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el gerbillo, la cobaya, el hurén y el visén
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Resumen

En este articulo se describe un método para la obtencién de muestras sanguineas desde la vena
safena lateral. Esto hace posible una riapida toma de muestras, la cual, si es necesario, puede ser
repetida desde el mismo lugar sin que haya necesidad de una nueva puncién. Este método es una
alternativa practica y humanitaria a la puncion cardiaca y retro-orbital, en especies animales
donde la puncién venosa ha sido tradicionalmente considerada como problematica.
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Dado que la obtencién de sangre es uno de los
procedimientos mas habituales utilizados en
los animales de laboratorio, todavia es
necesario refinar desde el punto de vista del
bienestar animal, las técnicas disponibles
(Russell & Burch 1959), ya que el estrés
producido por las técnicas de obtencion de
muestras sanguineas, puede afectar
profundamente a las variables fisiolégicas.

(O’ Neill & Kauffman 1990, Sarlis 1991).

Los métodos para la obtenciéon de muestras
sanguineas en los mamiferos de laboratorio y
en los péjaros, han sido revisados por el grupo
formado por el BVA/FRAME/ RSPCA/UFAW y
el Grupo de Trabajo sobre refinamiento (1993).
Este grupo ha llegado a la conclusién de que en
el ratén, la amputacion de la punta de la cola
bajo analgesia es el método de eleccion para la
obtencion de muestras sanguineas, mientras
que para la rata, se recomienda la puncién de la
vena de la cola. El grupo de trabajo no llegé a
una conclusién definitiva sobre que método
recomendar para la puncién venosa en los
gerbillos y los hamsters. La puncién cardiaca
fue el método elegido para las cobayas, pero
siempre bajo anestesia / analgesia. La puncién
retro-orbital es también un método
ampliamente utilizado en roedores para la
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recoleccion de sangre (van Herck et al. 1991 a).
La puncién de la vena sublingual ha sido
descrita ultimamente (Zeller et al. 1998), pero
este método requiere anestesia general y puede
conllevar una reduccién de la ingesta de
alimentos.

En nuestra opinién todos estos métodos,
con la excepcion de la utilizacion de las venas
de la cola en el ratén y la rata (Wolfensohn &
Lloyd 1994), estan por debajo de lo que puede
considerarse como éptimo para el bienestar
animal. En Noruega, la puncién cardiaca, tanto
si es para la extraccién sanguinea, como para la
administracién de sustancias, solamente puede
realizarse bajo anestesia general y que concluya
con el sacrificio final del animal, a menos que
se consiga un permiso especial de la Autoridad
Nacional para la Investigaciéon Animal
(Norwegian Ministry of Agriculture 1996).

Rusher y Birch (1975) publicaron un
articulo en el que se describia la puncién de la
vena safena en la rata. Su técenica, sin embargo,
necesitaba de dos técnicos y abordaba la vena
desde la cara interna del muslo. Otros
investigadores han llegado a la conclusion de
que esta técnica es de dificil realizacion y
aconsejan la utilizacién de la seccién de la cola
como método de eleccion. (Liu et al. 1996).
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Nau y Schunck (1993) describen la canulacion
de la vena safena en cobayas anestesiados.

Nosotros describimos lo que consideramos
un método sencillo de puncién venosa, que
puede ser empleada en gran variedad de especies,
incluyendo el ratén, sin que haya necesidad de
utilizar anestesia. Algunos detalles ya se han
descrito sucintamente con anterioridad (Solberg
1988, Aaberge et al. 1992).

Materiales y métodos

Inmovilizacion del animal

La técnica emplea la vena safena lateral, la cual
discurre primero por la cara caudal (posterior)
de la extremidad posterior y luego lateralmente
sobre la articulacién del tarso. Dependiendo de
la especie de la que se trate, se puede utilizar
una gran variedad de técnicas de inmovilizacion.
Los animales que previsiblemente no muerden,
como la rata o el visén, pueden ser
inmovilizados simplemente con la mano por el
téenico, o bien envolviéndolos, sin apretarles,
con un pano de laboratorio o una toalla (Fig. 1).
La sedacién no es necesaria en la
venopuncién de la safena, pero puede utilizarse
en beneficio del bienestar animal, o en especies
que son dificiles de inmovilizar como el gerbillo
y el hamster. Alternativamente, el uso de los
sedantes puede limitarse al momento de afeitar
la piel situada sobre la vena, lo cual s6lo debera
ser repetido cuando el pelo vuelva a crecer. La
vena es a menudo tan visible, que puede que
no sea necesario afeitar la extremidad, aunque
si puede ser una ventaja limpiar la zona con
etanol al 70 %. Pueden emplearse sedantes que
contengan vasodilatadores periféricos, como el

