cual la técnica seleccionada induce la
pérdida del conocimiento y la muerte. La eutanasia
solo debe intentarse cuando los farmacos y suminis-
tros necesarios estén disponibles para garantizar un
procedimiento sin problemas. Los tltimos minutos
de vida de un animal no deben gastarse luchando
contra congéneres desconocidos o luchando contra
el manejo humano inexperto (Alvarez Gémez, 2008;
CCAC Guidelines, 20105 Guide for the Care and
Use of Laboratory Animals, 20115 Carbone 2014;
AVMA Guidelines 2020).

Los animales que se someten a la eutanasia pueden
liberar feromonas que pueden causar que sus con-
géneres experimenten una angustia indebida; por lo
tanto, se recomienda que los animales no sean sacri-
ficados en presencia de otros que no se sacrificardn
en ese momento (Gagea-lurascu, 2012).
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Consideraciones especiales

Es posible que los mamiferos altriciales (nacen cie-
gos, conductos auditivos cerrados, sin pelo, movili-
dad limitada) no sean plenamente conscientes hasta
algunos dias después del nacimiento, un ejemplo

de ellos son los neonatos de roedores. La especifici-
dad en las recomendaciones de eutanasia en fetos y
neonatos se basa en su desarrollo neural. Los neo-
natos de ratas y ratones nacen neuroldgicamente
inmaduros, y sus vias aferentes del dolor no estin
bien desarrolladas hasta después del dia 5 a 7 del
nacimiento ya que el desarrollo cortical ocurre mas
tarde. Debido a estas caracteristicas no estan inclui-
dos en las guias actuales de eutanasia, que indican
cinco dias o mas como el inicio de la percepcion. Por
el contrario, las crias que nacen muy desarrolladas
como las de cobayos, son tratados como adultos al
momento de definir el método de eutanasia. Ademads,
los neonatos presentan dos caracteristicas para te-
ner en cuenta: metabolizan de forma muy lenta los
agentes utilizados para eutanasia y presentan una
importante resistencia a la hipoxia. Por lo que, por
ejemplo, es necesaria una exposicion muy prolon-
gada al di6xido de carbono (hasta 5o minutos) en
comparacion con los adultos (Gagea-Iurascu 2012;
Carbone 2014; Valentim 2016; AVMA Guidelines
2020). El enfriamiento gradual se considera condi-
cionalmente aceptable para los neonatos altriciales
hasta aproximadamente los siete dias, y la conge-
lacion rapida hasta el comienzo de la sensibilidad,
hasta los cinco dias (Carbone 2014; Valentim 2016).

Los fetos en el ttero de cualquier especie o etapa de
desarrollo se consideran no sintientes siempre que
permanezcan en el ttero y no estén expuestos al
oxigeno (Carbone 2014; AVMA Guidelines 2020).
Los datos neurofisiologicos y de comportamiento
actuales muestran que los fetos de mamiferos son
insensibles e inconscientes durante el 75-80 % del
embarazo. Después de eso, un feto podria ser sen-
sible y se volveria consciente si fuera extraido del
utero. Mientras ain estd en el titero, varios neuro-
inhibidores acttian sobre la corteza cerebral fetal

y la mantienen en un estado inconsciente (Mellor
2010; Carbone 2014; Valentim 2016). Por lo tanto,
los fetos en etapa tardia extraidos del dtero deben
sacrificarse de inmediato, pero si se mantienen en el
utero sin abrir durante un periodo lo suficientemente
largo como para morir de hipoxia, no desarrollan la
conciencia ni sufren (Carbone 2014).

En la Tabla 14 del anexo III se describen los diferen-
tes métodos de eutanasia en roedores.

Métodos de eutanasia aceptables

Métodos fisicos

1. Disparo: es el método mas empleado en ma-
miferos y reptiles de gran tamano. Se realiza
en la cabeza destruyendo el cerebro (AVMA
Guidelines, 2020). El procedimiento se debe

realizar al aire libre y en un area de acceso
restringido. Una variante mads segura que el
disparo con bala convencional, es la bala cau-
tiva donde un émbolo sale del arma a gran
velocidad produciendo concusion e inconscien-
cia. Posteriormente el animal debe ser exangui-
nado (European Commission, 1997; Alvarez
Gomez, 2008; CCAC Guidelines, 2010; AVMA
Guidelines 2020).

Bala Cautiva: el perno o bala cautiva se utiliza
para la eutanasia de rumiantes, caballos, cerdos,
conejos y alpacas. Su modo de accién es la con-
mocién cerebral y el arma utilizada tiene una
cabeza ancha en forma de hongo que no penetra
en el cerebro. La sujeciéon adecuada es impor-
tante para garantizar la colocacion correcta del
perno cautivo, es un método que solo produce el
aturdimiento o confusion del animal por lo que
una vez realizado el procedimiento se lo debe
exsanguinar para completar la eutanasia. Es un
método que permite obtener tejidos sin conta-
minaciéon quimica (AVMA Guidelines, 2020).

El aturdimiento efectivo depende del posiciona-
miento preciso de la pistola, el uso de la fuerza
correcta del cartucho en relacion con la especie
y el tamafio del animal, el tamario y la velocidad
del cerrojo y el mantenimiento adecuado de la
pistola. El sitio de penetracion difiere con cada
especie y, por lo tanto, este método solo debe
ser realizado por personal debidamente capaci-
tado (European Commission, 1997).
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Concusion: con este método se produce aturdi-
miento por un golpe en la cabeza, el propdsito
del aturdimiento es volver al animal instanta-
neamente insensible al dolor al causarle una
conmocion cerebral. Puede aplicarse a especies
pequefas como conejos y cobayos, resultando
una técnica alternativa a la de la bala cautiva en
animales de mayor tamario. Tiene que ser reali-
zado por una persona experta. Inmediatamente
después del aturdimiento se realizard la exan-
guinacion de los animales, o la lesion irre-
versible del corazén o del cerebro (European
Commission, 1997; Alvarez Gémez, 2008;
AVMA Guidelines 2020).

Dislocacion Cervical: empleado en ratones y en
otros roedores jovenes (< a 300 g) y en conejos
recién nacidos. Los roedores y conejos de mayor
tamano, pero de peso inferior a 1 kg deben estar
sedados o aturdidos previamente. Para ratones

y ratas, el pulgar y el indice se colocan a cada
lado del cuello en la base del craneo o, alterna-
tivamente, se presiona una varilla en la base del
craneo. Con la otra mano, se tira con rapidez de
la base de la cola, provocando la separacion de
las vértebras cervicales del craneo. Para conejos
inmaduros, la cabeza se sostiene con una mano y
las patas traseras con la otra. El animal se estira
y el cuello se hiperextiende y gira dorsalmente
para separar la primera vértebra cervical del cra-
neo. La aplicacién correcta del método produce
una lesion irreversible del tallo cerebral e in-
consciencia inmediata. Los datos sugieren que la
actividad eléctrica en el cerebro persiste durante

13 segundos después de la dislocacion cervical
en ratas, y a diferencia de la decapitacion, la
exanguinacion rapida no contribuye a la pérdida
del conocimiento. Es un método estéticamente
desagradable para el operador, recomendan-
dose la sedacion o anestesia previa del animal.
Efectuado por personal bien entrenado es un
método rapido y efectivo que causa un dafio im-
portante en el tronco encefilico y la inconscien-
cia instantanea (European Commission, 1997;
Alvarez Gémez, 2008; AVMA Guidelines 2020).

Decapitacion: implica, a diferencia de la dislo-
cacion cervical, la separacion total del cuello y
la cabeza. Se usa en roedores y conejos peque-
fos. Este método requiere de una guillotina o
instrumento cortante, que realice la operacion
rapidamente y en un solo intento. Proporciona
un medio para recuperar tejidos y fluidos cor-
porales que no estdn contaminados quimica-
mente y tejido cerebral intacto para su estudio
(European Commission, 1997; Alvarez Gémez,
2008; AVMA Guidelines 2020). Aunque se

ha demostrado que la actividad eléctrica en

el cerebro persiste durante 13 a 14 segundos
después de la decapitacion, estudios recientes
indican que esta actividad no implica que se
perciba dolor y, de hecho, concluyen que la
pérdida de conciencia se desarrolla rapidamen-
te. Los potenciales evocados visualmente en
ratones se redujeron mds rapidamente después
de la dislocacion cervical en comparacion con
la decapitacion (AVMA Guidelines, 2020). A
pesar de considerarse un método aceptable, es

recomendable el uso de otras alternativas. Ha
habido mucho debate sobre el tiempo que trans-
curre hasta la pérdida del conocimiento de la
cabeza decapitada en vertebrados de sangre fria
y caliente y se sugiere anestesiar o sedar el ani-
mal previamente. Sin embargo, la manipulacion
e inyeccion de sedantes o anestésicos antes de la
decapitacion podria aumentar el estrés previo

a la eutanasia y, por lo tanto, no se considera
bueno para el bienestar del animal. Puede ser
estéticamente desagradable para el operador
(European Commission, 1997).

Irradiacién con Microondas: implica enfocar el
haz de microondas con precision en una parte
especifica del cerebro, se emplea en animales de
peso menor a 300 g. Es un método empleado
en neurobiologia para fijar los metabolitos del
cerebro sin perder la integridad anatémica del
mismo. Este es el método mds eficaz para fijar el
tejido cerebral in vivo para el ensayo posterior
de productos quimicos enzimaticamente labiles.
Requiere la utilizacién de un equipamiento espe-
cifico, siendo los aparatos de uso doméstico in-
adecuados para este fin (European Commission
1997; Alvarez Gémez 2008; Carbone 2014;
AVMA Guidelines 2020). Es un método que
requiere personal con experiencia en el proce-
dimiento, pero cuando se realiza correctamente
la muerte ocurre en milisegundos. La pérdida
de conciencia se logra en menos de 100 mili-
segundos y la muerte en menos de 1 segundo
(AVMA Guidelines, 2020). Se debe tener cuida-
do para garantizar la posicion correcta del haz
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de microondas, pero el tiempo necesario para
inmovilizar al animal debe reducirse al minimo
para reducir el estrés antes de la eutanasia. La
radiacion de cuerpo entero se ha utilizado con
éxito en ratones a temperaturas de 47 a 49°C
y los animales mueren en menos de 1 segundo
y es aceptable. No es un método de rutina para
eutanasia (European Commission, 1997).

Métodos quimicos:
estos incluyen agentes inhalatorios e inyectables

I) Anestésicos inhalatorios: son todos aquellos agen-
tes que pueden suministrarse en forma gaseosa. Se
emplean preferentemente en animales de pequefio
tamafio, como los roedores introducidos en cdmaras
o cajas con el gas (Alvarez Gémez 2008; Valentim
2016). Los agentes anestésicos inhalatorios deben
administrarse para inducir efectos rapidos, controla-
dos y en condiciones vigiladas con equipo calibrado
(CCAC Guidelines, 2010). Los vapores y gases in-
halados requieren una concentracion critica dentro
de los alvéolos y la sangre para producir efecto; por
lo tanto, todos los métodos que utilizan anestésicos
inhalatorios tienen el potencial de afectar negati-
vamente el bienestar animal porque el inicio de la
inconsciencia no es inmediato. A pesar de ello, los
anestésicos inhalatorios contintian administrdndose
porque los beneficios asociados con su uso superan
con creces cualquier angustia o aversion que pue-
dan causar (Carbone 2014; Valentim 2016; AVMA
Guidelines 2020). Generalmente una sobredosis

de estos agentes resulta en un método efectivo de

eutanasia para muchas especies. Sin embargo, el
tiempo hasta la muerte puede ser bastante largo y,
por lo tanto, se recomienda el uso de un segundo
procedimiento para asegurar la muerte del animal
una vez que el animal esté inconsciente como resul-
tado de la anestesia. En roedores y otras especies el
uso de anestésicos inhalantes puede ser aversivo y
estresante. El uso en combinacion con un sedante
puede estar indicado en situaciones en las que la ad-
ministracion del calmante produce un estrés minimo.
Ademads, los agentes anestésicos gaseosos presentan
peligros para la salud de los seres humanos si no se
eliminan adecuadamente. Los anestésicos inhala-
torios no son apropiados para especies acudticas o
especies que aguantan la respiracion. Se debe tener
en cuenta que todos los gases pueden no ser perfec-
tos y siempre tener una desventaja asociada (CCAC
Guidelines, 2010; Valentim 2016).

Para la eutanasia se utilizan sobredosis de anesté-
sicos inhalatorios. Para ello los animales pueden

colocarse en un receptdculo cerrado que contenga al-

godon o gasa empapada con una cantidad adecuada
de anestésico liquido o el vapor del anestésico puede
introducirse desde un vaporizador de precision. El
vapor anestésico se inhala hasta que cesa la respira-
cién y sobreviene la muerte (Carbone 2014; AVMA
Guidelines 2020).

Segtun Carbone 2014 y AVMA Guidelines 2020 los
anestésicos inhalatorios presentan ventajas y desven-
tajas, a saber:

Ventajas

Son particularmente ttiles para la eutanasia de
animales mds pequeiios (< 7 kg) o para animales
en los que la venopuncion puede ser dificil.

Pueden administrarse por métodos diferentes
segtn las circunstancias y el equipo disponible
(por €j., mdscara facial, gota abierta donde no
se permite que el animal entre en contacto di-
recto con el liquido anestésico, vaporizador de
precision, recipientes rigidos o no rigidos).

Pueden ser utiles como unico agente de eutana-
sia 0 como parte de un proceso de dos pasos,
donde los animales primero quedan inconscien-
tes mediante la exposicidn a agentes anestésicos
inhalatorios y luego se sacrifican mediante un
método secundario.

Desventajas

a.

Pueden ser aversivos en los conejos y roedores
de laboratorio y para otras especies. Los anima-
les pueden luchar y ponerse ansiosos durante la
induccion de la anestesia, y exhibir comporta-
mientos de escape antes del inicio de la incons-
ciencia. La aversion aprendida a los anestésicos
inhalados ocurre en roedores. Si se produce
apnea o excitacion, el tiempo hasta la pérdida
de la conciencia puede prolongarse.
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b. Debido a los limites de disefio en la salida de
vapor, los vaporizadores anestésicos de precision
pueden asociarse con una constante de tiempo
de lavado mds prolongada y, por lo tanto, un
tiempo de induccion mds prolongado; el tiempo
hasta la muerte puede prolongarse ya que el
oxigeno se usa comunmente como gas portador
de vapor.

c. El personal y los animales pueden resultar lesio-
nados por la exposicion a estos agentes. Existe
un potencial reconocido de abuso humano de
los anestésicos inhalatorios.

d. Como se absorben grandes cantidades de anes-
tésicos inhalatorios y cantidades sustanciales
permanecen en el cuerpo durante dias, incluso
después de una aparente recuperacion. El uso de
estos anestésicos para la eutanasia no es adecua-
do para animales destinados a la produccién de
alimentos debido a la posibilidad de que queden
residuos en los tejidos.

A continuacidn, se listan algunos anestésicos inhala-
torios aceptables para su uso en eutanasia: (Carbone
2014; AVMA Guidelines 2020):

1. Halotano: induce la anestesia de forma rdpida y
es un agente eficaz para la eutanasia, es menos
irritante y no tiene olor fuerte (Valentim, 2016).

2. Isoflurano: es menos soluble que el halotano
e induce la anestesia mds rapido que él, por
lo que es de uso comtin en la mayoria de los

laboratorios (Valentim, 2016). Sin embargo,
tiene un olor desagradable y el inicio de la
inconsciencia puede retrasarse debido a la con-
tencion de la respiracion. Debido a su menor
potencia, el isoflurano también puede requerir
mayor cantidad de firmaco para la eutanasia,
en comparacion con el halotano (Carbone 2014;
AVMA Guidelines 2020).

) Agentes no inhalatorios: las principales vias de
administracion son la inyeccion parenteral, la apli-
cacion topica y la inmersion (Carbone 20145 AVMA
Guidelines 2020). Idealmente, los anestésicos se
deben inyectar por via IV a menos que el animal sea
demasiado pequeiio, en cuyo caso se debe realizar
una inyeccién IP. Cuando se utiliza la via IP, los
operadores deben ser conscientes de la necesidad

de asegurarse de que el pH de los medicamentos
formulados para la administracion no sea irritante
(CCAC Guidelines 20105 Carbone 2014). Las vias
IM o SC no son adecuadas porque inducen el efecto
anestésico muy lentamente y requieren dosis superio-
res, y otras vias como la intraarterial, intracardiaca
o intrapulmonar se consideran inaceptables porque
producen angustia y dolor (Alvarez Gémez, 2008).
Cuando se determina si un firmaco y una via de
administracion en particular son apropiados para la
eutanasia, se debe considerar la especie involucrada,
la farmacodinamia del agente quimico, el grado de
restriccion fisica o quimica requerida, los peligros
potenciales para el personal, y los peligros potencia-
les para el medio ambiente derivados de los residuos
quimicos (AVMA Guidelines, 2020).

Las vias de administracion pueden variar dependien-
do de la especie; estas pueden ser:

a. Via parenteral: es uno de los métodos mds rapi-
dos y confiables. Suele ser el método de eleccion
cuando se puede realizar sin causar miedo o
angustia al animal. Administrados de forma
apropiada, los agentes utilizados para eutanasia
dan como resultado una pérdida suave de la
conciencia antes del cese de la funcién cardia-
ca o respiratoria, minimizando el dolor y la
angustia del animal. La administracion IV del
agente seleccionado, va directamente al sistema
vascular, lo que permite una rdpida distribucion
del agente al cerebro o a los centros neurales, lo
que resulta en una rdpida pérdida de conciencia.
Cuando es probable que la inmovilizacién nece-
saria para administrar por via IV a un animal le
cause mayor estrés o represente un riesgo inde-
bido para el operador, se debe usar sedacion,
anestesia o una ruta o método de administracién
alternativo aceptable. Cuando la via IV es poco
practica o imposible, la via IP es la de eleccion
siempre que el agente a utilizar sea no-irritante
(Alvarez Gémez 2008; AVMA Guidelines 2020).
Las inyecciones IM, SC, intratoraxicas, intra-
pulmonares y otras inyecciones no vasculares
son vias de administracién inaceptables para
los agentes de eutanasia inyectables en animales
conscientes (AVMA Guidelines, 2020).

b. Administracion oral: la via oral tiene varias

desventajas para la administracion de agentes de
eutanasia, incluida la falta de firmacos y dosis
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establecidas, la variabilidad en la biodisponibi-
lidad del agente y la velocidad de absorcion, la
posible dificultad de administracion (incluida

la posibilidad de aspiracion) y la posibilidad de
pérdida del agente por vémito o regurgitacion
(en especies que son capaces de estas funciones).
Por estas razones, la via oral es inaceptable
como tnico medio de eutanasia. Sin embargo, la
via oral es un medio apropiado para administrar
sedantes antes de la administracion de agentes
de eutanasia parenterales (Alvarez Gémez 2008;
AVMA Guidelines 2020).