Hypnorm® (0,315 mg/ml fentanilo y 10 mg/ml
fluanisona; Janssen, Bélgica) muy utilizado en
los laboratorios europeos para roedores
(Flecknell 1996), aunque a dosis bajas para
evitar sangrados prolongados en el lugar de la
punciéon. También pueden utilizarse como
inmovilizadores, tubos de plastico transparente
de un didmetro adecuado (Fig. 2). Para ratones
pequenos, puede ser suficiente un tubo de
centrifugado practicandole una serie de orificios
en la punta del tubo para favorecer la
respiracion del animal. Para animales mads
grandes, se pueden utilizar tubos o cepos de
pléstico de varios didmetros. Estos cepos, son
unos tubos con una serie de ranuras
transversales a lo largo del mismo y una tapa
perforada para permitir la respiracion del
animal, que, segin en la ranura en la que se
coloque, sirve para poder inmovilizar animales
de diferentes tamanos. Hay cepos disponibles
comercialmente para ratas adultas (B & K
Universal, Hull, Inglaterra). Todos los sistemas
de inmovilizacién deben lavarse
frecuentemente, tanto para prevenir infecciones
cruzadas, como para evitar el estrés inducido
por las feromonas de otros animales.

La otra mano del técnico ha de utilizarse
para inmovilizar en posicion extendida el
miembro posterior del animal, aplicando una
ligera presién hacia abajo, justo por encima de
la articulacion de la rodilla. Este movimiento
sirve ademas para estirar la piel de encima del
tobillo, haciendo mads fécil el afeitado y la
inmovilizacion de la vena safena, la cual es
bastante mévil en muchas especies. El sitio
preferido para la puncién venosa puede variar

Fig. 1.
previa a la venopuncion de la safena (RATA)

Método de Inmovilizacion manual

Fig. 2. Uso de un tubo para la inmovilizacién
del raton previa a la venopuncion de la safena



Extraccion sanguinea de la vena safena

366

dependiendo del técnico y de la especie de la
que se trate. A menudo la vena safena es
visible tanto por encima como por debajo de la
articulacion del tobillo.

Preparacion de la zona para la extraccion
sanguinea

Para afeitar el 4rea de la articulacion del tarso,
se confecciond un pequeno instrumento. Se
retird la envoltura (normalmente de aluminio)
de una hoja de bisturi del nimero 11 (Swann-
Morton Ltd, Sheffield, Inglaterra) y se enrolld
alrededor de la hoja para formar un mango. La
ventaja de no utilizar el mango tradicional del
bisturi, es que la envoltura puede curvarse, para
ajustarse a la presion que el operador realiza
entre sus dedos pulgar e indice. Este
instrumento se utiliza para afeitar la zona
lateral y caudal (posterior) alrededor de la
articulacion del tobillo, realizando un suave
movimiento en la direccion del pelo. Hay que
tener cuidado en colocar la hoja casi paralela a
la piel, para evitar cortarla. La vena safena es
visible en seguida, inmediatamente por debajo
de la piel. Puede extenderse un poco de gel de
silicona (Stopcock grease, Dow Corning,
Midland, MI, USA) en el lugar de la puncién
antes de realizarla, para asi reducir el riesgo de
que se coagule la sangre al entrar en contacto
con la piel. No obstante, a menudo esto es
innecesario si la puncion de la vena se hace
correctamente y si se aplica la compresién y
éstasis venosa suficiente para que la sangre
continte fluyendo.

Puncién de la vena safena

Pueden utilizarse varios métodos para la
puncion venosa, dependiendo del tamano del
animal, el nimero de muestras sanguineas que
vayan a obtenerse y el tipo de muestra
sanguinea que se necesite. Se debe utilizar
aquel calibre de aguja mds pequefio que
posibilite una evacuacién de la sangre
suficientemente rapida. En la mayoria de los
casos, es mds adecuado utilizar una aguja
estéril. El didmetro de la aguja que se va a
utilizar depende del didmetro de la vena del
animal en cuestion. Para los ratones, a menudo
se consigue una puncién adecuada utilizando
una aguja de 25 G (0,6 mm).

Cuando se realiza correctamente, se forma
inmediatamente una gota de sangre en el lugar
de la puncion. Existe una variado muestrario de

sistemas para recoger la muestra sanguinea,
dependiendo de la cantidad y de las
caracteristicas especificas de la muestra. Como
norma general, puede extraerse hasta un
volumen de sangre equivalente al 0,5 % del
peso corporal del animal de una sola vez
(Wolfensohn & Lloyd 1994) y esto puede
repetirse en intervalos de dos semanas sin
perjuicio para los valores hematolégicos del
animal. Las muestras que vayan a tomarse
diariamente no han de superar el 0,05 % del
peso corporal.