Inmersion: debido a que los animales acuaticos
tienen caracteristicas fisiologicas y anatomicas
propias, los métodos dptimos para la eutanasia
varian. En muchas situaciones, la inmersiéon de
animales acudticos en agua que contiene agentes
de eutanasia es la mejor manera de minimizar el
dolor y la angustia. La respuesta de los anima-
les acuaticos a los agentes de inmersion puede
variar segun la especie, la concentracion del
agente y la calidad del agua, se deben tener en
cuenta estos factores al seleccionar un agente de
eutanasia apropiado. Estos agentes agregados
al agua pueden ser absorbidos por multiples
vias, incluso a través de las branquias, por in-
gestion o a través de la piel (AVMA Guidelines,
2020). El uso de metasulfonato de tricaina (Ms
222 0 TMS) es un método recomendado para
anfibios y peces; sin embargo, es dcido y debe
amortiguarse (Cakir y Strauch, 2005). El uso de
métodos de inmersion (como TMS, benzocaina,
etomidato, metomidato) debe ir seguido de un

método fisico o quimico para provocar la muer-
te cerebral. Los métodos de inmersion pueden
ser débiles o ineficaces en peces que aguantan la
respiracion o respiran aire (CCAC Guidelines,
20710).

Agentes no inhalatorios utilizados para la eutanasia:

Barbitiricos y derivados: los barbitdricos inyec-
tables y sus combinaciones en general actian
rdpida y suavemente para dejar inconscientes a
los roedores. La dosis de eutanasia suele ser de

3 a 4 veces la dosis anestésica. El pentobarbital
es el barbitdrico mds utilizado en roedores, tiene
un estrecho margen de seguridad, es potente, se
puede formular como una solucién concentrada
de modo que se necesitan volumenes relativa-
mente pequefios y tiene un inicio de accién ra-
pido cuando se administra por via intravenosa.
Ademas, el pentobarbital tiene una vida util pro-
longada, es estable en solucion y es econémico
debido a su larga vida ttil y rapidez de accion.
Cuando se administra en sobredosis para causar
la muerte, se induce anestesia general, seguida
de depresion de los centros respiratorio y car-
diovascular del tronco encefélico, lo que lleva

a un paro cardiorrespiratorio (Carbone 2014;
AVMA Guidelines 2020; Laferriere 2020).

Combinacion de agentes disociativos: en roedo-
res la ketamina y agentes disociativos similares
deben usarse en combinacién con un agonista
de los receptores adrenérgicos a2, como la
xilazina. En sobredosis, estos agentes pueden

causar la muerte; sin embargo, no se han esta-
blecido para la mayoria de las especies las dosis
que consistentemente producirdn la muerte. En
ratones, la inyeccion de 1oo pL de una solucion
10 mg:1 mg de ketamina:xilazina resulté en la
muerte dentro de los 3 a 5 segundos posterio-
res a la finalizacion de la inyeccion. Por via IP
los agentes disociativos como la ketamina en
combinacién con agonistas de los receptores
adrenérgicos a2 en dosis 5 veces la dosis anes-
tésica se utiliza para la eutanasia en roedores de
laboratorio (Carbone 2014; AVMA Guidelines
2020). Como ventajas podemos destacar que: 1)
son agentes facilmente disponibles, 2) la com-
binacion de estos agentes provoca una rdpida
pérdida del conocimiento. Pero también tiene
desventajas como vimos en otros grupos: 1) no
se han establecido las dosis que consistentemen-
te producen una muerte rapida para la mayoria
de las drogas y especies, 2) el costo de las dosis
mas altas de agentes requeridos para causar la
muerte puede exceder sustancialmente el de un
agente de eutanasia aprobado, 3) muchos agen-
tes disociativos son sustancias controladas y su
adquisicion, almacenamiento y uso estan res-
tringidos, 3) algunos agentes inyectables pueden
ser peligrosos para el personal humano si ocurre
una exposicion accidental, 4) no se ha determi-
nado el impacto ambiental de los residuos de
anestésicos inyectables en los restos de animales
sacrificados. Como recomendacion: en especies
en que la dosis y vias para eutanasia estan esta-
blecidas el uso de estos agentes es recomendable
(AVMA Guidelines, 2020).
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Las guias mas importantes sobre métodos de eutana-
sia (la Canadiense CCAC Guidelines y la de Estados
Unidos AVMA Guidelines) no alcanzan consenso en
cuanto al uso de estos agentes. Mientras la AVMA
clasifica la inyeccidon intraperitoneal o intravenosa de
derivados del acido barbittirico (o combinaciones de
barbittricos), asi como la inyeccion de combinacio-
nes de agentes disociativos, como los tinicos métodos
aceptables; la CCAC clasifica la inyeccion intrape-
ritoneal de barbitiricos tamponados y diluidos, asi
como la sobredosis de anestésicos inhalantes como
aceptables si son seguidos de otro método para ase-
gurar la muerte (Laferriere, 2020).

Métodos de eutanasia
condicionalmente aceptables

Algunos otros métodos de eutanasia de animales de
experimentacion pueden ser aceptables para su uso
en ciertas circunstancias en las que exista una justifi-
cacién cientifica y luego de la revision y aprobacion
por parte de un CEUA vy la garantia de que hay per-
sonal capacitado disponible para realizarla. Cuando
se utilicen métodos condicionalmente aceptables que
hayan sido aprobados por el CEUA, las condiciones
de uso y capacitacion del personal involucrado de-
ben establecerse claramente en el protocolo (CCA
Guidelines, 2010). Las pautas de AVMA (AVMA
Guidelines, 2020) establecen ademds que «los mé-
todos condicionalmente aceptables son equivalentes
a métodos aceptables cuando se pueden cumplir

todos los criterios para la aplicacion de un método»
(Laferriere, 2020).

Métodos fisicos

1. Aturdimiento eléctrico: se utiliza preferente-
mente en especies de tamafio medio, se realiza
aplicando una corriente eléctrica con un equipo
especial que dispone de unas tenazas cuyos
extremos se colocan a ambos lados de la cabeza,
es inaceptable el uso de cables de uso doméstico.
Este método induce la muerte por fibrilacién
cardiaca, que provoca hipoxia cerebral. Hay que
asegurar la aplicacion correcta de los electrodos,
ya que en caso contrario puede provocar sufri-
miento en el animal. Es un método por el que
se obtienen tejidos sin contaminacion quimica
(European Commission 1997; Alvarez Gémez
2008; AVMA Guidelines 2020). La eutanasia
por aturdimiento eléctrico es condicionalmente
aceptable porque requiere habilidades y equipos
especiales que aseguren el paso de suficiente
corriente a través del cerebro para inducir la
pérdida del conocimiento e inducir espasmos
epilépticos tonicos-clonicos. La inconsciencia
debe inducirse antes o de forma simultdnea a la
fibrilacion cardiaca, nunca debe ocurrir antes
de que el animal quede inconsciente. Aunque
condicionalmente aceptable si se cumplen los
requisitos antes mencionados, las desventajas
del método superan sus ventajas en la mayoria
de las aplicaciones. La electroinmovilizacion que
paraliza a un animal sin inducirlo primero a la

inconsciencia es extremadamente aversiva y es
inaceptable (AVMA Guidelines, 2020).

Insercion de aguja (pithing): se usa como un
procedimiento complementario para asegurar
la muerte de un animal que ha quedado incons-
ciente por otros medios, se emplea en peces, an-
fibios y reptiles introduciendo una aguja por el
foramen magno hasta la base del cerebro, lesio-
nandolo, requiere un conocimiento detallado de
la anatomia de la especie en cuestién. Hay que
realizarla en animales aturdidos o anestesiados
y por una persona experimentada para pro-
ducir una muerte rapida y libre de sufrimiento
(European Commission 1997; Alvarez Gémez
2008; AVMA Guidelines 2020).

Exanguinacion: la pérdida aguda y masiva san-
guinea produce paro cardiaco, se realiza seccio-
nando los grandes vasos. La seccion es dolorosa
y el animal debe estar anestesiado o inconsciente
al realizarlo (Alvarez Gémez, 2008). Al igual
que el anterior es un procedimiento complemen-
tario para asegurar la muerte del animal que

ya esta inconsciente. Debido a que la ansiedad
se asocia con hipovolemia extrema, la exangui-
nacion no debe utilizarse como tnico medio de
eutanasia. Los animales pueden ser desangrados
para obtener hemoderivados, pero solo cuando
estan sedados, aturdidos o anestesiados (Alvarez
Gomez 2008; AVMA Guidelines 2020).
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Métodos quimicos

Agentes inhalatorios

I.

Enflurano: es menos soluble en sangre que el
halotano, pero debido a su menor presion de
vapor y su menor potencia, las velocidades de
induccion pueden ser similares a las del halo-
tano. En planos anestésicos profundos, pueden
ocurrir convulsiones. Es un agente eficaz para la
eutanasia, pero la actividad convulsiva asociada
puede perturbar al personal (Valentim 2016;
AVMA Guidelines 2020)

Sevoflurano: es menos potente que el isoflurano
o el halotano y tiene una presion de vapor mds
baja. Las concentraciones anestésicas pueden
alcanzarse y mantenerse rapidamente, pero se
requerird mayor cantidad de firmaco para la
eutanasia. Aunque el sevoflurano posee un olor
menos desagradable que el isoflurano, algunas
especies pueden luchar violentamente y experi-
mentar apnea cuando el sevoflurano se adminis-
tra mediante una mdscara facial o una cimara
de induccion. Al igual que el enflurano, el sevo-
flurano induce epilepsia (Valentim 2016; AVMA
Guidelines 2020)

Dioxido de carbono (CO): su inhalacién cau-
sa acidosis respiratoria y produce un estado
anestésico reversible al disminuir rapidamente
el pH intracelular. La actividad neuronal ba-
sal se reduce poco después de la inhalacion de

CO, al 100 %. La inhalacién de CO, a una

concentracion del 7,5 % aumenta el umbral del
dolor, y concentraciones del 30 % o mayores
provocan una anestesia profunda y la muerte
con una exposicion prolongada. Los métodos
para administrar CO, incluyen colocar a los
animales directamente en una cimara cerrada
y precargada con CO_, o exponerlos a una con-
centracion de CO, que aumenta gradualmente.
El CO, tiene el potencial de causar angustia en
los animales a través de 3 mecanismos diferen-
tes: 1) dolor debido a la formacién de dcido
carbénico en las membranas respiratorias y ocu-
lares, 2) produccion de la llamada falta de aire
y sensacion de ahogo, y 3) estimulacion directa
de los canales de iones dentro de la amigdala
asociada con la respuesta de miedo. Se reportan
diferencias sustanciales de especies y cepas. En
ratas, la inconsciencia se induce en aproxima-
damente 12 a 33 segundos con 8o % a 100 %
de CO, y de 40 a 50 segundos con 70 % del
mismo. Como regla general, es preferible una
muerte suave y prolongada a una muerte rapi-
da, pero mas angustiosa. La exposicién al CO,
utilizando el método relleno gradual del con-
tenedor causa aversion en los roedores a partir
de una concentracion de aproximadamente el
15 % y dura hasta el inicio de la inconsciencia.
Si se utiliza una velocidad de desplazamiento
gradual adecuada, los animales perderan el co-
nocimiento antes de que las concentraciones de
CO, se vuelvan dolorosas. Se ha observado que
los anestésicos inhalatorios producen diferen-
tes grados de aversion en roedores y se asocian
con conductas de aversidn, angustia y escape

durante la induccién anestésica. Como reco-
mendaci6n general, el CO, es condicionalmente
aceptable para la eutanasia en aquellas especies
en las que se puede minimizar la aversion o la
angustia. Se recomienda el llenado gradual de

la cdmara con una tasa de desplazamiento de
30 % a 70 % del volumen de la cimara/min
para roedores. Siempre que se utilicen métodos
de desplazamiento gradual, el flujo de CO se
debe mantener durante al menos 1 minuto des-
pués del paro respiratorio. Sus ventajas son:

1) los rdpidos efectos depresores, analgésicos y
anestésicos del CO, estan bien establecidos, 2)
es facilmente disponible en cilindros de gas com-
primido, 3) es econémico, no inflamable y no
explosivo y representa un peligro minimo para
el personal cuando se usa con equipos disefiados
adecuadamente. Sus desventajas son: 1) existen
diferencias sustanciales y contradictorias en la
respuesta a la inhalacion de CO, entre y dentro
de especies, cepas y razas, lo que dificulta gene-
ralizaciones amplias, 2) ya sea que se administre
mediante métodos de prellenado o de desplaza-
miento gradual, puede ser aversivo para algunas
especies y, por lo tanto, existe el potencial de
causar angustia, 3) Debido a que es un gas mds
pesado que el aire, las capas de gas o el llena-
do incompleto de una cimara pueden permitir
que los animales trepen o levanten la cabeza
por encima de las concentraciones efectivas y
eviten la exposicion, 4) Los individuos inmadu-
ros y algunas especies acudticas y excavadoras
pueden tener una tolerancia extraordinaria al
CO,, 5) La eutanasia por exposicion a CO, con
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suplementos de O, puede llevar mas tiempo que
la eutanasia por otros medios, 6) la induccion de
pérdida de conciencia a concentraciones < 80 %
puede producir lesiones pulmonares y del tracto
respiratorio superior post mortem (Carbone
2014; Valentim 2016; AVMA Guidelines 2020;
Laferriere 2020).

Oxido nitroso (N,O): es el menos potente de los
anestésicos inhalatorios, generalmente se utiliza
en combinacién con otros anestésicos inhala-
torios. El 6xido nitroso usado solo creard una
atmosfera hipdxica y favorecera la combustion
en altas concentraciones, como resultado, los
animales pueden sufrir estrés o angustia antes
de perder el conocimiento cuando se usa 6xido
nitroso como unico agente. Se puede combinar
hasta un 70 % de 6xido nitroso con otros gases
inhalatorios para acelerar el inicio de la anes-
tesia. La adicion de 6xido nitroso a otros gases
inhalatorios puede representar un refinamiento
para la eutanasia. Por ejemplo, agregar 75 % de
6xido nitroso a 5 % de isofluorano en oxigeno
reduce el tiempo en producir el efecto deseado.
Por lo expuesto solo puede utilizarse en combi-

nacién con otros gases (Alvarez Gémez 2008;
AVMA Guidelines 2020).

Mondéxido de carbono (CO): es un gas incoloro
e inodoro y no es inflamable ni explosivo en
concentraciones <10 %. Su accion se produce
ya que se combina ficilmente con la hemoglo-
bina de forma irreversible y bloquea la capta-
cién de oxigeno por los eritrocitos formando

carboxihemoglobina. Precisamente porque es
insidioso, dificil de detectar y altamente toxico
incluso en bajas concentraciones, es esencial

un sistema de escape o ventilacion eficiente
para evitar la exposicion accidental de huma-
nos (Carbone 2014, Valentim, 2016; AVMA
Guidelines 2020). Sus ventajas incluyen la in-
duccion de pérdida de conciencia sin miedo y
casi sin disconfort, dependiendo de la especie; y
la muerte rdpida si se utilizan concentraciones
entre el 4 y 6 %. Pero también existen desven-
tajas ya que es un agente aversivo para algunas
especies, y que se deben tomar medidas de segu-
ridad para prevenir y controlar la exposicion del
personal; los equipos eléctricos expuestos al CO
(por €j., luces y ventiladores) deben estar libres
de chispas y a prueba de explosiones (Carbone
2014; AVMA Guidelines 2020). En cuanto a la
aversion, se ha visto en ratas que flujos inter-
medios y altos de CO provocan recumbencia en
algunos animales que tenian la posibilidad de
escapar a otra jaula ademds presentaron convul-
siones y no estaba claro si estaban inconscientes
al momento de suceder esto, mientras que otros
animales presentaron agitacion y cambios de
comportamiento, todos elementos que sugieren
aversion al CO (Valentim, 2016).

Métodos inaceptables de eutanasia

Meétodos de eutanasia que no provocan una muerte
rapida o que causen un trauma previo a la pérdida
del conocimiento no se consideran métodos humani-
tarios de muerte o eutanasia.

Métodos fisicos

Hipotermia: no hay datos que respalden el uso
de la hipotermia como método tnico, y debe
seguirse con un método secundario después de
la pérdida de conciencia. Dado que las superfi-
cies frias pueden causar dafos en los tejidos y
presumiblemente dolor, los animales no deben
entrar en contacto directo con hielo o superficies
pre-enfriadas. Se considera un método condi-
cionalmente aceptable en neonatos altriciales (<
a 5 dias) o fetos, pero es un método inacepta-
ble para animales de mas de 5 dias (European
Commission 1997; AVMA Guidelines 2020).

Descompresion: excluyendo el aturdimiento a
baja presion atmosférica cuando se puede de-
mostrar que logra la eutanasia, es un método
inaceptable para la eutanasia debido a las multi-
ples desventajas que posee. 1) Muchas camaras
estdn disefiadas para producir descompresién a
un ritmo de 15 a 60 veces mds rapido que €l 6p-
timo recomendado para animales, lo que genera
dolor y angustia atribuible a la expansion de los
gases atrapados en las cavidades corporales; 2)
Los animales inmaduros toleran la hipoxia y se
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requieren periodos mds largos de descompre-
sion antes de que cese la respiracion; 3) Puede
ocurrir una recompresion accidental, con la
recuperacion de animales heridos; 4) Sangrado,
vOomito, convulsiones, miccién y defecacion, que
son estéticamente desagradables, pueden desa-
rrollarse en animales inconscientes (European
Commission 1997; AVMA Guidelines 2020).

Ahogamiento: no es un método de eutanasia
y es inhumano (European Commission 1997;
AVMA Guidelines 2020).

Asfixia: impedir fisicamente la respiracion (asfi-
xia, estrangulacion, deshidratacion) es inacepta-
ble. Estos pueden incluir sacar un pez del agua y
dejar que muera por hipoxia secundaria a la de-
secacion del tejido branquial; dejar peces en un
recipiente con agua sin la adecuada aireacion,
causandoles la muerte por anoxia (European
Commission 1997; AVMA Guidelines 2020).

Congelamiento rdapido: la congelacion rapida
como unico medio de eutanasia no se considera
humanitaria, con la excepcion de reptiles peque-
flos (< 4 g), anfibios y roedores recién nacidos
de < 5 dias de edad, en los que se produce la
muerte inmediata. En todos los demds casos, los
animales deben morir o quedar inconscientes
antes de congelarlos (European Commission
1997; AVMA Guidelines 2020).

Métodos quimicos

Existen varios compuestos que son inaceptables en
la eutanasia de animales debido al sufrimiento les
que provocan, asociado con su uso o riesgo para el
personal. Estos agentes incluyen estricnina, nicotina,
cafeina, sulfato de magnesio, cloruro de potasio,
agentes de limpieza, solventes, desinfectantes y otras
toxinas o sales, y todos los agentes bloqueantes neu-
romusculares (Gagea-Iurascu, 2012).

1. Bloqueantes neuromusculares (nicotina, sulfato
de magnesio, cloruro de potasio, todos los agen-
tes curarizantes). Los bloqueantes neuromus-
culares son inaceptables como tinico medio de
eutanasia, provocan un paro respiratorio antes
de perder el conocimiento. Los animales bajo
su influencia permanecen despiertos y pueden
sentir dolor, angustia y estrés; si se utilizan estos
agentes, deben actuar siempre después de que el
anestésico haya producido su efecto evitando el
sufrimiento del animal (European Commission
1997; AVMA Guidelines 2020).

2. Cloroformo y éter: el cloroformo es hepatoto-
xico, ambos son muy irritantes en las mucosas
provocando angustia y dolor en los animales.
Ademis, son extremadamente peligrosos para el
personal (European Commission 1997; Carbone
2014; AVMA Guidelines 2020).

3. Hidrato de cloral: no es un agente de eutanasia
aceptable porque los efectos adversos asociados
pueden ser graves, las reacciones pueden ser

estéticamente objetables y otros productos son
mejores opciones (AVMA Guidelines, 2020).

Nitrégeno (N,) y Argon (Ar): son gases inertes,
incoloros e inodoros que no poseen propiedades
inflamables o explosivas. El uso de estos gases

es inaceptable en roedores. Estos gases crean

un ambiente andxico que es angustiante para
algunas especies y aversivo para los roedores de
laboratorio; otros métodos de eutanasia son pre-
feribles para estas especies (AVMA Guidelines,
2020). Se ha observado que las ratas expuestas a
Ar y N_ exhibieron espasmos musculares y pre-
sentaron reflejos exacerbados al tacto y al mane-
jo cuando parecian inconscientes. La taquicardia
prolongada después de una exposicion a corto
plazo también se asocia con Ar. De manera simi-
lar el N utilizado aproximadamente al 100 %
no fue muy efectivo, ya que tardé en producir
pérdida del conocimiento y muerte y también in-
dujo reflejos exacerbados durante la exposicion
a corto plazo (Valentim, 2016). El uso de estos
gases es un claro ejemplo de que las extrapola-
ciones entre especies exigen cierta precaucion.
Por ejemplo, a pesar de la variedad de aversiones
de los mamiferos a la hipoxia inducida por nitr6-
geno, las aves de corral no parecen angustiarse
en absoluto por el uso de estos agentes. Por lo
tanto, el nitrégeno y el argdén se enumeran como
inaceptables para roedores; condicionalmente
aceptables para cerdos y aceptables para aves de
corral. De cualquier manera, se deben considerar
las implicaciones de bienestar de los animales

al uso de gases inertes para eutanasia en cuanto
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a la asfixia, que puede causar hemorragia al-
veolar, y el desplazamiento de oxigeno que in-
duce hipoxia antes de la pérdida de conciencia.
(Carbone 2014; Valentim 2016).

Necropsia

La necropsia se define como un estudio sistematico
post mortem de un caddver animal, consiste en la
observaciéon de cambios macroscopicos de tejidos

y Organos in situ a simple vista y la recoleccion de
muestras de Organos y tejidos claves para el andlisis
posterior (Fiette, 2011). Los procedimientos post
mortem incluyen la necropsia, la recolecciéon de
muestras de tejido, y el registro de las lesiones obser-
vadas. Los principales usos de estos procedimientos
son el diagnostico, el control de calidad de la salud,
estudios de toxicologia y resultados de experimen-
tos (Feinstein 2003; Bricefio 2018). En los animales
de laboratorio la necropsia representa una valiosa
herramienta para la obtencion de datos como causa
de muerte, el grado de enfermedad o lesion, el efecto
de la terapia o la identificacion de alguna condicién
patoldgica no detectada ante mortem (Fiette 20115
Gagea-lurascu 20125 Bricefio 2018)

El proceso de necropsia junto con la recoleccion y
envio de muestras apropiadas para la realizacion
de pruebas de laboratorio es trascendental en el
proceso de emision de un diagnéstico. Las técnicas
del muestreo pueden influir considerablemente en
los resultados de un experimento. Los protocolos
para la eutanasia y necropsia de los animales, la

recoleccion de tejidos, el tiempo requerido para
realizar el procedimiento post mortem, el tipo de
fijadores y los tiempos de fijacion son algunos de los
temas que deben ser considerados minuciosamente
en el disefio de experimentos con animales. El proce-
so de toma de muestras durante las necropsias debe
estar determinado por la naturaleza de la muestra y
los objetivos que persigue el investigador para tener
un valor diagnéstico, debe seguir un procedimiento
previamente determinado y cualquier desvio de él
debe ser documentado (Feinstein 2003; Fiette 20171;
Bricefio 2018). Dado que existe una sola oportuni-
dad de realizar una necropsia, el que sea bien hecha
y documentada permite detectar, describir e informar
cualquier hallazgo importante que pueda ser clave
para comprender los cambios observados durante la
parte in vivo del experimento. Por lo tanto, es im-
portante que el personal a cargo de esta tenga acceso
a la historia del animal, incluido el examen clinico y
los cambios de comportamiento que precedieron a
la necropsia, asi como a los resultados de cualquier
estudio de imagen o de laboratorio (Fiette 20171;
Gagea-lurascu 2012).

Recomendaciones generales

Durante la necropsia, se recomienda colocar los ins-
trumentos en un contenedor, en lo posible, de acero
inoxidable con etanol al 70 %. Los materiales cor-
topunzantes usados deben colocarse en un recipiente
especial para ellos y bien identificados.

Hay varios peligros/riesgos relacionados con la ma-
nipulacién y diseccion de animales de laboratorio
durante la necropsia que deben tenerse en cuenta.
Por ejemplo, el riesgo quimico: la formalina (utili-
zada para fijar tejidos) causa irritacion en los ojos,
la piel, la nariz y las vias respiratorias; también esta
clasificado como un fuerte sensibilizador de la piel y
carcindgeno en humanos. Por lo tanto, la formalina
no debe manipularse sin guantes o fuera de una cam-
pana extractora. También existe el riesgo bioldgico,
los roedores de laboratorio pueden ser transmisores
de zoonosis, alergias. Trabajar con animales de labo-
ratorio puede conducir a la exposicion a alérgenos
por inhalacién, contacto directo de la piel y los ojos
con caspa, cabello, orina, suero o saliva de animales.
Debido a estos riesgos el personal que realiza la ne-
cropsia debe utilizar equipo protector y los restos de
cadaveres se deben eliminar apropiadamente (Fiette
20113 Gagea-lurascu 2012).

No existe un mejor método tinico de necropsia que
se adapte a todas las circunstancias y deseos del
patélogo o investigador que realiza la necropsia.
Cualquier técnica de necropsia es adecuada siempre
que se realice un examen completo de todos los 6r-
ganos, todos los hallazgos macroscopicos se registren
correctamente, se recolecten muestras de tejido apro-
piadas y se aborden los objetivos del experimento y
las investigaciones diagndsticas. Siempre es impor-
tante haber leido previamente con cuidado el plan
del experimento que se llevo a cabo o el protocolo de
la necropsia correspondiente.
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Protocolo general de necropsia

A continuacién, se da un ejemplo de un posible pro-
tocolo para realizar una necropsia. Los pasos princi-
pales a seguir son los siguientes:

e Examinar el animal vivo (siempre que sea po-
sible): pesarlo y observar su comportamiento y
reaccion frente a estimulos externos, observar la
piel y el pelo. Observar ojos, boca, fosas nasales
y regién anogenital. Registrar cualquier cambio
o lesion que se encuentre. Por dltimo palpar con
cuidado la cavidad abdominal buscando la pre-
sencia de tumoraciones o liquido acumulado. Si
existe liquido abdominal tomar una muestra con
jeringa estéril, de existir algun bulto palparlo y
registrar tamafio aproximado y consistencia.

Fig. 49: Muestra de sangre por puncion cardiaca Fig. 50: Glandulas salivales: a) sublingual, b) submandibular,
. . . (adaptado de Gagea-Turascu, 2012) ¢) parétidas, d) submandibular (adaptado de Gagea-Iurascu, 2012).
e  Realizar la eutanasia con el método adecuado. .

e Exanguinacion: puede realizarse cuando el
animal estd en con anestesia profunda o ense-
guida de la eutanasia. Generalmente se realiza
mediante puncién cardiaca de forma de obtener
el mayor volumen de sangre para realizar los
posteriores analisis (Fig. 49).

e Abrir la cavidad abdominal: colocar el animal
dectbito dorsal, desinfectar la piel con alcohol
70 %. Hacer una incision en la piel en la linea
media, desde las mandibulas hasta el pubis.
Separar la piel hacia los costados. Observar

la plel y te]1do subcutdneo rengtrandO cual- Fig. 51: Organos abdominales: Macho (izquierda) : a) higado, b) estémago, c) baso, d) pancreas, e) rifién, f) mesenterio,
quier cambio o lesién observada. Examinar las g) intestino delgado, h) ciego, i) colon, j) vesiculas seminales, k) prostata, 1) vejiga urinaria. Hembra (derecha: a) ovarios,
b) cuernos trinos, ¢) vejiga urinaria (adaptado de Gagea-lurascu, 2012)
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glandulas mamarias. Examinar los tres pares

de glandulas salivales ubicadas a ambos lados
de la region craneoventral del cuello: glandulas
mandibulares, sublinguales y parétidas (Fig.
50). Una vez concluido esto, proceder a abrir

la pared abdominal, teniendo especial cuidado
de no cortar ingun 6rgano y examinar todos

los érganos observando su posicion registrando
cualquier lesién y tomando muestras. Observar
la cantidad de grasa abdominal. Comenzar ob-
servando el bazo, pesarlo y fijarlo entero o pe-
queiias muestras. Seguir por el tracto digestivo,
extraer el intestino separado del pancreas, conti-
nuar por el estdmago. A continuacién, observar
el higado, es un 6rgano muy fragil y se debe
manipular con mucho cuidado, pesarlo y tomar
las muestras necesarias. Retirar los rifiones y
glandulas adrenales observando forma, color,
volumen y presencia o no de nédulos. Pesar los
rifiones sin las glandulas adrenales y tomar las
muestras necesarias. Seguir por la vejiga urinaria
y luego por el sistema reproductor. En el caso de
machos observar testiculos, retirarlos y pesarlos,
en las hembras observar titero y ovarios, forma,
color y presencia o no de alguna lesion retirarlos
y pesarlos. Fijar muestras de todos los 6rganos
al momento de tomarlas (Figs. 51y 52).

Abrir la cavidad tordcica: abrir el térax levan-
tando primero el xifoides esternal con pinzas.

toracica, observar posicion de los diferentes
organos (lengua, laringe, traquea y eséfago,
pulmones y corazdn) registrar cualquier anor-
malidad, retirar cada érgano, pesar y tomar
muestras para histopatologia (Fig. 53).

Abrir el crdneo: retirar la piel sobre la cabeza
con una incision longitudinal mediana desde

la nuca hasta el hocico, observar los ojos y las
glandulas harderianas (Fig. 54). Manteniendo la
cabeza firmemente con unas pinzas grandes, cor-
tar el hueso nasal transversalmente al nivel del
tabique nasal entre las dos cavidades orbitales.
Cortar progresivamente los huesos parietal, in-
terparietal y occipital en direccion craneocaudal
en ambos lados de forma de poder tener el cere-
bro a la vista (cuidadosamente para no dafiar el
cerebro) (Fig. 55a). Retirar el cerebro con cui-
dado es un tejido muy frigil, una vez hecho esto
con la cavidad craneana vacia se puede observar
la hipofisis y los nervios épticos (Fig. 55b).

Examinar miisculos y esqueleto: retirar la piel
de los miembros posteriores o pelvianos. En
ratones, ratas, cobayos, himsteres y otros roe-
dores, suelen fijarse los miembros anteriores (o
toracicos) y posteriores (o pelvianos) (Fig. 56)
para evaluar el muasculo esquelético, las articula-
ciones, la médula 6sea y el tejido Gseo.

Fig. 52: Organos abdominales: a) glandulas adrenales,
b) rifiones, ¢) diafragma (adaptado de Gagea-lurascu, 2012)

Los animales encontrados muertos pueden colocarse
en un refrigerador (pero no congelarse). Las necrop-
sias deben realizarse tan pronto como sea posible (si

Luego cortar las costillas comenzando desde el
xifoides y hasta la primera costilla para quitar
el esterndn y la caja tordcica y asi poder obser-
var los 6rganos. Al igual que para la cavidad

Fig. 53: Cavidad toracica: a) lengua, b) traquea, c) timo,
d) corazon, e) pulmones. En angulo inferior derecho se observan
pulmones (adaptado de Gagea-lurascu, 2012)
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es posible el mismo dia) (Feinstein 2003; Fiette 20115
Gagea-lurascu 2012).

En capitulos anteriores hemos comentado los proce-
dimientos adecuados para obtener diferentes tipos de
muestras. A continuacion, detallaremos algunas con-
sideraciones en cuanto a la obtencion de diferentes
tejidos animales a partir de eutanasia o de biopsias.

Una vez manipulados, los tejidos comienzan a sufrir
autolisis, proceso por el cual se produce la autodi-
gestion enzimatica celular tras la salida del contenido
de los lisosomas al citoplasma celular. Este proceso
natural se acelera en caso de aumento de temperatu-
ra ambiente, ya que tiene su rango dptimo entre los

37 42°.

Para detener el proceso de autdlisis los tejidos se
fijan, tratando de conservar las muestras lo mas pa-
recido que sea posible a cuando estaban en el animal
vivo y sin manipulacién. Con el proceso de fijacion
se busca alcanzar una imagen equivalente entre te-
jidos idénticos obtenidos de distintos individuos de
una misma especie animal. De esto depende la re-
producibilidad de las preparaciones posteriores y la
obtencion de datos fiables y repetibles.

Los tejidos pequefios se pueden guardar en casetes de
histologia en el momento de la disecciéon. El mismo
casete, debidamente identificado, se puede utilizar
para la inclusion en parafina y la preparacion de
bloques de parafina.

Fig. 54: Ojos y glandulas harderianas (flecha) (adaptado de
http://eulep.pdn.cam.ac.uk/Necropsy_of_the_Mouse/printable.php)

Fig. 55a: Forma de abrir la cavidad craneana
Fig. 55b: Hipdfisis (flecha) y nervios 6pticos (adaptado de para retirar cerebro (adaptado de
http://eulep.pdn.cam.ac.uk/Necropsy_of_the_Mouse/printable.php) http://eulep.pdn.cam.ac.uk/Necropsy_of_the_Mouse/printable.php)
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En cada paso se debe observar con atencion la region
que se abrid, registrar claramente todo lo que se ob-
serva y tomar las muestras necesarias. La descripcion
de los hallazgos macroscopicos debe ser lo suficiente-
mente detallada para dar una representacién mental
de los cambios macroscépicos observados. Por lo
tanto, todos los criterios deben usarse para describir
los cambios macroscopicos de un 6rgano: ubicacion,
apariencia (color, forma, consistencia), demarcacion
de los tejidos circundantes, nimero, distribuciéon

y gravedad, tamano, que siempre debe medirse en
dos o tres dimensiones (cm o0 mm), o en volumen
(ml). Un dato que puede aportar informacion es el
tamarnio y peso de los 6érganos, se pueden comparar
como pesos absolutos de los érganos o cémo pro-
porciones del peso de los 6rganos al peso corporal
total o al peso del cerebro. En todos los casos, los
organos deben pesarse libres de grasa circundante

y tejidos conectivos. Es importante eliminar estos
tejidos de manera estandarizada y sin inducir nin-
gin dafio o artefacto en el tejido (Fiette, 2011). Los
artefactos tisulares causados por la manipulacion,
diseccion y examen durante la necropsia y por la
fijacion, recorte y procesamiento de tejidos en sec-
ciones histologicas deben ser minimos o inexistentes.
La manipulacion cuidadosa de los tejidos durante la
diseccion, el examen y la toma de muestras evitara la
distorsion de la arquitectura tisular (Gagea-Turascu,
2012). En lo posible cuando se toma una muestra de
tejido con alguna lesion en particular se debe agregar
una porcion de tejido sano para poder compararlos.

Es importante también para obtener las muestras en
buenas condiciones la cantidad de fijador a utilizar,

esta debe ser 10 a 20 veces mds que el volumen de la
muestra a fijar.

No existe un fijador universal y perfecto para todos
los tejidos. Por otra parte, no todos los fijadores con-
servan de forma indefinida las muestras. Finalmente,
una vez ocurrida la fijacion, no se podra mejorar

el resultado en manipulaciones posteriores; por lo
tanto, una mala fijacion es incorregible.

Los fijadores se pueden clasificar segtin su mecanis-
mo de actuacion en: fijadores por método fisico y
quimico.

En los mecanismos fisicos se conserva intacta la
estructura antigénica y el contenido enzimatico. Se
utiliza principalmente como método fisico, el enfria-
miento de las piezas. Es imprescindible que el proceso
de fijacion sea casi instantaneo, ya que se evita la
formacion de microcristales que sufrirdn agregacion
y, con el paso del tiempo, van a dafiar la muestra. Se
estima que un rango aceptable es llevar a la muestra
al menos a —50 grados en menos de To segundos, con
muestras que no superen los 3 mm de espesor. Es co-
mun utilizar nitrégeno liquido o sus vapores para fijar
y almacenar en freezer de —-8o grados (Fig. 57).

Los métodos quimicos involucran la utilizacion de
soluciones fijadoras. Estas soluciones deben bloquear
lo antes posible la autélisis, desnaturalizando pro-
teinas y deteniendo la actividad enzimatica. Cuando
utilizamos este tipo de fijacion evitamos en buena
medida provocar retracciones o cambios de textura,
aunque esto no siempre es posible.

Fig. 56: Extremidades traseras: a) fémur, b) rodilla, ¢) tibia. A la
izquierda en vista media y a la derecha en vista lateral (adaptado
de Gagea-lurascu, 2012)
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Existe una serie de reglas generales a considerar en el
empleo de liquidos fijadores:

a. Sumergir lo mds pronto posible la muestra en el

fijador

b. El tejido no debe superar 1 cm de espesor en su
porciéon mas gruesa.

c. Larelacion entre el volumen del fijador y de
la muestra siempre tiene que ser superior a 20
partes de fijador por cada parte de muestra.

d. Debe tratarse de mantener de forma equivalente
la presion osmotica entre el tejido y la solucion
fijadora, esto implica en la mayoria de los casos
utilizar soluciones tamponadas.

e. El tiempo minimo requerido para que la fijacion
ocurra es especifico de cada solucion. Existen
rangos minimos y maximos entre los que se
debe trabajar para no alterar las muestras.

Los fijadores quimicos son una gran familia de
sustancias dentro de la que se puede distinguir los
simples que son aquellas soluciones que se diluyen
para ser utilizadas, por ejemplo, formaldehido; o los
compuestos que son soluciones que contienen mas
de una sustancia en proporcion adecuada, también
con un pH 6ptimo, por ejemplo, soluciéon de Bouin.
Es importante tener en cuenta que para cada tipo de
tejido existe un fijador o algunos fijadores mas efi-
cientes, asi como tiempos de exposicion especificos.

Fig. 57: A y B: se observa por fuera y por dentro un freezer de -80°. C: se observa un termo utilizado tanto para almacenar nitrégeno
liquido como para almacenar muestras cuando fijamos por método fisico (foto Dra. Patricia Genovese)
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En general, se preparan en soluciones buffer para
acercarse a un pH neutro.

Al obtener una muestra de un 6rgano se debe pro-
curar una correcta manipulacion, utilizando pinzas
sin apretar las muestras y manipuldndolas desde los
bordes o regiones que se puedan descartar poste-
riormente (Fig. 58 b). Por otro lado, es importante
respetar el espesor de las muestras, los voliumenes
de los fijadores y siempre va a ser conveniente tener
recipientes que permitan identificar cada una de las
muestras. En este sentido, los recipientes van desde
los frascos para muestras bioldgicas a lo ideal para
el procesamiento histolégico completo, los casetes
(Fig. 58). Estas son cajas de pldstico con ranuras que
permiten identificar cada muestra, pero trabajar con
gran cantidad de muestras juntas en el procesamien-
to posterior.

Fig. 58: A: se observa distintos modelos de cassettes para almacenar e identificar las muestras de tejidos que se sumergirdn en fijadores
quimicos. B: se observa la forma correcta de manipular las muestras por los bordes. Observe que se trata de una muestra de intestino. El
operador la toma con la pinza a nivel de la grasa del mesenterio, evitando dafiar la muestra de intestino (foto Dra. Patricia Genovese)
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Epftulo IX.