Para pequeiias muestras, puede utilizarse un
capilar de hematocrito de 50 a 100 ul (Fig. 3),
que se rellenard de sangre sosteniéndolo contra
la gota que se forma sobre la piel. El final del
capilar debe sellarse con arcilla o plastilina.

Para muestras grandes, pueden utilizarse los
tubos de recoleccion Microvette (Sarstedt, D-
51588 Numbrecht, Alemania,
www.sarstedt.com). Estan sellados por una tapa
de plastico y pueden centrifugarse en un
cabezal para tubos Eppendorf. En otros casos se
pueden rellenar consecutivamente varios tubos
de hematocrito. Todos estos tubos se encuentran
disponibles con o sin anticoagulante.

Si se presiona levemente el lugar de la
puncion, o simplemente con la relajacion de la
presién que realizaba el técnico sobre la
extremidad trasera, normalmente es suficiente
para detener el sangrado. El tiempo de
inmovilizacién del animal debe reducirse
al minimo posible, en pos de su bienestar.

Esto reduce, asi mismo, el riesgo de un
sangrado excesivo del animal debido al
aumento de la presién sanguinea por estrés.

Fig. 3. Recogida de una muestra de sangre
de la vena safena mediante el uso de un tubo
de hematocrito
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Posteriormente puede retirarse la costra que se
forma en el lugar de la puncién, reanudando el
sangrado, lo que posibilitard la toma seriada
de muestras. Hemos utilizado con éxito este
método para tomar mas de 10 muestras
seriadas en un ratén durante un periodo de

24 horas.

Discusion
La puncién de la vena safena es un método
rapido y fiable para la obtenciéon de muestras
sanguineas en un gran numero de especies. La
situacion superficial de la vena permite
asegurar que la puncién ha sido correcta y
permite una fécil observacion de cualquier
hemorragia posterior a la obtencién de la
muestra. En nuestra opinién, puede ser
utilizada en sustitucién de otras técnicas como,
por ejemplo, la puncién cardiaca y la puncién
retro-orbital. Elimina la necesidad de anestesia
y el riesgo de la reduccion de la ingesta
asociada a la puncién de la vena sublingual. La
parte mads critica de la técnica es el afeitado del
drea de la articulacién tarsal antes de la toma
de muestras, por el riesgo de cortar la piel.
Sin embargo, esto puede ser ensefiado
rapidamente por personal especializado y ser
practicado con animales sedados. Muchas
técnicas alternativas de obtencién de muestras
sanguineas implican sedacién o anestesia del
animal. Si la utilizacién de una inmovilizacién
farmacoldgica no interfiere en el protocolo
experimental, puede utilizarse para eliminar
cualquier riesgo de que el animal sea herido
accidentalmente, particularmente antes de que
el personal esté familiarizado con la técnica.
Puede utilizarse una magquinilla eléctrica para
afeitar al animal siempre que €l ruido no le
asuste.

La toma retro-orbital de muestras en los
ratones y las ratas esta descrita en la literatura.

Investigadores holandeses publicaron que la
puncion retro-orbital no representa un estrés
adicional para los ratones que son anestesiados
para dicho procedimiento (van Herck et al.
1991a.). Sin embargo, el estudio empled como
anestesia el éter, que en si mismo es un
potente estresante (Géirtner 1980) y puede
enmascarar un estrés adicional causado por la
puncién retro- orbital.

Los autores observaron un retraso en la
regresion a valores normales de los niveles

plasmaticos de noradrenalina, lo que les llevé a
considerar que puede ser debido al dano tisular
causado por la técnica. Posteriormente,
publicaron que se habian observado en las ratas
cambios histoldgicos en la regién orbital
después de la puncion. (van Herck et al. 1991
b) Estas incluian hemorragias y reacciones
inflamatorias en el drea de la puncion, en el
periostio retro-orbital, en los musculos oculares
y en la glandula de Harder. En Noruega la
anestesia de los roedores de laboratorio con éter
esta practicamente en desuso y estd siendo
reemplazada por firmacos inyectables, como
por ejemplo una mezcla de fentanilo -
fluanisona - midazolan (Hypnorm®+
Dormicum®) o anestésicos inhalatorios como
el halotano o el isoflurano (Flecknell 1996).

Cuando esta técnica se introduce en un
laboratorio, es importante considerar el tamafio
de la aguja que se va a utilizar para la puncién
de la vena. Basidndose en un indice de malestar
(Barclay et al. 1988), existen evidencias de que
agujas de un calibre algo mayor no producen
un aumento del estrés en las ratas y los
ratones, en cambio, pueden disminuir el
tiempo de manipulacion, gracias a que facilitan
una salida mds rdpida de la sangre.
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National Institute of Public Health de Oslo por su
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