Mas alld de las 2R’s... Reflexiones en torno a la ética
en experimentacion animal y las emociones en los animales de laboratorio

NATALIA URIARTE"?, ANNABEL FERREIRA?, DANIELLA AGRATP?

ILaboratorio de Neurociencias, 2Comision de Etica en el Uso de Animales; *Seccién Fisiologfa y Nutricién, Facultad de Ciencias, Universidad de la Repuiblica.

Introduccion

Los experimentos con animales han posibilitado un
gran avance en diversas dreas del conocimiento cien-
tifico. Este avance ha sido particularmente vertigi-
noso en el drea biomédica, donde se ha obtenido un
gran cuerpo de resultados extrapolables al hombre.
Los animales de laboratorio se utilizan como mode-
los para el estudio de mecanismos bésicos, efecto de
drogas y enfermedades fisicas y psiquidtricas propias
de nuestra especie, asi como para entender su propia
fisiologia y comportamiento y los mecanismos bio-
l6gicos que los subyacen. Junto con el crecimiento
del conocimiento cientifico generado a través del
uso de animales, han ido aumentando los cuestiona-
mientos a la experimentacién animal, tanto por los
profesionales directamente implicados como por la
sociedad en general. Esta preocupacion ha llevado a
la formulacion de normativas orientadas a incentivar
el uso responsable de los animales en actividades

experimentales, incluyendo la investigacion, la do-
cencia y la produccion (Ferreira, 2019).

Gran parte de las reglamentaciones actuales sobre
el uso de animales de laboratorio, a nivel nacional e
internacional, tiene sus principios guia en lo que en
la actualidad conocemos como las tres erres (3R’s):
Reemplazo, Reduccion y Refinamiento, inicialmente
definidas por los investigadores britanicos William
Russell y Rex Burch en 1959 (Russell, 1959). El
principio de reemplazo plantea que, siempre que
sea posible, el uso de animales debe sustituirse por
métodos alternativos. La reducciéon implica que el
numero de animales a utilizar en una investigacion
debe reducirse al minimo posible sin comprometer
la viabilidad de los experimentos ni la validez de los
resultados. El refinamiento refiere al deber de los
investigadores de utilizar los métodos y técnicas que

minimicen el dolor, sufrimiento o angustia y promue-

van el bienestar de los animales utilizados.

Hace mas de 50 afios que estas directrices son pilares
del analisis de diversos aspectos vinculados a la ex-
perimentacion animal, incluyendo su tratamiento en
comisiones de ética y agencias financiadoras (Breijo,
2019). Sin embargo, en los ultimos afos se han su-
mado nuevos elementos a considerar en la discusion
y actualizacion de estos principios. En particular, el
avance cientifico en dreas de investigacion como la
neurociencia afectiva ha generado nuevos conoci-
mientos sobre las capacidades cognitivas, emocio-
nales y sociales de los animales de laboratorio que
deben ser considerados en la reflexion y en la prac-
tica cientifica. En este capitulo presentamos algunos
de estos avances, asi como su potencial relevancia
en la discusion ética acerca de la experimentacion
animal.
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Emociones en animales no humanos:
aportes desde la neurociencia afectiva

La propuesta de que los animales no humanos expe-
rimentan emociones no es nueva. Desde hace mile-
nios se sostiene que los animales son seres sintientes,
es decir, tienen la capacidad de tener experiencias de
placer y dolor, de juego y alegria o de sufrimiento.

Charles Darwin, en «La expresion de las emociones
en el hombre y en los animales», ya en 1872 propu-
so que «los animales sienten placer, dolor, alegria y
tristeza». Sin embargo, el estudio sistematico de las
experiencias emocionales en otras especies, al igual
que de sus bases neurobioldgicas, se vio relegado
hasta muy entrado el siglo XX.

Una de las corrientes cientificas que ha hecho mas
hincapié en el estudio de las emociones en animales
no humanos es la denominada neurociencia afectiva,
fundada por el neurocientifico estonioamericano
Jaak Panksepp. Desde esta corriente se ha prestado
especial atencion en mostrar que los animales tienen
afectos, es decir, experiencias asociadas a sistemas
emocionales basicos y a cambios neurofisiologicos
especificos. Estos sistemas afectivos no serian un
monopolio de nuestra especie, sino que se constru-
yeron evolutivamente a partir de respuestas bdsicas,
que han permitido la supervivencia, la reproducciéon
y el bienestar en el mundo animal. Esta afirmacion
se sustenta en la homologia entre las respuestas
fisiologicas y conductuales de otros animales frente
a determinados estimulos y contextos, asi como de
los circuitos neurales implicados en esas respuestas

emocionales y las de nuestra especie. Aunque los ani-
males no humanos no analizan las emociones como
lo hacemos nosotros, esta evidencia apoya que las
experimentan de forma similar (Kringelbach, 2008;
Panksepp, 2011).

Uno de los mayores desafios vinculados al estudio de
las emociones en animales no humanos es la dificultad
para identificarlas y evaluarlas. Sin embargo, el estu-
dio de sus respuestas comportamentales y fisiologicas
frente a estimulos emocionalmente relevantes o com-
petentes —como un potencial predador, un alimento
palatable, o las crias para una madre— junto con la
caracterizacion de los circuitos neurales que las sub-
yacen, ha comenzado a revelar su mundo emocional.
Por ejemplo, se ha postulado que las vocalizaciones
que emiten las crias de aves y de mamiferos ante la
separacion de sus padres reflejan un estado emocional
negativo relacionado con la angustia. Este estado seria
regulado por un circuito neural que involucra areas y
sistemas de neurotransmisién implicados a su vez en
trastornos psiquidtricos como la depresion en seres
humanos (Panksepp, 2011). A partir de estos modelos
se ha avanzado mucho en la comprension de las bases
neurobioldgicas de estados emocionales con valencia
negativa en animales no humanos.

A diferencia de las emociones negativas, los estados
emocionales con valencia positiva, o placenteros,
han sido menos estudiados en animales de labora-
torio. Los trabajos pioneros de Kent Berridge de la
Universidad de Michigan, muestran que tanto las
ratas como los bebés tienen expresiones faciales con
caracteristicas similares en respuesta a sabores dulces

y amargos, que serian indicadores de placer o displa-
cer sensorial (Berridge, 2000).

Por otro lado, las investigaciones de Panksepp y

su grupo, explorando la emision de vocalizaciones
ultrasonicas en la rata como expresion de afectos
positivos y negativos en contextos sociales, permitie-
ron avanzar de forma sustancial en la comprension
del espectro emocional de esta especie. En particular,
observaron que, durante las interacciones de juego
entre pares, los animales emitian vocalizaciones
ultrasonicas caracteristicas de 50 kHz. También

las cosquillas realizadas por el investigador desper-
taban en las ratas, las mismas vocalizaciones rela-
cionadas con el juego y a las interacciones sociales
entre congéneres (Burgdorf, 2006). Estos autores
sostienen que la risa en humanos y la emisién de
vocalizaciones ultrasénicas de 50 kHz en la rata son
homologas, ya que ambas se expresan en contextos
emocionales similares y comparten mecanismos y
areas neurales entre ambas especies.

Un numero creciente de estudios en roedores de
laboratorio sostiene que estos animales realizan
comportamientos prosociales y empaticos, tendientes
a aliviar el distrés o la angustia de un congénere. Por
ejemplo, Ben-Ami Bartal y su grupo de investigacion
de la Universidad de Chicago, colocaron a una rata
libre en una superficie abierta que contenia una caja
transparente cuyas dimensiones restringian el movi-
miento donde otra rata estaba encerrada. En poco
tiempo, la primera rata aprendié a abrir la puerta de
la caja para liberar a su compaiiera. Cuando liberar
a la companera se contraponia con abrir otra caja
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para obtener chocolate, la mayoria de las ratas libe-
raban a la rata atrapada y compartian su chocolate
con ella. Los autores del experimento proponen
que las ratas se comportan de manera prosocial en
respuesta a la angustia o el distrés de un congénere
(revision de Decety, 2016).

Las ratas no solo se «rien» y muestran comporta-
mientos prosociales y empdticos frente a sus con-
géneres, sino que también juegan solo por el hecho
de jugar. Tal vez para quien trabaja en un labora-
torio de experimentacion animal esto no suene en
particular novedoso, ya que es habitual observar
interacciones de juego en los animales alojados en
grupos, principalmente en individuos juveniles. Pero
notablemente, las ratas también aprenden juegos qué
requieren capacidades cognitivas complejas, como la
representacion mental del juego y sus reglas. En los
experimentos desarrollados por el grupo de Michael
Brecht (Reinhold, 2019) se ensefi6 a las ratas a jugar
a las escondidas con un ser humano, ya fuera bus-
candolo cuando este se escondia o escondiéndose
mientras la persona las buscaba. Las ratas aprendie-
ron la estrategia del juego, es decir, primero visitaban
lugares donde se habia escondido antes la persona,
mientras que cuando se escondian, elegian cajas
opacas o de cart6n en lugar de cajas transparentes.
Ademis, cuando buscaban a la persona escondida

se comportaban de manera diferente y emitian mas
vocalizaciones de 50 kHz en relacion con cuando

se escondian. Una de las conclusiones de esta inte-
resante investigacion fue que para las ratas buscar

o esconderse no cumple otra funciéon mds que la del
placer por jugar.

/Qué implicancias acarrea para la

discusién ética de la experimentacion
animal reconocer que los animales de
laboratorio experimentan emociones?

Al postular que otras especies, al igual que la nues-
tra, tienen experiencias emocionales que se sustentan
en sustratos neurobioldgicos conservados evolu-
tivamente que pueden y se deben estudiar cientifi-
camente, Jaak Panksepp no solo colocé la piedra
fundamental de la Neurociencia Afectiva como dis-
ciplina de estudio, sino que aport6 nuevos elementos
a la discusion del dilema ético que conlleva la expe-
rimentacion animal. Reconocer que los animales de
laboratorio tienen experiencias emocionales, muchas
probablemente muy similares a las nuestras, nos
interpela como investigadores. ¢Qué consecuencias
tiene este conocimiento sobre el estatus moral que
otorgamos a los animales de laboratorio? ;Cémo
incorporamos estos conceptos al trabajo de experi-
mentacion en el laboratorio? Las respuestas a estas
preguntas involucran profundas reflexiones tedricas
y filos6ficas, y al mismo tiempo subrayan sus efectos
practicos para promover el bienestar animal durante
nuestras investigaciones.

El conocimiento generado sobre las capacidades
afectivas de los animales de laboratorio constituye
un insumo importante para las voces que abogan
por eliminar la experimentacion con roedores, de la
misma forma en que fueron la base para reducir la
experimentacion con primates. Diversas organiza-
ciones y académicos plantean que nuestra «miopia

moral» e «implacable antropocentrismo» nos impi-
den tenerlos en cuenta de la misma forma en que lo
hicimos con los primates (Andrews, 2020). Asi, de
forma paradodjica, la homologia de las bases neurales
de las experiencias emocionales y sociales entre los
roedores de laboratorio y los seres humanos ha lleva-
do a fortalecer su uso como modelos para el estudio
de procesos psicopatologicos propios de nuestra
especie. Siguiendo esta linea de pensamiento, si bien
Panksepp plantea que tratar a otros animales como
sl no experimentaran emociones es un error €tico y,
por tanto, un dilema que los investigadores deben
considerar con franqueza, al mismo tiempo sostiene
que «el conocimiento cientifico sobre nuestra heren-
cia afectiva compartida puede justificar los sacrificios
que se requieren» (Panksepp, 2011).

De acuerdo con estas reflexiones y posiciones,
creemos que es fundamental que los cientificos que
trabajamos utilizando animales en nuestra inves-
tigacion, reflexionemos y discutamos en torno a

este dilema, plantedndonos seria y honestamente
cémo debemos relacionarnos con los animales ex-
perimentales. En este sentido, Cardoso y Almeida
(2014) hacen una interesante reflexion sobre qué
implicancias puede tener la forma en como nos re-
ferimos a los animales de laboratorio. Estos autores
plantean su preocupacion al notar que, a pesar de
que reconocemos que estos animales experimentan
emociones, muchos textos académicos, convocato-
rias financiables, manuales de procedimientos y otros
instrumentos institucionales, especialmente en cien-
cia, tecnologia y actividades de innovacion, utilizan
términos como producto, reactivo biologico, insumo,
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material, para referirse a ellos. Estas expresiones,
que eluden una franca denominacién que haga pa-
tente la condicion de seres sintientes de los animales,
contribuyen a instrumentalizar su empleo y a en-
mascarar el dilema moral que esta prictica conlleva.
Esto, a su vez, podria acarrear la postergacion de la
busqueda de alternativas y mejoras en los procedi-
mientos experimentales y la concientizacién de que
no se tratan de meros medios bioldgicos (células,
tejidos, 6rganos, modelos, etc.) para la produccion
e investigacion, sino de seres sintientes, con sus pro-
pias necesidades y capacidades.

A su vez, desde la practica cientifica, el conocimiento
que arroja el estudio de las emociones y de las for-
mas en las cuales los animales las manifiestan puede
redundar en un mayor bienestar animal. Un ejemplo
de esto surge del estudio del dolor en roedores de
laboratorio. Esta area de estudio se ha impulsado
desde dos perspectivas: el punto de vista cientifico y
el del bienestar (Mota-Rojas, 2020). Mientras que
desde el punto de vista cientifico se le otorga un va-
lor extrinseco al animal, vinculado a la solidez y ro-
bustez de los resultados obtenidos a partir de su uso,
desde el punto de vista del bienestar se considera el
valor intrinseco del animal. Esto implica que el dolor
que se produce con frecuencia en la experimentacion
debe evitarse o minimizarse en beneficio del animal.
A pesar de las diferencias entre estos puntos de vis-
ta, en cuanto a su motivacion subyacente ambos
comparten la necesidad de contar con un método
fiable y practico para evaluar el dolor. Con este fin
se desarrollaron las Escalas Grimace, que permiten
evaluar el dolor que experimentan los roedores a

partir de sus expresiones faciales (Langford, 2010).
Esta posibilidad de detectar y cuantificar el dolor de
forma fiable y precisa, en tiempo real, ofrece una he-
rramienta muy importante para diagnosticar y evitar
el dolor, el miedo y el distrés o angustia durante la
ejecucion de los protocolos experimentales.

Por otra parte, diversos autores proponen que el
bienestar animal no radica simplemente en reducir
las emociones negativas, sino que también deberia
incluir, y quizds de forma predominante, la presencia
de emociones positivas. En otras palabras, ademas
de la necesidad de evitar el sufrimiento, debemos
asegurar las condiciones para que se expresen com-
portamientos emocionalmente positivos (Boissy,
2007). En este sentido, existen iniciativas que buscan
desarrollar los primeros indicadores faciales de emo-
ciones positivas en ratas luego de sesiones de cosqui-
llas con los investigadores para explorar los estados
emocionales positivos y de bienestar animal en ratas
(Finlayson, 2016). Comprender mejor las experien-
cias emocionales positivas de los animales de labora-
torio, asi como las condiciones que las generan, nos
permite disefiar estrategias para mejorar el bienestar
animal.

Reflexiones finales

A la luz de la creciente evidencia discutida entende-
mos que la comunidad cientifica, en especial la vin-
culada a las biociencias, sigue teniendo por delante
el desafio de replantear su vinculo con los animales
de experimentacion. Reconocer que los animales de

laboratorio experimentan emociones complejas nos
obliga entonces a una justificacién mucho mas rigu-
rosa para su utilizacion en experimentos.

Acompanando este avance, nuevos conceptos y prin-
cipios se incorporan a los ya formulados en las 3R’s.
Por ejemplo, vinculado a la complejidad emocional
de los animales no humanos, se plantea el Principio
de Precaucion. Este aconseja que en caso de que
exista incertidumbre sobre la capacidad de sentir o
emocional de una especie debemos actuar, e incluso
legislar, a su favor, es decir si nos equivocamos, que
este error sea hacia el «lado de la precaucién» (Birch
2017; Browning 2022).

Es posible que el dilema en torno a este tema no

sea saldado nunca, sin embargo, entendemos que la
discusion sobre el uso de animales en experimenta-
cién es beneficiosa y se debe dar en forma franca y
honesta, involucrando diversidad de posturas y ac-
tores de la sociedad. Creemos que la concepcion de
los animales de laboratorio como seres sintientes y el
conocimiento generado desde la academia, aportan a
una mejor practica experimental y un mayor bienes-
tar animal. Pero también contribuyen a la concienti-
zacion de la relacion de nuestra especie con otras, y
del uso que hacemos de los seres vivos en general.
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Epftulo X.

Nociones generales sobre métodos alternativos al uso de animales de laboratorio

La bisqueda de métodos o técnicas alternativas que
permitan el reemplazo de animales de experimenta-
cién por procedimientos que no los involucren, ha
sido siempre tema de interés tanto para los cientifi-
cos como para la sociedad en general. En 1926 dos
investigadores ingleses: William Russell y Rex Burch,
en la Federacion de Universidades para el Bienestar
Animal (UFAW https://www.ufaw.org.uk) y bajo el
auspicio y apoyo de Charles W. Hume fundador de
la Federacion, generaron la primera discusion acerca
de la busqueda de elementos alternativos que per-
mitieran el reemplazo animal (Russell 2005; Balls
2009; Rivero 2019).

La discusion de Russell y Burch se basé en el trabajo
del fisiélogo britdnico Marshall Hall, quien ya en
1831 establecio cinco puntos acerca de la forma en
las que se deberia llevar a cabo la experimentacion
animal, comenzando asi el debate sobre el tema
(Zurlo, 1994). Como vimos en el Cap. I, Hall propo-
nia que:

e Un experimento no debe realizarse si puede ser
sustituido por simple observacion.

e Ningun experimento debe realizarse sin tener
objetivos bien definidos.

e Los cientificos deben estar bien informados
acerca de los experimentos de sus colegas,
para evitar las repeticiones innecesarias de
experimentos.

*  Los experimentos justificados se deberan de
realizar provocando el menor sufrimiento a los
animales (a menudo mediante el uso de anima-
les inferiores menos sensibles).

e Todo experimento debe realizarse bajo circuns-
tancias que proporcionen los resultados mas
claros posibles, disminuyendo la repeticion de
experimentos.

A partir de estos postulados, Russell y Burch de-
finieron como técnica de reemplazo a «cualquier
método cientifico que emplee material no sensible y
que pudiera reemplazar el uso de vertebrados vivos
conscientes en experimentacion animal». En este
contexto todos los métodos o técnicas que permitan
sustituir el uso de animales en experimentacion o
docencia, reducir el nimero de ejemplares, disminuir
el stress e impedir el sufrimiento de animales, son
incluidos en la categoria de reemplazo. El reemplazo
puede ser de dos tipos: a) Relativo: en el que el ani-
mal pudiera ser requerido en alguna fase del ensayo,
pero no expuesto a situaciones de tension o stress;
b) Absoluto: cuando el animal no es requerido en

ninguna fase de experimento, siendo este ultimo por
el que la comunidad se inclina y el que mas retos
plantea (Vinardell Martinez, 2021).

Presente y futuro

Si bien la tendencia mundial al reemplazo relativo

o absoluto en el uso de animales de experimenta-
cién es muy clara, la oferta de métodos y modelos
que permitan la obtencién de datos confiables ha
comenzado a ser eficiente solo a partir de hace muy
poco tiempo, incluso en los paises mds desarrollados
(Doke 2015; EURL ECVAM 2018). Asi encontramos
que el primer congreso sobre alternativas y uso de
animales en ciencia se realiz6 en 1993, organizado
por él Johns Hopkins Center en Baltimore, USA. En
este primer congreso ya se planteaba la preocupacion
y proponia la bisqueda de ensayos y mecanismos
alternativos validados que permitieran garantizar la
obtencion de modelos que llevaran a la reduccion del
uso de animales de experimentacion.

Para que el reemplazo resulte adecuado, el modelo
que se proponga debera resultar de (Balls, 1983;
1993y 2013):

a. la busqueda exhaustiva de fuentes de informa-
cion existente;
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b. la necesaria reproduccion de los procesos fisio-
logicos, y

c. la capacidad predictiva del modelo, es decir la
comprobacion de predicciones basadas en las
relaciones de estructura y actividad.

Deberd ademas promover:

a. la utilizacién de animales invertebrados y orga-
nismos vegetales y del reino fungi;

b. la utilizacién de modelos in vitro: cultivos y
6rganos perfundidos;

c. la utilizacion de vertebrados en etapas tempra-
nas de desarrollo;

d. la realizacion de estudios en humanos volunta-
rios, y

e. la utilizacién de resultados derivados de investi-
gaciones epidemioldgicas.

Las posteriores reuniones que se han realizado para
discutir el tema concuerdan en que un buen modelo
no solo debe reemplazar el uso de animales de expe-
rimentacion, sino que ademas debe de reproducir los
fendmenos y procesos bioldgicos de manera simple y
eficiente; de tal forma que su uso resulte en datos que
puedan ser utilizados de forma confiable. Ademads,
los modelos de reemplazo deben estar disponibles
para su uso en diversos laboratorios; lo que signi-
ficaria que deben de obtenerse de forma facil y ser

economicos. Las caracteristicas deseables incorporan,
ademads, ser duradero y ductiles (es decir poseer atri-
butos que le permitan adaptarse a diferentes condi-
ciones experimentales), e incluso se ha postulado que
no debe ser sofisticado (Balls, 1993 y 1999).

Al listado de caracteristicas a cumplir por el método
alternativo, debe sumarse su validacion. Este proce-
dimiento se define como el proceso por el cual se es-
tablece la fiabilidad e importancia de un método con
un objetivo bien definido. La fiabilidad esta relacio-
nada con la reproducibilidad intra e interlaboratorio,
asi como que sea ficilmente transferible. Por su parte
la importancia del método se basa en las bases cien-
tificas del mismo y en su capacidad predictiva (Balls
1999 y 2015, Prior 2019).

Los modelos propuestos y que se encuentran en uso
pueden agruparse en dos grandes categorias: los

que utilizan sistemas vivos y los tedricos en los que
se utilizan modelos no vivos (Vinardell Martinez,
2021). Los modelos que proponen el uso de «sis-
temas vivos” incluyen el uso cultivos celulares y de
organos o tejidos; asi como la obtencion de datos a
partir del uso de animales invertebrados. Los rela-
cionados con el uso de cultivos han dado algunos
resultados, pero resultan costosos y en muchos casos
no replican condiciones asociadas a la edad o de
estacionalidad; no obstante, han resultado satisfacto-
rios ya que logran homogeneidad y repetibilidad de
los datos que se obtienen. Por otro lado, la recomen-
dacion para el uso de microorganismos (bacterias,
levaduras) e invertebrados (insectos, moluscos), asi
como embriones de peces o de aves, argumentan la

ausencia de un sistema nervioso en los microorga-
nismos y en los demds la presencia de un sistema
nervioso primitivo o aun no desarrollado, en los que
la sensacion de dolor es minima o no existe. Su uso
se ha implementado sobre todo para el estudio de
mecanismos de virulencia, el uso de antimicrobianos
y para comprender fenomenos de respuesta inmune.
Los datos obtenidos han permitido avanzar, pero

la objecion mads enérgica se encuentra al querer ex-
trapolar los resultados obtenidos a organismos mas
complejos, ya que es obvia la diferencia entre las
categorias taxonomicas y la clara distancia evolutiva
o de desarrollo (Vinardell Martinez 2014; Aguiano-
Robledo 2018).

Los modelos que incluyen sistemas 70 vivos abar-
can aquellos que utilizan bases de datos y sistemas
fisicos, quimicos y computacionales que simulan
funciones biologicas y sus interacciones fisiologicas,
bioquimicas, patoldgicas y toxicoldgicas, etc. Esta
corriente propone ademads la inclusién de grupos hu-
manos voluntarios en los que se llevan a cabo estu-
dios epidemioldgicos y toxicoldgicos. Esta categoria
ha encontrado resistencia debido a el componente
ético que implica la incorporacion de personas como
sujetos de experimentacion (Vinardell Martinez,
2014). En cualquiera de las situaciones (uso de mo-
delos vivos y no vivos), lo que resulta claro es que
en cualquier tipo de estudio se debe incorporar la
aplicacion de protocolos normalizados de trabajo, la
seleccion del mejor diseno experimental y la incor-
poracion y uso de informacion obtenida en estudios
previos; acciones todas que resultan en la optimiza-
cién del trabajo y obtencion de resultados confiables.
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Es necesario recalcar que poder contar con modelos
alternativos al uso de animales de experimentacién
ha comenzado a ser posible gracias al avance en el
conocimiento profundo de las especies involucradas,
el desarrollo de tecnologias y la creacion y vigilancia
de leyes que regulen el uso de animales de forma
ética y responsable (Roi 20135 Aguiano Robledo
2018).

La utilizacién de modelos alternativos otorga (en la
mayoria de los casos) ventajas técnicas y econdmicas
ya que resultan reproducibles, rapidos y al parecer
de menor costo; ademads se pueden repetir mayor
cantidad de veces y los resultados que se obtie-

nen son mds consistentes (Rivero 2019; Vinardell
Martinez 2021).

Actualmente y debido a la prohibicion desde 2013
en la UE del uso de animales en test para productos
cosméticos, surgio la necesidad de métodos alterna-
tivos que suplieran el uso de animales en esta drea.
Un ejemplo de ello es el desarrollo del primer test in
vitro que reemplaza el uso de animales para la deter-
minacion de irritacion/corrosion dérmica validado
por Centro Europeo para la Validacion de Métodos
Alternativos (EURL ECVAM), este desarrollo fue
liderado por la empresa I’Oreal (https://www.
loreal.com/en/commitments-and-responsibilities/
for-the-planet/for-beauty-with-no-animal-testing/
milestones-in-the-safety-assessment-without-animal/)
(Spielmann 2008; Motter Catarino 2018; Pellevosin
2018). Otro ejemplo es el uso de ojo aislado de pollo
para reemplazar el test de Draize en conejos, siendo
en este caso un reemplazo relativo (Prinsen, 2017)

En América Latina, existen dos Federaciones que
nuclean a las diferentes asociaciones de animales

de laboratorio de los paises miembro ellas son: la
Federacion de Sociedades Sudamericanas de Ciencias
de Animales de Laboratorio (FESSACAL) y la
Federacion de Sociedades y Asociaciones Hispanas
de América del Norte, Centroamérica y el Caribe,

de las Ciencias de los Animales de Laboratorio
(FESAHANCCCAL). Ambas federaciones organizan
desde hace varios afios el Congreso sobre Métodos
Alternativos al Uso de Animales en Educacion,
Investigacion e Industria. En estos congresos parti-
cipan investigadores del area, autoridades sanitarias
y reguladoras, organizaciones no gubernamentales

y empresas e industrias de sectores afines. El fin de
estas reuniones cientificas es el formar en las 3R’s,
estar al dia en todos los avances existentes en méto-
dos alternativos y su validacion, siendo un lugar de
encuentro de los esfuerzos de la comunidad cientifica
y sociedad en general para revisar, discutir y difundir
las mds importantes e innovadoras tecnologias, mé-
todos y recomendaciones para Reemplazar, Reducir
y Refinar el uso de animales en la investigacion
cientifica, el aseguramiento de la calidad, las pruebas
diagnésticas, el desarrollo tecnolégico y la docencia.
En 2022 se llevo a cabo la IV reunion en la ciudad
de México (https://colama.org).

¢Donde buscar? jA quién acudir?

Otra de las preocupaciones que se suman a la pro-
blematica de seleccion de un modelo alternativo,
radica en que los investigadores se encuentran poco

informados acerca de qué herramientas existen,
cuando y como se deben aplicar. En este sentido se
hace necesaria entonces la difusion de las fuentes en
las que se localicen los métodos alternativos exis-
tentes y que dichas fuentes sean ademds de manejo
sencillo y practico. En afios recientes, diferentes
organismos alrededor del mundo se han preocupado
por la elaboracién de guias y listas de lugares en los
cudles los interesados pueden buscar informacion
relacionada con el reemplazo de animales de experi-
mentacion por otros modelos.

En la Comunidad Europea, por ejemplo, en 2011
y bajo la directiva 2010/63/EC, el Centro Europeo
para la Validacion de Métodos Alternativos
(ECVAM) se convierte en el laboratorio de refe-
rencia de la Unioén Europea para Alternativas a la
Experimentacion con Animales (European Union
Reference Laboratory for Alternatives to Animal
Testing: EURL-ECVAM). En su sitio web se puede
encontrar una guia y una check list que considera
las palabras clave a utilizar y las estrategias de la
busqueda, lo que permite una busqueda sistema-
tizada de un tema en particular. También propor-
ciona una lista de las revistas mas relevantes en el
tema (https://ec.europa.eu/jrc/en/publication/books/
eurl-ecvam-search-guide-good-search-practice-ani-
mal-alternatives).

De igual forma en Estados Unidos en el afio 2000 se
crea el Comité Coordinador Interagencias sobre la
Validacion de Métodos Alternativos (Coordinating
Committee on the Validation of Alternative Methods
ICCVAM) (https://ntp.niehs.nih.gov/whatwestudy/
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niceatm/iccvam/index.html), en Japon se llama ja-
CVAM (https://www.jacvam.jp/en/index.html) y

en America del Sur tenemos en Brasil el braCVAM
(http://www.bracvam.fiocruz.br). Todas estas agen-
cias en sus pdginas web brindan informacién referen-
te a métodos alternativos.

La Red Espariola de Métodos Alternativos (REMA)
(http://www.remanet.net) ha creado una pagina web
con herramientas de busqueda de alternativas de
reemplazo. Ademads, con el fin de incentivar a los do-
centes con el uso de herramientas alternativas al uso
de animales en la ensefanza, se cred InterNICHE
(https://www.interniche.org/es) una red internacional
que busca una educacién mas humanitaria y que
contiene una base de datos con mds de 1000 alterna-
tivas clasificadas por disciplinas y tipologia (Rivero
2019; Vinardell Martinez 2021). Segun la bibliogra-
fia, en Espana el desarrollo de enfoques y métodos
alternativos ha conseguido reducir el numero de ani-
males usados en experimentacion hasta en un 8o %
(Anguiano-Robledo, 2018).

Como se ha mencionado existen diferentes orga-
nizaciones y agencias internacionales dedicadas a

la basqueda, validacién y financiacién de métodos
alternativos, a continuacion les brindamos un listado
de algunas de ellas:

1. Alternatives to animal testing (ICCVAM): ht-
tps://www.niehs.nih.gov/health/topics/science/
sya-iccvam/index.cfm

2. Fund for the Replacement of Animals in
Medical Experiments (FRAME): https:/frame.
org.uk

3. European Research Group for Alternatives in
Toxicity Testing (ERGATT): https://uia.org/s/or/
en/1100061624

4. Norwegian Inventory of Alternatives
(NORINA): https://norecopa.no/norina

5. The European Resource Centre for Alternatives
in Higher Education: http://www.eurca.org

6. EU Reference Laboratory for Alternatives
to Animal Testing (EURL ECVAM): https://
joint-research-centre.ec.europa.eu/eu-referen-
ce-laboratory-alternatives-animal-testing-eu-
rl-ecvam_en.

7. Center for Alternatives to Animal Testing
(CAAT): https://caat.jhsph.edu

Conclusiones

®  Se debe fomentar la investigacion de modelos
alternativos y difundir el resultado de estas in-

vestigaciones para impulsarlos y mejorarlos.

e El uso de animales para propoésitos cientificos o

educacionales solo deberia de plantearse cuando

no exista otra alternativa y estar asociado a la
optimizacion de las 3R’s.

Los beneficios del reemplazo no resultan solo
en el campo de la bioética, sino que resulta en
el mejoramiento de las condiciones en las que
se disefian y realizan los experimentos y ademas
reduce el numero de factores que pueden alterar
los resultados.

A pesar de los esfuerzos para difundir el concep-
to de métodos alternativos, existe poca acepta-
cion de las alternativas de reemplazo por parte
de la comunidad cientifica, debida principal-
mente a un desconocimiento de la realidad de
los métodos que no utilizan animales.

Es fundamental e imperioso realizar una
basqueda bibliogrifica adecuada antes de
plantear una metodologia con animales de
experimentacion.
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Anexo |

Ordenanza sobre uso de Animales en Experimentacion, Docencia e Investigacion Universitaria

Resolucidon n.e 11 del CDC
de 21/X11/1999. Distribuido n.2 295/99,
D. 0. 21/11/2000

Exposicion de motivos

La experimentacién animal ha sido base fundamental de

los grandes avances de los conocimientos biolégicos y del
bienestar del hombre y de los animales, en particular por-
que ha esclarecido las causas, los mecanismos, asi como el

tratamiento y la prevencion de muchas enfermedades.

Tanto las investigaciones bioldgicas basicas como las inves-
tigaciones aplicadas han determinado muchos e importan-
tes adelantos de la ciencia médica.

Resulta indispensable seguir realizando investigaciones

de ambas clases con el fin de descubrir las causas, meca-
nismos, prevencion y tratamiento de enfermedades que
aun no son bien conocidas por el hombre, asi como para
probar la eficacia e inocuidad de muchos de los principios
activos utilizados en medicina humana y veterinaria, y en

general para avanzar en el conocimiento biolégico.

Un requisito importante estipulado en los codigos de ética

internacionales (OMS, OPS) y en muchas legislaciones

nacionales para experimentacion en seres humanos, es
que no se deben emplear nuevas sustancias ni dispositivos
en seres humanos, a menos que las pruebas previamente
efectuadas en animales, permitan hacer una suposicion

razonable de su inocuidad.

En medicina humana y veterinaria se utilizan animales
en investigaciones fisioldgicas, patologicas, farmacolégi-
cas, toxicoldgicas, terapéuticas y de conducta, en cirugia
experimental, en ensayos de medicamentos y preparados
bioldgicos, y también con fines docentes en todas estas

disciplinas, incluyendo la formacién quirtrgica.

Ademas de los experimentos, los animales son indispen-
sables para probar la potencia e inocuidad de muchas de
las sustancias bioldgicas utilizadas en medicina humana y

veterinaria.

Las pruebas de actividad biologica son, ademds, esenciales
para las numerosas sustancias sintéticas que jamads exis-
tieron en la naturaleza: productos farmacéuticos, aditivos
alimentarios y productos quimicos agricolas, y es evidente
que dichas pruebas solo pueden realizarse con animales,
aunque los sujetos de las pruebas definitivas tengan que
ser seres humanos en contacto directo o indirecto con las

mencionadas sustancias.

La investigacion espacial también ha requerido y requiere

la utilizacion de animales de experimentacion.

Se han descrito mas de 1:200.000 especies de animales,
pero el 97 % de los utilizados en experimentacion biologi-
ca pertenecen a 9 categorias: rata, raton, cobayo, conejo,
hdmster, perro, gato, pollo y mono.

Otros, menos comunes, son peces, viboras, lechuza, mur-

ciélagos, ovejas, palomas, armadillo, etc.

El animal seleccionado depende del objetivo de la investi-
gacion a realizarse.

Se estima que el nimero de animales que se utilizan anual-
mente con fines biomédicos oscila entre 1 000 000 en la
India y 6 ooo ooo en el Japon, con una cifra intermedia de
2 000 000 en Canada.

El empleo de animales en investigacion y docencia invo-
lucra responsabilidad de los investigadores respecto de

los animales de experimentacion, en cuanto a que estos
deben ser tratados como seres sensibles, deben ser criados,
alimentados y atendidos segtin sus necesidades, evitando o
minimizando su posible incomodidad, sufrimiento fisico y
dolor.

Estos imperativos éticos de conducta, de todo el personal
que trabaja con animales de experimentacion, se asegurard

por un doble mecanismo:

a) Formacion y adiestramiento de todo el personal en

el trabajo con animales de experimentacion, a través de
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cursos de capacitacion con dicho fin en los que se estimula-
ra el interés humanitario por dichos animales.

b) Vigilancia y acciones disciplinarias por parte de la auto-
ridad Univesitaria, por medio de disposiciones, reglamen-
taciones y normas estipuladas en tal sentido.

La Universidad de la Reptblica se adhiere a los Principios
Rectores internacionales aplicables a las investigaciones
biomédicas con animales del Consejo de Organizaciones
Internacionales de las Ciencias Médicas, aprobado por el
Comité Consultivo de Investigaciones Médicas de la OMS
(Cronica, de la OMS 39: 5560, 1985) y a las Normas
Internacionales para la investigaciéon biomédica con ani-
males de la OPS (Bol Of Sanit Panam 108(5-6), 1990) que
incluye los antedichos Principios Rectores de la OMS.

Estos principios rectores proporcionan un marco concep-
tual y ético, aceptable tanto por la comunidad biomédica
internacional como por las sociedades protectoras de
animales responsables, y estin fundamentados en las
siguientes reglas:

a. El uso de animales con fines cientificos no es por si
deseable.

b. Siempre que sea posible deben utilizarse otros métodos.

c. En el estado actual de los conocimientos es inevitable
recurrir al uso de animales.

d. Los cientificos tienen la obligacion moral de tratar
humanitariamente a los animales, evitdndoles en lo posi-

ble toda molestia y dolor, y teniendo siempre presente la

posibilidad de obtener los mismos resultados sin necesidad
de recurrir a animales vivos.

Corresponde entonces que la Universidad redacte sin mds
dilaciones, una Ordenanza que defina con precision las
condiciones y limites del uso de animales en la docencia e

investigacion, de acuerdo con los siguientes principios:

Principios basicos

L.- El progreso de los conocimientos biologicos y el per-
feccionamiento de los medios de proteccion de la salud y
el bienestar del hombre y de los animales, obliga a hacer

experimentos con animales vivos de especies muy diversas.

IL.- Siempre que sea posible deberdn utilizarse métodos
alternativos, es decir la sustitucion de los animales vivos
por otros procedimientos, como los basados en modelos
matematicos, simulacién por computador y sistemas biol6-
gicos in vitro.

Tales métodos se consideran complementarios al uso de
animales intactos, y su desarrollo y uso deberd fomentarse
por razones cientificas y humanitarias.

IIL.- Solo deberdan emprenderse experimentos con animales,
tras ponderar debidamente si redundan en beneficio de la
salud humana o animal y del progreso de los conocimien-
tos bioldgicos.

IV.- Los animales seleccionados para un experimento de-

ben ser de la especie y calidad adecuadas, y no exceder del

numero minimo necesario para obtener resultados cientifi-
camente vélidos.

V.- Los investigadores y demds personal deberan tratar
siempre a los animales como seres sensibles, y como im-
perativo ético prestarles la debida atencién y cuidado,
evitindoles o minimizando en lo posible toda molestia,
intranquilidad o dolor.

VL.- Aunque haya que mejorar los conocimientos sobre la
percepcion del dolor por los animales, los investigadores
deberan suponer que cualquier procedimiento susceptible
de causar dolor al ser humano, también lo causard a otras
especies de vertebrados.

VII.- No deberan realizarse intervenciones dolorosas, sean
quirdrgicas o de otra naturaleza, en animales paralizados

con agentes quimicos.

VIIL.- Toda manipulacién de un animal que pueda causarle
un dolor o una molestia momentaneos o minimos, debera
hacerse previa sedacion, analgesia o anestesia adecuada
segun las practicas veterinarias aceptadas.

En caso de que haya que dejar en suspenso tal disposicion,
la decision al respecto no debera depender unicamente de
los investigadores interesados, sino que habra de tomarla
un organismo de revision adecuadamente constituido,
teniendo en cuenta lo antes expresado.

La suspension del articulo VII no deberd basarse jamas en
razones de ensefianza o de demostracion.
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IX.- Al final de un experimento o, cuando proceda durante
el mismo, se debe dar muerte, por un procedimiento no
doloroso, a los animales que, de lo contrario, padeceran
dolores, sufrimientos o incapacidades graves o cronicas
imposibles de aliviar.

X.- Los animales empleados para fines biomédicos se
deben mantener en las mejores condiciones de vida po-
sibles. De ordinario, hay que cuidarlos bajo supervision
de profesionales expertos en el cuidado de animales de
Laboratorio. En todo caso, sera preciso disponer de los

servicios de atencion veterinaria que se necesiten.

XI.- El responsable de todo instituto o departamento don-
de se utilicen animales, debe asegurar que los investigado-
res y el personal restante tengan la idoneidad y experiencia
necesarias para realizar determinados procedimientos con

animales.

Deberén darse oportunidades de formacién en el mismo
servicio, ensefiando a los interesados a atender adecuada y

humanitariamente a los animales a su cargo.

Métodos alternativos
de experimentacion sin animales

Quedan muchos campos de investigacion biomédica en los
que, al menos en el futuro inmediato, se necesitara experi-

mentar con animales.

Un animal vivo intacto es mas que una suma de reaccio-

nes de células, tejidos u 6rganos independientes; existen

complejas interacciones en el animal completo, que los
métodos alternativos bioldgicos o de otra indole no permi-

ten duplicar.

El término alternativo ha sido empleado a veces para refe-
rirse a la sustitucion de los animales vivos por otros proce-
dimientos, y a los métodos destinados a reducir el nimero
de animales necesarios o perfeccionar los procedimientos

de experimentacion.

La consideracion de conflicto moral que reconoce tanto la
necesidad de realizar investigacion biomédica utilizando
animales, como la obligacién de minimizar su sufrimiento,
se resume en lo que Russell y Burch proponen como las
tres R de Russell (Reemplazo, Refinamiento y Reduccion
de animales en la experimentacién bioldgica), que estimula
al uso de alternativas en la investigacion con animales de

laboratorio.

Los procedimientos de experimentacion considerados
«alternativos», comprenden métodos bioldgicos y no

biolégicos.

Estos ultimos incluyen modelos matematicos de las rela-
ciones entre la estructura y la actividad, basados en las
propiedades fisicoquimicas, de los medicamentos y otras
sustancias quimicas y modelos computadorizados de otros

procesos bioldgicos.

Los modelos biologicos incluyen empleo de microorga-
nismos, preparaciones in vitro (fracciones subcelulares,
sistemas celulares de corta duracién, perfusion de 6rganos
completos y cultivo de células y 6rganos) y, en algunos

casos, embriones de invertebrados y vertebrados.

Ademis de los procedimientos de experimentacion, otros
métodos de gran importancia son las investigaciones epide-
mioldgicas retrospectivas y prospectivas sobre poblaciones

humanas y animales.

La adopcion de métodos alternativos se considera comple-
mentaria al uso de animales intactos, y su desarrollo y uso
deberan fomentarse activamente por razones cientificas y
humanas.

Proyecto de ordenanza

Capitulo I.
Concepto de bioterio y laboratorio de experimentacién

Articulo 1.- Conceptos.- Se denomina bioterio al lugar
especialmente adecuado, donde se realiza la cria, manteni-
miento y experimentacion de los animales de laboratorio,

con fines de investigacion, terapéuticos o docentes.

Se denomina laboratorio de experimentacion al lugar
especialmente adecuado, donde se realizan experimentos
con animales, con fines de investigacion o docencia.- Podrd
0 no, estar fisicamente incluido en el bioterio.-

Capitulo Il
Organizacion y funcionamiento de los bioterios y
laboratorios de experimentacion

A.- Ubicacién y caracteristicas generales
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Articulo 2.- Caracteres de los locales.-

Los locales de produccién, mantenimiento o experimen-
tacién animal no podrén estar en relacion directa con
areas administrativas; y deberdan encontrarse aislados del
exterior. Los destinados a animales de produccion deberan
contar con zonas amplias, al aire libre y con un monte de
abrigo como de proteccion, y estardn sujetos a otra regla-

mentacion que elaborard la CHEA.
Los Bioterios deberdn contar:

a) con paredes y pisos recubiertos por material de facil
lavado, resistente a desinfectantes; techos lisos y uniformes

y faciles de limpiar; cierres herméticos en las puertas, etc.

b) y con factores controlados: ambientales (temperatura,
humedad, ventilacion, etc.), fisicoquimicos (iluminacién,
ruido, contaminantes, sanitizantes, etc.), habitacionales
(forma, tamafio, tipo, poblacién de jaulas), nutricionales
(dietas, agua, esquema de alimentacion, etc.), pardsitos,

situacion experimental.

Articulo 3.- Sistemas de ventilacion.- Los sistemas de
ventilacion o de aire acondicionado, serdn exclusivos para
el sector Bioterio, no pudiendo ser compartidos con otras

areas.-
En todas las areas cerradas donde se alojen los animales, la
ventilacion sera positiva, de forma tal de evitar el ingreso

de patdgenos desde el exterior.

Articulo 4.- Estabularios.- Los estabularios se dividirdn en:

(a) Laboratorios de experimentacion.-

Son dreas exclusivamente de experimentacion, en las cua-
les los animales son mantenidos para satisfacer un proto-
colo de investigacion, que pueden o no estar incluidas en el
mismo lugar donde se realiza la produccion, cria y mante-

nimiento de animales.

(b) Bioterios de produccion o ciclo completo, en el cual se
llevara a cabo la reproduccion, cria y mantenimiento de

los animales.-

Las instalaciones para animales deberdn contar con con-
diciones fisicas y de disefio, que aseguren la eficacia de su
funcionamiento.

Las instalaciones para animales deberdn estar separadas de
las oficinas, y otros espacios de permanencia del personal.-

Los animales que requieran ser mantenidos en laboratorio
para satisfacer protocolos de investigacion, deberdn estar
ubicados en dreas apropiadamente adecuadas, para alojar-
los y cuidarlos.-

Articulo s5.- Infraestructura de los Bioterios.- Los bioterios
de produccioén o ciclo completo deberdn contar con:

5.1.- Local de Cria y de Produccién, destinado unica-
mente a los animales en apareo (pie de cria) y su progenie
lactante.

En el mismo deberan llevarse Registros de:

1.- Sistema de apareamiento utilizado.

2.- Fecha de parto.

3.- Fecha de destete.

4.- Cantidad de crias destetadas.
5.- Su destino.

5.2.- Local de Mantenimiento o Stock, destinado a los

animales que son mantenidos para su posterior uso.

Los animales deben estar identificados llevandose
Registros de:

1.- Muertes espontaneas o por eutanasia.-

2.- Resultado de las necropsias y causa probable de

muerte.-
3.- Destino de los animales.-

Por razones de espacio o cuando la magnitud de la pro-
duccién de animales no justificara locales independientes,
la cria y el mantenimiento de una especie podra realizarse
en el mismo local, con capacidad suficiente para evitar la
sobrecarga animal.

En ningtin caso se podradn albergar especies diferentes

dentro de una misma 4rea.

5.3.- Local de Experimentacion Animal, en el que los
animales permaneceran solo durante el transcurso de la
experiencia, los cuales, por razones de bioseguridad seran

eliminados, una vez finalizado el trabajo de investigacion.-
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5.4.- Local o drea de cuarentena, donde se mantendran los
animales introducidos del exterior durante el tiempo pru-

dencial para descartar posibles patologias.

El manejo diario de los animales en cuarentena se realizara
en ultimo término por parte del personal, de forma tal de
evitar el contagio de infecciones.

5.5.- Area o local de depésito, que constard de:

1.- Depésito de material limpio, para el almacenamiento
de jaulas, bebederos, etc.

2.- Deposito de alimentos, donde se almacenaran los ali-

mentos de las especies en estudio.

Dichos depésitos deberan contar con la ventilacion y
temperatura adecuada que garantice el mantenimiento de
la calidad del alimento, y debe estar aislado del ingreso de
vectores de enfermedades infecciosas.

3.- Deposito de material autoclavado.

En caso de trabajarse con material autoclavado, el mismo
debe ser mantenido en forma aislada y bajo radiacion
ultravioleta.

5.6.- Area o local de lavadero.

5.7.- Area de procedimientos quirtirgicos.-

5.8.- Areas para el aseo del personal y para la
administracion.

Articulo 6.- Registros.-

Debera llevarse un registro donde conste la fecha de ingre-
so de los animales, los controles realizados y la fecha en la
cual fueron trasladados a las distintas areas.

Asimismo, debera llevarse un Registro de todos los expe-
rimentos efectuados con animales y facilitarlos para ins-
peccion; en el que habra de incluirse informacion sobre los
diversos procedimientos realizados y los resultados de los

exdmenes post mortem que se practiquen.
B.- Condiciones ambientales
Articulo 7.- Aire y ventilacion.

Las condiciones ambientales de temperatura, humedad,
ventilacién, alumbrado e interaccién con otros animales
deberan ser compatibles con las necesidades de la especie
en cuestion, contando con espacios al aire libre en casos en

que sean requeridos.

Los ruidos y olores deberdan minimizarse dentro de lo

posible.

Habran de existir las instalaciones apropiadas para cad4-

veres y desechos.

Los locales deberan contar con las siguientes exigencias de

aire y ventilacion:

7.1.- La inyeccion de aire debe realizarse en los dangulos

superiores de los locales y la extraccion en los inferiores.

7.2.- Los locales en su interior deben poseer presion positi-
va de aire respecto a los pasillos o areas exteriores.

7.3- En caso de poseer un bioterio doble pasillo con loca-
les centrales (Circulacion limpia y sucia), el gradiente de

presion serd del limpio al sucio.

Articulo 8.- Temperatura y humedad.

Las exigencias de temperatura y humedad son:
8.1- Para roedores de 20-24 °C.-

8.2.- La humedad relativa ambiente oscilard entre 40y
70 %.

Articulo 9.- Intensidad y tipo de iluminacién. Los locales
deberan contar con las siguientes exigencias de intensidad
y tipo de iluminacion:

9.1.- La luz debera ser artificial y provista por tubos fluo-
rescentes con incidencia oblicua, de forma tal que todas las
jaulas, independientemente de su ubicacion, reciban inten-

sidades similares.

C.- Alojamientos de animales y material para lechos
Articulo 1o.- Condiciones de alojamiento.-

El alojamiento debe contribuir a la salud general de los
animales, y evitarles todo estrés innecesario, para lo cual

debera asignarsele a cada animal, de acuerdo a la especie,

un espacio adecuado, preservando minimas condiciones de
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higiene y de proteccion contra depredadores, roedores y
otras plagas.

Deberan existir instalaciones de cuarentena y aislamientos
pertinentes.

Normalmente la entrada debe estar restringida a las perso-
nas autorizadas.

Los animales serdn alojados en jaulas adecuadas para cada
especie.

El 4rea requerida para cada especie se ajustara a las dispo-

siciones vigentes.

El nimero de animales por jaula estara en relacion con el
tamaio corporal evitdndose la sobrecarga, de acuerdo con
la reglamentacion emitida por la CHEA.-

Articulo 11.- Lechos.-

Los lechos seran de materiales absorbentes, libres de sus-

tancias toxicas y estaran esterilizados.-
D.- Adquisicién de animales

Articulo 12.- Los animales de experimentacion serdn ad-

quiridos en establecimientos de cria especializados.

Podran emplearse animales no especificamente criados con
este fin, solo si se observan los requisitos establecidos en
materia de investigacion, sobre todo en lo que respecta a
su salud y calidad.

E.- Alimentacién

Articulo 13.- Exigencias de los alimentos.-

Los animales deben recibir alimentos en cantidad y calidad
suficiente para sus necesidades y para conservar la salud,

y tener acceso libre al agua potable, a menos que el objeto
del experimento sea estudiar los efectos de las variaciones

de esos nutrientes.

El alimento que se le suministre a los animales debera

reunir las siguientes exigencias:

a) su composicion deberd cubrir las necesidades nutritivas

de la especie a la que estd destinado;

b) su envase debe poseer rotulo con la marca del producto
visible;

¢) el nimero de partida;
d) el andlisis de composicion quimica de la partida; y
e) la fecha de elaboracion.

Debera ser envasado de forma tal que asegure su traslado

y almacenamiento higiénico.-
Articulo 14.- Vencimiento de los alimentos

El alimento no podra tener mds de un afio de elaborado al
momento de ser suministrado a los animales.

F.- Sanidad

Articulo 15.- Calidad sanitaria.- Deberd haber servicios de
atencion veterinaria, que incluyan vigilancia y prevencion
de las enfermedades, a disposicion de los establecimientos
de cria y de las instituciones o departamentos que emplean

animales con fines biomédicos.

Los animales enfermos o lesionados deben recibir atencién
apropiada, o una muerte no dolorosa.

Debera acreditarse la calidad sanitaria de los animales,
producidos o adquiridos, mediante estudios adecuados que
certifiquen la ausencia de enfermedades que puedan inter-
ferir con los resultados experimentales.

Deberdn contar con sistemas de barreras que posean deter-

minadas caracteristicas:

a) Ubicacion del bioterio fuera del alcance de peligros
sanitarios; utilizacion de materiales y sistemas que eviten el
alojamiento de plagas y faciliten la sanitizacion.

b) Filtracion de aire y manejo de presiones diferenciales.

¢) Barreras anti-roedores y anti-insectos.

d) Limitacién de acceso de personal.

El personal debe estar adecuadamente capacitado en el
mantenimiento de buenas condiciones de higiene y en la

aplicacion de todas las medidas necesarias para prevenir la
contaminacion.
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Flujo de personal y materiales por las zonas indicadas,
para evitar diseminacion de material contaminado en

zonas limpias.

Capitulo I,
Comision Honoraria de Experimentacion Animal (CHEA)

Art. 16.- Fines, sede y presupuesto.- Se crea la Comision
Honoraria de Experimentacion Animal de la Universidad
de la Republica (CHEA), con la finalidad de garantizar el
cumplimiento de estos objetivos:

a) Asegurar a los investigadores las mejores condiciones
de trabajo, asi como el resultado de sus experimentos en

animales.

b) Evitar el uso excesivo o inapropiado de animales de
experimentacion.

¢) Acreditar la formacion de los investigadores, docentes
y todo el personal en el cuidado, crianza, empleo y trato
humanitario de los animales de experimentacion antes,

durante y después del experimento.-

La CHEA se asimilara en caracter transitorio a una
Comision central, adjudicandosele sede, asi como infraes-
tructura y personal administrativo necesario para cumplir

sus funciones.-

Durante ese periodo transitorio y mediante un estudio de
las necesidades requeridas, acorde con las tareas desempe-

fladas, la CHEA realizard una propuesta presupuestal que

sera presentada para su consideracién, votacion y asigna-

cioén, en el proximo presupuesto quinquenal.-

Art. 17.- Integracion y duracién.- La CHEA estara integra-
da por:

a) Un representante designado por cada uno de los servi-
cios universitarios en los que se realice experimentacion

animal.-

b) Un representante designado por el Rector, que la
presidira.-

Los miembros de la CHEA duraran cuatro afios en sus

funciones, pudiendo ser reelectos.-

Dichos miembros podran ser removidos en cualquier

momento por el CDC.-
Art. 18.- Cometidos de la CHEA.- Compete a la CHEA:

a) Cumplir y hacer cumplir las normas universitarias vi-
gentes en la materia en cuanto al cuidado y empleo de los

animales de experimentacion.-

b) Dictar instrucciones de servicio o normas de trabajo

relativas a la investigacion animal.-

¢) Proponer a los respectivos Consejos de

Facultad Ordenanzas y Reglamentaciones sobre la ex-

perimentacion animal y la conducta de los investigado-
res, docentes y estudiantes, respecto de los animales de

experimentacion.-

d) Control, vigilancia, auditoria y supervision respecto
de los locales -bioterios, laboratorios-, y de las personas
autorizadas a realizar experimentacion con animales y los

protocolos respectivos.-

e) Realizar visitas e inspecciones coordinadas o imprevis-
tas, a los efectos de verificar las condiciones de los locales
y de los animales sometidos a experimentacion.-

f) Ejercer la potestad disciplinaria sobre todas las personas

involucradas en la experimentacién animal.-

g) Estudiar, proponer e instrumentar cursos de capacita-
cién en materia de experimentacion con animales, que
atiendan distintos niveles, tales como: capacitacion de
investigadores y docentes, creacion de una carrera de técni-
co en Bioterio, formacién de estudiantes en las carreras de

grado, etc.-

h) Preparar los cursos de la especialidad en experimenta-
cién animal que se exigird a los investigadores y a todo el
personal que trabaje en el drea de experimentacién animal,
y otorgar las correspondientes acreditaciones que seran
refrendadas por el Presidente de la CHEA vy por el Rector.

i) Otorgar acreditaciones habilitantes para la experimen-
tacién animal, por competencia notoria, conforme a lo

dispuesto por la ordenanza respectiva.-

j) Delegar en los miembros representantes de los servicios,
los cometidos que faciliten las tareas de experimentacion,
quienes dardn cuenta a la CHEA en la primera sesion
ordinaria.-
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Capitulo IV.
Personal de los bioterios y de los laboratorios
de experimentacion

A.- Bioterio de produccidén o ciclo completo

Art. 19.- Los bioterios de produccion o ciclo completo,

estaran integrados por:

a) Un Director Técnico que deberd ser Veterinario o técni-
co en bioterio, ambos con probada experiencia en el drea y
con acreditacion expedida por la CHEA.-

b) Un Técnico Superior o Responsable del Bioterio de
produccion o ciclo completo que debera ser Veterinario
con probada experiencia en el area. *Transitoriamente, el
Responsable del Bioterio podra ser un idéneo por com-
petencia notoria bajo autorizacién y acreditacion de la
CHEA.

¢) Personal Técnico que deberd haber adquirido formacion
en el manejo de animales mediante cursos de entrenamien-
to dictados a nivel nacional o internacional.

Articulo 20.- Competencias del personal superior.- Las
funciones que deberd cumplir el personal mencionado en el
articulo precedente son:

a) Al Director Técnico compete:

1.- Cumplir y hacer cumplir la normativa vigente.

2.- Como Jefe del Personal y encargado de las relaciones
con la Administracion y otros Centros, serd el maximo

responsable de las actividades del Centro.-

El Director Técnico debe asegurar el traslado de los anima-

les en condiciones humanitarias e higiénicas.
b) Al Técnico Superior Responsable del Bioterio, compete:
1.- Cumplir y hacer cumplir la normativa vigente.-

2.- La responsabilidad del estado sanitario y nutricional,
asi como de la garantia genética de las cepas de trabajo.

3.- La planificacion y vigilancia de las practicas de sanea-

miento ambiental y profilaxis.-

4.- La adquisicion de animales, el disefio de locales y la
coordinacion de las actividades de todo el personal.

5.- Recepcionar y ejecutar los pedidos de animales para
los distintos trabajos de investigacion posteriormente
a la aprobacion por parte de la CHEA del trabajo de

experimentacion.

6.- Programar los sistemas de cria, manejo y seleccion de

reproductores.

7.- Programar el numero de animales que debera man-
tener en las distintas areas de cada especie y cepa de
trabajo, de acuerdo a las solicitudes presentadas por los
investigadores.

8.- Organizar y administrar las actividades del Bioterio.

9.- Proponer a la CHEA normas de funcionamiento y
manejo del Bioterio, quien las elevard al Consejo de la
Facultad, para su consideracion y posterior aprobacion

por el Consejo Directivo Central.-

10.- Definir las dreas de uso comun para los investigadores

y las dreas reservadas para el personal a cargo del Bioterio.

11.- Asesorara sobre la manipulacién de los animales utili-

zados por investigadores o los docentes.

12.- Supervisar el correcto manejo de los animales por

parte de los investigadores o los docentes.

13.- Formar al personal a su cargo, mediante docencia
directa o a través de la participacion de cursos naciona-
les, regionales o internacionales. c) Al Personal Técnico,
compete:

Dar cumplimiento a las instrucciones impartidas por el
personal superior.-

B.- Laboratorio de experimentacion

Articulo 21.- Integracion.-

Los laboratorios de experimentacion estardn integrados
por:

a) Un responsable, que debera ser investigador con expe-
riencia en la disciplina.
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b) Personal Técnico que debera haber adquirido entrena-
miento en el manejo de animales mediante cursos de capa-
citacion dictados a nivel nacional o internacional.

Articulo 22.- Competencias.-

El personal de los laboratorios posee las siguientes
competencias:

A) Al responsable del laboratorio de experimentacion, le
compete:

1.- Cumplir y hacer cumplir la normativa vigente.

2.- Supervisar el correcto manejo de los animales por parte

de los investigadores.

3.- Asesorar en la manipulacion de los animales en el tra-

bajo experimental de los distintos investigadores.

4.- Determinar el destino dltimo de los animales, una vez

finalizado el trabajo de experimentacion.
B) Al personal técnico compete:

Dar cumplimiento a las funciones impartidas por el

Responsable del laboratorio de experimentacion.

Capitulo V.
De los usuarios de los bioterios
y laboratorios de experimentacién

Articulo 23. Definicion.- Serdn usuarios de los bioterios y
laboratorios de experimentacion todos los Investigadores o
Docentes acreditados en experimentacién animal.-

Articulo 24.- Solicitudes.- Los usuarios deberan pre-
sentar la solicitud ante la Comision Honoraria de
Experimentacion Animal (CHEA), en formulario espe-
cialmente preparado al respecto, detallando el trabajo a
realizar.-

Articulo 25.- Informe de la CHEA.- Estudiada la solicitud
conforme a la normativa vigente la CHEA, elevard un
informe vinculante al Consejo de la Facultad respectiva,

quien resolverd, en definitiva.-

Articulo 26.- Formulario de solicitud.- Para la experimen-
tacion con animales en Investigacion o Docencia, el usua-

rio deberd completar en un formulario:

1.- Los beneficios que se pretenden obtener con la
experimentacion.-

2.- Los criterios utilizados para seleccionar adecuadamente
la especie y calidad sanitaria, asi como el niimero minimo
necesario a utilizar para obtener resultados cientificamente

validos.

3.- Las precauciones necesarias para evitar o minimi-
zar toda molestia, intranquilidad o dolor de la especie

seleccionada.

4.- El método seleccionado para sacrificar al animal, en
caso de que ello resulte necesario.-

Articulo 27.- Responsabilidad.- Tanto los usuarios, como
el personal de los Bioterios seran responsables:

a) del cumplimiento de las normas de bioseguridad de
acuerdo con la normativa vigente que asegure la protec-

cién de la salud humana; y

b) destino dltimo de los animales de experimentacion,
de manera de asegurar las condiciones de bioseguridad
adecuadas.

Articulo 28.- Obligaciones de los usuarios.- Constituyen

obligaciones de los usuarios:

a) planificar y comunicar por escrito al responsable del
Bioterio con suficiente antelacion: la especie, cepa, numero
y edad de los animales a utilizar;

b) coordinar con el responsable, los requerimientos necesa-
rios en cuanto a alojamiento y alimentacion de los anima-
les, equipamiento, personal encargado del mantenimiento,

limpieza y destino tltimo de los animales y

¢) coordinar con el responsable, las medidas necesarias
para atender en forma correcta a los animales durante el

lapso en que no se experimenta.

Articulo 29.- Responsabilidad por las personas supervi-
sadas.- Los investigadores y docentes serdn directamente

responsables de las personas que supervisen en cuanto
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a que las mismas cumplan con la normativa establecida
hasta su acreditacion.

Capitulo VI.
Acreditacién por competencia notoria

Articulo 30.- Los investigadores o docentes que, a la fe-
cha de vigencia de esta Ordenanza, hayan trabajado con
animales con fines de experimentacion, docencia o inves-
tigacion, podran obtener la acreditacion de experto en la
materia, por competencia notoria.

Se entiende por Competencia Notoria la capacitacién en
una disciplina determinada, por la actuacion profesional
destacada en la docencia, en la investigacion y en el cono-
cimiento de los diversos medios y técnicas de la especia-
lidad, asi como en la continuidad en que ha cumplido el
trabajo.

Para acceder a la acreditacion, se deberd cumplir con los
requisitos establecidos por la ordenanza respectiva.
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Anexo |l.

Ley n.°18.611. Utilizacion de Animales en
Actividades de Experimentacion,
Docencia e Investigacion Cientifica

El Senado y la Cdmara de Representantes de la Republica
Oriental del Uruguay, reunidos en Asamblea General,

Decretan

Capitulo 1.
De las disposiciones preliminares

Articulo 1°.- La cria y la utilizacién de animales en ac-
tividades de experimentacion, docencia e investigacion
cientifica en todo el territorio nacional se regira por las

disposiciones de esta ley.

Articulo 2°.- Son consideradas como actividades de ex-
perimentacion e investigacion cientifica todas aquellas
relacionadas con las ciencias bdsicas, ciencias aplicadas,
desarrollo tecnolégico y biotecnoldgico, produccion y
control de la calidad de drogas, medicamentos, alimentos,

inmunobiolégicos, dispositivos e instrumentos.

No son consideradas como actividades de investigacion las

précticas relacionadas con:

A La produccién animal, tales como el anillado, el tatuaje,
la marcacién o la aplicacion de otro método con finalidad
de identificacion del animal, que cause dolor leve o aflic-
cién momentanea o dafio pasajero y las intervenciones
no-experimentales relacionadas a la misma.

B) La salud animal, tales como la profilaxis y el tratamien-
to veterinario.

La utilizacién de animales en actividades educativas queda
restringida a establecimientos de ensefianza secundaria

y terciaria, publicos y privados, e instituciones donde se

desarrolle investigacion cientifica.

Articulo 3°.- Los animales alcanzados por esta ley son
las especies clasificadas dentro del filo Chordata, subfilo
Vertebrata.

Se entiende por filo Chordata animales que poseen, como
caracteristicas exclusivas, al menos en la fase embrionaria,
la presencia de notocorda, hendiduras branquiales en la fa-
ringe y tubo neural dorsal tnico; y por subfilo Vertebrata,
animales cordados que tienen como caracteristicas exclu-
sivas un encéfalo contenido dentro de una caja craneana y

una columna vertebral.

Capitulo I,
De la Comision Nacional
de Experimentacion Animal (CNEA)

Articulo 4°.- Créase la Comision Nacional de
Experimentacién Animal (CNEA).

Articulo 5°.- La CNEA sera presidida por el Ministro de
Educacion y Cultura o por quien este designe, quien tendra
doble voto en caso de empate.

Sera integrada ademds por un representante titular y un

alterno de cada érgano y entidad:

A) Ministerio de Educacion y Cultura. B) Ministerio de
Ganaderia, Agricultura y Pesca. C) Ministerio de Salud
Publica. D) Ministerio de Vivienda, Ordenamiento
Territorial y Medio Ambiente. E) Universidad de la
Republica. F) Agencia Nacional de Investigacion e
Innovacién (ANII). G) Asociacion Uruguaya de Ciencia y
Tecnologia de Animales de Laboratorio. H) Sociedad de
Medicina Veterinaria del Uruguay. I) Sociedad Uruguaya
de Biociencias. J) Un representante de la Cimara de
Industrias (de especialidades farmacéuticas y veterinarias)
designado por el Poder Ejecutivo a propuesta de estas.

K) Un representante de las Sociedades Protectoras de
Animales legalmente constituidas en el pais, designado por
el Poder Ejecutivo a propuesta de estas.

Articulo 6°.- La CNEA designara comisiones permanen-

tes y temporarias y contard con una secretaria ejecutiva
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responsable de la gestion administrativa. Los cometidos e
integracion de las comisiones permanentes y temporarias
serdn regulados por el reglamento interno de la CNEA. Los
recursos humanos y materiales necesarios para su funcio-
namiento seran de cargo del Ministerio de Educacién y
Cultura.

Articulo 7°.- Los miembros de la CNEA tendran caracter

honorario y su mandato durard cuatro afios.
Articulo 8°.- Compete a la CNEA:

A) Formular y garantizar el cumplimiento de las normas
relativas a la utilizacién y transporte humanitario de
animales con finalidades de experimentacion, docencia e

investigacion cientifica.

B) Asesorar al Poder Ejecutivo al respecto de las activida-
des reguladas por esta ley.

C) Implementar el sistema nacional de acreditaciones per-
sonales dirigido a todo aquel que utilice animales en expe-
rimentacion, docencia e investigacion cientifica, llevando

un registro de estas.

D) Mantener un registro actualizado de las instituciones
para cria, utilizacion o transporte de animales en experi-

mentacion, docencia e investigacion cientifica.

E) Mantener un registro actualizado de los procedimientos
de experimentacion, docencia e investigacion cientifica

en el pais, a partir de informaciones remitidas por las
Comisiones de Etica en el Uso de Animales, creadas por el

articulo 9° de la presente ley.

F) Establecer y rever, periodicamente, las normas para uso
y cuidados con animales para experimentacion, docencia e
investigacion cientifica, en consonancia con las convencio-
nes internacionales a las cuales la Reptiblica Oriental del
Uruguay esté suscrita.

G) Establecer y rever, periddicamente, normas técnicas
para instalacion y funcionamiento de centros de cria, bio-
terios y laboratorios de experimentacién animal, asi como

sobre las condiciones de trabajo en tales instalaciones.

H) Establecer y rever, periddicamente, los requisitos nece-
sarios para que las instituciones y su personal, que utilicen
animales para experimentacion, docencia e investigacion
cientifica, se inscriban o mantengan su inscripcion en el
sistema nacional de acreditaciones y en el registro creado
en los literales C) y D), respectivamente.

I) Aplicar sanciones.

J) Elaborar y someter su reglamento interno al Ministerio

de Educacion y Cultura, para su aprobacion.

Capitulo 1.
De las comisiones de ética
en el uso de animales

Articulo 9°.- Las instituciones que desarrollen actividades
de experimentacion, docencia e investigacion cientifica
con animales deberdn constituir previamente a su registro
(literal D) del articulo 8° de la presente ley) la Comision de

Etica en el Uso de Animales.

Articulo 10.- La Comisién de Etica en el Uso de Animales
estard integrada al menos por:

- Un médico veterinario.
- Un docente o investigador.

- Un representante de la comunidad local. Los mismos
estan obligados a guardar la confidencialidad de los proce-

dimientos bajo pena de responsabilidad.

Articulo 11.- Compete a la Comision de Etica en el Uso de
Animales:

A) Cumplir y hacer cumplir las disposiciones legales -en
sentido amplio- aplicables a la utilizacién de animales para

experimentacion, docencia e investigacion cientifica.

B) Examinar los procedimientos de experimentacion,
docencia e investigacion cientifica a ser realizados en la
institucion a la cual se encuentra vinculada, para asesorar
y determinar su compatibilidad y viabilidad con la legisla-

cion vigente.

C) Llevar un registro de los procedimientos de experimen-

tacion, docencia e investigacion cientifica de la institucion

que asesora, mantenerlo actualizado y elevarlo anualmente
a la CNEA.

D) Llevar y mantener actualizado un registro del personal
acreditado por la CNEA para el uso de animales en pro-
cedimientos de experimentacion, docencia e investigacion

cientifica de la institucion que asesora.
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E) Promover el sistema nacional de acreditaciones entre el
personal que usa animales en procedimientos de experi-
mentacion, docencia e investigacion cientifica de la institu-

cion que asesora.

F) Expedir, en el ambito de sus atribuciones, los certifica-
dos necesarios para presentar ante érganos de financiacion

de investigacion, revistas cientificas u otros.

G) Ordenar la detencién de las actividades de experimen-
tacién, docencia e investigacion cientifica de la institucion,
una vez constatado cualquier incumplimiento de las dispo-
siciones legales, hasta que la irregularidad sea saneada, sin
perjuicio de la aplicacion de otras sanciones.

Capitulo IV.
De las condiciones de cria y uso de animales
para ensefianza e investigacion cientifica

Articulo 12.- La cria, la utilizacién y el transporte de
animales para experimentacion, docencia e investigacion
quedan reservados, exclusivamente, a las instituciones
registradas ante la CNEA.

Articulo 13.- Toda institucion que crie, utilice o transporte
animales para experimentacion, docencia e investigacion
debe registrarse ante la CNEA. También debera estar
registrada toda persona que trabaje con animales en las

mismas.

Articulo 14.- El animal solamente podra ser sometido

a las intervenciones recomendadas en los protocolos de

experimentacion, docencia e investigacion cuando antes,
durante y después del experimento, recibiera los cuidados

especiales, conforme a lo establecido por la CNEA.

Se entiende por experimento a los procedimientos efectua-
dos en animales vivos, buscando la elucidacién de fenéme-
nos fisiolégicos o patologicos, mediante técnicas especificas
y pre-establecidas; y por muerte por medios humanitarios
o eutanasia, a la muerte de un animal en condiciones
(diferentes segun las especies) que involucren un minimo

de sufrimiento.

Articulo 15.- Los experimentos que puedan causar dolor
o distrés deberan desarrollarse bajo sedacion, analgesia o
anestesia adecuadas, salvo cuando su objetivo lo impida,

en cuyo caso debera ser debidamente justificado.

Queda vedado el uso de bloqueantes neuromusculares o de
relajantes musculares en sustitucion de sustancias sedantes,

analgésicas o anestésicas.

Queda vedada la reutilizacion del mismo animal después
de alcanzado el objetivo principal del proyecto de investi-
gacion salvo excepciones debidamente fundadas.

El animal sera sometido a eutanasia, bajo estricta obe-
diencia de las prescripciones pertinentes a cada especie,
conforme a las directrices de la CNEA, siempre que, cul-
minado el experimento o en cualquiera de sus fases, fuera
técnicamente recomendado aquel procedimiento o cuando

ocurriera intenso sufrimiento.

Articulo 16.- En programas de docencia:

A) Siempre que sea posible, las practicas docentes deberdn
ser fotografiadas, filmadas o grabadas, de forma de permi-
tir su reproduccion para ilustracion de practicas futuras,
evitindose la repeticion innecesaria de procedimientos

didacticos con el empleo directo de animales.

B) Siempre que fuesen empleados procedimientos trauma-
ticos, varios procedimientos podran ser realizados en un
mismo animal, considerando que todos sean ejecutados
durante la vigencia de un tnico anestésico y que el animal
sea sacrificado antes de recobrar la conciencia.

Articulo 17.- El nimero de animales a ser utilizados para
la ejecucion de un proyecto de experimentacion, docencia
o investigacion y el tiempo de duracion de cada expe-
rimento serd el minimo indispensable para producir un

resultado concluyente.

Capitulo V.
De las penalidades

Articulo 18.- La fiscalizacion de las actividades regu-
ladas por esta ley estard a cargo de los 6rganos de los
Ministerios de Educacién y Cultura, de Ganaderia,
Agricultura y Pesca, de Salud Publica y de Vivienda,
Ordenamiento Territorial y Medio Ambiente, en las dreas

de sus respectivas competencias.

Articulo 19.- Una vez que los organismos de contralor
precedentemente mencionados constaten una infraccion a

la ley se pondra la misma en conocimiento de la CNEA,
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quien previo cumplimiento del debido proceso, impondra
la sancién que corresponda.

Articulo 20.- Las instituciones a que refiere esta ley estaran
sujetas, en caso de su trasgresion, a las siguientes sanciones

administrativas:
A) Advertencia

B) Multa de 100 a 500 UR (cien a quinientas unidades
reajustables).

C) Suspension temporal de las actividades vinculadas a la
experimentacion, docencia e investigacion animal, que no

podra exceder los 30 (treinta) dias.

D) Clausura. Todo ello sin perjuicio de las sanciones pena-
les o civiles que puedan corresponder.

Articulo 21.- Toda persona que viole las disposiciones
de la presente ley serd pasible de las siguientes sanciones

administrativas:

A) Advertencia.

B) Inhabilitacion temporal de la acreditacion personal
para realizar actividades de experimentacién, docencia e

investigacion.

C) Suspension de financiamientos provenientes de fuentes
de financiacion y fomento cientifico.

D) Inhabilitacion definitiva para el ejercicio de las activi-

dades reguladas en esta ley. Todo ello sin perjuicio de las

sanciones penales o civiles que puedan corresponder, asi
como aquellas resultantes de los reglamentos de las institu-

ciones a las que pertenezcan.

Articulo 22.- Las sanciones previstas en los articulos pre-
cedentes serdn aplicadas por la CNEA de acuerdo con la
gravedad de la infraccion, los dafios que de ella deriven,
las circunstancias agravantes o atenuantes y los anteceden-
tes del infractor.

Cuando se trate de la clausura o la inhabilitacion definitiva
la sancién debera ser homologada por el Ministerio de
Educacion y Cultura.

Capitulo VI.
Disposiciones transitorias

Articulo 23.- El Poder Ejecutivo reglamentard la presente
ley en el plazo de 180 (ciento ochenta) dias a partir de su

promulgacion.

Articulo 24.- Las instituciones que crian, utilizan o trans-
portan animales para la experimentacion, docencia o in-
vestigacion dispondran, para adecuarse a las disposiciones
de esta ley y su reglamentacion, de un plazo maximo de 9o

(noventa) dias, a partir de esta dltima.

Sala de Sesiones de la Cdmara de Representantes, en
Montevideo, a 15 de setiembre de 2009.

Roque Arregui, Presidente.

José Pedro Montero, Secretario.

Ministerio de Educaciéon y Cultura; Ministerio de
Industria, Energia y Mineria; Ministerio de Salud Puablica;
Ministerio de Ganaderia, Agricultura y Pesca; Ministerio
de Vivienda, Ordenamiento Territorial y Medio Ambiente.

Montevideo, 2 de octubre de 2009.

Cumplase, acusese recibo, comuniquese, publiquese e in-
sértese en el Registro Nacional de Leyes y Decretos, la Ley
por la que se disponen procedimientos para la utilizacion
de animales en actividades de experimentacion, docencia e
investigacion cientifica.

Tabaré Vazquez; Maria Simon; Raul Sendic; Maria Julia
Munoz; Andrés Berterreche; Carlos Colacce.

3 Fuente:
http://www.parlamento.gub.uy/leyes/AccesoTextoLey.
asp?Ley=18611
https://www.cnea.gub.uy
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Anexo |1I.
Tablas

Capitulo IV. Animales mas utilizados

Tabla T: Espacio recomendado para mantener a los animales de laboratorio (adaptado de Zufiga, 2001)

Especie Peso corporal Area piso/animal Altura (cm) (a)
<10g 38,70 cm?
10-15 g 51,60 cm?
Raton (%) 15
16-25 ¢ 77,40 cm?
>25¢g(b) 96,8 cm?
<100 g 109,7 cm?
100-200 g 148,4 cm?
201-300 g 187 cm?
Rata (*) 17,8
301-400 g 258 cm?
401-500 g 387 cm?
> 500 g (b) 451,7 cm?
<350¢g 387 cm?
Cobayo (*) 17,8
>350¢g 651,6 cm?
<2kg 0,1400 cm?
2-4 kg 0,2790 cm?
Conejo 35,7
4,154 kg 0,3720 cm?
> 5,4 kg 0,4650 cm?

(*): animales alijados en grupo; (a): de piso a techo de la jaula; (b): los animales mds
grandes pueden requerir mayor espacio
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Tabla 2: Ejemplo de cddigo de marcado con acido picrico al 1,6 % utilizado
en el Laboratorio de Experimentacion Animal de Fac. de Quimica, Universidad de la Republica

Numero Marca
1 Sin marca
2 Cabeza
3 Lomo
4 Base de la cola
5 Pata delantera derecha
6 Pata delantera izquierda
7 Pata trasera derecha
8 Pata trasera izquierda
9 Patas delanteras

=
(=)

Patas traseras

Capitulo V. Vias de administracion y toma de muestras

Para determinar el volumen de dosis a administrar se debe tener en cuenta el menor volumen posible para minimizar cual-
quier angustia o problema de bienestar y no debe producir cambios fisiologicos o patoldgicos que comprometan el experi-

mento; cuanto menor sea el volumen mejor.
En cuanto a los datos de la tabla 3:

e [Intravenosa: se refiere a la inyeccion del indculo en un periodo relativamente corto de tiempo (aproximadamente 1

min).

e Subcuténea: el volumen depende de la flacidez de la piel del animal y con ello del potencial espacio subcutaneo. Para
la administracion de volumenes mayores se debera utilizar maltiples puntos de inoculacion, si la aplicacion es diaria
se debe aplicar en un maximo de cuatro puntos. Estos volimenes son para inoculaciones sin adyuvante de Freund,

para el uso de este adyuvante ver datos en tablas 6 y 7.
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e [Intradérmica: el volumen depende del espesor y la piel que varia con el lugar y la especie, el maximo nimero de pun-

tos de administracion: 6.

e Intramuscular: el volumen indicado es para un tnico punto de administracion

Tabla 3: Voltimenes recomendables a administrar y tamario de aguja, seguin especie
(adaptado de: Training Manual Series, AALAS y Laboratory Animals (2001), 35: 1-40)

Especie Intravenosa (+) Intraperitoneal Intramuscular Subcutinea
NR
Raton Vena lateral de la cola Cuddriceps, muslo posterior Cuello
0,2 ml 2-3 ml 0,05 ml 2-3 ml
26-28 G 25-27 G 27 G 25G
NR
Rata Vena lateral de la cola Cuddriceps, muslo posterior Cuello
0,5 ml 5-10 ml 0,3 ml 5-10 ml
25-27 G 23-25 Gg 25 G 25 G
Vena de oreja, vena safena Cuddriceps, muslo posterior Cuello
Cobayo 0,5 ml 10-15 ml 0,3 ml 5-10 ml
25-27 G 23-25G 25 G 23-25G
Vena marginal de la oreja Cuédrﬁzzz;ﬁ‘ii;g::terior’ Cuello, flancos
Conejo 1-5 ml (lento) 50-100 ml 0,5 ml 30-50 ml
23-25G 21-23 G 25 G 21-25 G

NR: No Recomendado
(+): El volumen méximo debe ser normalmente del 4 % y nunca mayor al 5 % del volumen de sangre circulante

Al extraer sangre, tener en cuenta:

Conocer perfectamente anatomia de la especie

Importancia de la velocidad de extraccién (rapido colapso de vena)

Anticoagulantes (Heparina 5 a 10 UI/ml; Citrato una parte de de sodio 3.8 % vy tres partes de sangre)
Stress (¢uso de anestésicos?)

Qué hacer cuando hay problemas

Volumen de sangre a extraer
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Shock hipovolémico: Extraccion rdpida o repetida sin reposicion
Volemia: % del peso corporal

Tamano muestreo maximo:

10 % Volemia: Se puede repetir cada 3 o0 4 semanas aproximadamente
15 a2 20 % Volemia: disminuye el gasto cardiaco y la presién sanguinea

30 a 40 % Volemia: shock hemorragico

> 40 % Volemia: causa mortalidad del 50 % en ratas

Muestras Repetidas: terapia de reemplazo con fluidos (subcutdneo)

a 37 °C; 1 % volemia cada 24 hs. (< 24 hs. 0 > 1 %, produce anemia).

Se debe reemplazar el mismo volumen que se extrae.

Shock Hipovolémico:

Pulso rédpido y débil

Mucosas secas y palidas

Piel y extremidades frias
Intranquilidad
Hiperventilacién

Temperatura corporal anormal

Anemia:
Palidez de membranas mucosas y conjuntiva

Palidez interior de la boca, encias y lengua

Palidez en orejas

Palidez en almohadillas plantares (no pigmentados)
Intolerancia al ejercicio

Ritmo respiratorio incrementado en reposo
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Tabla 4: Ejemplo de volimenes aproximados de sangre e intervalos entre colectas (adaptado de National Research Council)

Pesodotanml () VOl doSonre 1% mhaoxar 10 ) 0 e
20 1,10-1,40 0,011 - 0,014 0,11-0,14
25 1,37 -1,75 0,014 - 0,018 0,14 -0,18
30 1,65-2,10 0,017 - 0,021 0,17 - 0,21
35 1,93-2,45 0,019 - 0,025 0,19-0,25
40 2,20 - 2,80 0,022 - 0,028 0,22 - 0,28
125 6,88 - 8,75 0,069 - 0,088 0,69 - 0,88
150 8,25 - 10,50 0,082 - 0,105 0,82-1,0
200 11,0- 14,0 0,11-0,14 1,1-1,4
250 13,75 -17,50 0,14 -0,18 14-18
300 16,50 - 21,0 0,17 - 0,21 1,7-2,1
350 19,25 - 24,50 0,19-0,25 1,9-2,5

Tabla 5: Vollimenes méaximos tolerables de administracion
(adaptado de Procedimiento de Administracion de Sustancias, POE Pontificia Universidad Javeriana, Colombia)

Especie Via y volumen (mg/Kg)

Oral SC P M IV (bolo) 1V (lento)
Ratén 50 40 80 0,1 5 25
Rata 40 10 20 0,2 5 25

Tabla 6: Inmunizacion en ratones

Via Volumen maximo Adyuvante R;?::E:gg;?;o Siguientes dosis
Subcutanea (SC) 50-100 pl +/- Soluble o insoluble SC
Intramuscular (IM) No recomendada - - -
Intradérmica (ID) No recomendada - - -

200 pl. Se recomienda para el
Intravenosa (IV) booster final antes de fusiéon para No Soluble -
obtener hibridoma.

Intraperitoneal (IP) 500 ul +/- Soluble o insoluble SC
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Tabla 7: Inmunizacién en conejos

Via Volumen maximo Adyuvante Rii(llrl:z;i({:gfr?éo Dosis subsiguientes
Subcutanea (SC) 80 pl/sitio; 10 sitios por conejo +/- Soluble o insoluble SC, IM
Intramuscular (IM) 0,5 ml +/- Soluble o insoluble SC, IM
Intradérmica (ID) 100 pl/sitio; 40 sitios por conejo +/- Soluble o insoluble SC, IM
Intravenosa (IV) 1 mlen la Vegsejr;larginal de la No Soluble. $C, IM
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Capitulo VII. Analgesia y anestesia

Tabla 8: Indicadores de dolor en animales de laboratorio (Carsten 2000; Rivera 2009)

Especie

Rata

Raton

Cobayo

Conejo

Comportamiento general
Reduccion de actividad exploratoria
Vocalizaciones

Reduccion de apetito e ingesta de
liquidos

Lame y protege extremidades
Automutilacion
Aumento de agresion y vocalizacion
Aversion hacia los conespecificos
Similar a la rata

Aumento de movimiento de las
vibrizas

Vocalizaciones (chillidos)
Tienden a aislarse
Pelo erizado

Estampidas cuando se manipulan o
muy tranquilos

Ojos «hundidos» o apagados
Ansioso
Se esconde
Vocalizaciones (chillidos)
Agresivo (patea o muerde)
Perdida de apetito
Canibaliza a conejos jovenes

Inmovilidad ténica (aparentan estar
adormecidos)

Apariencia
Piloereccion
Postura anormal, encorvada

Porfirina en los ojos

Parpados parcialmente cerrados
Pupilas dilatadas

Secrecion nasal

Similar a la rata

No hay secrecion de porfirina en los
ojos

Similar a la rata

Puede que no muestre cambios

Fisiologia
Suefio interrumpido

Hipotermia
Respiracion rapida y superficial

Puede gruiir al expirar

Pérdida de peso y deshidratacion

Similar a la rata

Similar a la rata

Salivacién aumentada

Respiracion rapida y superficial
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Tabla 9 : Anestesia y analgesia en ratones (adaptada de Regueiro-Purifios, 2013; Remie 2016)

Agente Dosis

Anestesia

Pentobarbital 50 mg/kg IP
Metomidato/Fentanil 60 mg/kg + 0,06 mg/kg SC
Ketamina/Xilaxina 80-100 mg/kg + 10 mg/kg IP
ﬁgzgt‘gﬁn - 80-100 mg/kg + 10 mg/kg IP
Analgesia

Buprenorfina 0.05-0.1 mg/kg SC
Butorfanol 1-5 mg/kg SC

Combinaciones anestésicas

Ketamina +

medetomidina 60-75 mg/kg + 0,4-0,5 mg/kg IM, intraperitoneal, SC

Ketamina + xilazina 40-100 mg/kg + 5-10 mg/kg IM, intraperitoneal

Ketamina + diazepam 40-80 mg/kg + 5-10 mg/kg intraperitoneal

Pentobarbital 40-50 mg/kg intraperitoneal
Isofluorano Induccion, 2-4 %; mantenimiento, 1,5-3 %
Sevofluorano Induccion, 6-8 %; mantenimiento, 3-3,5 %

IM: intramuscular; IV: intravenoso; SC: subcutaneo.

Duracion

20-40 min
20-30 min

20-30 min

Anestesia quirtirgica, 20-180 min; poliuria, hipotermia

Anestesia quirtrgica, 20-30 min; recuperaciones largas
Alta seguridad
Breve duracion anestesia; estrecho margen de seguridad
Buena induccidn y recuperacion, poca excitacion

Buena induccién y recuperacion, poca excitacion
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Tabla 10: Anestesia y analgesia en ratas (adaptada de Regueiro-Purifios, 2013; Remie 2016)

Agente
Anestesia
Pentobarbital

Ketamina/
Medetomidina

Ketamina/Diazepam

Ketamina/Xilacina

Isofluorano
Sevofluorano
Sedante
Acepromacina
Diazepam

Midazolan

Medetodimina
Xilacina
Analgesia

Buprenorfina

Butorfanol
Morfina

Fentanilo

Dosis

40-50 mg/kg IP
60-75 mg/kg + 0,4-0,5 mg/kg IM, IP, SC

40-80 mg/kg + 5-10 mg/kg IP
40-100 mg/kg + 5-10 mg/kg IM, IP
Induccién, 2-4%; mantenimiento, 1,5-3%

Induccién, 6-8%; mantenimiento, 3-3,5%

1-2,5 mg/kg IM, IP, SC
2,5 mg/kg IM, IP, IV
2,5 mg/kg IM, IP, IV

30-100 mg/kg IP, SC

1,5 mg/kg IP; § mg/kg IM, SC

0,01-0,05 mg/kg IM, IP, SC; 0,1-0,25 mg/kg oral;

0,01-0,02 mg/ml agua bebida
0,1-0,25 mg/kg VO
2 mg/kg SC¢/4 h
2,5 mg/kg IM, SC
0,01-0,3 mg/kg SC

Duracion y Observaciones

Breve duracion anestesia; estrecho margen de seguridad
Anestesia quirargica, 20-180 min

Alta seguridad
Anestesia quirtrgica 20-30 minutos, recuperacion larga
Buena induccién y recuperacion, poca excitacion

Buena induccién y recuperacion, poca excitacion

Sedacion, pero continuan activos
solo sedacion
solo sedacion

Sedacion y algo de analgesia, inmovilizacion a dosis
altas

Sedacion y algo de analgesia, inmovilizacion a dosis
altas

cada 8-12 h

cada 4 hs
2-4 h
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Tabla 1: Anestesia y analgesia en conejos (adaptado de Regueiro-Purifios 2013; Remie 2016)

Agente
Anestesia

Ketamina

Ketamina/Xilacina

Pentobarbital

Tlopental

Propofol

Isofluorano

Sedante
Acepromazina

Midazolan
Diazepam
Medetomidina
Xilacina
Analgesia
Morfina
Buprenorfina

Fentanilo

Dosis

25-50 mg/kg IM
35 mg/kg IM+ 5 mg/kg IM

Induccién con 10 mg/kg IV y administrar en
incrementos de 2 a 10 mg hasta obtener un nivel
satisfactorio de anestesia

30 mg/kg IV

10 mg/kg IV / 0,5-1,5 mg/kg/min

Induccion 2 -5 %; mantenimiento 1,25-2,5%

0,1-0,5 mg/kg IM

2 mg/kg IM, IV
1-2 mg/kg IM, IV
0,1-0,3 mg/kg IM, SC
5 mg/kg IM

2-4 mg/kg SC
0,02-0,05 mg/kg SC o IV
0,005-0,04 mg/kg IV bolo

Duracion de anestesia quirdrgica

Hipnosis de moderada a profunda y leve analgesia

25-40 min
20-30 min

Anestesia quirtrgica 5-10 min; tiempo de despertar,
10-15 min

Anestesia ligera 5-10 min; apnea comun a dosis altas;
recuperacion rapida y tranquila; tiempo de despertar,
10-15 min

Cuidado si se usa para induccion: apnea, acidosis,
hipercapnia, bradicardia; malo como agente anico;
controlar presion arterial

sedacion moderada a leve, produce vasodilatacion
periférica
sedacion moderada a profunda
sedacion moderada a profunda
Sedacién ligera a profunda

Sedacion ligera a profunda

efecto 4 h
analgesia moderada, adm ¢/8-12 h

Analgesia intraquirtrgica, efecto aprox. 30-40 min
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Tabla 12: Anestesia y analgesia en cobayos (adaptado de Remie 2016)

Duracion de anestesia

Agente Dosis .
quirdrgica

Anestesia

30 mg/kg + 5 mg/kg IM 30-45 minutos
Ketamina/Xilacina

44 mg/kg + 5 mg/kg IM 74 minutes
Pentobarbital 15 mg/kg IP 60 minutes
Fentanilo 0,4 ml/kg IM 60 minutes
Analgesia
Morfina 2-5 mg/kg SC ¢/4 h
Buprenorfina 0,05 mg/kg SC
Indometacina 2,5 -8,8 mg/kg VO
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Capitulo VIII.
Métodos de eutanasia

Tabla 13: Clasificacion de métodos de eutanasia

Meétodos fisicos Meétodos farmacoldgicos

Disparo Di6xido de carbono

Bala / Perno cautivo Agentes inhalatorios: Monéxido de carbono

Concusion agentes inhalatorios

Dislocacion cervical
Aceptables o
Decapitacion

Maceracion

Irradiaciéon con microondas

Aturdimiento eléctrico

Insercion de aguja
Condicionalmente

aceptables Congelacion rapida

Esanguinacion
Nitrogeno/Argon
Descompresion / vacio
Hipotermia
Inaceptables Hipertermia

Ahogamiento

Estrangulacion

- . o Benzocaina
Animales Acuaticos (diluidos MS-222
e agua): - :
Etomidato y Metomidato
Barbittricos
Agentes inyectables:
gentes iny 61

Hidrato de Cloral
Cloruro de Potasio

Embolia gaseosa

Eter
Cloroformo
Metoxiflurano
Bloqueantes neuromusculares

Sulfato de Magnesio
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Tabla 14: Métodos de eutanasia en roedores (adaptado de European Commission, 1997)

. . Facilidad Segunide] Valor Calificacion .
Agente Rapidez Eficacia d para . Comentarios
e uso estético general
operador
Halotano, enflurano, ++ ++ ++ + ++ 5 Aceptable
isofluorano
Pentobarbital ++ ++ ++ + ++ 5 Aceptable
Aceptable para roedores
Concusion ++ ++ + ++ - 4 < 1 kg. La muerte debe ser
confirmada
Aceptable para roedores <
Dislocacion cervical ++ ++ + ++ - 4 250 g. La muerte debe ser
confirmada
T61 - . i . . 4 Solo Puede ser por via
intravenosa
Diéxido de carbono + ++ ++ ++ + 4 Aceptable a > 70%

Solo personal
Microondas ++ ++ - ++ + 3 especializado, 7o como
método de rutina

Es preferible utilizar otros

Decapitacion + + + 4 - 2 )
métodos

Monéxido de carbono + + + ++ - 2 Peligroso para el operador
i 4pi Unicamente en neonatos

Congelamiento rapido - + ++ ++ + 1 <4g

Exanguinacion 1

Cloruro de potasio 1 Condicionalmente

Embolia gaseosa 1 aceptables (tinicamente

. . con el animal inconsciente)
Congelamiento rapido

(animales > 4 g)

Comisién Honoraria de Experimentacion Animal | Manejo de animales tradicionales en experimentacion | 154



Tabla 14: continuacion

Agente

Hipotermia
Descompresion
Asfixia / Ahogamiento
Nitrégeno / Argon
Oxido Nitroso
Ciclopropano

Eter / Cloroformo
Metoxifluorano
Hidrato de cloral

Bloqueantes
neurousculares

Rapidez

Eficacia

Facilidad
de uso

Seguridad
ara
operador

Valor
estético

Calificacion .
Comentarios
general

0

0

0

0

0

0 No aceptables

0

0

0

0

Rapidez: ++ muy rapido, + rdpido, - lento. Eficacia: ++ muy efectivo, + efectivo, - no efectivo. Facilidad de Uso: ++ facil de usar, +
requiere experiencia, - requiere entrenamiento especializado. Seguridad para Operador: ++ no peligroso, + poco peligroso, - peligroso.
Valor Estético: ++ estéticamente bueno, + aceptable para la mayoria, - no aceptable. Calificaciéon General: de 1 a 5 donde 5 es altamente

recomendable
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